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V Volumen total de la reacción 

Ve Volumen de solución de enzima empleado 

Vmax Velocidad máxima de la enzima 

l Longitud óptica 
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RESUMEN 

Los plaguicidas de uso agrícola son sustancias ampliamente utilizadas para el control de 

cualquier tipo de plaga que afecte la calidad de los cultivos. Sin embargo, debido a su alta 

toxicidad y su impacto ambiental, se han propuesto muchos métodos para la degradación 

de estos compuestos, siendo el tratamiento con enzimas lacasa uno de los más 

prometedores debido a que es eficiente, rápido y ambientalmente amigable. No obstante, 

debido a la poca estabilidad de las enzimas libres, para que estas puedan utilizarse en 

aplicaciones reales deben ser inmovilizadas. Hasta el momento, la inmovilización 

individual ha demostrado ser exitosa en la biodegradación de contaminantes, sin embargo, 

existen casos en los que el uso de una sola enzima resulta insuficiente para catalizar una 

reacción química y se requieren reacciones en cascada o mayor control del pH en las 

soluciones. En esta misma línea de ideas, una alternativa para superar los inconvenientes 

mencionados anteriormente y expandir las posibles aplicaciones en un mismo sistema, es 

la inmovilización de dos o más enzimas (co-inmovilización).  

El objetivo de este trabajo fue desarrollar un robusto, sustentable y eficiente biocatalizador 

compuesto por diversas enzimas lacasa co-inmovilizadas sobre un soporte polimérico 

para su uso en la biodegradación de plaguicidas. Para lograrlo, en primer lugar se llevó a 

cabo la obtención del soporte, sintetizando microesferas de poli(glicidil metacrilato), con 

dos tipos de grupos funcionales superficiales (hidrazida y oxirano) y se estudió el efecto 

del grupo funcional en el soporte sobre la enzima inmovilizada. Una vez seleccionado el 

mejor soporte para la inmovilización, éste se utilizó en la construcción del primer 

biocatalizador polimérico compuesto por dos enzimas co-inmovilizadas y se determinó 

su eficiencia en la degradación del pesticida diazinon, obteniéndose degradaciones del 

100 % a los dos valores de pH de máxima actividad. Finalmente, se llevó a cabo la 

construcción del segundo biocatalizador constituido por tres lacasas co-inmovilizadas. 

Este sistema se caracterizó y se evaluó en la degradación del pesticida azinfos-metil 

lográndose la total degradación de este compuesto a los tres valores de pH de máxima 

eficiencia. De este trabajo, se puede concluir que mediante la co-inmovilización de 

enzimas lacasa en microesferas poliméricos es posible obtener biocatalizadores que 

trabajen en un amplio rango de pH, con posibles aplicaciones en la degradación de 

compuestos recalcitrantes a nivel científico e industrial en el marco de la química verde.   
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ABSTRACT 

Pesticides for agricultural use are substances widely used for the control of any type of 

pest that affects the quality of crops. However, due to its high toxicity and its 

environmental impact, many methods have been proposed for the degradation of these 

compounds, being treatment with laccase enzymes one of the most promising because it 

is efficient, fast and eco-friendly. However, they must be immobilized to be used in real 

applications. So far, individual immobilization of laccases has proven to be successful in 

the biodegradation of pollutants. Nevertheless, there are cases in which the use of a single 

enzyme is insufficient to catalyze a chemical reaction and cascade reactions or greater pH 

control are required in the solutions. In this same line of ideas, an alternative to overcome 

the drawbacks mentioned above and expand the possible applications in the same system, 

is the immobilization of two or more enzymes (co-immobilization). 

The objective of this work was to develop a robust, sustainable and efficient biocatalyst 

composed of various co-immobilized laccase enzymes on a polymeric support for use in 

the biodegradation of pesticides. To achieve this, the support was first obtained by 

synthesizing poly(glycidyl methacrylate) microspheres, with two types of superficial 

functional groups (hydrazide and oxirane) and the effect of the functional group on the 

support on the immobilized enzyme was studied. Once the best support for immobilization 

was selected, it was used in the construction of the first polymeric biocatalyst composed 

of two co-immobilized enzymes and its efficiency in the degradation of the pesticide 

diazinon was determined, obtaining 100% degradations at the two pH values of maximum 

activity. Finally, the construction of the second biocatalyst constituted by three co-

immobilized laccases was carried out. This system was characterized and evaluated in the 

degradation of the azinphos-methyl pesticide, achieving the total degradation of this 

compound at the three maximum efficiency pH values. From this work, it can be 

concluded that by co-immobilizing laccase enzymes on polymeric supports it is possible 

to obtain biocatalysts that work in a wide range of pH with multiple applications in the 

degradation of recalcitrant compounds at a scientific and industrial level within the 

framework of the green chemistry. 
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PRÓLOGO 

