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CRL Lipasa de Candida rugosa 
DLS Dispersión de Luz Dinámica 

EANO3 Nitrato de Etilamonio 
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IL Líquidos Iónicos 
NMR Resonancia Magnética Nuclear 
NOE Efecto Nuclear de Overhauser 
PDB Base de Datos de Proteínas 
PEG Polietilenglicol 

SDS - PAGE Electroforesis en Gel de Poliacrilamida Dodecilsulfato 
SEC Cromatografía de Exclusión Molecular 
STD Diferencia de Saturación Transferida 

TEABr Bromuro de Tetraetilamonio 
TEMED Tetrametiletilendiamina 

TFA Ácido Trifluoroacético 
 

 

 

 

 

 

 

 

 



5 
 

Índice  

Índice General 

1 Resumen.......................................................................................................................................................... 9 

2 Introducción ............................................................................................................................................... 11 

3 Marco Teórico ............................................................................................................................................ 13 

3.1 Proteínas .............................................................................................................................................. 13 

3.1.1 Bioquímica Estructural .......................................................................................................... 13 

3.1.2 Niveles de Estructuración de una Proteína ................................................................... 13 

3.2 Difracción de Rayos X de Monocristal ...................................................................................... 19 

3.2.1 Principios de Difracción de Rayos X ................................................................................. 20 

3.2.2 Patrón de Difracción: Espacio Recíproco y Espacio Real ......................................... 23 

3.2.3 Mapa de Densidad Electrónica y Elaboración de Modelo Molecular ................... 25 

3.3 Cristalogénesis Biológica ............................................................................................................... 27 

3.3.1 Definición .................................................................................................................................... 27 

3.3.2 Diagrama de Solubilidad: Parámetros Termodinámicos ......................................... 27 

3.3.3 Nucleación, Crecimiento Cristalino, Efectos Cinéticos y Difusivos ....................... 30 

3.3.4 Métodos de Crecimiento de Cristales ............................................................................... 33 

3.3.5 Aplicaciones de los Cristales en Ciencia y Tecnología ............................................... 35 

4 Antecedentes .............................................................................................................................................. 37 

4.1 Efectos de la Constante Dieléctrica en la Obtención de Monocristales de Proteínas
 37 

4.2 Líquidos Iónicos y el efecto de Hofmeister ............................................................................. 37 

4.3 Efectos de los Líquidos Iónicos en el Hábito y Polimorfismo Cristalino de los 
Cristales de Proteína .................................................................................................................................... 42 

4.4 Características Estructurales y de Solubilidad de las Proteínas en Estudio: 
Lisozima, Glucosa Isomerasa y Lipasas ................................................................................................ 43 

4.4.1 Lisozima de la Clara de Huevo de Gallina ....................................................................... 43 

4.4.2 Glucosa Isomerasa de Streptomyces rubiginosus ......................................................... 44 

4.4.3 Lipasas ......................................................................................................................................... 44 

5 Planteamiento del Problema de Estudio ......................................................................................... 45 

5.1 Justificación ......................................................................................................................................... 45 

5.2 Objetivos .............................................................................................................................................. 46 

5.2.1 Generales ..................................................................................................................................... 46 

5.2.2 Específicos .................................................................................................................................. 46 



6 
 

5.3 Hipótesis .............................................................................................................................................. 46 

6 Materiales y Métodos .............................................................................................................................. 47 

6.1 Caracterización .................................................................................................................................. 48 

6.1.1 Electroforesis Desnaturalizante ......................................................................................... 49 

6.1.2 Cuantificación ............................................................................................................................ 50 

6.2 Purificación ......................................................................................................................................... 52 

6.2.1 Cromatografía de Exclusión Molecular ........................................................................... 53 

6.2.2 Cromatografía de Fase Reversa .......................................................................................... 53 

6.2.3 Cromatografía de Interacción Hidrofóbica .................................................................... 55 

6.2.4 Cromatografía de Intercambio Iónico: Intercambio Catiónico .............................. 56 

6.3 Cristalización ...................................................................................................................................... 57 

6.3.1 Técnicas de Difusión en Fase Vapor ................................................................................. 57 

6.4 Inspección Visual .............................................................................................................................. 60 

6.5 Estudios estructurales mediante Cristalografía de Rayos X ............................................ 61 

6.6 Evaluación de Interacción ............................................................................................................. 61 

6.6.1 Resonancia Magnética Nuclear ........................................................................................... 61 

6.7 Efecto Precipitante de los Líquidos Iónicos ........................................................................... 64 

6.7.1 Dispersión de Luz Dinámica ................................................................................................ 64 

7 Resultados y Discusión ........................................................................................................................... 68 

7.1 Preparación y Caracterización de las Proteínas Usadas en El estudio ........................ 68 

7.1.1 Cuantificación de las soluciones de trabajo ................................................................... 68 

7.1.2 Caracterización de Pureza Mediante Electroforesis Desnaturalizante ............... 71 

7.2 Ensayos de Cristalización de Proteínas Modelo: Crecimiento Direccionado ............ 72 

7.2.1 Lisozima....................................................................................................................................... 73 

7.2.2 Glucosa Isomerasa ................................................................................................................... 77 

7.3 Caracterización Biofísica de Soluciones con Características Distintivas en Presencia 
de Líquidos Iónicos ....................................................................................................................................... 79 

7.3.1 Dispersión de Luz Dinámica ................................................................................................ 79 

7.3.2 Resonancia Magnética Nuclear ........................................................................................... 82 

8 Conclusiones ............................................................................................................................................... 86 

9 Perspectivas ................................................................................................................................................ 88 

10 Anexos ....................................................................................................................................................... 89 

10.1 Purificación y Caracterización de Lipasa de Candida antarctica y Candida rugosa 
mediante técnicas Cromatográficas ....................................................................................................... 89 



7 
 

10.1.1 Candida antarctica .............................................................................................................. 91 

11 Referencias .............................................................................................................................................. 95 

 Índice de Figuras 

Figura 1: Quiralidad de los aminoácidos ................................................................................................. 14 

Figura 2. Aminoácidos biogénicos. ............................................................................................................. 15 

Figura 3. Combinaciones Aceptadas de Ángulos Diedros de Cadena Principal. ....................... 16 

Figura 4. Estructuras básicas de Hélice Alfa y Hoja Plegada Beta. ................................................ 17 

Figura 5. Motivo paquete de cuatro hélices ............................................................................................ 17 

Figura 6. Superficie de Energía Libre del Plegamiento de una Proteína ..................................... 18 

Figura 7. Estructuras depositadas en PDB por año.. ........................................................................... 20 

Figura 8. Celda Unitaria Modelo .................................................................................................................. 21 

Figura 9. Dispersión de Rayos X en un Cristal. ...................................................................................... 22 

Figura 10. Ley de Bragg .................................................................................................................................. 22 

Figura 11. Patrón de Difracción Característico para una Proteína................................................ 23 

Figura 12. Espacio Recíproco Bidimensional. ....................................................................................... 24 

Figura 13. Esfera de Ewald ........................................................................................................................... 25 

Figura 14. Relación de Densidad Electrónica y Resolución.............................................................. 26 

Figura 15. Diagrama de Solubilidad de una Proteína. ........................................................................ 28 

Figura 16. Energética de Nucleación. ........................................................................................................ 31 

Figura 17. Vías de Crecimiento Cristalino. .............................................................................................. 32 

Figura 18. Técnicas de Difusión de Vapor. .............................................................................................. 34 

Figura 19. Estructuración de los Líquidos Iónicos en Agua. ............................................................ 38 

Figura 20. Catión Imidazolio. Figura propia, dibujada en ChemSketch ....................................... 39 

Figura 21. Efectos Entálpicos de Solvatación y Agregación de Líquidos Iónicos..................... 40 

Figura 22. Serie de Hofmeister y Liotrópica. ......................................................................................... 41 

Figura 23.Tipos de Interacción de Líquidos Iónicos con las Proteínas. ...................................... 42 

Figura 24. Configuraciones de Candida rugosa.. ................................................................................... 44 

Figura 25. Recta de Calibrado de Método de Lowry ........................................................................... 70 

Figura 26. Caracterización mediante SDS - PAGE de Lipasas Comerciales. ............................... 71 

Figura 27. Lisozima Cristalizada en Ausencia de Líquidos Iónicos. .............................................. 74 



8 
 

Figura 28. Lisozima Cristalizada en Presencia de Líquidos Iónicos: Cambio de Hábito 

Cristalino. .............................................................................................................................................................. 75 

Figura 29. Modelo Molecular Lisozima Cristalizada en Presencia de BMIM TFA. ................... 77 

Figura 30. Hábito direccionado de Glucosa Isomerasa en dos líquidos iónicos aromáticos.

 ................................................................................................................................................................................... 78 

Figura 31. Gráfico de Debye para Lisozima y Lisozima + 2.5% BMIM TFA ............................... 80 

Figura 32. Principio de la Técnica de Diferencia de Transferencia de Saturación. ................. 83 

Figura 33. Espectros RMN - STD para Lisozima + 2.5% BMIM TFA ............................................. 84 

Figura 34.  Comparación de Superficie Hidrofóbica de HEW - Lisozima y Lipasa Modelo .. 89 

Figura 35. Superficie Hidrofóbica de Conformaciones de Candida rugosa ................................ 90 

Figura 36. Superficie Hidrofóbica de CALB ............................................................................................ 91 

Figura 37. Cromatografía de Intercambio Catiónico Candida antarctica comercial: No 

retenido .................................................................................................................................................................. 92 

Figura 38. SDS - PAGE de Fracciones Cromatografía Intercambio Catiónico de Candida 

antartica comercial ........................................................................................................................................... 92 

Figura 39. Cromatografía de Intercambio Catiónico de Lipasa de Candida antarctica 

comercial. .............................................................................................................................................................. 93 

Figura 40. Cromatografía de Fase Reversa de Candida Antarctica comercial .......................... 93 

Figura 41. SDS - PAGE Fracciones de Cromatografía Fase Reversa Octilsilano ....................... 94 

 Índice de Tablas 

Tabla 1. Resolución de Estructuras Macromoleculares por Técnica. ........................................... 20 

Tabla 2. Soluciones de Preparación para Cuantificación por Método de Lowry ..................... 51 

Tabla 3. Información de los Líquidos Iónicos utilizados en Pruebas de Cristalización ......... 58 

Tabla 4.  Medición de estándares para cuantificación de Proteínas. ............................................ 69 

Tabla 5. Cuantificación por método de Lowry Modificado por Patterson. ................................. 70 

Tabla 6. Información General de las Lipasas Disponibles. ................................................................ 72 

Tabla 7. Parámetros Cristalográficos de la Lisozima en Presencia de BMIM TFA .................. 76 

Tabla 8. Estadísticos de Regresión de las Gráficas de Debye ........................................................... 81 

 



9 
 

1 Resumen 
Los líquidos iónicos son sales, cuyo punto de fusión a presión atmosférica es menor a 100 °C. 

Presentan una diversidad de interacciones (hidrofóbicas, iónicas y apilamiento, por ejemplo) 

que les permite una gran versatilidad. Por estas razones son una opción única en el diseño 

de disolventes. 

Los líquidos iónicos han sido usados con diferentes funciones en distintas investigaciones 

con proteínas. Básicamente se ha utilizado para mejorar la solubilidad de ciertas proteínas, 

como ayudantes en la separación y para aumentar la estabilidad de las proteínas bajo ciertas 

condiciones. También han evidenciado que modifican el hábito cristalino de los 

monocristales de ciertas proteínas, llegando inclusive a cambiar el polimorfo cristalino, en 

un rango amplio de proporciones con agua.    

El uso de líquidos iónicos como aditivos de cristalización es un área de investigación 

atractiva, puesto que su amplia versatilidad estructural y funcional pueden permitir la 

utilización de agentes diseñados ad – hoc. Sin embargo, la observación experimental de la 

influencia en la cristalización observada aún no ha podido ser explicada de manera biofísica 

o molecular, por lo que es importante profundizar en este aspecto.  

De esta manera, la presente investigación tiene como objetivo racionalizar el efecto que los 

líquidos iónicos tienen en la formación de monocristales de proteína. Para tal efecto, se 

realizaron experimentos de cristalización de lisozima de clara de huevo de gallina, glucosa 

isomerasa de Streptomyces rubiginosus, taumatina de Thaumatococcus daniellii, Xylanasa 

de Bacillus subtilis, así como Apo y Holo – transferrinas humanas, utilizando 24 líquidos 

iónicos de diferente naturaleza (hidrofóbicos e hidrofílicos, alifáticos y aromáticos, 

cosmotrópicos y caotrópicos) como aditivos. La gran mayoría de estos líquido iónicos 

presentó la formación de cristales similares a los experimentos de control (sin líquido iónico) 

por lo que no se realizaron posteriores experimentos con estos. 

Sin embargo, se observó una modificación del hábito cristalino para la lisozima en presencia 

de Nitrato de Etilamonio (EANO3), Bromuro de Tetraetilamonio (TEABr), Trifluoracetato de 

3-butil-1-metilimidazolio (BMIM TFA) y Cloruro de 1-etil-3–metilimidazolio (EMIM Cl) y de 

BTEA Cl Y EMIM SCN en el caso de la glucosa isomerasa. 
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Al resolver la estructura mediante cristalografía de rayos x de la lisozima en presencia BMIM 

TFA pudo constatarse que el líquido iónico no se integra a la red cristalina, por lo que no se 

trata de un cambio en los contactos cristalográficos. Para esclarecer el tipo de influencia en 

la cristalización se realizó un Gráfico de Debye, mediante Dispersión de Luz Dinámica. Un 

análisis de los resultados de esta prueba indica que existe una modificación en la 

sobresaturación del sistema, lo cual también puede corroborarse con el crecimiento 

direccionado de una menor sobresaturación. Este resultado también da la idea de que existe 

una interacción muy débil. 

Para contrastar las interacciones en solución se decidió utilizar la técnica de Diferencia de 

Saturación Transferida (la cual es una técnica de resonancia magnética nuclear), que permite 

en este caso, conocer las posiciones y la intensidad de interacción del catión imidazolio, en 

caso de existir. Se observó que existe una interacción más débil que la de un ligando, con 

orientación al catión imidazolio (lo que significa que es de tipo electrostática). Esto es 

consistente con un efecto surfactante.  

Puede concluirse entonces que el efecto en la cristalización del catión del líquido iónico se 

debe a una menor sobresaturación local, además de una interacción débil del catión, similar 

a un surfactante. 
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2 Introducción 
El estudio de la estructura tridimensional de las proteínas es una de las áreas más 

importantes e innovadoras en campos tan diversos como el diseño de fármacos, la 

comprensión de la evolución, el diseño de materiales y la descripción de la biodiversidad. 

Aunque actualmente existen diversas técnicas de elucidación de la estructura terciaria de 

proteínas y ácidos nucleicos, tales como la resonancia magnética nuclear o la microscopía 

electrónica, la técnica que es mayormente usada es la difracción de rayos X de monocristal. 

Del nombre de la técnica, es claro que para poder realizarla se necesita obtener un 

monocristal, y a pesar de que se utilizan muchas aproximaciones novedosas, la obtención de 

este sigue siendo un cuello de botella.  

Un monocristal es la repetición de una unidad de volumen, llamada celda unitaria, que 

contiene a una o varias moléculas, de manera más o menos idéntica en todo el cristal. Para 

las proteínas, la obtención del monocristal es muy compleja, puesto que los contactos entre 

las moléculas en el cristal son considerablemente menores que para las moléculas pequeñas, 

y requieren condiciones sumamente específicas.   

El desarrollo de un cuerpo de conocimientos que permita explicar de manera sistemática, y 

aún más, predecir condiciones de cristalización ha dado origen al área conocida como 

Cristalogénesis Biológica. Una de las piezas clave de información es el desarrollo del 

diagrama de solubilidad. Este es un constructo termodinámico, en el cual se pueden describir 

las secciones de precipitación, nucleación, sobresaturación metaestable e insaturación de la 

proteína, en diversas condiciones.  

Parte de las condiciones que se pueden modificar para obtener cristales adecuados para 

difracción de rayos X son el uso de aditivos, entre los que se encuentran los líquidos iónicos. 

Un líquido iónico es una sal orgánica, normalmente muy asimétrica, que posee un punto de 

fusión menor a 100° C. Se ha demostrado que el uso de estos compuestos tiene efectos en la 

estabilidad y función de las proteínas, así como en la morfología y polimorfismo de los 

cristales.  

Durante esta investigación se realizaron una serie de experimentos biofísicos y de 
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cristalización de proteínas en presencia de líquidos iónicos, con el fin de obtener información 

detallada de la manera que estos últimos interactúan con las proteínas y modifican los 

cristales. La comprensión de este fenómeno a nivel molecular es muy reducida, puesto que 

solamente se han descrito los efectos en los cristales, pero no se ha indicado las causas o sus 

modalidades. 

El abordaje de este tema es muy importante, no solo en el caso específico de los líquidos 

iónicos y las proteínas, sino que también para comprender los sistemas de proteínas en 

solventes orgánicos (incluyendo su comportamiento de cristalización). Aunque los 

plegamientos de las proteínas son estables sólo marginalmente, y el plegamiento en sistemas 

acuosos es dirigido por la formación de un núcleo hidrofóbico enterrado dentro de la 

proteína, se ha reportado actividad, e inclusive aumento en la estabilidad de las proteínas en 

solventes apolares. Se ha indicado que esto se debe a la formación de una micela inversa 

(donde el solvente orgánico es la fase continúa). Así pues, los líquidos iónicos ofrecen una 

alternativa única para comprender y diseñar a medida estos solventes, puesto que tienen 

una gran versatilidad estructural y funcional. 
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3 Marco Teórico 

3.1 Proteínas 

Las proteínas son, probablemente, los biopolímeros más versátiles y extendidos desde los 

virus y organismos unicelulares, hasta los más complejos. Sus funciones van desde catálisis 

de reacciones, estructurales, de movimiento y defensa, hasta regulación, transporte y 

almacenamiento, además, son prácticamente ubicuas en todos los organismos[1].  

Esta extensión y amplitud de funciones es una indicación de la complejidad que pueden 

tomar las diferentes proteínas. Formados solamente por unidades monoméricas de 20 

aminoácidos comunes, el origen de dicha complejidad se encuentra en la jerarquía en 

diferentes niveles. Por lo anterior, es importante describir detalladamente la forma precisa 

en que una proteína se encuentra estructurada y cómo se obtiene esta información. 

3.1.1 Bioquímica Estructural 

La revista Nature que la Biología Estructural es el estudio de la estructura molecular y 

dinámica de las biomacromoléculas, particularmente de las proteínas y los ácidos nucleicos, 

así como las alteraciones en la estructura que afectan su función. Por tanto, incorpora los 

principios de la Biología Molecular, Bioquímica y Biofísica[2].  

Teniendo en mente la anterior definición, se hace evidente que para describir la función de 

las proteínas se necesita conocer íntimamente su estructura. Aunque esto pudiera parecer 

un problema de química similar a los que se observan en la química de moléculas pequeñas, 

no lo es. Esto último se debe a la existencia de una jerarquización en su estructura, que 

además de la disposición de sus átomos y sus enlaces, está ligada directamente a 

interacciones intermoleculares, con el solvente, e interacciones supramoleculares con otras 

moléculas[3–5]. 

3.1.2 Niveles de Estructuración de una Proteína 

La alta complejidad de la estructura e interacciones de una proteína hacen preguntarse 

acerca de su origen. Se ha observado además que los tipos de estructura, aún con un origen 

tan amplio y extendido, son comparativamente pocas. Esto puede explicarse directamente 
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por el camino evolutivo que las proteínas como tales han tenido, que subyace en las 

restricciones termodinámicas que prontamente obedecieron, por lo que es necesario 

profundizar en el tipo de estructuras que una proteína posee. 

3.1.2.1 Estructura primaria 

La primera jerarquía de la estructura de una proteína consiste en la más cercana a la 

descripción de cualquier polímero. Es decir, a la descripción de los átomos y enlaces de sus 

monómeros, así como su orden para formar el polímero. La estructura primaria, es entonces, 

justamente la descripción de la secuencia de aminoácidos que conforman la proteína[4], 

junto con modificaciones covalentes, como puentes disulfuro o fosforilaciones. Aunque la 

descripción de la secuencia pareciera ser trivial, existen algunos detalles importantes, que 

deben quedar completamente claros. Estos se presentan a continuación.  

Los bloques de construcción elementales de una proteína son los aminoácidos. Se trata de 

un compuesto orgánico, formado por un ácido carboxílico, y una amina, unidos al mismo 

carbono, denominado carbono alfa (𝛼𝛼). Este carbono se encuentra sustituido por un 

hidrógeno, y una cadena orgánica (𝑅𝑅). A excepción de la glicina, donde esta cadena R es otro 

hidrógeno, todos los aminoácidos naturales presentan el carbono 𝛼𝛼 sustituido por cuatro 

diferentes radicales, haciéndolos quirales. Todos los aminoácidos naturales son L - 

aminoácidos como se muestra en la Figura 1[4].  

 

Figura 1: Quiralidad de los aminoácidos 
a) D – aminoácido b) L – aminoácido. Al poseer al menos un carbono asimétrico, los aminoácidos tienen un 

centro quiral. Todos los aminoácidos naturales son L. Fuente de figura: Referencia [6]. 
 

En la Figura 2 se presentan los 20 aminoácidos que la mayoría de los organismos utilizan 

para la síntesis de sus proteínas. Puede observarse características específicas debidas a la 

cadena lateral (la cadena 𝑅𝑅), que permiten que distintos residuos tengan características 

químicas polares, apolares e hidrofóbicas. Además, debido a los efectos en el entorno 

a b 
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electrónico, y la presencia de grupos ácido - base en las cadenas laterales, cada residuo tiene 

un equilibrio ácido - base a un pH definido[4].  