Este prólogo tiene como finalidad introducir al lector en la estructura y organización de 

esta tesis doctoral, la cual se ha dividido en 8 capítulos, 3 de ellos escritos en forma de 

artículos científicos.  En el capítulo 1 se presenta la revisión bibliográfica con respecto al 

uso de plaguicidas, métodos de degradación, enzimas y la inmovilización enzimática 

(artículo de revisión enviado a la revista Polymer Reviews). En el capítulo 2 se detallan 

las hipótesis y objetivos planteados en esta tesis. En el capítulo 3 muestra la síntesis del 

soporte polimérico a utilizar en la inmovilización enzimática y se determina el grupo 

funcional que genera las mejores propiedades en la enzima inmovilizada (artículo 

científico publicado en la revista Journal of Applied Polymer Science). Posteriormente, 

en el capítulo 4 se muestra la síntesis de un primer biocatalizador polimérico basado en la 

co-inmovilización de dos enzimas lacasas, el cual se caracterizó y se probó en la 

degradación de diazinon (artículo científico enviado a la revista European Polymer 

Journal). En el capítulo 5 se realizó la co-inmovilización de 3 enzimas, el biocatalizador 

polimérico obtenido se caracterizó y se evaluó en la degradación de azinfos-metil (un 

artículo científico publicado en la revista Journal of Applied Polymer Science y otro 

artículo en preparación). En el capítulo 6 se encuentran las conclusiones generales y las 

perspectivas. En el capítulo 7 se detallan las publicaciones y asistencias a congresos 

generados por el trabajo realizado en esta tesis y finalmente en el capítulo 8 se muestran 

las referencias bibliográficas revisadas en este trabajo.  

Esta distribución, se desarrolló con el objetivo de hacer más amigable y entendible la 

lectura, siguiendo el mismo orden en que se plantearon los objetivos específicos, los 

cuales llevaron a comprobar las hipótesis propuestas. 
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1. INTRODUCCIÓN 

De acuerdo a los datos suministrados por el Banco Central de Chile, en el año 2018 el 

país presentó uno de los mayores incrementos en la economía de los últimos años, 

clasificando en el segundo trimestre como el país con el mayor crecimiento económico en 

toda Latinoamérica con un aumento del 2.8 % hasta el tercer trimestre de ese año1. Este 

crecimiento económico estuvo estrechamente relacionado con  el incremento que ha 

tenido la actividad agrícola de manera simultánea en el país. Esto refleja la importancia 

que tiene la agricultura en la economía de la nación y por lo tanto resulta indispensable 

garantizar una mejora en la producción agrícola. Una alternativa para lograr el incremento 

de la calidad y cantidad de estos productos, es el uso de plaguicidas que permitan el 

adecuado control de plagas, ya que son éstas una de las principales causas de la 

disminución en la producción agrícola y de la propagación de enfermedades como la 

malaria, el dengue y la filariasis2.  

Si bien, el uso de plaguicidas químicos posee múltiples ventajas tales como el manejo 

efectivo de las plagas, altos rendimientos de los cultivos y prevención de enfermedades 

transmitidas por insectos, estas sustancias también son conocidas por ser altamente 

tóxicas y bioactivas, cuyo uso está relacionado con el deterioro de la calidad del 

agroecosistema3, siendo una de las principales causas de la contaminación de aguas 

subterráneas y superficiales4,5. Esto ha generado gran preocupación por la alteración de la 

calidad del agua y sus efectos adversos sobre la salud humana, lo que ha conducido a la 

búsqueda constante de técnicas para minimizar sus efectos sobre la comunidad. Es por 

ello que se han planteado múltiples métodos (químicos y biológicos) para la degradación 

de plaguicidas6–8. Sin embargo, la mayoría de los métodos propuestos hasta el momento 

no son los más idóneos ya que generan contaminación por el uso de solventes orgánicos, 

subproductos de degradación más tóxicos que los compuestos de partida, son de difícil 

implementación o requieren mucho tiempo para la degradación total9,10. 