 

Figura 2. Aminoácidos biogénicos 
Los aminoácidos biogénicos son 20. Se pueden clasificar según la cadena lateral en ácidos, básicos, neutros e 

hidrofóbicos. Fuente de la Figura: Figura propia realizada en ChemSketch. 

 

El heterodímero básico entre dos aminoácidos, llamado péptido, es la formación de una 

amida, a partir del ácido carboxílico de un aminoácido, con el grupo amino de otro. A esta 

condensación se le conoce como enlace peptídico. Al extenderse el número de monómeros, 

siempre quedará un grupo carboxilo y un grupo amino libres, debido a la orientación de la 

condensación, conocidos como extremos carbono y amino terminal[4].  

Debido a la formación del enlace peptídico en una geometría plana y rígida, se genera en la 

cadena principal (sin tomar en cuenta las cadenas laterales, los grupos R) dos ángulos entre 

los distintos planos que tienen rotación relativa entre sí, denotados como 𝜙𝜙 y 𝜓𝜓 en la Figura 

3. Estos enlaces diedros deben minimizar el impedimento estérico entre las cadenas 

Aminoácidos Cargados 

Aminoácidos polares sin carga 

Casos especiales 

Aminoácidos Hidrofóbicos 

Básicos 

Ácidos 
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laterales, por lo que se permiten solamente ciertos valores de combinaciones entre ambos 

(a excepción de la glicina, que al no poseer cadena lateral no tiene este impedimento). Esto 

puede ser visto, en la sección 𝑏𝑏 de esta misma gráfica, en donde se observan zonas preferidas 

(color rojo) y permitidas (color naranja). Este gráfico, conocido como gráfico de 

Ramachandran es muy útil para evaluar la estabilidad conformacional del modelo de 

proteína propuesto. Cualquier aminoácido que se encuentre fuera del gráfico, debe ser 

explicado detallada y cuidadosamente[4].  

 

Figura 3. Combinaciones Aceptadas de Ángulos Diedros de Cadena Principal. 
a)Esquematización de ángulos de torsión de un enlace peptídico b) Gráfico de Ramachandran. Debido 

a restricciones estéricas existen ciertos ángulos que adoptan los planos definidos por la cadena 
principal que un polipéptido. Estas zonas se muestran en un gráfico de Ramachandran. Fuente de la 

figura: a)Referencia [7] b) Referencia [8] 

3.1.2.2 Estructura Secundaria 

El conjunto de elementos de geometría regular de la cadena principal es conocido como 

estructura secundaria. Esta estructura generalmente es mantenida por interacciones 

intermoleculares, como puentes de hidrógeno, entre aminoácidos que se encuentran en las 

cercanías, con ángulos y orientaciones bien establecidas, que permiten establecer topologías 

características.  

Los más comunes son las hélices alfa (𝛼𝛼 helix) y láminas u hojas plegadas beta (𝛽𝛽 sheets). 

Existe una relación directa entre la secuencia de la estructura primaria y la estructura 
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secundaria, puesto que diferentes aminoácidos son preferentes para formar un elemento de 

estructura, por lo que puede ser fácilmente predicha[1, 4]. 

Para fines ilustrativos de la jerarquía de la estructura se presentan en la Figura 4 un 

esquema general de la hélice alfa y la hoja plegada beta. Como puede observarse, existen 

enlaces de hidrógeno que permiten fijar la estructura en formas bien definidas.  

  

Figura 4. Estructuras básicas de Hélice Alfa y Hoja Plegada Beta. 
Los motivos estructurales básicos son ensamblados por puentes de hidrógeno (en rojo) que orientan la 

estructura en geometrías específicas(violeta) Fuente de la Figura: Referencia [9] 

Existen, entre la estructura secundaria y terciaria, estructuras supersecundarias, conocidas 

como motivos. En Figura 5 se observa uno de estos motivos, conocido como paquete de 

cuatro hélices, el cual es un conjunto de cuatro hélices antiparalelos, los cuales son 

particularmente estables, o fácilmente estructurados[4]. 

 

Figura 5. Motivo paquete de cuatro hélices 
Ejemplo de Estructura Supersecundaria. Cuatro hélices combinadas en sentido contrario, asociadas de 

manera más o menos estable forman el motivo Paquete de Cuatro Hélices. Fuente de la Figura: Referencia 
[10] 
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3.1.2.3 Estructura Terciaria 

Finalmente, la estructura terciaria es el plegamiento tridimensional completo. De cierta 

forma, mientras la estructura secundaria solamente incluye la cadena principal, la estructura 

terciaria incluye las geometrías, interacciones y estructuras también de las cadenas laterales. 

Normalmente, la estructura terciaria, puede dividirse en dominios. Si tiene funciones 

catalíticas o de reconocimiento molecular, el plegamiento permite que se genere una 

superficie mayormente hidrofóbica[4].  

La estructura terciaria está íntimamente ligada a su función, estando más conservada esta 

última.  Esto se debe a que los dominios que las conforman se han desarrollado de manera 

independiente y posteriormente se conjuntan en proteínas con funciones específicas.   

Existe evidencia contundente de la conservación de dominios entre especies 

filogenéticamente muy separadas, pero con funciones similares. Por lo tanto, se puede 

suponer de manera análoga a la evolución de los organismos, una evolución de la estructura 

de las proteínas a través de la conservación de secciones más útiles, y posteriores 

modificaciones genéticas, por los mecanismos mutagénicos evolutivos conocidos, teniendo 

como resultado plegamientos característicos similares en prácticamente todas las 

estructuras de proteínas conocidas[11].  

Este comportamiento similar permite definir de manera termodinámicamente el concepto 

de proteína (y diferenciarse, por ejemplo, de los péptidos) a través de su plegamiento. Se ha 

observado (ver Figura 6) que cualquier proteína, no importando su tamaño, presenta una 

ruta de plegamiento parecida, en el cual, la superficie de energía libre es rápidamente 

muestreada y decae a su mínimo en pocos pasos[12].  

 

Figura 6. Superficie de Energía Libre del Plegamiento de una Proteína 
Disminución del trabajo útil necesario para el plegamiento de la estructura de una proteína. Existe una 
disminución rápida de la misma hasta llegar a un pozo profundo. Fuente de la Figura: Referencia [13] 
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A nivel molecular, la fuerza motriz de este comportamiento es debida a la formación de un 

núcleo hidrofóbico. Cuando la estructura terciaria se está ensamblando en un medio acuoso, 

similar al de los organismos, la mayoría de los aminoácidos hidrofóbicos que forman parte 

de la secuencia establecen interacciones intermoleculares, conocidas como interacciones 

hidrofóbicas, que buscan ocultar estas secciones del agua, exponiendo los aminoácidos 

hidrofílicos o cargados al solvente acuoso. Esto se conoce como colapso hidrofóbico y juega 

un papel preponderante durante el plegamiento de las proteínas[14]. 

3.1.2.3.1 Solvatación 

Del colapso hidrofóbico durante el plegamiento de una proteína surge como corolario la 

importancia para la estructura tridimensional de la solvatación de la proteína. Se ha 

observado que la capa de agua directamente en contacto con la superficie de la proteína está 

tan fuertemente unida a la misma (por fuerzas intermoleculares) que pueden decirse que 

son estructurales, sobre todo en la cercanía de un residuo cargado. La dinámica de las 

moléculas conforme se van alejando de esta capa parecen aumentar de manera discreta, 

modificándose dos o tres veces antes de llegar al solvente que no interacciona[15].  

Este comportamiento es importante también en la presencia de solventes orgánicos, como 

pueden ser los líquidos iónicos, puesto que su presencia en la primera capa de solvatación, 

si interactúa con la capa hidrofóbica puede bloquear el plegamiento o desnaturalizar la 

misma proteína, sin embargo, en capas más alejadas, o en proteínas con secciones 

hidrofóbicas expuestas puede actuar como estabilizante micelar[16].  

3.2 Difracción de Rayos X de Monocristal 

Hasta ahora se ha discutido de manera teórica la estructura de una proteína, sin embargo, 

aún no se ha comentado acerca de las estrategias para conocer dichas estructuras. Como se 

observa en la Figura 7, actualmente existen alrededor de 160,000 estructuras 

tridimensionales, publicadas en el PDB (Protein Data Bank), de las cuales cerca de 11,000 

pertenecen a plegamientos únicos. Puede apreciarse claramente que el crecimiento de este 

ha sido exponencial a partir de mediados de los años noventa, debido principalmente a la 

mejora de las técnicas, y al procesamiento computacional de las mismas.  
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Figura 7. Estructuras depositadas en PDB por año. 
Crecimiento exponencial de estructuras depositadas en el Protein Data Bank. Azul oscuro: Estructuras 

depositadas en el año. Celeste: Acumulado Fuente de la Figura: Referencia [17]. 

De estas técnicas, la técnica más común para resolución, con mucha diferencia, es la de 

Difracción de Rayos X de Monocristal (ver Tabla 1), siendo actualmente la técnica principal 

de uso rutinario en Biología Estructural, por lo cual se discutirá más detenidamente a 

continuación.  

Tabla 1. Resolución de Estructuras Macromoleculares por Técnica. 

Tipo de molécula Rayos - 
X 

Resonancia 
Magnética Nuclear 

Microscopía 
Electrónica 

Métodos 
Múltiples 

Neutrón 

Proteína 136148 11365 3724 156 67 
Proteína / Ácido Nucleico 6598 264 1053 3 0 

Ácido Nucleico 2046 1287 35 5 2 
Otro 460 49 114 1 0 
Total 145252 12965 4926 165 69 

Fuente: Estadísticas del Sitio Web del Protein Data Bank[17]. 

3.2.1 Principios de Difracción de Rayos X 

Para obtener la estructura de una proteína es necesario obtener un monocristal de ésta. Un 

cristal de este tipo es una repetición tridimensional del mismo patrón básico, hasta llegar a 

dimensiones de décimas de milímetro e inclusive se pueden crecer cristales en las escalas de 

los milímetros para uso en difracción de neutrones.  En el experimento de difracción Rayos 

X, el patrón repetitivo del cristal permite que la señal producida por los dispersores atómicos 

se magnifique. 
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La celda unitaria (ver Figura 8) es un paralelepípedo (definido por tres vectores unidad y 

tres ángulos) que al trasladarse de manera periódica en tres dimensiones reproduce el 

cristal por completo. En su interior contiene las moléculas de proteína (en este caso) que 

forman el cristal. El contenido de la celda puede ser de una o varias moléculas, que pueden o 

no estar relacionadas por simetría no cristalográfica (mientras que la simetría cristalográfica 

se presenta cuando por medio de operaciones de simetría que permiten reproducir 

elementos del cristal, la no cristalográfica se presenta cuando existen repeticiones biológicas 

de las proteínas, por ejemplo)[18].  

 

Figura 8. Celda Unitaria Modelo 
Cualquier celda unitaria está definida por tres vectores de traslación y tres ángulos, que permiten representar 

completamente la red cristalina. Fuente de la Figura: Referencia [19]. 

Para que la interacción de un cristal de proteína con la radiación electromagnética produzca 

un efecto de difracción, que en realidad es un fenómeno de interferencia, es necesario que la 

dimensión de la radiación sea del mismo orden de magnitud que la separación de los planos 

cristalográficos dentro del cristal. Esto se cumple para los rayos X, cuya longitud de onda se 

encuentra en las dimensiones de 1 a 10 Å (1 Å = 10-10 m).  

En la Figura 9 se explica este comportamiento. Un haz de rayos X incide en un dispersor que 

se encuentra en una posición específica de la red cristalina. La radiación dispersada puede 

describirse como una onda viajera, que sale con un ángulo igual al plano de incidencia, con 

respecto a la normal. Este mismo fenómeno sucede con otros dispersores en diferentes 

posiciones. Dependiendo de la capacidad dispersiva y la distancia entre los planos en que se 

encuentran los dispersores, las ondas viajeras pueden interferir constructiva o 

destructivamente para producir un patrón de interferencia específico[18], que depende de 

la diferencia de fase en la onda (representada como 𝜙𝜙) y el módulo de la amplitud (𝐹𝐹). 
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Figura 9. Dispersión de Rayos X en un Cristal. 
Un haz de luz de rayos X, al chocar con un dispersor atómico se refleja. Dependiendo del ángulo, la 𝜆𝜆 y la fase, 

se puede dar interferencia constructiva con haces difractados por otros planos de la misma familia. Si el 
dispersor no se encuentra en un plano similar, al reflejarse la onda está desfasada y no produce interferencia 

constructiva. Fuente de la Figura: Referencia [20] 

Lawrence Bragg dedujo la relación necesaria para que se diera interferencia constructiva 

entre los haces dispersados al menos dos átomos, situados en planos imaginarios separados 

por una distancia 𝑑𝑑 (ver Figura 10). Si el haz incide con un ángulo 𝜃𝜃 con respecto al plano, 

se forman los triángulos rectángulos adyacentes entre los puntos 𝑂𝑂 − 𝐴𝐴 − 𝐵𝐵 − 𝐶𝐶. Dado que 

los haces deben ser paralelos (estos son representados por un grupo de tres números, 

llamados índices de Miller, que indican en un origen cartesiano relativo, en qué lugar ocurre 

la intersección de los ejes por distintos planos que coinciden con algunos de los dispersores), 

𝑂𝑂 − 𝐶𝐶 y 𝑂𝑂 − 𝐴𝐴 son perpendiculares a 𝐵𝐵 − 𝐶𝐶 y 𝐴𝐴 − 𝐶𝐶 respectivamente, y se obtiene que 𝐴𝐴𝐵𝐵 =

𝐵𝐵𝐶𝐶 = 𝑑𝑑𝑑𝑑𝑑𝑑𝑑𝑑𝜃𝜃. Debido a la restricción que permite que las ondas sean constructivas, se tiene 

que 𝐴𝐴𝐵𝐵 + 𝐵𝐵𝐶𝐶 = 𝑑𝑑𝜆𝜆 = 2𝑑𝑑𝑑𝑑𝑑𝑑𝑑𝑑𝜃𝜃: La forma en que suele representarse la ley de Bragg es 𝑑𝑑𝜆𝜆 =

2𝑑𝑑𝑑𝑑𝑑𝑑𝑑𝑑𝜃𝜃. 

 

Figura 10. Ley de Bragg 
Relación entre el ángulo de incidencia y la condición de interferencia constructiva: Ley de Bragg. Fuente de la 

Figura: Referencia [21] 
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3.2.2 Patrón de Difracción: Espacio Recíproco y Espacio Real 

Es de esperarse que existan una gran cantidad de planos que cumplan con la condición de 

Bragg. La pregunta que se presenta es entonces la de recuperar la información estructural a 

partir de las combinaciones de las ondas provenientes de la difracción.  

En la Figura 11 se observa el resultado de colocar un detector de radiación a una distancia 

determinada del cristal que sufre difracción, o lo que es equivalente, un patrón de difracción 

bidimensional. En el mismo existen múltiples detalles que dan cuenta de su origen y 

permiten su interpretación.  

  

Figura 11. Patrón de Difracción Característico para una Proteína 
Fuente de la figura: Referencia [22] 

En primer lugar, el espaciado de los planos de la difracción es función del tamaño y simetría 

del cristal. Esto es, la simetría del cristal se reproduce en la simetría del patrón de difracción. 

Cada reflexión en el patrón de difracción representa una posición específica, que es 

dependiente de la familia de planos cristalinos con los mismos índices de Miller que sufren 

interferencia constructiva y dan origen a dicha reflexión (otorgando información de la 

posición de los dispersores). Por otro lado, la intensidad de las reflexiones es el resultado de 

la suma de las ondas reflejadas en fase, por lo que depende de las características de los 

dispersores (y por lo tanto da información de la naturaleza de los átomos ubicados sobre los 

planos, dado que dependen de la densidad electrónica de los mismos)[23].   

Aunque la geometría básica del cristal, a lo que se le puede llamar espacio real, se transfiere 

a las reflexiones del patrón de difracción en el espacio recíproco, existe una transformación 
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del sistema que provoca que no sean idénticos. En la Figura 12 se observa la manera en que 

cambia dicha geometría. Los cambios básicos que se observan son los siguientes: 

1. Dimensiones: Las dimensiones de los vectores de posición relativa en el cristal son los 

recíprocos de los vectores en el espacio real. 

2. Ángulos: Los ángulos en el espacio real son suplementarios a los ángulos en el espacio 

recíproco. 

  

Figura 12. Espacio Recíproco Bidimensional. 
Comparación de a)Espacio Real y b)Espacio Recíproco bidimensional del grafeno. Los vectores son recíprocos 

y los ángulos complementarios. Referencia [24] 
Con base en lo expuesto, también se puede intuir que el patrón de difracción de la Figura 11 

puede ser el de una proteína, puesto que el espacio entre reflexiones es pequeño (y por lo 

tanto este mismo espacio en el cristal es grande)[23]. Los puntos de difracción mostrados en 

la Figura 12 nos muestran el espacio recíproco y a través del mismo hay que obtener la 

resolución de la estructura. Esto quiere decir pasar de un patrón en dos dimensiones a una 

aproximación tridimensional en resolución estructural. 

Las relaciones entre el espacio real y el espacio recíproco pueden ser graficadas 

conjuntamente utilizando la construcción de una esfera en la cual se encuentran el cristal y 

el espacio de difracción establecido por la ley de Bragg (representado en la Figura 13 por la 

circunferencia, siendo entonces un plano de dicha esfera) y el espacio recíproco (la rejilla de 

la misma figura). Al encontrarse uno de los puntos de la gradilla con la esfera se produce 

entonces una reflexión observable[25]. 
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Figura 13. Esfera de Ewald. 
La esfera de Ewald es un constructo en el cual se puede observar que al coincidir la red recíproca con la esfera 
de reflexión se da una reflexión en el patrón de difracción. O es el origen del espacio real, donde se encuentra 

el cristal, mientras que O’ es el origen del espacio reciproco. Fuente de la Figura: Referencia [26] 

3.2.3 Mapa de Densidad Electrónica y Elaboración de Modelo Molecular 

Con base en lo discutido hasta esta sección, es evidente que es posible deducir la posición 

tridimensional de los dispersores a partir de la información de las reflexiones, sin embargo, 

como se mencionó anteriormente, dado que las reflexiones se deben a contribuciones de los 

planos, teóricamente en cada reflexión existe una parte aportada por cada dispersor, y cada 

dispersor está diseminado en todas las reflexiones. 

Ecuación 1. Síntesis de Fourier. 

𝐹𝐹(ℎ𝑘𝑘𝑘𝑘) = 𝑉𝑉�
1

𝑥𝑥=0
�
1

𝑦𝑦=0
� 𝜌𝜌(𝑥𝑥𝑥𝑥𝑥𝑥)𝑑𝑑𝑥𝑥𝑒𝑒[2𝜋𝜋𝜋𝜋(ℎ𝑥𝑥 + 𝑘𝑘𝑥𝑥 + 𝑘𝑘𝑥𝑥)]𝑑𝑑𝑥𝑥𝑑𝑑𝑥𝑥𝑑𝑑𝑥𝑥
1

𝑧𝑧=0
 

Ya que la intensidad de una onda está dada por el cuadrado del módulo de su amplitud 

(𝐹𝐹(ℎ𝑘𝑘𝑘𝑘) es el factor de estructura, siendo su valor al cuadrado igual a la intensidad), para 

poder separar cada contribución es necesario conocer la fase (𝜙𝜙) de la Figura 9, como puede 

describirse en la Ecuación 1, sin embargo, esta información de la sumatoria se pierde 

durante la medición, y por tanto debe ser aproximada numéricamente, utilizando medios 

heurísticos (a esto se le conoce como problema de la fase)[27].  

En los inicios de la cristalografía de proteínas se utilizaron macromoléculas que tuvieran 

átomos con un número atómico alto (como por ejemplo centros metálicos), puesto que la 

intensidad de las reflexiones sería dominada por este dispersor. Si existieran varios átomos, 
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es entonces posible encontrar sus posiciones relativas y luego aproximar la fase del resto de 

los átomos mediante iteraciones sucesivas. Este método es conocido como del átomo pesado, 

y actualmente suele utilizarse en la forma de la técnica de dispersión anómala[28]. En la 

actualidad, es mucho más común utilizar un modelo ya publicado con secuencia similar a la 

proteína que se está tratando resolver, y realizar las transformaciones pertinentes, como 

primera aproximación a las fases[28], método conocido como Reemplazo Molecular. 

De la Ecuación 1 se puede deducir que, una vez establecidos los factores de estructura, es 

posible conocer la densidad electrónica. Dado que en realidad solamente es posible conocer 

de manera discreta los factores, se obtienen descripciones discretas de la densidad 

electrónica. La resolución de la densidad electrónica está dada entonces por la menor 

distancia entre dos puntos de densidad que pueden ser resueltos. Como se puede ver en la 

Figura 14 la resolución experimental tiene un efecto importante en la calidad del modelo 

que se pueda determinar. A alta resolución se puede observar inclusive cada átomo 

claramente, y definir la conectividad a partir de la distancia de enlace, permitiendo describir 

completamente tanto la cadena principal como la cadena lateral de la proteína, describiendo 

su estructura terciaria e inclusive sus interacciones. 

  

Figura 14. Relación de Densidad Electrónica y Resolución. 
Al aumentar la resolución del experimento de rayos X, el mapa de densidad electrónica permite describir con 
mayor detalle las estructuras tridimensionales (De 1.5 y 1 Å hacia abajo la descripción es atómica). Fuente de 

la Figura: Referencia [29]. 
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3.3 Cristalogénesis Biológica 

3.3.1 Definición 

Aunque la formación de un cristal es un proceso ampliamente usado en diversas áreas de las 

ciencias, sobre todo en la física y química, al tratar con la formación de cristales de proteína 

con fines de obtener información estructural, tanto los fundamentos como las técnicas y los 

procesos son muy característicos.  

Los cristales de sustancias inorgánicas, por ejemplo, se pueden preparar a partir de un 

enfriamiento lento, luego de preparar una solución donde se haya disuelto la especie química 

a una temperatura alta (que por lo general aumenta su solubilidad), o añadiendo solventes 

orgánicos, para bajar la solubilidad por variaciones de constante dieléctrica. Sin embargo, en 

el caso de realizar este procedimiento para obtener cristales de proteína, estas proteínas 

sufrirían desnaturalización, haciendo imposible obtener el cristal deseado[30].  

La gran cantidad de factores que encierra obtener un cristal hizo de la obtención de un 

monocristal de proteína un arte, sin embargo, a partir de 1980 su sistematización y la 

formulación de modelos ha logrado que se convierta en una ciencia acuñando el término 

cristalogénesis biológica. 

Esta es la parte de la cristalografía que busca entender los principios fisicoquímicos básicos 

de los procesos de nucleación, cristalización, crecimiento de cristales y medir de manera 

cuantitativa los parámetros biofísicos y químicos que están involucrados en el crecimiento 

de un cristal[31]. 

3.3.2 Diagrama de Solubilidad: Parámetros Termodinámicos 

La cristalización es un fenómeno de transición de fase, en el cual, una solución de proteína 

es llevada a sobresaturación, ya sea cambiando la concentración de precipitante, de proteína 

o de aditivos, pH o temperatura[32].  

En la Figura 15 se observa un diagrama de fases, conocido como diagrama de solubilidad, 

de una proteína. Se pueden apreciar claramente varias secciones. 

1. Insaturación: En esta zona la concentración de proteína en las condiciones especificadas 

es menor a la necesaria para que la proteína cambie a una fase sólida. 
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2. Sobresaturación: En esta fase la concentración de la proteína es mayor a su solubilidad. 

Esto significa que una porción de la proteína saldrá de la solución y formará una especie 

sólida.  

a. Zona de Precipitación: En esta zona la concentración de la proteína es tan alta 

que la formación del sólido es muy rápida y se forman una gran cantidad de 

cristales demasiado pequeños como para ser analizados por las técnicas de 

monocristal.  

b. Zona de Nucleación: En esta zona se forman núcleos de cristalización, 

consistentes en pequeños clústeres de proteína que ya se encuentran separados 

de la fase continua de solución, pero que no son observables por medios ópticos.  

c. Zona Metaestable: Una zona de baja sobresaturación, en la cual los cristales son 

estables y pueden crecer, pero no se forman nuevos núcleos de cristalización. 

  

Figura 15. Diagrama de Solubilidad de una Proteína. 
Secciones de diagrama de solubilidad de una proteína, para obtener un monocristal adecuado se debe 

alcanzar la zona de nucleación y rápidamente pasar a la sección metaestable. Fuente de la Figura: Referencia 
[33]. 

Para obtener un cristal con características adecuadas con el fin de adquirir datos de alta 

resolución y un modelo con mucho detalle y alta calidad, es deseable que se alcance la zona 

de nucleación (en la zona lábil), obteniéndose una baja (pero no nula) cantidad de núcleos 

de cristalización, y que la solución pase rápidamente a la zona metaestable. En la zona 

metaestable, es preferible que la curva de solubilidad se alcance lentamente, y que la 
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agregación de nuevas proteínas al cristal se dé por medio exclusivamente difusivos, 

eliminando la convección de cualquier tipo[34].  

El agente precipitante de la Figura 15 es una especie química que compite con la proteína 

por el solvente. Cuando las concentraciones de proteína y de dicho agente son 

suficientemente altas, la proteína es separada de la solución y se asocia para formar un cristal 

(a este proceso se le suele llamar Salting – out en inglés, y precipitación ordenada o 

precipitación, en español)[32]. Los agentes precipitantes se pueden clasificar de la siguiente 

manera: 

1. Sales inorgánicas: El principal efecto de las sales, sobre todo de los aniones de estas, es 

formar una red con las moléculas de agua que genera que las proteínas se asocien entre 

sí. El efecto suele ser entálpicamente guiado, por lo que aniones poli - cargados suelen 

ser los más utilizados (sulfatos, fosfatos o citratos, por ejemplo). Un efecto menor, pero 

importante, sobre todo tratándose del catión, es de interacción específica con la 

proteína[32]. 

2. Solventes Orgánicos Volátiles: Estas especies (tales como alcoholes de bajo peso 

molecular, acetona o acetonitrilo) reducen la constante dieléctrica del medio, por lo que 

apantallan los campos eléctricos que median las interacciones de la macromolécula en 

la solución. Al aumentar la proporción de solvente orgánico, la interacción de la 

macromolécula con la solución disminuye, ocasionando la formación del cristal. El 

principal problema del uso de estos solventes es la desnaturalización de las 

proteínas[32]. 

3. Polímeros: El uso de polímeros, donde el polietilenglicol (PEG) es ampliamente 

utilizado, produce efectos de exclusión de volumen, que inducen la separación de las 

macromoléculas de la solución. Como su nombre lo indica, este efecto, es debido a que, 

al tratarse de polímeros flexibles, ocasionan que el espacio para que el solvente acuoso 

hidrate efectivamente a la proteína se reduce, generando dispersión y formación de 

agregados[32]. 

4. Solventes Orgánicos no Volátiles: El efecto molecular es similar al de los solventes 

orgánicos volátiles, pero se utilizan compuestos no volátiles (pueden mencionarse a 
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manera de ejemplo 2-metil-2,4-pentanodiol o 2,5-hexanodiol) en diseños de 

experimentos distintos[32]. 

Los líquidos iónicos también pueden ser usados como agentes precipitantes o aditivos de 

cristalización. Sin embargo, por ser iones orgánicos con una presión de vapor muy baja a las 

condiciones normales de cristalización, no se pueden clasificar fácilmente. Como cabría 

esperar, su comportamiento  es una mezcla entre las sales inorgánicos y los solventes 

orgánicos no volátiles, pero también pueden existir interacciones específicas[35]. 

Aunque la descripción general aquí presentada indica en términos de funciones de estado el 

comportamiento del sistema, siendo un requisito sine qua non, es necesario tomar en cuenta 

la cinética y la dinámica de las moléculas que están formando el cristal, para obtener cristales 

que puedan dar resultados adecuados al realizar la difracción de rayos X (aquí se refiere a 

un resultado adecuado a aquel cristal que permita obtener un patrón de difracción con 

resolución y parámetros estadísticos tales que sean útiles al propósito de la resolución 

estructural). 

3.3.3 Nucleación, Crecimiento Cristalino, Efectos Cinéticos y Difusivos 

Para obtener un monocristal de proteína es necesario que sucedan dos eventos consecutivos 

de características diferentes, la nucleación, y el posterior crecimiento ordenado del núcleo 

cristalino[34]. 

La nucleación es la obtención, a partir de la solución sobresaturada de la proteína, de una 

fase separada microscópica con características de orden traslacional y rotacional distintos a 

la solución[36].  

Para las proteínas se han establecido dos teorías diferentes de formación de núcleos. La 

primera, conocida como teoría clásica de nucleación, está descrita por la separación 

heterogénea de fases, descrita por Gibbs[37] en su forma general, y aplicada por Frenkel[38]. 

La energética básica se puede observar en la Figura 16.  

La formación de un núcleo estable sucede cuando se alcanza un volumen crítico, en el cual la 

interacción entre los miembros del núcleo, supera a la interacción de los miembros del 

núcleo que forman parte de la superficie del mismo e interactúan con el solvente. La 
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interacción entre miembros del núcleo es proporcional al volumen, y con el solvente, 

proporcional a la superficie de este. [36]. 

  

Figura 16. Energética de Nucleación. 
Para obtener un núcleo estable debe alcanzarse un número mínimo de especies (reflejada en el radio crítico 
r*), de manera que la energía que cohesiona el núcleo sea mayor que la que los separa. Fuente de la Figura: 

Referencia [39]. 

Fuera de la teoría clásica de nucleación, se ha propuesto la existencia de una nucleación 

multietapa. Esta teoría propone un mecanismo de autoensamblaje debido a interacción y 

oligomerización de las proteínas, para formar un líquido denso metaestable. Como 

consecuencia, el proceso de nucleación no es totalmente estocástico[40].  

Una vez formado el núcleo de cristalización, y alcanzada la zona metaestable de 

sobresaturación, el cristal puede seguir creciendo hasta alcanzar el límite de saturación. En 

este aspecto, también es necesario destacar ciertas características que tiene dicho 

crecimiento. 

En la Figura 17 se muestra un esquema del crecimiento de una capa cristalina, luego de que 

se ha formado un núcleo. La primera forma de crecer es de manera tangencial, en donde se 

agrega la proteína a una capa existente. La segunda, es la creación de nuevos vértices, o 

crecimiento normal. El crecimiento tangencial es un proceso sencillo, ya que es un proceso 

cooperativo favorecido por la entalpía que supone una adhesión directa al vértice existente, 

mientras que el crecimiento normal depende de que una capa se encuentre completamente 

ocupada, y básicamente es un evento local de nucleación, lo que puede ocasionar una mayor 

cantidad de imperfecciones e impurezas en el cristal.  
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Figura 17. Vías de Crecimiento Cristalino. 
Panel superior: Crecimiento tangencial, se da cuando existen espacios disponibles para que la especie se 

coloque e interactúe. Panel Inferior: Crecimiento normal, es muy similar a un evento nuevo de nucleación. 
Fuente de la Figura: Figura propia, basada en la Referencia[41] 

Existen varios mecanismos de crecimiento descrito a un detalle aceptable, que son 

dependientes de la sobresaturación del sistema, que a su vez dependen de una variedad de 

parámetros, ya mencionados anteriormente. Estos mecanismos pueden suceder al mismo 

tiempo, tanto en diferentes planos de crecimiento, como en el mismo plano, pero 

normalmente uno es mayormente favorecido.  

La mayoría de virus y proteínas generan nuevas capas a través de un proceso de crecimiento 

bidimensional en una superficie existente. Guiadas por un sistema ordenado basal, las 

moléculas del cristal en crecimiento se ordenan en arreglos cristalinos consistentes con la 

cara en crecimiento, esto se denomina homoepitaxia. Un posterior crecimiento del mismo 

plano se da por un crecimiento tangencial en los espacios vacíos[41].  

Se ha observado únicamente en los cristales de biomacromoléculas un crecimiento 

directamente en un bloque tridimensional, que se asemeja al hábito cristalino macroscópico. 

Cada bloque proporciona vértices para el crecimiento tangencial de la capa. El origen de este 

mecanismo es intrigante, sin embargo, se ha encontrado evidencia de que se debe al 

mecanismo no clásico de nucleación, donde se forma una gota auto - ensamblada, con 

características distintas a la solución, pero sin ser sólido. En este caso, esta gota que aún 

posee características desestructuradas, pero se encuentran hiper - saturadas, al sedimentar 

en la superficie de un cristal en crecimiento, funciona como sustrato epitaxial[40, 41].  

En un cristal en equilibrio con una solución de proteína, se forma una capa interfacial, en la 
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cual esta cambia de la concentración en la solución, a la concentración del sólido (el volumen 

molar, más propiamente dicho). La fuerza motriz de la formación del cristal es la posibilidad 

de las moléculas en la solución de formar asociaciones con las moléculas que se encuentran 

en la superficie del cristal, compensando las secciones libres en la superficie del cristal. A la 

diferencia de energía se le denomina energía interfacial, y es el parámetro termodinámico 

más importante para caracterizar la cinética del cristal en crecimiento[42].  

Los valores medidos de las soluciones de cristales de proteína son varios órdenes de 

magnitud menores que las presentes en soluciones de moléculas pequeñas, y evidencian que 

la diferencia de energía entre la solución y el cristal es pequeña. Puede suponerse que esto 

se debe a que la hidratación de la macromolécula no varía apreciablemente en el cristal[41]. 

El parámetro más importante que gobierna la cinética de crecimiento del cristal es el 

coeficiente cinético. Este es la medida de la cinética de incorporación de una molécula en un 

plano del cristal, involucrando todos los procesos: la cinética de transporte, absorción, 

difusión superficial, reorientación y cualquier otro componente de incorporación, en el cual 

el más lento de estos es el limitante de velocidad[42].  

Se ha observado, gracias a los experimentos en microgravedad, que los cristales de proteínas 

formados en el espacio suelen tener una mayor calidad cristalográfica. Independiente de las 

variables bioquímicas, se ha explicado en función de una sedimentación reducida del cristal, 

lo cual genera zonas de flujo dirigidas por la depleción de densidad en zonas específicas 

alrededor del cristal. Por otro lado, la formación de una zona de depleción continua en un 

sistema totalmente difusivo minimiza y estabiliza la sobresaturación de la interfaz entre el 

cristal y la solución, haciendo constante el flujo de masa e impulsando el crecimiento 

cristalino, lo cual favorece el arreglo cinético de las moléculas en la superficie del cristal. Por 

lo tanto, las condiciones de transporte difusivo de masa son claves en la obtención de 

cristales de muy alta calidad[43]. 

3.3.4 Métodos de Crecimiento de Cristales 

En vista de todas las variables existentes para obtener un cristal adecuado para realizar 

experimentos de Biología Estructural, existen diferentes técnicas y aproximaciones para 

satisfacer los criterios termodinámicos, cinéticos y difusivos. A continuación, se presentarán 

algunos de ellos, que se utilizaron para los experimentos de esta investigación. 
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3.3.4.1 Difusión en fase vapor 

Las técnicas de difusión en fase vapor, en las modalidades de gota colgante y gota sedente, 

son las técnicas más utilizadas y exitosas para obtener cristales de proteína. 

En la Figura 18 se presenta un esquema de las estrategias básicas de las técnicas de difusión 

en fase vapor. Esta técnica consiste en el cambio de fase del solvente acuoso, debido a la 

diferencia de actividad entre las dos soluciones del experimento. La solución que contiene la 

proteína se encuentra en la gota que está separada del reservorio, con la solución 

amortiguadora y el agente precipitante a concentraciones menores que el reservorio (así 

como cualquier otro aditivo necesario). La solución del reservorio es similar en las especies 

a la de la gota, pero se encuentra en concentraciones más altas, y no está presente la proteína. 

Debido a la diferencia de concentraciones, existe un gradiente de potencial químico, que 

ocasiona que el vapor de agua de la solución diluida migre a la solución concentrada. Esto 

supone que el sistema está aislado[30].  
 

  

Figura 18. Técnicas de Difusión de Vapor. 
A) Gota Colgante B) Gota Sedente C) Microdiálisis. La gota, que contiene a la proteína, se concentra por 
difusión del vapor del solvente, debido a la diferencia de concentración con el reservorio. Fuente de la 

Figura: Referencia [44]. 

Se puede usar la Figura 15 para explicar el diagrama de solubilidad de cualquiera de las 

disposiciones de difusión en fase vapor (de la gota con la proteína). Al inicio, debe 
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encontrarse en una concentración menor a la de saturación. Dado que la solución del 

reservorio tiene una concentración mayor, tanto de la proteína como del agente precipitante, 

el estado termodinámico en donde alcanza el equilibrio se encuentra en la sección de 

nucleación(siguiendo una línea en diagonal). Al disminuir la concentración de proteína, por 

la formación de los núcleos, se alcanza la región metaestable, y el cristal puede crecer. Como 

consecuencia, esta técnica es muy utilizada cuando no se conocen las condiciones exactas de 

cristalización, por lo que es necesario hacer un barrido de las concentraciones de proteína y 

agente precipitante. 

3.3.4.2 Batch 

En el caso de la técnica de Batch, se conoce directamente las concentraciones óptimas de 

nucleación y crecimiento cristalino de las soluciones de cristalización. Esto es equivalente a 

colocar el experimento en la sección de nucleación de la Figura 15, por lo que el diseño del 

experimento es simplemente colocar una mezcla de la proteína en el amortiguador 

adecuado, a las concentraciones de precipitantes y aditivos. Por lo tanto, debe conocerse 

exactamente cuál es esta condición adecuada. 

3.3.5 Aplicaciones de los Cristales en Ciencia y Tecnología 

Además de la aplicación directa de los cristales en la obtención de información estructural 

de biomacromoléculas y moléculas pequeñas, los cristales son ampliamente usados en 

ciencia y tecnología. De hecho, muchos de los aparatos e instrumentos que se utilizan en la 

vida cotidiana involucran de una forma u otra el uso de cristales. 

En los equipos electrónicos se utilizan semiconductores grabados a escala nanométrica. Las 

propiedades cristalinas de estos hacen posible su utilización. Las pantallas que se utilizan 

actualmente también tratan de diodos semiconductores, de naturaleza cristalina. La 

medición electrónica del tiempo suele estar relacionada con materiales piezoeléctricos, que 

dependen del uso de cristales con esta propiedad para lograr la precisión de ese reloj, que 

también es aprovechada para amplificar el sonido, con aplicaciones en aparatos 

amplificadores, e inclusive clínicas.  

Una última aplicación de gran importancia tecnológica se da en el uso y diseño de láseres, y 

equipos de óptica no lineal, que dependen de las propiedades de los cristales. Como puede 
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apreciarse, el uso de los cristales es muy amplio, constituyendo un área de la ciencia muy 

importante e interesante. 
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4 Antecedentes 

4.1 Efectos de la Constante Dieléctrica en la Obtención de Monocristales de 

Proteínas 

Como se mencionó anteriormente (sección 2.3.2), algunos solventes orgánicos, así como 

polímeros de etilenglicol (polioles de diferente tamaño) son utilizados comúnmente para la 

obtención de monocristales de proteína. Los mecanismos supuestos para estos agentes 

precipitantes han sido explicados en la misma sección.  

Sin embargo, fuera de la agregación amorfa, que por ejemplo puede sufrir la Albúmina Sérica 

Humana (BSA, Bovine Serum Albumin) en presencia de etanol, se ha publicado la posibilidad 

de la modulación de la agregación ordenada de Concavalina A en función de la constante 

dieléctrica (mediante el uso de cosolventes). El mecanismo de crecimiento de cristales de 

esta proteína, permite entonces suponer que este comportamiento es general[45] y que por 

tanto, la solvatación por compuestos orgánicos descrito anteriormente (en 2.1.2.3.1) bajo 

ciertas condiciones, consiste en la formación de una micela inversa (en la que la fase continua 

es el solvente orgánico) y se obtiene un efecto de exclusión de volumen, que puede ser 

adaptado a las necesidades[16].  

El efecto de exclusión de volumen consiste en una disminución del espacio disponible en la 

solución por la presencia de un líquido inmiscible o un polímero, aunque es ampliamente 

utilizado en extracción (o purificación de proteínas) no ha sido tan ampliamente estudiado 

en cristalografía[46]. 

4.2 Líquidos Iónicos y el efecto de Hofmeister 

Los líquidos iónicos (IL, Ionic Liquids) son sales cuyo punto de fusión a presión atmosférica 

es menor a 100°C. Esto normalmente se debe a que poseen una estructura iónica grande y 

asimétrica, ya sea en el anión, el catión o en ambos, ocasionando que sus contactos 

intermoleculares no sean sumamente intensos, sin embargo, lo suficientemente fuertes para 

que sean solventes muy poco volátiles y prácticamente inflamables[47].  

Estos líquidos iónicos son una opción única en diseño de disolventes, puesto que exhiben 

una gran versatilidad de propiedades, en función de su estructura, ya que modificar las 
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cadenas alifáticas, ya sea en dimensión o ramificación, permite cambiar las propiedades de 

interacción hidrofóbica y estéricas, mientras que un ajuste de la sección iónica, la interacción 

electrostática. Unido a las propiedades de los contraiones, se obtienen muchos efectos 

conjuntos y modificables en el mismo solvente. Para esta investigación, es importante 

también el efecto que las modificaciones estructurales tienen en la solubilidad del líquido 

iónico en agua, puesto que permite modular la competición por este solvente con la 

proteína[48].  

Según sus efectos colectivos con el agua pueden ser hidrofóbicos o hidrofílicos. Cuando se 

trata del segundo, se ha observado que en ciertos casos pueden ser hidratados de manera 

muy favorecida entálpicamente estableciendo un efecto cosmotrópico, por lo que se 

disgregan en la misma, teniendo un efecto de precipitación ordenada similar a cualquier sal.  

Esto suele suceder con aniones que sufren mucha polarización. Cuando se trata de cationes 

hidrofóbicos, estos suelen tener un comportamiento de autoensamblaje, que, dependiendo 

de la proporción, pueden formar micelas mediadas por interacciones hidrofóbicas como se 

observa en la Figura 19.  

  

Figura 19. Estructuración de los Líquidos Iónicos en Agua. 
Combinación de un anión cosmotrópico que ocasiona el efecto de Precipitación ordenada y un catión 

caotrópico que se auto - ensambla Fuente de la Figura: Referencia [49].  

El uso de líquidos iónicos y sus propiedades como disolventes ha sido explorado desde 1914, 

cuando Walden diferenció las propiedades dieléctricas al nitrato de etilamonio de otras sales 

disueltas[50], mientras que se ha usado en investigaciones con proteínas desde 

prácticamente inicios del siglo XXI, reportándose actividad en la presencia de los líquidos 

iónicos y su uso como estabilizante de diversas proteínas, tales como 𝛼𝛼 – quimiotripsina[35], 
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mioglobina, HSA[51], Lisozima de Clara de Huevo de Gallina(HEW, Hen Egg-White 

Lysozyme)[52] y lipasas de Bacillus subtilis, Candida rugosa [53], Thermomyces lanuginosus, 

Rhizomucor miehei[54] y Candida antarctica[55, 56].  