Basado en lo expuesto previamente, es evidente la necesidad de la creación de un nuevo 

material que permita la degradación de plaguicidas y que pueda ser útil en la 

biorremediación de suelos y aguas, así como en el desarrollo de nuevos sistemas de 

control de calidad de aguas, contribuyendo al fortalecimiento del sector agrícola del país. 
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En este contexto, la presente tesis doctoral plantea la obtención de microesferas 

poliméricas con actividad enzimática para la degradación catalizada de plaguicidas de 

forma eficiente, ambientalmente amigable y en una variedad de condiciones de pH y 

temperatura. A continuación se detallan algunos aspectos que darán las herramientas 

necesarias para comprender a cabalidad el fundamento de esta tesis doctoral. 

 

1.1 Plaguicidas 

De acuerdo a la definición dada por la Organización de las Naciones Unidas para la 

Alimentación y la Agricultura (FAO), los plaguicidas se definen como cualquier sustancia 

o mezcla de sustancias destinadas a prevenir, destruir, atraer, repeler o combatir cualquier 

plaga, enfermedad y maleza que afectan a los cultivos. El término incluye las sustancias 

destinadas a utilizarse como reguladores del crecimiento de las plantas, defoliantes, 

desecantes, agentes para reducir la densidad de fruta o inhibidores de la germinación, y 

las sustancias aplicadas a los cultivos antes o después de la cosecha para proteger el 

producto contra el deterioro durante el almacenamiento y transporte11. 

Entre los plaguicidas más utilizados en Chile, se encuentran los que presentan como 

principio activo compuestos organofosforados (15.5 %)12, estos compuestos actúan 

fosforilando la enzima acetilcolinesterasa en las terminaciones nerviosas, generando 

pérdida de la función enzimática y afectando el sistema nervioso en general13,14, lo cual 

se manifiesta en cambios en el estado de conciencia, debilidad muscular, cefalea, 

ansiedad, visión borrosa, excesiva actividad secretora, entre otros15,16. Entre estos 

compuestos, el diazinon y el azinfos-metil (AZPM) resaltan como algunos de los más 

utilizados tanto en Chile como a nivel mundial12 y es por ello que serán los compuestos 

de estudio en esta tesis doctoral (ver Tabla 1.1). 
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Tabla 1.1. Estructura y características del diazinon y azinfos-metil17–22. 

Plaguicida Diazinon Azinfos-metil 

Nombre científico 

O,O-dietil-O-(2- isopropil-6-

metilpirimidin-4 

il)fosforotioato 

(S)-[3,4-dihidro-4-

oxobenzo(d)-(1,2,3)-triazin-

3-ilmetil]-O,O-dimetil 

fosforoditioato 

Estructura 

 
 

Solubilidad en agua 

a 20 °C (mg/L) 
40 29 

Presión de vapor a 

20 °C (mmHg) 
1.4 × 10-4 7.5 × 10-9 

Constante de la ley 

de Henrry (atm 

m3/mol) 

1.4 × 10-6 1.1 × 10-7 

Toxicidad* 
Clase II (moderadamente 

peligroso) 

Clase Ib (altamente 

peligroso) 

Cultivos 
Uvas, arroz, manzanas, peras, 

pistachos, y diversos cítricos. 

Manzanas, peras, cerezas, 

ciruelas, limones y nogales. 

*Clasificación dada por la Organización Mundial de la Salud20. 

 

Tanto el diazinon como el AZPM son organofosforados ampliamente utilizados en el 

control de insectos domésticos y en la agricultura23. Debido a su gran eficiencia, son 

empleados en una gran variedad de cultivos, tal como se detalla en la Tabla 1.1. Estos 

compuestos son estables a pH 7, además, debido a que son relativamente solubles en agua 

y de acuerdo a sus valores de presión de vapor y constantes de la ley de Henry (Tabla 1.1), 

se sabe que no se volatilizan fácilmente en el agua o el suelo, lo que indica que pueden 

persistir en el ambiente24.  