Paradigmáticamente se han utilizado líquidos iónicos derivados del catión imidazolio (ver 

Figura 20) con HEW Lisozima y la lipasa B de Candida antarctica (CALB). En el caso de CALB, 

se ha observado una mayor estabilidad luego de varios ciclos de uso para catálisis 

enantiomérica[55], una mayor estabilidad y actividad en la catálisis[57] y en la actividad 

sintética[54].  

  

Figura 20. Catión Imidazolio. Figura propia, dibujada en ChemSketch 

Aún más estudiada (probablemente por ser una proteína altamente resistente a diversas 

condiciones, incluyendo presencia de solventes orgánicos) es la lisozima, que ha exhibido 

una mayor estabilidad en el rango de pH en varias proporciones de IL - agua, encontrándose 

que mantiene las estructuras de hélice alfa[35], evitando la desnaturalización e inclusive 

favoreciendo el re - plegamiento de lisozima mal plegada o parcialmente desplegada[52]. 

Estos efectos han sido razonados desde la perspectiva que, de concentraciones intermedias 

a altas, los líquidos iónicos imidazólicos se alejan de la primera capa de hidratación[58]. 

Debido a lo expuesto en esta sección es evidente que las interacciones entre los líquidos 

iónicos y las proteínas son un balance entre distintos efectos. Una manera efectiva de 

orientarse en casos específicos es utilizar las propiedades termodinámicas de solvatación. 

La formación de pares iónicos en solución se da arriba de la línea punteada de la Figura 21, 

por debajo de esta alguna de las especies es fuertemente hidratada.  
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Figura 21. Efectos Entálpicos de Solvatación y Agregación de Líquidos Iónicos. 
La formación de pares iónicos se favorece entálpicamente cuando se utilizan iones similares (ambos 

caotrópicos o cosmotrópicos). Fuente de la Figura: Referencia [59]. 
En caso de que esto último suceda, se le denomina agente cosmotrópico (por la formación de 

la red tridimensional con el agua), en caso contrario es llamado caotrópico. De hecho, de 

manera clásica, cuando alguno de los iones del agente precipitante forma esta red es el ya 

mencionado efecto de precipitación ordenada. Se ha demostrado que para los líquidos 

iónicos la mayoría de los efectos estabilizantes se dan cuando el anión es cosmotrópico y el 

catión caotrópico[48].  

En este contexto es conocida el efecto de Hofmeister, publicada por Franz Hofmeister en 

1888[60] con un listado (la serie de Hofmeister) ordenado de aniones y cationes en función 

de su capacidad de precipitar la albúmina de clara de huevo, de la cual se presenta una 

versión actualizada en la Figura 22. El efecto de precipitación de los iones comúnmente 

usados en cristalografía se clasifican también en este listado[61], como puede observarse, 

depende de distintos efectos termodinámicos del solvente, desde estructuración al solvente 

hasta cambios en la densidad de carga de la superficie de la proteína o inclusive por exclusión 

de volumen.  
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Figura 22. Serie de Hofmeister y Liotrópica. 
Serie de Hofmeister. Efecto de precipitación de aniones y cationes, Puede observarse que la forma de enlistar 

en caotrópico y cosmotrópico depende de distintos efectos moleculares. Fuente de la Figura: Referencia 
[62]. 

 

En el caso de los líquidos iónicos, puede entenderse desde la perspectiva de interacción con 

las proteínas que se observa en la Figura 23. En la figura se esquematizan diferentes tipos 

de superficie expuesta al solvente, el cual depende de los aminoácidos expuestos, el pH y el 

punto isoeléctrico. De esta manera, cuando se trata de superficie no polar (aminoácidos con 

cadena lateral consistente en cadenas alifáticas o aromáticas), las secciones hidrofóbicas de 

los líquidos iónicos (normalmente es favorecido si es catión) suelen orientarse a esta 

superficie, ocasionando desplegamiento de la proteína. 

En el caso de interacciones electrostáticas en general, la intensidad y temporalidad de las 

interacciones dependen del tipo de carga (momentánea o permanente), pero su naturaleza 

es similar. Si existe una interacción directa de las cargas del líquido iónico con la proteína, 

esta interacción ocasionará desplegamiento debido al cambio en la estructura de proteína, 

mientras que el uso de aniones cosmotrópicos y cationes caotrópicos en proporciones que 

propicien la exclusión de estos últimos de la primera esfera de solvatación propiciando 

efecto de Hofmeister. La estructura de los líquidos iónicos pueden utilizarse con fines de 

diseño (la sustitución por cadenas alifáticas en las posiciones 1 y 3 del catión imidazolio son 

ideales) para producir cristalización de distintas proteínas[63].  

Cosmótropos 

Caotrópos 
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Figura 23.Tipos de Interacción de Líquidos Iónicos con las Proteínas. 
Fuente de la Figura: Referencia [64]. 

4.3 Efectos de los Líquidos Iónicos en el Hábito y Polimorfismo Cristalino de los 

Cristales de Proteína 

Las interacciones de los líquidos iónicos cuando se utilizan como aditivos de cristalización 

son muy específicos de estas moléculas. A bajas concentraciones tienen un efecto de 

precipitación, normalmente debido al efecto cosmotrópico de los aniones[65]. Sin embargo, 

a fuerzas iónicas altas producidas por ejemplo por sales inorgánicas, la sección hidrofóbica 

de los IL funciona como estabilizante de las secciones hidrofóbicas de las proteínas, 

aumentando su solubilidad .  

Este comportamiento ha sido utilizado para modificar las condiciones de cristalización de 

distintas proteínas. Como en los ensayos de actividad y estabilidad, la lisozima ha sido 

utilizada para modelar el efecto de los líquidos iónicos en la cristalogénesis. El uso de aniones 

cosmotrópicos a baja fuerza iónica, que puede ser, por ejemplo, cuando se utiliza IL como 

agente precipitante, apantallan las cargas positivas de la lisozima, promoviendo la formación 

de los cristales. Sin embargo, cuando se utilizan como aditivos, aumentan la solubilidad de la 

proteína, ocasionando una baja sobresaturación y un crecimiento de tipo de punta de 

flecha[66]. 

También se ha evaluado la nucleación de la lisozima en presencia de iones imidazolio, 

identificando que se produce de manera lineal[67] y una disminución en la energía 

interfacial, disminuyendo el tiempo de inicio de dicha nucleación[68]. Se ha observado que 

el uso de líquidos iónicos imidazólicos como aditivos modifica el hábito cristalino de la 

lisozima[69], convirtiéndolo en esferulitos o con patrones dendríticos, al utilizar octanoato 
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carboxilato[70], cambiando inclusive la Red de Bravais[71] y produciendo menor 

polimorfismo y precipitación al tiempo que aumenta la velocidad de crecimiento del 

cristal[72]. En este tono, existen varios casos en los cuales se ha mejorado la calidad de los 

cristales mediante el uso de líquidos iónicos como aditivos, como es para la Nitrato 

Reductasa[73] y la xilanasa[69, 74]. 

El uso de materiales compuestos (composites) es una alternativa que combina el uso de 

soportes funcionales que permiten crear un marco y fijar los líquidos iónicos, como es el caso 

del uso de una membrana de hidrogel y 1-butil-3-metilimidazolio que modifica el grupo 

espacial de cristalización para la Glucosa Isomerasa de Streptomyces rubiginosus en 

condiciones similares de cristalización, de un grupo 𝐼𝐼222 en los controles a 𝑃𝑃21212 en el 

experimento[75]. También se ha reportado el uso de partículas de sulfato de bario 

modificado con cationes imidazolio modificados con cadenas alifáticas de diferente longitud, 

que disminuyen el tiempo de nucleación, aumentan la velocidad de crecimiento de los 

cristales y mejoran la morfología de estos para Rnasa A, Lisozima, Proteinasa K, Mioglobina 

y Hemoglobina. En este caso, el sulfato de bario sirve de núcleo heterogéneo, mientras el 

líquido iónico funciona como surfactante entre la partícula y la proteína[76]. 

4.4 Características Estructurales y de Solubilidad de las Proteínas en Estudio: 

Lisozima, Glucosa Isomerasa y Lipasas 

4.4.1 Lisozima de la Clara de Huevo de Gallina 

La Lisozima de Clara de Huevo de Gallina (HEW - Lysozyme, Hen Egg - White Lysozyme) es 

una enzima antimicrobiana y forma parte del sistema inmune innato. Formada por una única 

cadena de 129 aminoácidos y con una masa molar de 14.3 kDa[77], cataliza la hidrólisis de 

los enlaces beta 1 - 4, entre el ácido N-acetil murámico y la N-acetil-D-glucosamina en el 

peptidoglucano bacteriano y entre los residuos de N -acetil-D-quitodextrinas, siendo por 

tanto activa en contra de bacterias Gram - positivas y hongos. Su punto isoeléctrico es 11.35, 

reteniendo actividad en pH entre 6 y 9[78].  

Debido a su tamaño, estabilidad y asequibilidad, es utilizada comúnmente en investigaciones 

estructurales y cristalográficas. Se han obtenido cristales adecuados para resolución 
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estructural en el grupo espacial tetragonal 𝑃𝑃43212 , o los sistemas triclínico, monoclínico, 

ortorrómbico y hexagonal[79].  

4.4.2 Glucosa Isomerasa de Streptomyces rubiginosus 

La glucosa isomerasa de Streptomyces rubiginosus forma parte de una familia de Xilosa 

Isomerasas que han sido observadas ampliamente en una gran cantidad de bacterias. Es una 

isomerasa, específicamente, una oxidorreductasa que convierte la glucosa en fructosa, 

siendo un tetrámero de 176 kDa[80].  

4.4.3 Lipasas 

Las lipasas son enzimas que catalizan la hidrólisis de triglicéridos de cadena larga, siendo 

termoestables y tolerantes a los solventes orgánicos. En general, se trata de enzimas de entre 

20 y 60 kDa con un residuo de Ser activo en el sitio activo Ser – His - Asp, pertenecientes a la 

familia de las 𝛼𝛼/𝛽𝛽 hidrolasas, con una lámina 𝛽𝛽 central[81].  

La estructura tridimensional de las lipasas A y B de Candida antarctica[82, 83], así como 1 y 

2 de Candida rugosa[84, 85] han sido elucidadas a diferentes resoluciones.  

Se conoce que la lipasa 1 de Candida rugosa(CRL) sufre un cambio conformacional cuando 

se encuentra en contacto con una micela, consistente en el movimiento completo de una 

hélice alfa como se observa en la Figura 24. Dado que la función natural de la proteína es 

realizar una hidrólisis de triacilgliceroles, esta transición es lógica.  

  

Figura 24. Configuraciones de Candida rugosa. 
Conformación abierta en naranja y cerrada en azul. Fuente de la Figura: Referencia [86]. 
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5 Planteamiento del Problema de Estudio 

Durante el desarrollo de la presente tesis, se realizó un estudio de la influencia de los líquidos 

iónicos en la formación de monocristales de proteína. 

5.1 Justificación 

Se conoce bien que la estructura tridimensional de una proteína está determinada por su 

plegamiento en el medio en que se encuentra disuelta. En términos clásicos del estudio de 

este plegamiento, la estructura funcional natural suele ser al alcanzada rápidamente a través 

de una ruta hacia un pozo de potencial de la energía de Gibbs de la proteína plegada en el 

medio en el que se encuentra. Debido a esto, las vías de plegamiento son pocas, y las 

estructuras en equilibrio muy reducidas, tratándose de sistemas acuosos[12] .  

La fuerza motriz del plegamiento, según lo comúnmente aceptado, es que los aminoácidos 

hidrofóbicos se encuentran en el interior del núcleo de la proteína, formando lo que se 

conoce como núcleo hidrofóbico, de manera que se maximicen las interacciones de tipo 

hidrofóbicas y de Van der Waals, y exista poca o nula interacción con el agua[3]. Sin embargo, 

la importancia de la estabilización por puentes de hidrógeno intramoleculares, y sobre todo, 

la presencia de plegamientos específicos independientes en presencia de osmolitos 

orgánicos parece indicar que la estabilidad y la estructura de las proteínas, sobre todo en 

solventes no acuosos, están determinadas por una diferencia marginal en el conjunto de 

interacciones[5].  

Diversos autores [69, 73, 87] han reportado el uso de líquidos iónicos en experimentos de 

cristalización, utilizándose como aditivos[88], y demostrando que su uso puede mejorar los 

patrones de difracción, aumentando el tamaño y calidad de los cristales obtenidos[66].  

La versatilidad de los líquidos iónicos, en conjunto con la importancia de las interacciones 

específicas que se encuentran en las proteínas hacen necesario expandir el conocimiento de 

la forma en que estos solventes orgánicos afectan la estructura y la formación de 

monocristales aptos para difracción de rayos X. Esta información va más allá de la obtención 

de un modelo cristalográfico solamente, dado que al conocer profundamente las 

interacciones específicas y generales que el líquido iónico confiere a la mezcla, es posible 

modificar de manera controlada la solubilidad de la proteína en solución, cambiando el 
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diagrama de solubilidad de manera diseñada, además de controlar la velocidad y el 

transporte de la proteína al formar el núcleo cristalino o durante el crecimiento cristalino. 

5.2 Objetivos 

5.2.1 Generales 

I. Racionalizar el efecto que el uso de líquidos iónicos tiene en la formación de 

monocristales de proteína. 

5.2.2 Específicos 

I. Identificar los líquidos iónicos que tienen efectos en la formación de cristales de 

proteínas modelo de estudio. 

II. Obtener un modelo cristalográfico de las proteínas cuyos cristales se ven afectados por 

la presencia de líquidos iónicos. 

III. Evaluar las interacciones intermoleculares de los líquidos iónicos y las proteínas en 

estudio. 

5.3 Hipótesis 

I. La presencia de líquidos iónicos en la solución precipitante modificará el hábito 

cristalino o el polimorfo cristalino de los cristales de proteína. 
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6 Materiales y Métodos 

Aunque se conoce que los líquidos iónicos poseen efectos directos en la morfología y calidad 

de los monocristales de proteína, no se ha determinado de manera específica a que se deben 

estos efectos, aún más, no se ha logrado identificar si es posible evaluar de manera general 

la forma en que estos líquidos pueden interactuar y dirigir molecularmente los procesos de 

nucleación y crecimiento cristalino. Dado lo anterior, una estrategia adecuada para aclarar 

este mecanismo es la siguiente: 

i. Realizar pruebas de cristalización de proteínas modelo puras en presencia de un 

conjunto de líquidos iónicos, buscando cambios morfológicos evidentes. 

ii. Identificar si el cambio es simplemente morfológico, o también existe diferencia en la 

red cristalina o en el grupo espacial. 

iii. Generar el modelo molecular cristalográfico de las estructuras obtenidas de manera que 

pueda evidenciarse la presencia o ausencia de los líquidos iónicos en el cristal. 

iv. Comparar el comportamiento de agregación de las proteínas en presencia y ausencia 

del líquido iónico. 

v. Identificar interacciones específicas entre la proteína y el líquido iónico en la solución 

de cristalización. 

Se utilizaron las siguientes proteínas: 

1. Lisozima Se utilizó Lisozima de Clara de Huevo de Gallina, grado cristalización, 

proveniente del kit de lisozima de Hampton Research (HR7-102). La misma fue disuelta 

en 500 𝜇𝜇L de solución amortiguadora 200 𝜇𝜇molar de Acetato de Sodio, pH 4.50, de 

manera que se obtuviera una concentración de 30 mg/mL, según test de Lowry. 

2. Glucosa Isomerasa La Glucosa Isomerasa, de Streptomyces rubiginosus fue obtenida de 

Hampton Research. Posteriormente fue dializada a una solución 10 𝜇𝜇M de HEPES pH 

7.00 y 1 𝜇𝜇M de 𝑀𝑀𝑀𝑀𝐶𝐶𝑘𝑘2 en membrana de celulosa reconstituida con un corte de 10 kDa. 

Esta proteína se encuentra a una concentración de 25 mg/mL. 
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3. Lipasa B de Candida antarctica La lipasa de Candida antarctica obtenida por 

sobreexpresión mediante fermentación en Aspergillus oryzae fue obtenida de Sigma-

Aldrich, con una actividad ≥ 1.0 U/mg. Una solución de concentración de 20 mg/mL fue 

preparada al disolver el sólido en Buffer de 50 mM de fosfatos a pH 7.00. 

4. Lipasa de Candida rugosa y Lipasa (mezcla compleja) de Candida antarctica La 

Lipasa de Candida rugosa, tipo VII, ≥ 700 U/mg sólido fue comprada a Sigma-Aldrich. 

Se suspendieron 0.5g de la proteína comercial en 10 mL de amortiguador de fosfatos a 

pH 7.00 a 4 °C. Se mantuvo con agitación mecánica durante 30 minutos, y 

posteriormente se centrifugó a 14000 g durante 10 minutos en un equipo Biofuge Primo 

R, Thermo Scientific, con un rotor Heraus modelo 7593 (máximo 17000 rpm). El 

material del sobrenadante posee la proteína solubilizada. 

Con base en la estrategia indicada, la metodología que se utilizó puede dividirse en las 

siguientes etapas: Caracterización de las proteínas a cristalizar, ensayos de cristalización 

utilizando técnicas convencionales y no convencionales, evaluación de agregación de las 

proteínas, evaluación de interacción y elaboración de modelos moleculares. A continuación, 

se detallarán cada una de estas etapas. 

6.1 Caracterización 

Para realizar ensayos de cristalización y cristalogénesis de proteínas es necesario que esta 

se encuentre lo más pura y homogénea posible, puesto que la formación de la fase sólida 

suele ser gobernada por una diferencia marginal en la fuerza motriz, en la que los contactos 

cristalográficos, y por tanto, las conformaciones de la proteína, así como la presencia de otras 

sustancias, pueden evitar la formación del cristal.  

Así que, al iniciar estos experimentos, la primera parte siempre consistirá en obtener 

información acerca del contenido de las preparaciones con proteína a cristalizar. De esta 

manera se puede saber si se encuentran otras proteínas o péptidos que puedan interferir. En 

el caso de esta tesis, se utilizó Electroforesis Desnaturalizante en Gel de Poliacrilamida (SDS 

- PAGE).  

Por otro lado, también es necesario conocer las concentraciones de las proteínas obtenidas, 
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tanto para conocer el rendimiento de la purificación, como para estandarizar las pruebas de 

cristalización a la misma concentración. En esta investigación se utilizaron las técnicas de 

absorbancia a 280 nm, como tamizaje entre las diferentes etapas, y el método de Lowry, para 

encontrar una concentración reproducible, antes de hacer los ensayos de cristalización. 

6.1.1 Electroforesis Desnaturalizante 

La electroforesis desnaturalizante en gel de poliacrilamida es una técnica de amplio uso en 

los experimentos bioquímicos de proteínas. Publicado en 1970[89], consiste en el uso de una 

matriz de acrilamida, para formar un gel químico de diferente entrecruzamiento, para 

formar así poros de distinto tamaño, en donde posteriormente es cargada una cantidad de 

proteína previamente desnaturalizada con un surfactante y un agente reductor. Este 

surfactante es normalmente dodecil sulfato de sodio.  

La interacción con proteínas que poseen una cantidad baja o moderada de superficie 

hidrofóbica naturalmente expuesta se debe primeramente a una interacción electrostática, 

entre los residuos cargados positivamente de la proteína y la carga negativa del surfactante. 

Posteriormente, el núcleo hidrofóbico de la proteína es expuesto a la solución 

amortiguadora, debido a la interacción de las secciones hidrofóbicas de las proteínas y el 

surfactante. El agente reductor permite, a su vez, la reducción de los puentes disulfuro que 

posea la proteína.  

De esta manera, se obtiene la proteína en su estado monomérico, y con los aminoácidos 

completamente expuestos al solvente, de manera que al aplicar un campo eléctrico el 

comportamiento electroforético se deba solamente al tamaño de la proteína, que migra 

diferencialmente dependiendo a su retención dependiente del poro del gel. 

Lo último se aprovecha, dividiendo el gel en dos secciones, también con entrecruzamiento 

distinto.  

De esta manera, en la parte superior se encuentra el gel concentrador, en el cual todas las 

proteínas migran juntas, por lo que, al llegar al segundo gel, el separador, inician desde la 

misma sección del gel. Esta última sección permite separar las proteínas en función de su 

masa. 

Los experimentos de SDS - PAGE se realizaron en un equipo de electroforesis vertical Mini - 
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Protean Tetra Handcast System (Biorad). Los geles se prepararon con una mezcla 40% de 

acrilamida - bis acrilamida, iniciada por tetrametiletilendiamina (TMEDA) y catalizada por 

Persulfato de Amonio. Se utilizó dodecilsulfato de sodio como surfactante desnaturalizante. 

Para la corrida de la electroforesis se utilizaron placas de cristal de 0.75mm x 10cm x 7cm. 

Antes de cargar las muestras en el gel, se incubaron a 90°C durante 8 minutos, en presencia 

de un amortiguador que contiene azul de coomassie para teñir las bandas, y 2 - 

mercaptoetanol como agente reductor. Se utilizó un voltaje de 90 V en la corrida del gel 

concentrador, y de 120 V en el gel separador, con una corriente de alrededor de 25 mA, 

durante aproximadamente 2 horas y 40 minutos (hasta que el frente de la electroforesis 

llegara al borde de la placa, a temperatura ambiente).  

Para revelar las bandas en el gel se procedió a fijar las proteínas con una solución de agua: 

metanol: ácido acético glacial (50:40:10) durante 30 minutos, luego de posteriores lavados 

con agua miliQ, se realizó una tinción con solución de Azul de Coomassie R - 250 marca Sigma 

– Aldrich (también con S - 250) al 0.5% en ácido acético: metanol: agua (10:30:60) durante 

20 minutos. La decoloración se llevó a cabo con la misma mezcla utilizada como fijador, hasta 

que las bandas fueran reveladas de manera adecuada. Posteriormente se lavó repetidamente 

con agua miliQ, y se dejó secar en papel celofán. 

6.1.2 Cuantificación 

Las proteínas exhiben absorción en la región ultravioleta, cercana a 280 nm, debido 

principalmente a la absorción de los aminoácidos aromáticos tirosina y triptófano. Esto se 

aprovecha para cuantificar proteínas, suponiendo que la absortividad molar es similar para 

todas. Debido a que en realidad la absortividad varía dependiendo del tamaño y la cantidad 

de aminoácidos aromáticos, la incertidumbre de esta técnica es grande, y se usa solamente 

de manera semicuantitativa. [90].  

Por otro lado, en el ensayo de Lowry se utiliza el desarrollo de color azul, cuyo mecanismo 

de formación, aunque no totalmente entendido sucede mediante la formación primaria de 

un enlace de la amida de los enlaces peptídicos con cobre en estado de oxidación I en pH 

alcalino, y formas secundarias de este último con tirosina, triptófano, y en menor cantidad 

con residuos de cisteína e histidina[90]. Posteriormente este complejo es potenciado por la 

reducción del reactivo Folin – Ciocalteu (fosfomolibdato y fosfotungstato) marca Sigma - 
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Aldrich.  

Para los casos en los que se buscaba solamente cuantificar de manera inicial, al preparar 

soluciones de las proteínas comerciales se utilizó primeramente un espectrofotómetro 

NanoDrop Lite, usando un volumen de 2 𝜇𝜇L (sin cubeta). En este equipo, se colocan estos 

micro - volúmenes directamente sobre la fibra óptica receptora, y se atrapa una gota, 

mantenida por tensión superficial, con una fuente consistente en un diodo emisor de luz. La 

lectura se realizó a 280 nm, utilizando una absortividad molar de 0.1 UA/(mg/mL proteína). 

También se realizaron cuantificaciones, leyendo absorbancia a 280 nm, de las distintas 

muestras purificadas en diversas condiciones. En estos casos se utilizó un equipo de la Marca 

Thermo Scientific, Modelo BioMate 5, considerando que la absortividad molar es igual a la 

del Nanodrop, se utilizó una celda de cuarzo con una capacidad de 350 µl. Luego de medir 

las absorbancias, se hizo el cálculo de la concentración utilizando la siguiente fórmula: 

Absorbancia (A)= camino óptico (b) * absortividad molar  (Ɛ) * concentración (c), 

considerando que la absortividad molar es igual a 1 y el camino óptico es igual a 1 cm 𝐴𝐴𝑏𝑏∗Ɛ =

𝑐𝑐. 

Finalmente, para cuantificar las proteínas que se utilizarían en los experimentos de 

cristalización, resonancia magnética nuclear y Dispersión de Luz Dinámica se cuantificó 

mediante la técnica de Lowry, con modificación de Patterson. 

La curva de calibración para el método de Lowry se realizó mediante diluciones de la 

solución estándar de Albúmina Sérica Bovina del kit de cuantificación (la cual se reconstituyó 

agregando 5 mL de agua miliQ al sólido certificado del kit). Los estándares se prepararon 

según se indica en la Tabla 2. 

Tabla 2. Soluciones de Preparación para Cuantificación por Método de Lowry 

No. Estándar Solución estándar 
BSA / µL 

Agua miliQ / µL Concentración del 
Estándar /µg/mL 

0 0 250 0 
1 31.25 218.75 50 
2 62.50 187.50 100 
3 125.00 125.00 200 
4 187.50 62.50 300 
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Posterior a la dilución del estándar se agregaron sucesivamente 250 µL de reactivo de Lowry 

del kit de cuantificación de manera que la medición en el espectrómetro Biomate 5 

permitiera el desarrollo del color del complejo durante 40 minutos exactos.  

La absorbancia fue medida a 618 nm, utilizando una celda de cuarzo de 300 µL de capacidad, 

realizando lavados con agua miliQ y etanol entre cada ensayo. Posteriormente se realizó una 

regresión lineal utilizando la técnica de mínimos cuadrados para el ajuste. 

Para realizar la cuantificación de las proteínas de ensayo se realizó una dilución de la 

proteína de trabajo, de manera que la absorbancia se encontrara entre la que se obtuvo para 

los estándares, y se realizó una interpolación de la concentración mediante la recta de 

calibrado, suponiendo la misma absortividad molar para todas las proteínas (esta práctica 

es utilizada de manera rutinaria en la cuantificación de proteínas, siendo válida en proteínas 

bien caracterizadas como las usadas en esta investigación).  

6.2 Purificación 

En caso de que las proteínas no se encuentren aisladas, es necesario realizar técnicas que 

permitan separar la proteína de interés, de otras que se encuentren en la solución. Existen 

varias técnicas de purificación, sin embargo, la más versátil, y utilizada en esta investigación 

es la cromatografía.  

La cromatografía es una técnica consistente en la separación diferencial de las especies 

químicas de una mezcla en su recorrido a través de una fase estacionaria. La separación se 

debe a que la interacción de esta fase estacionaria con los distintos analitos es específica, por 

lo que al migrar entre la fase estacionaria y una fase móvil las diferentes especies tienen un 

retraso distintivo(en los casos utilizados en esta tesis, todas las fases móviles usadas fueron 

líquidas, dado que se utilizó Cromatografía Líquida de Alta Resolución, HPLC, o 

Cromatografía Líquida Rápida de Proteínas, FPLC)[91].  

Para todos los ensayos se utilizaron solventes grado HPLC o agua miliQ, según el caso. En 

caso de necesitar la preparación de una fase con aditivos (como sales o ácidos) se utilizaron 

compuestos grado reactivo o mejores. Para ajustar el pH, en caso de ser necesario, se utilizó 

un potenciómetro marca Thermo Scientific, con capacidad de lectura de dos decimales. Se 

agregó un ácido o una base con el contraión de la sal de las soluciones amortiguadoras que 
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se usaron en la preparación de las fases móviles. Todas las soluciones fueron posteriormente 

filtradas en un equipo de filtración Millipore, utilizando filtros de celulosa reconstituida, de 

poro de 0.22 𝜇𝜇m. Todas las muestras, antes de ser inyectadas, fueron filtradas a poro 0.22 

𝜇𝜇m, en filtro de jeringa. A menos que se indique otra cosa, las cromatografías se realizaron a 

una temperatura controlada de 25° C. 

6.2.1 Cromatografía de Exclusión Molecular 

La cromatografía de exclusión molecular (SEC, Size - exclusion chromatography) es una 

técnica cromatográfica basada únicamente en una separación física, en el que, en el caso 

ideal, no hay retención alguna de la especie química por parte de la fase estacionaria. De 

hecho, la migración diferencial es debida a la capacidad de ciertas especies de tener acceso a 

la totalidad, una parcialidad específica o ninguna parte de la red de poros que forma la fase 

estacionaria. Proteínas muy pequeñas pueden alcanzar la totalidad de los poros, mientras 

que, si son muy grandes, no ingresan en la red interna (solo en el espacio entre partículas de 

la fase estacionaria) y viajan en la columna a alta velocidad.  

Los ensayos de cromatografía de exclusión molecular se realizaron en un equipo de HPLC 

marca Shimadzu, con bomba cuaternaria. Como fase estacionaria se utilizó una columna 

Shodex - 802.5, con tamaño de partícula de 5 𝜇𝜇m, de longitud 8.0 x 300 mm, y un límite de 

exclusión de 150 kDa. La fase estacionaria se varió en función del ensayo y de la proteína, sin 

embargo, en general se trató de soluciones amortiguadoras de Tris entre pH 7.00 y 8.00 

(preparado según instructivo de Sigma - Aldrich, utilizando sales de Trizma - HCl y Trizma - 

Base) y ajustado con HCl o NaOH 1 M. 

6.2.2 Cromatografía de Fase Reversa 

En la cromatografía de fase reversa la fase estacionaria es un compuesto orgánico total o 

parcialmente hidrofóbico, que se encuentra unido de manera química a un soporte que suele 

ser sílica - gel. Dado que la fase móvil debe competir con la estacionaria por la especie 

química con base en su adsorción hidrofóbica, la fase móvil suele iniciarse con agua, y 

posteriormente, se utiliza un compuesto orgánico miscible con el agua[92].  

La hidrofobicidad de la fase estacionaria en una cromatografía de fase reversa suele 

describirse en función de la cadena que está ligada al soporte. De esta manera puede 
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utilizarse una columna con una cadena alifática de 18 carbonos, cuando se requiere una 

adsorción hidrofóbica muy fuerte, una de 8 o 12, si se desea una intermedia, o una de 4 en 

caso de que se busque interacciones moderadas a leves. Pueden, utilizarse también 

compuestos aromáticos distintos, en función de otras interacciones.  

Este tipo de cromatografía es muy utilizada en la separación y cuantificación analítica de 

moléculas pequeñas, y aunque es capaz de separar proteínas que difieren entre sí por uno o 

dos residuos, o inclusive donde solamente existen isómeros conformacionales de péptidos, 

no se utiliza ampliamente. Esto es debido a que la recuperación es pobre, dado que la 

interacción de las fases lleva a cambios conformacionales del estado nativo de la proteína, e 

inclusive, a desnaturalización, debido a la interacción del núcleo hidrofóbico de la proteína 

con las fases de la cromatografía. La resistencia a dichos cambios dependerá de la estabilidad 

del núcleo hidrofóbico y es propia de cada proteína, finalmente es necesario mencionar que 

suele utilizarse un compuesto que aumente la fuerza iónica del sistema, con la intención de 

suprimir las interacciones no específicas de los solventes de cromatografía de fase 

reversa[32].  

Las cromatografías se realizaron en un equipo de HPLC marca Shimadzu, con sistema de 

bomba cuaternaria. En todos los ensayos se realizaron las cromatografías con un gradiente 

de polaridad, en el cual se partió de acetonitrilo con 0.1% de ácido trifluoroacético (TFA, 

Trifluoroacetic acid) a agua con 0.1% del mismo ácido. Los ensayos iniciales se realizaron 

siempre con un gradiente lineal, a un flujo de 0.7 𝑚𝑚𝑘𝑘/𝑚𝑚𝜋𝜋𝑑𝑑, durante 60 minutos. Se realizaron 

también ensayos para todas las fases estacionarias con un gradiente escalonado, 

correspondiente a escalones a 0, 50 y 100% de agua con TFA.  

Los gradientes de polaridad se prepararon a partir de la bomba cuaternaria del equipo, 

agregando 1 mL de ácido trifluoroacético concentrado Sigma – Aldrich y llevando a volumen 

con una solución de agua miliQ para la fase acuosa, y agregando 1 mL del mismo ácido 

trifluoroacético y llevando a volumen con acetonitrilo grado HPLC marca Sigma – Aldrich.  

Ambas soluciones se filtraron en poro de 0.22 µm y se desgasificaron en un equipo de 

sonicación durante 20 minutos. 

Como fases estacionarias se probaron de polaridad alta, intermedia y baja. Para la polaridad 

alta se utilizó una columna Restek Ultra octadecilsilano (C18), de partícula esférica con 
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tamaño de 3 𝜇𝜇m, longitud de 30 mm y poro de 100 Å, para polaridad intermedia se utilizó 

una columna de octilsilano (C8) marca Thermo Scientific modelo Hypersil GOLD C8, con 

tamaño de 3 𝜇𝜇m y longitud de 50mm, para polaridad baja se utilizó una columna de 

butilsilano (C4), de tamaño de partícula de 5 𝜇𝜇m, 300 Å de tamaño de poro, y dimensiones 

de 250 mm. 

6.2.3 Cromatografía de Interacción Hidrofóbica 

La técnica de Interacción Hidrofóbica es una técnica general de uso en las proteínas. La fase 

estacionaria es similar a la fase reversa, con un compuesto orgánico ligado a un soporte 

polimérico, solamente que suele poseer un espaciador entre el soporte y el ligando orgánico. 

Sin embargo, la fase móvil no es una mezcla de disolventes orgánicos, sino que se utiliza una 

sal inorgánica en un medio acuoso, haciendo que la proteína se comporte de manera similar 

a como lo haría en un experimento de precipitación ordenada[92].  

Para entender el mecanismo de separación, se debe aclarar la diferencia entre la agregación 

amorfa y la precipitación. En el primer caso, existe una desnaturalización y exposición de 

aminoácidos que no se encuentran naturalmente en la superficie de la proteína o que no 

interactúan naturalmente. Debido a esto, la interacción anormal entre zonas hidrofóbicas 

ocasiona una aglomeración de una gran cantidad de proteínas, ocasionando  un proceso que 

comúnmente es irreversible.  

Por otro lado, en la precipitación ordenada, la estructura tridimensional de la proteína es 

conservada, y la sal utilizada en el experimento tiene la única función de interactuar con el 

disolvente (en este caso el amortiguador acuoso) de manera que termodinámicamente se 

favorezca la disolución de la sal inorgánica en agua, y la asociación de las unidades de 

proteína.  

La cromatografía de interacción hidrofóbica aprovecha esta característica, usando una 

concentración alta de sal, de manera que las secciones hidrofóbicas de las proteínas en su 

estructura nativa se asocian a la fase estacionaria. Luego se va retirando la cantidad de sal, 

para desplazar el equilibrio a la disociación de la fase estacionaria con la proteína, a esta 

misma en solución. Dado que cada proteína tiene características hidrofóbicas específicas en 

su superficie, la separación debida a la migración diferencial puede hacerse en función de la 

concentración de sal[93].  
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Para realizar las cromatografías de interacción hidrofóbica se utilizó un equipo de FPLC Äkta 

pure de bomba binaria. Como fase estacionaria se utilizó una columna de marca GE 

Healthcare, tipo HiTrap Butyl HP. Primeramente, se utilizó un gradiente lineal iniciando con 

una solución amortiguadora de acetatos 50 mM a pH 6.00, y una concentración de sulfato de 

amonio 2 M, y cambiando a una solución amortiguadora similar, pero sin sulfato de amonio. 

6.2.4 Cromatografía de Intercambio Iónico: Intercambio Catiónico 

Las técnicas de cromatografía de intercambio catiónico están basadas en el hecho de que los 

aminoácidos que forman las proteínas son anfóteros, presentando la posibilidad de estar 

cargados negativa o positivamente. El equilibrio ácido - base de todos los aminoácidos de las 

proteínas que se desean separar dependen del pH del medio (el cual puede controlarse 

fácilmente por la solución amortiguadora)[92].  

La fase estacionaria es una matriz orgánica inerte ionizable, químicamente ligada a un 

soporte, normalmente asociada a un contraión desplazable. Estos contraiones se encuentran 

en equilibrio químico entre la fase móvil y la fase estacionaria. Dependiendo del punto 

isoeléctrico de la proteína, el amortiguador se elige de manera que la carga neta de la misma 

sea opuesta a la fase estacionaria al mismo pH, de manera que exista una interacción 

electrostática directa. La separación de las especies, en principio depende de la carga neta al 

pH del experimento, y entre proteínas que tengan la carga adecuada para interactuar con la 

fase estacionaria, de la magnitud de esta, en primer lugar, y posteriormente, la accesibilidad 

de los grupos cargados en la misma proteína[94].  

Se ha publicado que para la purificación de la lipasa B de Candida antarctica, se pueden 

obtener buenos rendimientos y una purificación casi completa en un solo paso, utilizando 

una técnica de intercambio catiónico. Para esto, se lleva a la proteína comercial a un pH de 

3.00 con una solución amortiguadora de citratos en la cual la proteína se encuentra 

fuertemente ionizada positivamente, pero no pierde la integridad estructural, se eluyen las 

impurezas, y posteriormente se cambia el pH a 5.50 para eluirse únicamente la lipasa B.  

Se preparó para cada corrida una solución de solución amortiguadora de pH 3 para lavado y 

una de pH 5.5 para elución, ambos 10 mM de formato de sodio, citrato de sodio y acetato de 

sodio. Esto se hizo pesando 0.3401 g de formato de sodio, 1.2903 g de citrato de sodio y 
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0.4101 g de acetato de sodio, para llevarlo a 500 mL, previamente ajustado al pH utilizando 

ácido acético para la solución pH 3 e hidróxido de sodio para la solución de 5.5. 

En este caso, se utilizó el HPLC marca Shimadzu de bomba cuaternaria, y una columna de 

sulfopropilo (propilsulfato) como intercambiador catiónico, marca Supelco, modelo TSK SP 

- 5PW, a un flujo de 1.0 𝑚𝑚𝑘𝑘/𝑚𝑚𝜋𝜋𝑑𝑑 tamaño de partícula de 10 𝜇𝜇m, tamaño de poro 1000 𝜇𝜇m, 

límite de exclusión de 1000 kDa. 

6.3 Cristalización 

En la sección de planteamiento del problema (sección 4.2), el principal objetivo de esta 

investigación recae en el comportamiento de la cristalización de un grupo de proteínas. La 

fuerza motriz del proceso de cristalización es la diferencia de potencial químico entre la 

solución sobresaturada y su solubilidad. Esta diferencia depende, en primera instancia de la 

concentración de proteína y luego de otros parámetros, como son el pH, la fuerza iónica y la 

temperatura. Como se mencionó en la sección 2.3 en un diagrama de solubilidad adecuado, 

se debe alcanzar la región de nucleación, para pasar rápidamente a la de sobresaturación 

metaestable. Las técnicas descritas a continuación logran esto de formas específicas[95]. 

6.3.1 Técnicas de Difusión en Fase Vapor 

En las técnicas de Difusión en fase vapor, se tiene un sistema cerrado, en el cual la solución 

con proteína y agente precipitante se le permite llegar al equilibrio con un reservorio acuoso 

cuya concentración de agente precipitante es óptima para producir cristales[30]. 

6.3.1.1 Gota Sedente 

En esta disposición del experimento de difusión de vapor, una cantidad pequeña de solución 

de proteína aislada es mezclada con una cantidad igual de la solución del reservorio, llevando 

la concentración de proteína cerca de la mitad de la requerida para la cristalización. Esta 

solución se encuentra en un recipiente que se encuentra en un diseño tal que pueda ser 

cerrado al intercambio material con el exterior, pero mantenerse en contacto con la solución 

de reservorio, ambos en pozos verticales propios[30].  

Todos los ensayos de cristalización se realizaron en una placa de 96 pozos de gota sedente, 
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marca Swiss, modelo MRC 2 - well UVP a temperatura controlada de 18 °C con la siguiente 

disposición con las soluciones previamente filtradas a poro de 0.22 µm: 

1. Solución de reservorio: 40 µL de solución de agente precipitante para la proteína 

respectiva. 

2. Gota de cristalización: 2 µL correspondientes a  

a. 1 µL de la proteína a ensayar 

b. 1 µL de solución de agente precipitante con las concentraciones del reservorio 

mezclada con el líquido iónico correspondiente a una proporción final de 2.5% 

v/v de este último a partir de una solución de 50 %v/v(se realizó un ensayo 

por líquido iónico del kit de Hampton Research, como se indica en la Tabla 3).  

Se sellaron los ensayos con cinta adhesiva Duck tape, evitando dejar secciones de 

intercambio entre la prueba de cristalización y el medio ambiente. Posteriormente se 

dejaron los ensayos durante 5 semanas. 

Puesto que en las condiciones del ensayo la presión de vapor de cualquiera de los líquidos 

iónicos utilizados es despreciable, puede considerarse que dicha concentración fue 

constante durante la prueba. Los experimentos de control se realizaron exactamente de la 

misma manera, pero sin agregar líquido iónico, y completando el volumen con agente 

precipitante. 

Tabla 3. Información de los Líquidos Iónicos utilizados en Pruebas de Cristalización 
 

Líquido Iónico Clasificación 
Catión 

Abreviatura 

Bromuro de Tetraetilamonio SA TEA Br 
Cloruro de Benciltrietilamonio SA BTEA Cl 

Formato de 2 - hidroxietil amonio SA HEA CO2H 
Nitrato de Etilamonio SA EANO3 

Acetato de Colina SA Col OAc 
Dihidrogenofosfato de Colina SA Col DHF 

Acetato de 1 - etil - 3 - metilimidazolio CI EMIM OAc 
Cloruro de 1 - butil - 3 - metilimidazolio CI BMIM Cl 
Cloruro de 1 - etil - 3 - metilimidazolio CI EMIM Cl 

Cloruro de 1 - hexil - 3 - metilimidazolio CI HMIM Cl 
Dicianamida de 1 - butil - 3 - metilimidazolio CI BMIM DNA 
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Dimetil Fosfato de 1,3 - dimetilimidazolio CI MMIM DMF 
Metilsulfato de 1,3 dimetilimidazolio CI MMIM MSO4 

Metilsulfato de 1 - butil - 3 - metilimidazolio CI BMIM MSO4 
n - octilsulfato de 1 - n - butil - 3 - metilimidazolio CI BMIM OSO4 

Tiocianato de 1 - etil - 3 - metilimidazolio CI EMIM SCN 
Tetrafluoroborato de 1 - butil - 2,3 - dimetilimidazolio CI BMMIM TFB 

Tetrafluoroborato de 1 - butil - 3 - metilimidazolio CI BMIM TFB 
Trifluoracetato de 1 - butil - 3 - metilimidazolio CI BMIM TFA 

Trifluorometanosulfonato de 1 - etil - 3 - 
metilimidazolio 

CI EMIM TFMS 

Bromuro de Tetrabutilfosfonio SF TBF Br 
Tosilato de tri isobutil metil fosfonio SF TIBMF Tos 

Cloruro de 1 - butilpiridinio CP BP Cl 

SA: Sal de Amonio, CI: Catión Imidazolio, SF: Sal de Fosfonio, CP: Catión Piridinio 
Las soluciones amortiguadoras de las proteínas y los agentes precipitantes que fueron 

utilizados son los siguientes: 

Lisozima 

El agente precipitante utilizado fue un amortiguador de acetatos 0.2 M con 40 mg/ml 

de cloruro de sodio pH 4.5. Se preparó un volumen de 100 ml del amortiguador, para 

esto se pesó 1.6413g de acetato de sodio y 4 gramos de cloruro de sodio, para hacer 

ajustes de pH se utilizó ácido acético glacial.  