Esta alta estabilidad, moderada solubilidad y persistencia en el suelo, facilita la 

contaminación de aguas subterráneas25, fluviales urbanas26, residuales27, y aguas de 

consumo derivadas de la superficie28. De hecho, se han encontrado concentraciones 

superiores a 3.0 mg/L en cuerpos de aguas superficiales adyacentes a los campos de 

cultivos29. Además, en regiones donde es común el uso de estos plaguicidas como en el 

norte de la región patagónica en Argentina, se han encontrado concentraciones cercanas 

a 3.2 µg/L de AZPM en pozos de agua subterránea, siendo este compuesto el detectado 
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con mayor frecuencia durante el periodo de aplicación de plaguicidas30. Estas altas 

concentraciones de plaguicida en cuerpos de aguas de la región, generan como 

consecuencia la presencia de plaguicidas en diversos productos agrícolas, afectando de 

este modo a organismos no objetivo, y representando un gran riesgo para la salud de los 

seres vivos6,31–33. 

1.2 Degradación de plaguicidas 

Debido a la gran persistencia y toxicidad que presentan los plaguicidas organofosforados, 

durante décadas se han desarrollado diversos métodos químicos para su degradación, 

entre los que se encuentran la fotocatálisis, radiación UV, oxidación electroquímica o 

usando persulfato activado, irradiación con rayos gamma ionizados, el uso de rayos X y 

foto-Fenton23,34–37. Sin embargo, muchos de estos tratamientos generan subproductos de 

degradación más tóxicos que el pesticida inicial, requieren reactivos tóxicos para su 

desarrollo, los cuales generan más contaminación como producto del tratamiento de 

descontaminación y además poseen altos costos asociados a su implementación7,35.  

Por otro lado, se encuentran las estrategias de degradación basadas en sistemas biológicos 

en las que se utilizan microorganismos tales como bacterias38, hongos13, y  microalgas39. 

Cuando la degradación se lleva a cabo por estos sistemas, se denomina biodegradación, y 

consiste en el rompimiento de una molécula en pequeños fragmentos inertes13. Este 

proceso varía dependiendo del tipo de microorganismo presente, así como las condiciones 

de pH, temperatura, humedad, y presencia de luz/aire40. En general, la biodegradación 

representa una alternativa ambientalmente amigable para la degradación de plaguicidas, 

la cual se lleva a cabo en condiciones suaves, es menos costosa que los métodos químicos, 

no requiere de sustancias químicas contaminantes y en la mayoría de los casos alcanza la 

degradación total de los compuestos recalcitrantes41,42. Sin embargo, la implementación 

de sistemas de biodegradación empleando microorganismos de forma directa, tales como 

lechos biológicos o tratamientos ex/in−situ son engorrosos y en general estos sistemas 

requieren de mucho tiempo para la completa degradación, lo cual disminuye las 

posibilidades de que estos procesos se lleven a la práctica43–45.  

En los últimos años, se ha propuesto el uso de enzimas microbianas aisladas de los 

microorganismos de los que provienen como catalizadores específicos en la degradación 
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de contaminantes, con el fin de superar las limitaciones asociadas al uso directo de 

microorganismos en la biodegradación45. Hasta el momento, una gran variedad de 

enzimas han sido empleadas en la biodegradación, las cuales se pueden dividir en dos 

grandes grupos; (1) las oxidoreductasas, entre las que se encuentran las oxigenasas46, 

lacasas47, y peroxidasas48; y (2) las hidrolasas, como lo son las lipasas49, celulasas50, 

carboxilesterasas51, y haloalcano dehalogenasas52. Entre las enzimas oxidativas, las 

lacasas, han demostrado ser útiles, versátiles, eficientes y poseer altas velocidades en la 

biodegradación de contaminantes orgánicos. Por ello que se plantean como una potencial 

alternativa para la degradación de plaguicidas, ya que conservan todas las ventajas 

asociadas al uso de microorganismos, pero adicionando las propiedades características de 

este tipo de enzimas oxidativas53,54. 

 

1.3 Enzimas lacasas 

Las lacasas son enzimas multicobre extracelulares pertenecientes al grupo de las oxidasas 

azules, éste tipo de enzima fue descrita por Yoshida por primera vez en 188355, siendo 

una de las enzimas más antiguamente conocidas. Las lacasas se encuentran presentes en 

plantas superiores56, hongos57, bacterias58, e insectos59 y han demostrado ser excelentes 

biocatalizadores con múltiples posibles aplicaciones químicas, industriales y 

biotecnológicas60,61. Todo esto debido a la capacidad que poseen de catalizar la oxidación 

de una amplia gama de sustratos (principalmente fenoles), utilizando oxígeno del aire, y 

produciendo agua como subproducto62. Entre las lacasas con mayor actividad catalítica se 

encuentran las provenientes de hongos, en los cuales se reporta la mayor presencia de 

estas, de hecho se han encontrado lacasas en prácticamente todos los hongos examinados63 

y en la mayoría coexisten varias de ellas, que con frecuencia difieren en su peso molecular. 