Glucosa Isomerasa  

Agente precipitante 1: Se tomó 0.1 ml de la solución comercial de Hampton Research 

la cual contenía 1 M de HEPES con 100 mM de cloruro de magnesio pH 7, luego esta 

se llevó a un volumen de 10 ml, obteniéndose una concentración final de HEPES 10 

mM con 1 mM de cloruro de magnesio, por último, se agregó 1.5 M de sulfato de 

amonio. Para esto se pesó 1.5857 g de sulfato de amonio y se agregaron directamente 

en los 10 ml de la solución preparada. 

Agente precipitante 2: Se tomó 0.1 ml de la solución comercial de Hampton Research 

la cual contenía 1 M de HEPES con 100 mM de cloruro de magnesio pH 7, luego esta 
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se llevó a un volumen de 10 ml, obteniéndose una concentración final de HEPES 10 

mM con 1 mM de cloruro de magnesio y 2 g de PEG 3350.  

Xilanasa 

El agente precipitante utilizado fue un amortiguador de tricina 100 mM con 1.2M de 

sulfato de amonio pH 9.0.  Se preparó un volumen de 100 ml del amortiguador, para 

esto se pesó 1.7917g de tricina y 1.4989g de sulfato de amonio, para hacer ajustes de 

pH se utilizó hidróxido de sodio 1M. 

Apotransferrina y Holotransferrina 

El agente precipitante utilizado fue un amortiguador de citratos 0.2 M pH 7.0 al cual 

se le añadió Polietilenglicol (PEG) 3350 al 20%. Se preparó un volumen de 10 ml, para 

esto se pesó 3.8448g de ácido cítrico y 2 g de PEG 3350, para hacer ajustes de pH se 

utilizó hidróxido de sodio 1M. 

6.4 Inspección Visual 

Todas las pruebas de cristalización fueron evaluadas con un microscopio óptico, en 

búsqueda de diferencias morfológicas evidentes y la evidencia de la presencia de 

monocristales que pudieran ser adecuados para la difracción de rayos X. Se utilizó para la 

evaluación y documentación un estéreo microscopio marca Olympus con cámara Teledyne 

Lumenera Infinity y software Infinity Analyze (este software es capaz de almacenar las fotos 

del microscopio de manera digital). 

Para evaluar los ensayos de cristalización se observaron a través de un microscopio óptico 

con cámara integrada. En todos los ensayos de cristalización se usó un aumento de 15X, 

observando directamente en los lentes oculares del microscopio, puesto que con este 

aumento se puede observar el ensayo de cristalización completo. En aquellos ensayos que se 

encontraron hábitos cristalinos múltiples o diferentes al control de cristalización, se 

enfocaron con un aumento entre 30X y 60X según si se trataba de un solo cristal o varios de 

ellos, y se ajustó el tornillo micrométrico para enfocar con la cámara, utilizando el software. 

Se añadió la escala, y se realizó la captura de la fotografía utilizando un formato TIFF, que 

permite conservar la resolución máxima de la cámara.  
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6.5 Estudios estructurales mediante Cristalografía de Rayos X 

Luego de una evaluación visual en microscopio Olympus, se eligieron los cristales de 

morfología y tamaño más adecuado para la colección de un conjunto de datos de difracción 

de rayos X. Se utilizaron como agentes crio - protectores para la Lisozima Glicerol al 25% y 

para la glucosa isomerasa, el agente precipitante 2.  

El conjunto de datos fue tomado en un equipo casero Rigaku / MSC Micromax - 007 HF, con 

una fuente de ánodo rotatorio de cobre y un detector DECTRIS - PILATUS 3R/200K - A, bajo 

condiciones criogénicas a 100 K (enfriado en flujo de nitrógeno). La distancia del cristal al 

detector fue de 40 mm y el ángulo 2𝜃𝜃 fue optimizado para obtener la mayor resolución 

(dentro de la estrategia de la colecta de datos el equipo es posible variar el ángulo 2𝜃𝜃). La 

estrategia de colección incluyó datos de alta redundancia. La suite HKL 3000 fue utilizada 

para procesar, combinar y escalar el conjunto de datos.  

Las fases iniciales del reemplazo molecular para la lisozima fueron tomadas del modelo 6Q88 

del Protein Data Bank, fijando la resolución a 1.74 Å en PHASER - MR. Todos los ligandos, 

conformaciones alternas, y moléculas de agua en el modelo de reemplazo fueron removidas. 

En todos los casos se realizó un afinamiento inicial de cuerpo rígido. La inspección del mapa 

de densidad electrónica fue realizada en COOT, ajustando manualmente la densidad 

electrónica mediante asignación de confórmeros y moléculas de agua. Los modelos 

resultantes fueron refinados con PHENIX - REFINE. Todas las aplicaciones se encuentran 

integradas en la suite de Phenix. 

6.6 Evaluación de Interacción 

Debido a que esta investigación tiene como objetivo entender molecularmente la influencia 

que los líquidos iónicos tienen en la formación de los monocristales de varias proteínas, para 

lo cual se usaron varias técnicas que se detallan a continuación. 

6.6.1 Resonancia Magnética Nuclear 

La resonancia magnética nuclear (RMN) es una técnica ampliamente utilizada para obtener 

información estructural y de interacción, tanto para moléculas pequeñas como para 

proteínas[96].  
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Obtener información de los núcleos por medio de esta técnica es posible, recordando que, 

desde un punto de vista clásico, cualquier núcleo atómico con espín impar, posee un 

momento magnético al ser una carga en movimiento. El vector de momento magnético está 

orientado hacia “arriba” o hacia “abajo” del plano de giro, con una componente en dicho 

plano que presenta movimiento de precesión[96].  

Aunque la conversión de un estado al otro es menor a la diferencia térmica, existe un ligero 

exceso de uno de los estados. Al aplicar un campo magnético externo e intenso se permite 

que la diferencia entre los estados aumente (por efecto Zeeman) y al proporcionar la energía 

adecuada (en la magnitud de la radiofrecuencia) para excitación del sistema, esta es 

absorbida en una longitud de onda que depende de las propiedades químicas del átomo (por 

lo que es sensible a grupos funcionales y a interacciones con otros átomos). 

El uso de RMN en caracterización de proteínas es diverso. Existen distintas técnicas que 

pueden usarse para obtener o caracterizar la estructura, movilidad y tamaño de las 

proteínas, así como la interacción con ligandos. A continuación, se presentan las técnicas que 

se utilizaron en esta investigación.  

6.6.1.1 Características del Espectro RMN de hidrógeno de una Proteína 

En la resolución de la estructura tridimensional de una proteína suelen utilizarse técnicas de 

orientación relativa de los átomos en una molécula, como NOESY. Esto significa que se 

realizan espectros de 15N y 1H, usando inclusive 13C[97]. A similitud de otras técnicas 

espectroscópicas, pueden buscarse señales específicas que se repiten o realizar 

deconvoluciones para encontrar alguna respuesta que se desee encontrar, en una especie de 

huella digital, donde suele hacerse para el espectro de 1H[98]. 

6.6.1.2 Transferencia de Saturación 

Cuando se desea observar la interacción de una molécula específica, como un ligando, o en 

este caso, el líquido iónico con la proteína en estudio, pueden utilizarse distintas técnicas. En 

el caso que se estudia en este documento, se utilizó una técnica denominada Diferencia de 

Saturación Transferida (STD, Saturation Transfer Difference).  

Esta es una técnica basada en ligando, en la cual la información básicamente proviene del 

espectro RMN del ligando. Esto facilita la interpretación del espectro, y es más económico, 
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puesto que no requiere del enriquecimiento de la proteína con isótopos con espín diferente 

a cero[99].  

La base de esta técnica está en la transferencia de la magnetización entre los átomos de 

hidrógeno de la proteína y de la molécula pequeña, permitiendo detectar las regiones del 

ligando en contacto directo con la proteína[99].  

Un espectro estándar consiste en un experimento de resonancia en encendido, y un segundo 

experimento, denominado apagado. En el primer experimento, exclusivamente las 

frecuencias de la resonancia de la proteína son selectivamente irradiadas por un tiempo 

dado (tiempo de saturación). El experimento en apagado se obtiene sin esta saturación. El 

espectro STD es obtenido mediante la sustracción de los dos experimentos, y muestra 

solamente señales del ligando que han recibido transferencia desde la proteína. Dado que la 

transferencia depende del inverso de la sexta potencia de la distancia intermolecular, la 

intensidad del espectro STD da una indicación de la proximidad de la sección específica del 

ligando a la proteína[99].  

Esta técnica ha sido utilizada con anterioridad para evaluar la interacción de líquidos iónicos 

con proteínas modelo. Se investigaron las interacciones de un líquido iónico basado en un 

ion imidazolio, con la Albúmina Sérica Bovina (BSA, Bovin Serum Albumin), observándose los 

protones involucrados directamente en la interacción del ion imidazolio[51].  

Se preparó una solución de referencia para obtener el espectro del líquido iónico puro, 

usando una solución 5 mM de BMIM TFA, mediante la dilución de la solución de 3.52 µL al 

50% v/v de Hampton Research en 700 µL de solución de agua, de los cuales 250 µL eran de 

agua deuterada, usado como marcador isotópico.  

Para los experimentos de STD se preparó 3.5 mL de una solución de 50 µM de lisozima y 5 

mM de BMIM TFA, mediante la dilución de 17.60 µL de BMIM TFA 50% v/v y 5 mg de lisozima 

sólida grado cristalización de Hampton Research, utilizando 175 µL de agua deuterada antes 

de llevar a volumen.  

Los experimentos se realizaron en un equipo Varian Innova utilizando una frecuencia de 

operación de 500 MHz a 25 °C. La concentración de la lisozima fue de 50 µM, mientras que la 

de líquido iónico de 5mM con una proporción de D2O de 5%. Para la realización del 

experimento de  STD fue entonces hecha en un exceso molar de líquido iónico de 100 (razón 
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proteína: BMIM TFA, 1:100) los cuales son típicamente utilizados para amplificar la 

respuesta de ligandos de unión débil.  

El espectro de STD – RMN fue adquirido usando 256 registros, suprimiendo la señal de 

protón del agua mediante modulación por gradientes. La saturación selectiva de la proteína 

(en el espectro encendido) fue realizado mediante la irradiación a -0.5 ppm , utilizando 

pulsos gaussianos de 30 ms, durante un tiempo total de saturación de 3 s. 

6.7 Efecto Precipitante de los Líquidos Iónicos 

La evaluación del efecto que pueda tener un líquido iónico en la cristalización de una 

proteína no es inmediata. Aunque existen varias técnicas que permiten evaluar la 

interacción, esta suele referirse a espectros moleculares en solución. Para evaluar las 

características y modificaciones en la cristalización se utilizó básicamente la Dispersión de 

Luz Dinámica (DLS, Dynamic Light Scattering) 

6.7.1 Dispersión de Luz Dinámica 

En un experimento clásico de Dispersión de luz dinámica, la luz que es dispersada por las 

partículas coherentemente es detectada en cierto ángulo con respecto a la radiación 

incidente. Dado que las partículas se encuentran en movimiento Browniano, la intensidad de 

luz dispersada observada 𝐼𝐼(𝑡𝑡) fluctúa alrededor del eje de tiempo. Por lo tanto, el análisis de 

la función del tiempo de estas fluctuaciones en la intensidad provee la información del 

movimiento de partículas dispersadas[100].  

El análisis de esta fluctuación del tiempo se lleva a cabo con un operador de correlación, el 

cual construye la función de autocorrelación del tiempo 𝐺𝐺2(𝜏𝜏) de la intensidad dispersada 

Ecuación 2. Función de Cumulantes. 

𝐺𝐺2(𝜏𝜏) = [𝐼𝐼(𝑡𝑡)𝐼𝐼(𝑡𝑡 + 𝜏𝜏)] 

Esta función de correlación depende solamente de la diferencia del tiempo 𝜏𝜏 y es 

independiente de tiempo 𝑡𝑡, en el cual la evaluación de 𝐺𝐺2(𝜏𝜏) empieza. 

Para una solución monodispersa, la función de autocorrelación de la intensidad de luz 

dispersada puede ser relacionada con la función de autocorrelación, 𝑀𝑀𝜏𝜏 (la función de 

interés), mediante 
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Ecuación 3. Función de autocorrelación. 

𝐺𝐺2(𝜏𝜏) = 𝐴𝐴(1 + 𝐵𝐵|𝑀𝑀1(𝜏𝜏)|2) 

donde 𝐴𝐴 es una constante independiente del tiempo, proporcional al cuadrado de la 

intensidad dispersada independiente del tiempo, llamado la línea de base, y 𝐵𝐵 es un factor 

instrumental, menor a 1.  

Para el caso de las partículas monodispersas, 𝑀𝑀1(𝜏𝜏) es representada por una función 

exponencial simple 

Ecuación 4. Función de autodifusión. 

𝑀𝑀1(𝜏𝜏) = 𝑑𝑑𝑥𝑥𝑒𝑒(−𝐷𝐷𝑚𝑚𝑚𝑚𝑚𝑚𝑞𝑞2𝜏𝜏) 

donde 𝐷𝐷𝑚𝑚𝑚𝑚𝑚𝑚 es el coeficiente de difusión de las partículas monodispersas que están siendo 

estudiadas[100]. 

6.7.1.1 Segundo Coeficiente del Virial 

Los coeficientes del virial se originan de la corrección de la ecuación de gases ideales, al 

expresarla la presión como una serie de potencias de la densidad (o del volumen, si el 

proceso es a volumen constante), por lo que está relacionada con el factor de 

compresibilidad. Aunque esta definición está relacionada con los gases ideales, se puede 

modificar para una solución, y utilizarse en lugar de la presión del gas, la presión osmótica, 

y cambiando la densidad por la concentración[101].  

En la expansión del virial, el segundo coeficiente 𝐵𝐵22 está relacionado con el potencial de dos 

cuerpos, que al tratarse de moléculas disueltas es la interacción electrostática, de Van der 

Waals o cualquier otra forma de potencial de pares que describa a la interacción del sistema. 

Por lo anterior, este coeficiente será negativo si la interacción es atractiva, y positiva si es 

repulsiva . La medición de este coeficiente no es sencilla, sin embargo, la utilización de 

equipos de Dispersión de Luz Dinámica que utilizan tecnología de retrodispersión permite 

una determinación adecuada[102].  

Dado que la técnica de DLS utiliza una función de autocorrelación, cuyo tiempo de 

decaimiento es proporcional a la difusividad, el parámetro de interacción puede obtenerse 

de la pendiente del coeficiente de difusión mutuo 𝐷𝐷𝑚𝑚, contra la concentración, de acuerdo 

con la ecuación 
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Ecuación 5. Relación de Debye 

𝐷𝐷𝑚𝑚 = 𝐷𝐷𝑠𝑠(1 + 𝑘𝑘𝐷𝐷𝑐𝑐) 

Donde 𝐷𝐷𝑠𝑠 es el coeficiente de autodifusión (𝐷𝐷𝑚𝑚 a concentración 0), 𝑘𝑘𝐷𝐷 es el parámetro de 

interacción y 𝑐𝑐 es la concentración de la proteína en 𝑀𝑀/𝑚𝑚𝑚𝑚. Este valor de interacción es válido 

desde concentraciones intermedias (no dilución infinita) hasta concentraciones superiores 

a la sobresaturación[103].  

Para la obtención del segundo coeficiente del virial se utilizó un equipo de Dispersión de Luz 

Dinámica Marca Malvern Panalytical, modelo Nano S, con tecnología no invasiva y corrección 

de fondo (NIBS, Non Invasive Back Scattering) que cuenta con un controlador de temperatura 

Peltier, manejado desde el software Zetasizer 6.20. Las soluciones se filtraron utilizando un 

filtro con poros de 0.22 𝜇𝜇m.  

El segundo coeficiente del virial y el parámetro de interacción se calcularon a partir de la 

correlación existente entre el Coeficiente de Difusión Mutuo como variable dependiente, 

obtenido directamente del análisis de la función de autocorrelación, y la concentración de la 

proteína, en una solución con el agente precipitante, incluyendo el líquido iónico como 

aditivo, en la misma proporción que en las pruebas de cristalización, como variable 

independiente. Las soluciones de las proteínas, tanto de Lisozima, como Glucosa Isomerasa, 

fueron de 0 a 5 𝑚𝑚𝑀𝑀/𝑚𝑚𝑚𝑚. 

Luego de cuantificación de las Lisozima por la técnica de Lowry se realizaron diluciones de 

la proteína entre 1 y 5 mg/mL para obtener el Gráfico de Debye. El equipo Malvern Nanoziser 

utilizado tiene una capacidad mínima de 50 µL, y dado que la concentración de la lisozima 

era de 30 mg/mL, se utilizaron alícuotas de 2, 4, 6, 8 y 10 de la proteína, llevándolas a los 60 

µL de volumen con agente precipitante.  

Para la preparación del gráfico de Debye con líquido iónico, se agregó, antes de llevar a los 

60 µL una cantidad de 3 µL de la solución de BMIM TFA 50 % v/v proveniente del kit de 

Hampton Research.  

La obtención de radio hidrodinámico aparente a partir de la concentración se realizó 

mediante la lectura en un equipo Malvern Nanosizer, utilizando la medición por número. Se 

realizaron tres repeticiones, con optimización de cantidad de lecturas por el equipo. Para 
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obtener el gráfico de Debye, se realizó una regresión lineal de mínimos cuadrados, usando 

un promedio de las repeticiones por concentración.  

Para evaluar la diferencia estadística de los parámetros de regresión se utilizó una prueba 

de Chow, realizándola por medio del paquete estadístico R.  
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7 Resultados y Discusión 

7.1 Preparación y Caracterización de las Proteínas Usadas en El estudio 

Tanto las pruebas de cristalización como la caracterización biofísica de las proteínas 

requieren que las mismas se encuentren aisladas y con alta pureza. Además, es necesario 

conocer las concentraciones de estas en el amortiguador en el que se encuentran, con alta 

exactitud y precisión.  

En principio esto podría ser proporcionado por el proveedor, sin embargo, dado que muchas 

veces las proteínas no son estables en estas condiciones, y que los experimentos suelen 

adaptarse a las condiciones del laboratorio, es necesario antes de iniciar los ensayos realizar 

una caracterización preliminar. A continuación, se detalla el proceso. 

7.1.1 Cuantificación de las soluciones de trabajo 

Las soluciones de las proteínas fueron preparadas como se detalla en la sección 

metodológica. Existen diversas metodologías para cuantificar las proteínas, con diversos 

alcances y usos. Como ya se ha mencionado en este documento, la más directa es la 

cuantificación mediante la lectura de la absorbancia a 280 nm, en donde absorben los 

aminoácidos aromáticos tirosina y triptófano. Debido a sus múltiples interferentes, 

solamente se utiliza de manera semicuantitativa.  

El seguimiento luego de los pasos de filtración y concentración se realizó mediante la 

cuantificación a 280 nm, puesto que solamente se requería evaluar la recuperación de estas 

a través del protocolo de obtención (esto es sobre todo válido para las lipasas, que no son 

grado cristalización).  

Una vez que las proteínas se encontraron en una solución macroscópicamente homogénea 

se cuantificaron de manera más adecuada (dependiendo de la fase e intención de la 

cuantificación), con la finalidad de diseñar las estrategias de purificación, caracterización y 

cristalización.  

Dado que la sensibilidad y especificidad de los métodos de cuantificación de proteínas 

mediante derivación química varía, se decidió utilizar el método de Lowry, con modificación 

de Patterson para realizar la cuantificación de las proteínas de trabajo. Este método se basa 
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en la formación de un complejo coloreado entre los grupos amida de las proteínas, y el cobre 

(I). Aunque este método tiene varios interferentes, estos suelen estar relacionados con la 

presencia de fármacos, surfactantes, ácidos nucleicos y azúcares[104], los cuales están 

ausentes durante la preparación de las soluciones de las proteínas utilizadas en los 

experimentos de este documento.  

El uso de técnicas de espectrofotometría óptica para cuantificación obedece en 

prácticamente todos los casos la ley de Lambert - Beer, no siendo el caso de las técnicas 

bioquímicas de cuantificación una excepción. Según esta ley, existe una relación 

proporcional entre la concentración de la proteína y la absorbancia, que puede describirse 

mediante la ecuación de una recta. En la Tabla 4 se colocan las concentraciones y 

absorbancias utilizadas para encontrar los parámetros de la regresión lineal utilizada en este 

trabajo. 

Tabla 4.  Medición de estándares para cuantificación de Proteínas. 

Concentración del Estándar de 
Albúmina Sérica Bovina / 𝜇𝜇g/mL 

Absorbancia a 618 nm 

50 0.236 
100 0.441 
200 0.752 
300 1.117 

  

En la Figura 25 se observa la curva de regresión utilizada para la cuantificación de las 

proteínas de trabajo. El coeficiente de determinación de esta curva es mayor a 0.999, por lo 

que la relación de los datos es adecuada. Esta curva, según lo indicado por el proveedor del 

kit de cuantificación, fue leída en tiempos iguales, después de agregar el reactivo de Folin - 

Ciocalteu. En caso de que la lectura de las muestras se realizase en días diferentes, se preparó 

un estándar de 200 𝜇𝜇𝑀𝑀/𝑚𝑚𝑚𝑚 como testigo.  
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Figura 25. Recta de Calibrado de Método de Lowry 
Curva de calibración (𝐴𝐴𝑏𝑏𝑑𝑑𝐴𝐴𝐴𝐴𝑏𝑏𝐴𝐴𝑑𝑑𝑐𝑐𝜋𝜋𝐴𝐴 = 𝑚𝑚 ∗ [𝑃𝑃𝐴𝐴𝐴𝐴𝑡𝑡𝑑𝑑𝜋𝜋𝑑𝑑𝐴𝐴/𝑚𝑚𝑀𝑀/𝑚𝑚𝑚𝑚] + 𝑏𝑏): 

𝑚𝑚 = 3.46 ∗ 10−3 y 𝑏𝑏 = 7.39 ∗ 10−2 

Finalmente, utilizando la información adquirida para la calibración del método de Lowry, se 

obtienen las concentraciones de las soluciones de trabajo de las proteínas. Estas se presentan 

en la Tabla 5 y puede observarse que son altas por tratarse de proteínas sobre – expresadas. 

Esto es debido a que en el caso de la lisozima y la glucosa isomerasa, son proteínas modelo 

de cristalización, y fueron escogidas como tales debido a su facilidad de aislamiento y 

estabilidad. La lipasa es un caso distinto que se explicará de manera más amplia en una 

sección posterior. Puesto que la concentración necesaria para la cristalización es dos 

órdenes de magnitud mayor que la curva de calibración, se realizaron diluciones para que 

los ensayos pudieran ser interpolados.  

Tabla 5. Cuantificación por método de Lowry Modificado por Patterson. 

Proteína Concentración / mg/mL 
Lisozima 30.26 

Glucosa Isomerasa 25.01 
Lipasa B de Candida antarctica 25.56 
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7.1.2 Caracterización de Pureza Mediante Electroforesis Desnaturalizante 

La electroforesis desnaturalizante es una técnica muy utilizada en la caracterización 

bioquímica. El protocolo de Laemmli, en el cual se utiliza un gel de poliacrilamida (SDS - 

PAGE), así como diferentes agentes reductores y surfactantes, permite la caracterización de 

las proteínas en función de su relación 𝑚𝑚𝐴𝐴𝑑𝑑𝐴𝐴/𝑐𝑐𝐴𝐴𝐴𝐴𝑀𝑀𝐴𝐴. Debido a los múltiples artefactos que 

se presentan, sirve solamente a manera de tamizaje, y debe usarse como guía de pureza, y 

no como una prueba fehaciente[89], ni del aislamiento ni de la pureza.  

Se realizó una SDS - PAGE de las lipasas disponibles para este trabajo. Se trata de lipasas 

comerciales, producto de sobreexpresión de las proteínas, que han sido diseñadas como 

catalizadores de reacciones, por lo que las mismas no se encuentren aisladas, ni en alta 

concentración. Esto puede corroborarse en el gel de la Figura 26, donde los carriles 

correspondientes a Candida antarctica  presentan varias bandas, correspondientes a 

distintas proteínas extraídas juntamente con las lipasas[105].  

 

Figura 26. Caracterización mediante SDS - PAGE de Lipasas Comerciales. 
a) Lipasa de Candida rugosa b) Lipasa de Candida antarctica c) Marcador de Peso Molecular /kDa 

 

 

 

a b c 
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Se puede aprovechar la Tabla 6 para describir el gel de electroforesis de la Figura 26. Como 

puede observarse,   para Candida rugosa existe una banda cercana, pero inferior a la banda 

de 63 kDa[106]. Esta puede corresponder a cualquiera de las formas presentadas, puesto 

que la resolución de esta técnica no permite identificarlas entre sí[84]. Interesantemente, se 

observa una banda muy amplia desde el inicio del gel hasta casi 30 kDa, que puede 

corresponder a diversos productos de la sobreexpresión. Finalmente, para Candida 

antarctica se pueden identificar la presencia de las dos lipasas reportadas, la lipasa A, en la 

banda angosta que se encuentra entre 48 y 63 kDa, y la lipasa B, en la banda ligeramente 

superior a 35 kDa[107].  

Tabla 6. Información General de las Lipasas Disponibles. 
Especie Proteína Tamaño/kDa Aminoácidos pI 

Candida rugosa Lip 1 58.55 549 5.5 
Candida rugosa Lip 2 58.87 548 5.0 

Candida antarctica Lip A 49.27 462 7.5 
Candida antarctica Lip B 35.52 342 6.0 

7.2 Ensayos de Cristalización de Proteínas Modelo: Crecimiento Direccionado 
El uso de proteínas grado cristalización simplifica de manera sustancial las actividades 

relacionadas a la caracterización de pureza, así como la misma purificación. La empresa 

Hampton Research comercializa varias proteínas de este tipo, con la intención de que sean 

usadas como proteínas modelo en experimentos de cristalización. En este caso se decidió 

utilizar lisozima de clara de huevo de gallina, glucosa isomerasa de Streptomyces rubiginosus, 

taumatina de Thaumatococcus daniellii, Xylanasa de Bacillus subtilis, así como Apo y Holo – 

transferrinas humanas.  

Puesto que se han reportado diversos efectos de los líquidos iónicos en los cristales de 

proteínas, tanto en su polimorfismo[75], como en su hábito[69], se buscó realizar un 

tamizaje general de este comportamiento. Por tal razón, se decidió utilizar 24 líquidos 

iónicos, consistentes en sales de imidazolio, de fosfonio, piridinio y amonio(ver Tabla 3). De 

los cationes utilizados, se utilizaron tanto hidrofóbicos como hidrofílicos. Estos líquidos 

iónicos también tenían aniones cosmotrópicos y caotrópicos, de manera que los ensayos 

utilizados pudieran realizar un muestreo de diversos efectos, que permitieran generalizar 

algún comportamiento, si fuera el caso. 
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La combinación de los ensayos, entre proteínas y líquidos iónicos, lleva a un total de 150 

experimentos, incluyendo los controles (consistentes en el mismo agente precipitante, pero 

sin el líquido iónico). Debido a que se conocía de antemano las condiciones de cristalización 

de las proteínas de estudio, durante la evaluación visual de todos los experimentos se buscó 

aquellas con características morfológicas evidentemente distintas al control, de manera que 

se pudiera estudiar el efecto a nivel molecular que tiene el líquido iónico en el ensayo de 

cristalización, encontrándose que Nitrato de Etilamonio (EANO3), Bromuro de 

Tetraetilamonio (TEABr), Trifluoracetato de 3-butil-1-metilimidazolio (BMIM TFA) y 

Cloruro de 1-etil-3–metilimidazolio (EMIM Cl) modificaron el crecimiento para lisozima y 

BTEA Cl Y EMIM SCN para Glucosa Isomerasa. 

Mientras que la lisozima es una proteína pequeña (16 kDa) y suele cristalizar como 

monómero (se han encontrado diversos polimorfos), la glucosa isomerasa forma un 

tetrámero de 176 kDa [80]. Ambas presentan una superficie preferentemente hidrofílica, 

probablemente por su origen biológico[108]. El sistema más común de cristalización de la 

lisozima es el tetragonal, mientras que para la Glucosa Isomerasa es el sistema ortorrómbico.  

7.2.1 Lisozima 

Puesto que el efecto que poseen los líquidos iónicos en diversos tipos de proteínas, tanto en 

su estabilidad, como en su solubilidad y cristalinidad es conocido, se realizó un seguimiento 

de los efectos de estos en la cristalogénesis, mediante ensayos de cristalización en presencia 

de líquidos iónicos provenientes del kit de Hampton Research (ver Tabla 3). Para esto se 

utilizó la técnica de Difusión de vapor, en modalidad de gota sedente. Luego de una semana 

del inicio del experimento de cristalización se observan pequeños cristales en varias 

condiciones, que se dejaron creciendo durante un mes.  

Dado que la lisozima es una proteína modelo, y que se está utilizando a los líquidos iónicos 

como aditivos, se espera que la mayoría de los ensayos sean positivos, en cuanto a la 

obtención de monocristales de proteína. Sin embargo, también se han reportado cambios 

morfológicos y de polimorfos, por lo que aquellos experimentos de cristalización con un 

cambio visible son notablemente interesantes.  
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7.2.1.1 Cambio de Hábito Cristalino 

Diversos autores[66, 69, 70, 109] han reportado modificaciones del hábito, morfología y 

polimorfismo cristalino de la lisozima en presencia de líquidos iónicos. Y aunque los efectos 

termodinámicos y moleculares entre el solvente, el líquido iónico y las proteínas han sido 

explorados desde aproximaciones termodinámicas y colectivas, no se conoce cuál es el efecto 

en la cristalogénesis biológica[35].  

La morfología tetragonal característica de la lisozima cristalizada utilizando Cloruro de Sodio 

(sin líquido iónico en este caso) puede observarse en la Figura 27.  

 

Figura 27. Lisozima Cristalizada en Ausencia de Líquidos Iónicos. 
Cristalización mediante la técnica de Técnica Difusión de Vapor en modalidad gota sedente. Solución 

amortiguadora 200 𝜇𝜇M Acetato de Sodio pH 4.50, agente precipitante 40 𝑚𝑚𝑀𝑀/𝑚𝑚𝑚𝑚 NaCl. Solución de Proteína: 
30 mg/mL. 

Casos distintivos de cristalización se observan en la Figura 28. En la sección a) de dicha 

figura se encuentra una visión general de la prueba de cristalización en presencia de 

Tetrafluoroborato de 1 - etil - 3 - metilimidazolio (EMIM TFB). Puede observarse que existen 

múltiples morfologías cristalinas para las mismas condiciones de cristalización. Desde una 

tetragonal (en I), pasando por una morfología con punta de flecha o direccionados en el 

centro (ver II) o una morfología similar a un cubo (III). El panel b) de esta misma figura se 

pueden observar tres tipos de crecimiento (en este caso en presencia del –BMIM TFA) en 

una región de aproximadamente 0.16 mm2 del experimento, observándose también la 

morfología tetragonal clásica (I), el crecimiento direccionado (II) y un cristal con caras 

incompletas (III). Este comportamiento es remarcable, puesto que muestra que en realidad 

se trata de un experimento con distinta sobresaturación en regiones muy cercanas[110]. 

a b 
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Figura 28. Lisozima Cristalizada en Presencia de Líquidos Iónicos: Cambio de Hábito 
Cristalino. 

a) EMIM TFB b) BMIM TFA. Se observa el cambio de un hábito tetragonal a uno con dirección preferente de 
crecimiento.  

  

La literatura indica que la observación de las diversas morfologías para la lisozima es 

indicativa de crecimiento preferencial de ciertos planos[111]. La diferencia entre la lisozima 

tetragonal de la direccionada consiste en que la tetragonal presenta crecimiento de los 

planos (101) y (110) equivalentes, mientras que en el caso de la direccionada la velocidad 

de crecimiento del plano (101) es mayor que el (110).  

Según Liu la diferencia en la velocidad del crecimiento de las caras de la lisozima puede ser 

explicada en función de las condiciones de frontera de crecimiento del cristal[110]. Mientras 

que la unidad de crecimiento de la cara (101) es un tetrámero, la de la cara (110) es un 

octámero. A baja sobresaturación, el número de tetrámeros es mayor que el de octámeros, 

favoreciendo el crecimiento del plano (101) sobre la (110). 

En el caso de los experimentos realizados en esta tesis, la observación de los hábitos distintos 

en la misma sección del experimento indica que la sobresaturación se modifica localmente. 

Puesto que la única diferencia es el uso como aditivo de los líquidos iónicos, la influencia de 

estos no es solamente una hidratación preferencial como los iones inorgánicos, o de 

apantallamiento como los solventes orgánicos, sino que puede tratarse de efectos locales de 

exclusión de volumen o interacciones específicas de las proteínas con líquidos iónicos. 

7.2.1.2 Modelo Cristalográfico 

La explicación más inmediata al cambio de velocidad de crecimiento de un plano 

cristalográfico por la presencia de líquidos iónicos, así como la direccionalidad de los 

contactos cristalográficos es que este se encuentre modificando los contactos de las 

a b 

I 
II 

III 
I 

II 

III 
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proteínas en el cristal, y sea un efecto totalmente debido a asociación molecular. Para 

investigar si esto es lo que está sucediendo, se realizó la difracción de rayos X de monocristal 

del cristal con hábito direccionado (II) en el panel b) de la Figura 28. 

Tabla 7. Parámetros Cristalográficos de la Lisozima en Presencia de BMIM TFA 
 

Parámetro Valor 
a 77.301 
b 77.301 
c 37.472 

Grupo Espacial 𝑃𝑃43212  
Sistema Cristalino Tetragonal 

Resolución 1.76 
𝑅𝑅𝑓𝑓𝑓𝑓𝑓𝑓𝑓𝑓 0.2128 

𝑅𝑅𝑤𝑤𝑚𝑚𝑓𝑓𝑤𝑤 0.1875 

Como puede observarse en la Tabla 7 la lisozima cristaliza en la forma más común, como es 

de esperarse, si el cambio morfológico se debe únicamente al cambio en la sobresaturación, 

y al aumento de la velocidad de crecimiento de un plano cristalográfico. Por tanto, se trata 

de una red tetragonal, del grupo espacial 𝑃𝑃43212, de dimensiones estándar.  

A nivel de estructura tridimensional, la lisozima aquí presentada posee una estructura 

similar a las lisozimas de cepa silvestre que se encuentran depositadas en el PDB, como se 

observa en la Figura 29. Esta estructura no muestra evidencia de la presencia de BMIM TFA, 

por lo que se puede concluir que el cambio local en la sobresaturación no se debe a la 

formación de una asociación intermolecular de la proteína y el líquido iónico en el cristal. 

Esto significa que la formación de hábitos distintos al trigonal en la Figura 28 (en ambos 

paneles) obedece a una interacción no cristalográfica, lo cual será explorado más adelante 

en este documento. 
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Figura 29. Modelo Molecular Lisozima Cristalizada en Presencia de BMIM TFA. 
No se observa la estructura del líquido iónico en la densidad electrónica cristalográfica. Figura propia resuelta 

en PHINIX y dibujada en USCF Chimera. 

7.2.2 Glucosa Isomerasa 

Para evaluar si el cambio en la sobresaturación observado en la cristalización de la lisozima 

en presencia de EANO3, TEA Br, BMIM TFA y EMIM Cl es un efecto único en esta proteína, o 

puede tratarse de un comportamiento general se realizaron también experimentos de 

cristalización de Glucosa Isomerasa de Streptomyces rubiginosus. Dado que se está buscando 

evaluar si el líquido iónico tiene un efecto de disminución en la sobresaturación, se utilizó 

una concentración de sulfato de amonio 1.5 M como agente precipitante, la cual es una 

concentración alta para estos ensayos. En condiciones de cristalización de control se observó 

un precipitado amorfo y denso, fruto de una alta sobresaturación (ver panel c en la Figura 

30). Posteriormente, se prepararon ensayos de cristalización en las mismas condiciones, 

pero con los mismos líquidos iónicos usados para la lisozima (ver Tabla 3).  

En el caso de la Glucosa Isomerasa, la presencia BTEA Cl Y EMIM SCN evitó la precipitación 

observada en el control (el resto de los líquidos iónicos eran similares al control). En la 

Figura 30 se han colocado las fotografías de los experimentos en los que se obtuvieron 

monocristales de Glucosa Isomerasa, correspondientes a los ensayos realizados en presencia 

de estos líquidos iónicos. 
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Figura 30. Hábito direccionado de Glucosa Isomerasa en dos líquidos iónicos aromáticos. 
a) EMIM SCN. b) BTEACl c) Control 

Al igual que en el caso de la lisozima, uno de los planos crece preferencialmente. De hecho, 

mientras la lisozima presenta forma de cabeza de flecha, la Glucosa Isomerasa tiene un 

hábito prácticamente rectangular. También es notable que la longitud del eje mayor de 

crecimiento es considerablemente más grande para la Glucosa Isomerasa. Se realizaron 

experimentos de difracción de rayos X de cristales de ambos ensayos, obteniéndose un 

sistema cristalino ortorrómbico, con una alta probabilidad de un grupo espacial  𝑃𝑃21212 (la 

estructura no fue resuelta, debido a que la resolución máxima era muy baja en estas 

condiciones).  

En la literatura se menciona que cuando se utiliza sulfato de amonio como precipitante, se 

obtienen cristales ortorrómbicos, en los grupos espaciales 𝐼𝐼222(rómbico) y 

𝑃𝑃21212(prismático), dependiente de la concentración del sulfato de amonio.  

Se ha reportado que el polimorfismo tiene un efecto en la morfología del monocristal 

obtenido. El crecimiento sobre el plano cristalográfico (001) es más rápido en el caso del 

grupo 𝑃𝑃21212, donde las otras caras se ven reducidas. El hábito es más simétrico en el caso 

del 𝐼𝐼222[112]. 

Mediante estudios de crio - microscopía electrónica se ha propuesto el mecanismo de 

crecimiento cristalino de la Glucosa Isomerasa. El uso de concentraciones altas de sulfato de 

amonio genera una interacción fuertemente anisotrópica que lleva a las formaciones 

tubulares, altamente desordenadas, de baja cristalinidad que posteriormente se auto - 

a b 

c 
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ensamblan. A bajas concentraciones de PEG o sulfato de amonio, la proteína sigue una vía de 

nucleación directa, llevando a cristales del grupo 𝐼𝐼222.  

Los resultados de difracción de rayos X indicaron que el grupo espacial más probable para 

los cristales de la Figura 30 es el 𝑃𝑃21212(no se muestran puesto que, aunque se pudo 

identificar el grupo espacial, la calidad de los resultados no era suficiente para resolver la 

estructura). Aunque el monocristal se obtuvo comparativamente a alta sobresaturación, en 

comparación con el control ya no se encuentra cercano a la zona de precipitación, lo que 

puede indicar que al igual que sucedió con la lisozima, la presencia del líquido iónico 

disminuyó la sobresaturación.  

7.3 Caracterización Biofísica de Soluciones con Características Distintivas en 

Presencia de Líquidos Iónicos 

Como se mencionó en la sección de hábitos cristalinos, el cambio de estos en presencia de 

ciertos líquidos iónicos parece indicar que las condiciones de sobresaturación, ya sea locales 

o de todo el ensayo, se están modificando en presencia de éstos. Esto puede deberse a un 

efecto colectivo o individual, y la explicación molecular del efecto debe empezarse por 

evaluar las condiciones de esta interacción.  

En esta sección se evaluarán los ensayos de Dispersión de Luz Dinámica, que dan indicios del 

comportamiento de la solución y su impacto en las interacciones entre las proteínas. Además, 

se buscará saber encontrar si hay algún tipo de interacción directa entre la lisozima y BMIM 

TFA, mediante la técnica RMN de Diferencia de Saturación Transferida. 

7.3.1 Dispersión de Luz Dinámica 

Se ha demostrado que cuando se utiliza la Dispersión de Luz Dinámica en experimentos de 

regímenes semi - diluidos, como es este caso, es posible obtener el segundo coeficiente del 

virial para la interacción entre las proteínas involucradas.  

En la Figura 31 se muestran los gráficos de Debye para la lisozima en el agente precipitante 

utilizado en la cristalización de control, y en BMIM TFA 2.5% con el mismo agente 

precipitante. Los parámetros que mejor pueden describir el comportamiento de la solución 
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son la pendiente, que se relaciona con el coeficiente del virial, y la ordenada al origen, con el 

peso molecular (con la especie en la solución).  

  

Figura 31. Gráfico de Debye para Lisozima y Lisozima + 2.5% BMIM TFA 
Existe un cambio en la difusividad de la lisozima en presencia del Líquido Iónico 

 

El coeficiente del virial es una medida de la función de distribución de pares, producto de la 

no idealidad de las soluciones. Por tanto, es una medida de la interacción entre las proteínas. 

Como en este caso son negativas, significa que la interacción es atractiva[100].  

A simple vista, tanto la pendiente como la ordenada de los gráficos de Debye parecen ser 

distintos, sin embargo, para compararlos adecuadamente es necesario recordar que una 

regresión de este tipo está basada en un ajuste de mínimos cuadrados, y por tanto presenta 

una desviación por el uso del modelo. Una forma adecuada de realizar la comparación es 

mediante una prueba de hipótesis que las compare.  

Un análisis estadístico adecuado para este caso es la prueba de Chow, cuya hipótesis 

compara si dos juegos de datos que originan dos regresiones, presentan diferencias 

estadísticas significativas[113] (lo cual puede resumirse en la información presentada en la 

Tabla 8). Esto permite realizar un análisis de los efectos de los líquidos iónicos en la 

cristalización de la lisozima. Una pendiente más negativa se asocia a una mayor 

concentración de agente precipitante, y, por lo tanto, a una mayor interacción entre 

proteínas, presumiblemente debido a los efectos cosmotrópicos[110]. Puesto que, en este 
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experimento, la concentración de la proteína y del agente precipitante es el mismo, esto 

significa que el efecto global de sobresaturación se disminuye en presencia de BMIM TFA, en 

concordancia con lo evaluado en la inspección de hábitos cristalinos.  

Tabla 8. Estadísticos de Regresión de las Gráficas de Debye 
Proteína m b 𝑆𝑆𝑚𝑚 𝑆𝑆𝑏𝑏 
Lisozima -8.31 ∗ 10−2 2.64 7.12 ∗ 10−3 2.36 ∗ 10−2 

Lisozima + BMIM TFA 2.5% -6.00 ∗ 10−2 2.50 9.20 ∗ 10−3 2.52 ∗ 10−2 
Glucosa Isomerasa + 

BTEACl 2.5% 
−1.48 ∗ 10−1 6.74 8.67 ∗ 10−3 2.93 ∗ 10−2 

m: pendiente, b: ordenada al origen, Sm: Desviación estándar de m, Sb: Desviación estándar de b 

Recordando que las pruebas de cristalización fueron colocadas a una concentración de 30 

𝑚𝑚𝑀𝑀/𝑚𝑚𝑚𝑚, y que los valores del coeficiente del virial se modifican muy poco, inclusive luego de 

alcanzar la alta sobresaturación[110], esto significa que la mezcla es lo suficientemente 

heterogénea como para albergar la población de los dos tipos.  

Por otro lado, la ordenada también es estadísticamente diferente. La predicción del tamaño 

de la proteína a partir del Radio Hidrodinámico permite establecer que la población es 

principalmente formada por dímeros bajo estas condiciones, dado que un dímero de la 

lisozima sin líquidos iónicos presenta un tamaño de 28 kDa. Sin embargo, la diferencia es 

pequeña, por lo que las poblaciones son ligeramente diferentes.  

Es necesario recordar que la medida básica de estos experimentos es el coeficiente de 

difusión, por lo que el cambio en el entorno de la proteína, sobre todo si involucra las capas 

de solvatación cercanas, trae como consecuencia un cambio en la masa molecular estimada. 

Esto es consistente con las características surfactantes que se han adjudicado a los cationes 

de los líquidos iónicos[35].  

El uso de compuestos con las propiedades de los líquidos iónicos, que son surfactantes, para 

el crecimiento dirigido de cristales es común en compuestos inorgánicos semi - cristalinos o 

cristalinos, con aplicaciones electrónicas. En estos, una especie química ’flota’ (este es el 

efecto surfactante) sobre la superficie de ciertos planos de crecimiento, permitiendo que un 

plano crezca de manera preferencial[114]. Esto es consistente con el crecimiento 

bidimensional, debido a la pre – estructuración de las proteínas, en los mecanismos 
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detallados en la sección del marco teórico, por lo que puede existir una opción de diseño de 

cristales de proteínas. 

7.3.2 Resonancia Magnética Nuclear 

Dado que se ha comprobado en el desarrollo de esta tesis que hay una influencia de algunos 

líquidos iónicos en los cristales de lisozima, pero no se deben a efectos cristalográficos, es 

necesario indagar si se deben a efectos de interacción en solución, para esto se utilizará una 

técnica de Resonancia Magnética Nuclear, basada en ligando. 

Las técnicas de Resonancia Magnética Nuclear han sido utilizadas durante un largo período 

como técnica de resolución estructural de proteínas. Sin embargo, ha sido superada en la 

obtención de este objetivo por la difracción de rayos X de monocristal, y recientemente 

también desplazado por la crio - microscopía electrónica. Esto se debe a que las técnicas de 

correlación en resonancia se basan en el análisis de interacciones (espaciales en el caso de 

NOESY). Conforme aumentan la cantidad de átomos, se complica el análisis de datos, 

llegando a ser muy complejo cuando las proteínas no son pequeñas, lo cual no es limitante 

para las otras técnicas.  

Las técnicas de resonancia, por otro lado, han gozado en los años últimos de gran crecimiento 

en el análisis de asociación entre macromoléculas y ligandos o moléculas pequeñas. Esto 

debido al desarrollo de diversas aplicaciones que permiten obtener información muy diversa 

de estos complejos, tanto del punto de vista de la proteína como del ligando. En continuación 

de esta investigación, se utilizó la técnica de Diferencia de Saturación Transferida para 

evaluar la interacción de la Lisozima con BMIM TFA[99]. 

7.3.2.1 Transferencia de Saturación 

Las técnicas de resonancia utilizadas para la interacción entre una molécula pequeña y una 

macromolécula pueden clasificarse en: 1) basada en el ligando, y 2) basada en la 

macromolécula. Esta última modalidad no requiere un intercambio rápido (mayor que la 

latencia del pulso de resonancia), es aplicable a un rango amplio de concentraciones del 

ligando y provee información del modo de unión, sin embargo, tiene las desventajas de que 

requiere una gran cantidad de proteína soluble, no agregada, e isotópicamente marcada[99]. 

Por otro lado, las técnicas basadas en el ligando tienen como principio la diferencia de este, 
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entre su forma asociada y la disociada. Estas técnicas son particularmente útiles cuando la 

asociación es de mediana a débil. En esta clasificación cae la técnica de Diferencia de 

Transferencia de Saturación (STD, Saturation Transfer Difference).  

En la Figura 34 se esquematiza la técnica de STD. En esta técnica se realizan dos 

experimentos, uno encendido y otro apagado. Se satura el espectro de resonancia de la 

molécula pequeña, y posteriormente se genera un pulso en la frecuencia de absorción de la 

proteína. En caso de estar asociada, la molécula pequeña recibe por transferencia energética 

un estímulo que se observa de nuevo en el espectro de resonancia, que al ser restado del 

espectro original solo muestra las señales del ligando. Este experimento permite no 

solamente saber si hay fuerzas intermoleculares entre la macromolécula y la molécula 

pequeña, sino obtener información de qué sección de la molécula pequeña está cerca, lejos o 

a mediana distancia de la interacción[115].  

  

Figura 32. Principio de la Técnica de Diferencia de Transferencia de Saturación. 
Principio de STD: La estimulación de la proteína es transferida al ligando. Fuente de la Figura: [115] 

En el panel b de la Figura 33 se muestra el espectro experimental de protón de BMIM TFA 

(el cual ocasionó crecimiento direccionado de los cristales de lisozima y cuya estructura 

obtenida en presencia de este líquido iónico se resolvió por difracción de rayos X en esta 

investigación), así como un recuadro con su estructura y la asignación de las señales del 

espectro[116], con la intención de compararlo con un experimento STD. Puesto que el 
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desplazamiento químico depende de la protección magnética, los desplazamientos a campo 

alto se deben a la presencia de cadenas alifáticas no ramificadas. 

Conforme se acercan al anillo imidazólico, la desprotección de los hidrógenos aumenta, 

debido al efecto de atracción de electrones del anillo (al ser un catión deslocalizado), por lo 

que los grupos metilo y metileno vecinos a los nitrógenos se encuentran a un corrimiento 

cercano a los 4 ppm. Por último, los hidrógenos más desprotegidos son lo que están 

directamente enlazados al anillo imidazólico. La diferencia entre las posiciones 4 y 5 del 

mismo son debidas a los efectos inductivos de la cadena lateral (la donación de los electrones 

por parte de una cadena más larga es ligeramente mayor), mientras que la posición se 

encuentra altamente desprotegida, debido a que se encuentra entre los dos nitrógenos, que 

mantienen mayormente la carga positiva en el híbrido de resonancia.  En el panel a de la 

Figura 33 se observa el espectro STD encendido. Según lo indicado anteriormente, las 

señales sensibles en este espectro dependen de los hidrógenos que poseen interacción con 

la proteína.   

  

Figura 33. Espectros RMN - STD para Lisozima + 2.5% BMIM TFA 
a) Lisozima – BMIM TFA encendido, indicando las posiciones involucradas en la interacción b) BMIM TFA 

control. Aunque hay una respuesta en el espectro a es débil, indicativo de que la asociación no es permanente. 
Del espectro a son notables dos cuestiones importantes. La primera es que las señales 

observables, aunque reproducibles entre repeticiones de experimentos, son mucho más 
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débiles que las que se observan cuando existe una interacción de tipo receptor-ligando, 

caracterizadas por interacciones relativamente estables.  

Dado que se ha evaluado experimentalmente que no se trata de un artefacto del experimento, 

puesto que se realizó el experimento en las mismas condiciones sin presencia de la proteína 

y no se observa ninguna señal, además que se repitió el experimento encendido varias veces, 

se puede inferir que no se trata de una interacción con constante de asociación alta, sino que 

de una interacción débil, y probablemente, con una disociación rápida (recordar la relación 

existente entre la constante de equilibrio y las constantes de velocidad involucradas).  

La segunda, es con respecto a las posiciones y naturaleza de las en las interacciones del catión 

imidazolio con la proteína. Las posiciones involucradas son las que se encuentran en los 

desplazamientos de 3.75, 7.48, 7.52 y 8.57 ppm, que corresponden a las posiciones 

denotadas por 1’’, 5, 4 y 2. La interacción procede entonces predominantemente en el anillo 

de imidazolio. Dado que en este anillo se encuentra deslocalizada la carga positiva, la fuerza 

motriz de la interacción es de naturaleza electrostática.  

Una comparación útil de este experimento puede ser el realizado por Silva[51] con el mismo 

catión en presencia de Albúmina Sérica Humana. A diferencia del experimento realizado en 

esta investigación, la cadena lateral alifática de cuatro carbonos presenta una señal 

importante, identificando las interacciones como hidrofóbicas. También se pudo identificar 

que las interacciones no son específicas, puesto que existen múltiples sitios de respuesta en 

el experimento de STD – RMN, presentándose una correlación directa entre el nivel y la 

naturaleza de interacción con la estabilidad obtenida por calorimetría diferencial de barrido.  

En el caso de los experimentos aquí presentados, esto significa que existe una interacción 

electrostática, de carácter general, orientada a la sección hidrofílica del catión. Esto se 

correlaciona con la información molecular expuesta por Shröeder[35] en cuanto a la 

interacción fuera de la capa de solvatación de la proteína, y con el crecimiento direccionado 

observado, explicado por el crecimiento normal a la superficie y a las propiedades de 

autoensamblaje (probablemente dirigido por la presencia de BMIM TFA) expuestas por 

McPherson[41], por lo que se puede pensar que el catión funciona como surfactante, con un 

mecanismo de tipo epitaxial. 
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8 Conclusiones 

1. Las lipasas comerciales disponibles para este experimento se encuentran en una mezcla 

compleja, cuestión lógica, dado que no son para cristalización. 

2. Para Candida antarctica se encuentran las lipasas A y B, entre otras proteínas de la 

mezcla. 

3. Existe modificación del hábito cristalino (pero no de la red cristalina o del grupo 

espacial) de la lisozima en presencia de los líquidos iónicos EANO3, TEABr, EMIMCl, 

EMIM TFB y BMIM TFA, en las condiciones de cristalización establecidas. 

4. Las modificaciones del hábito cristalino de lisozima en presencia de líquidos iónicos 

parecen deberse a una disminución en la sobresaturación (según la comparación de la 

morfología), sin embargo, presenta zonas localizadas de diferente saturación en el 

mismo ensayo. 

5. El líquido iónico no forma parte de la red cristalográfica de la lisozima, y no se observa 

en la resolución estructural por rayos X. 

6. Existe modificación estructural del hábito cristalino (pero no de la red cristalina o del 

grupo espacial) de Glucosa Isomerasa de Streptomyces rubiginosus en presencia de 

Acetato de Colina, Dihidrógeno Fosfato de Colina, EMIM OAc, BTEACl y EMIM SCN. 

7. El cambio de hábito cristalino en Glucosa Isomerasa se debe tanto a la disminución en 

la sobresaturación como a un efecto anisotrópico. 

8. Existe una diferencia estadística significativa entre las pendientes de las Gráficas de 

Debye de Lisozima y Lisozima + BMIM TFA. Esto confirma que la presencia del líquido 

iónico está disminuyendo la sobresaturación de la proteína. 

9. La diferencia significativa en la Difusión de la proteína, evidenciada en el radio 

hidrodinámico, indica que también se está modificando el entorno cercano de la 

proteína (que viaja junto con esta). 
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10. El experimento de Diferencia de Saturación Transferida a BMIM TFA en presencia de 

Lisozima indica que existe una asociación más débil que la de receptor - ligando, pero 

no es nula.  

11. La sección del BMIM TFA involucrada en la interacción con la Lisozima es la del anillo 

imidazolio, en los protones de las posiciones 2, 4, 5 y en el metilo que se encuentra en la 

posición 1, lo cual parece indicar una interacción electrostática de carácter general. 
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9 Perspectivas 

1. Evaluar el efecto que los líquidos iónicos tienen en la dinámica de la cristalización de las 

proteínas en estudio. 

2. Evaluar el efecto que la presencia del líquido iónico tiene en una proteína cristalizada 

en campos magnéticos, usando técnicas de contradifusión en geles.  

3. Realizar los mismos ensayos de cristalización en un rango de concentración de los 

líquidos iónicos, de manera que se evalúe la transición del hábito cristalino. 

4. Realizar los ensayos biofísicos de caracterización de CALB en diferentes rangos de 

líquidos iónicos, evaluando los efectos de sobresaturación. 

5. Realizar ensayos de cristalización de las proteínas en presencia de líquidos iónicos y 

geles, en presencia de campos magnéticos, de manera que se describa la influencia 

combinada de las técnicas no convencionales de cristalización.  
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10 Anexos 

10.1 Purificación y Caracterización de Lipasa de Candida antarctica y Candida 

rugosa mediante técnicas Cromatográficas 

Con las observaciones realizadas con respecto a los efectos en la cristalogénesis que 

presentan los cationes aromáticos, surge la inquietud de continuar la investigación con 

proteínas distintas al modelo que se ha presentado. Puesto que al parecer se trata de efectos 

electrónicos de estos anillos aromáticos, puede utilizarse como contraste proteínas con 

superficie hidrofóbica distinta, en este caso, lipasas.  

En la Figura 34 se observa una comparación entre una lipasa y la HEW Lisozima. Puede 

observarse como la superficie hidrofóbica (sección amarilla) de esta última es mucho menor, 

por lo que es una proteína control adecuada para comparar los efectos de cristalización que 

se puedan relacionar con solvatación por compuestos orgánicos. 

  

Figura 34.  Comparación de Superficie Hidrofóbica de HEW - Lisozima y Lipasa Modelo 
a) HEW Lisozima. b) Lipasa 1 de Candida rugosa. Las secciones azules son hidrofílicas y las naranjas 

hidrofóbicas. Fuente de la Figura: Superficie hidrofóbica hecha en USCF Chimera, basada en escala Kyte – 
Doolitle a partir de los PDB. 

Al observar la superficie hidrofóbica de la Lipasa 1 de Candida rugosa(CRL) (Figura 35), esto 

se puede confirmar de manera visual, puesto que justamente se observa que existe una 

transición es la apertura de una tapa hidrofóbica de color rojo[84].  

a b 
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Figura 35. Superficie Hidrofóbica de Conformaciones de Candida rugosa 
a)1crl: Conformación abierta, b)1trh: conformación cerrada. Fuente de la Figura: Superficie hidrofóbica 

hecha en USCF Chimera, basada en escala Kyte – Doolitle a partir de los PDB. 

El caso de la lipasa B de Candida antarctica(CALB) es, por otro lado, una anomalía en este 

tipo de estructuras (la CRL parece ser el caso más común). CALB no presenta una tapa que 

sufra una transición clara al acercarse a una micela lipídica, sino que tiene varias secciones 

hidrofóbicas cercanas al sitio activo (coloreadas en verde, azul y rojo en el panel A en la 

Figura 36). Estas secciones hidrofóbicas sirven como anclajes de la proteína a la micela 

lipídica, que en el panel B se representa entre los planos. Entonces, el sitio activo se mantiene 

abierto permanentemente.  

Sitio activo 

Tapa abierta 
Tapa cerrada 
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Figura 36. Superficie Hidrofóbica de CALB 
CALB se ancla a la micela lipídica a través de las secciones en color (secciones hidrofóbicas), con el sitio activo 

abierto permanentemente en esa dirección. Fuente de la Figura: Superficie hidrofóbica hecha en USCF 
Chimera, basada en escala Kyte – Doolitle a partir de los PDB, tomando como guía la referencia [117]. 

10.1.1 Candida antarctica 

La superficie hidrofóbica de la lipasa B de Candida antarctica presenta características muy 

útiles en la lógica de esta investigación ya que tiene secciones hidrofóbicas múltiples y 

pequeñas en su superficie que permiten usarlas como sondas de interacción hidrofóbica con 

distintos Líquidos Iónicos, por lo que es importante caracterizarla de manera adecuada, 

precisamente en el marco de sus propiedades hidrofóbicas. Esto se puede hacer de varias 

maneras, pero los sistemas cromatográficos, que suelen usarse para separar de manera 

diferencial diferentes contenidos de una mezcla compleja, pueden a la vez prestarse para 

caracterizar la naturaleza de las proteínas.  

Como primer abordaje, se realizó la cromatografía de intercambio catiónico propuesta por 

Toedler[118] a una mezcla compleja de lipasa comercial de Candida antarctica a alta 

concentración, esto último, con la intención de observar el comportamiento de asociación 

hidrofóbica. Este ensayo consiste en la asociación con la fase estacionaria de la lipasa B a pH 

3, en el cual es estable pero fuertemente cargada. A este pH las demás especies son eluidas. 

Un posterior cambio a pH 5.5 permite eluir la proteína. En la Figura 37 se observa el 

cromatograma a pH 3. 

Sitios de anclaje de CLAB 
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Figura 37. Cromatografía de Intercambio Catiónico Candida antarctica comercial: No 
retenido 

Elución de proteína no retenida, Buffer de citrato de sodio 10 mM, acetato de sodio 10 mM y formato de sodio 
10 mM, pH 3.00. Columna de Sulfopropil como Intercambiador Catiónico Fuerte, TSK SP - 5PW 

En conjunto con la SDS - PAGE que se muestra en la Figura 38 permite identificar en el carril 

c que precisamente se trata de las proteínas que no son CALB.  

 

  

Figura 38. SDS - PAGE de Fracciones Cromatografía Intercambio Catiónico de Candida 
antartica comercial 

SDS PAGE fracciones eluidas por intercambio catiónico a b) pH 5.50 c) pH 3.00. a) es Marcador de Peso 
Molecular 

El cromatograma a pH 5.5, presenta un pico de elución ancho y extendido(Figura 39). La 

colección de varias fracciones idénticas entre sí se muestra en el carril b. Como puede 

observarse, en este caso el perfil es distinto, y presenta una banda cercana a los 35 kDa, masa 

molecular de CALB (ver recuadro rojo en la figura). Posteriores experimentos, con 

concentraciones mayores de esta solución no mostraron bandas más intensas en el gel de 
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electroforesis, por lo que puede tratarse solamente de la fracción soluble no agregada en 

estas condiciones (recordando que se preparó CALB a alta concentración con este fin).  

  

Figura 39. Cromatografía de Intercambio Catiónico de Lipasa de Candida antarctica 
comercial. 

Elución de Lipasa B de Candida antarctica, Buffer de citrato de sodio 10 mM, acetato de sodio 10 mM y 
formato de sodio 10 mM, pH 5.50. Columna de Sulfopropil como Intercambiador Catiónico Fuerte, TSK SP - 

5PW 

Al realizar una cromatografía de fase reversa en columna de octilsilano (C8) de la misma 

preparación de proteína comercial, se obtiene un perfil cromatográfico totalmente distinto, 

como se observa en la Figura 40. Básicamente pueden separarse la elución en una sección 

altamente hidrofóbica, una segunda, medianamente hidrofóbica, donde sale la fracción 

mayoritaria, y la última, consistente en varias fracciones pequeñas altamente hidrofóbicas 

(el seguimiento de hidrofobicidad se puede inferir de la proporción de acetonitrilo necesario 

para eluir la proteína retenida en la fase estacionaria).  

  

Figura 40. Cromatografía de Fase Reversa de Candida Antarctica comercial 
Columna de octilsilano Hypersil GOLD C8 Thermo Scientific. Gradiente escalonado(acetonitrilo: agua): 0 a 15 
minutos 0% acetonitrilo, 15 a 30 minutos de 0% a 100% de acetonitrilo, 30 a 35 minutos, 100% acetonitrilo 

 

La fase mayoritaria es eluida a una proporción aproximada de 50% de acetonitrilo, por lo 
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que es consistente con lo que se conoce acerca de la superficie hidrofóbica de CALB .  

En el gel de electroforesis de la Figura 41 puede corroborarse que la fracción mayoritaria 

corresponde a CALB, en el carril a. La explicación simple de este comportamiento está 

relacionada justamente con el comportamiento hidrofóbico discutido por Gruber. En este 

caso, por tanto, la superficie hidrofóbica de la proteína, que no está limitada a una sección de 

ésta, puede adherirse fuertemente a la fase estacionaria, y también entre sí a alta 

concentración. Esta información plantea un enfoque único para investigar la cristalogénesis 

de proteínas hidrofóbicas con líquidos iónicos y solventes orgánicos, toda vez que se conoce 

que esta proteína es altamente estable y activa en presencia de este tipo de líquidos [54]. 

 

Figura 41. SDS - PAGE Fracciones de Cromatografía Fase Reversa Octilsilano 
SDS - PAGE Fracciones cromatograma de la Figura 47 Tiempo retención (𝑡𝑡𝑅𝑅): a) 25 min, b)𝑡𝑡𝑅𝑅:23 min, c) 𝑡𝑡𝑅𝑅: 

2.5 min, d) 𝑡𝑡𝑅𝑅: 11.5 min. 

 El carril b es una mezcla de las diversas proteínas que forman el material comercial y que 

son similares a las observados en la Figura 26, el carril c corresponde al material no 

retenido, que pareciera ser una mezcla de proteínas de diverso peso molecular 

probablemente en agregados de las secciones hidrofóbicas (por lo que no interaccionan con 

la fase estacionaria), en el carril d finalmente se observa la presencia de una proteína de bajo 

peso molecular, probablemente proveniente de la proteólisis del material comercial.  
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