Por ejemplo en el caso del hongo Rhizoctonia solani se determinaron cuatro lacasas 

diferentes64. 

La actividad enzimática de las lacasas se encuentra vinculada a tres sitios de cobre, los 

cuales parecen conservarse en todas ellas. Sin embargo, en general estas enzimas 

presentan grandes diferencias entre sí (principalmente debido a los azúcares en su 

estructura proteínica), a tal punto que se ha considerado que debiesen subdividirse en 
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varios grupos (como en el caso de las lacasas blancas y las amarillas) y no clasificarse 

únicamente en función de sus sitios catalíticos, sin embargo, aún se conserva la división 

de acuerdo a su sitio catalítico63. En términos generales, la estructura del sitio activo de 

las lacasas comprende tres dominios que por lo regular involucran cuatro átomos de cobre 

(Cu). Los sitios de cobre difieren en sus características espectroscópicas y paramagnéticas 

y se clasifican en tres grupos: Tipo 1 (T1, un átomo de Cu), Tipo 2 (T2, un átomo de Cu) 

y Tipo 3 (T3, dos átomos de Cu)65, tal como se muestra en la Fig. 1.1.  

 

 

Fig. 1.1. Representación esquemática de centros de coordinación de cobre y los ligandos 

relevantes para enzima lacasa (Adaptado de Barrios, C. et al.65). 

 

En cuanto al mecanismo de acción de las lacasas, se ha propuesto que ocurre mediante un 

proceso de oxidación en el que cuatro moléculas del sustrato son oxidadas por un electrón 

en el sitio activo de la enzima, para finalmente reducir oxígeno a agua65. En este 

mecanismo, el primer paso ocurre en el centro T1, donde se reciben los cuatro electrones 

provenientes de sustratos individuales, reduciendo el átomo de cobre de Cu (II) a Cu (I) 

y generando cationes radicales inestables, los cuales podrían experimentar más reacciones 

enzimáticas o no enzimáticas62,66. Posteriormente, se lleva a cabo la transferencia de un 

electrón desde T1 al centro trinuclear T2/T3 mediante un puente de Histidina-Cistina-
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Histidina (H-C-H). En este centro trinuclear es donde se produce finalmente la reducción 

del oxígeno a agua y después de la restauración interna de la estructura de la lacasa, esta 

vuelve a su forma oxidada67. El ciclo catalítico se muestra en la Fig. 1.2, donde los átomos 

de cobre están representados en color naranja. 

 

 

Fig. 1.2. Ciclo catalítico de la enzima lacasa (Adaptado de Barrios, C. et al.65). 

 

Las lacasas actúan a varios rangos de temperatura y pH, y aunque su estabilidad es 

generalmente más alta a pH ácido y altas temperaturas, las condiciones óptimas de cada 

enzima varían significativamente dependiendo de su fuente68. Adicionalmente, aunque su 

mayor efecto se da en la oxidación de fenoles, mediante el uso de mediadores, se puede 

ampliar el rango de compuestos oxidables, logrando oxidar una gran variedad de 

compuestos orgánicos e inorgánicos65. Los mediadores son un grupo de compuestos de 

bajo peso molecular con un alto potencial redox (por encima de 900 mV) que tienen la 

capacidad de mejorar la actividad catalítica de las lacasas y que actúan como una especie 

de "lanzador eléctrico" el cual una vez que es oxidado por la enzima, genera un 

intermediario muy oxidante conocido como co-mediador o mediador oxidado, que se 

difunde fuera de la enzima y, a su vez, oxida cualquier sustrato que, debido a su tamaño, 

no pueda ingresar directamente al sitio activo67,69. En este sentido, un mediador ideal es 

aquel que puede realizar muchos ciclos sin degradaciones y sin reacciones secundarias. 

Dentro de los mediadores más utilizados se encuentran el ABTS (ácido 2,2'–azino–bis–
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(3–etillbenzotiazolin–6–sulfónico)), TEMPO (2,2,6,6-tetrametilpiperidina-1-oxil,), y 

HBT (1-hidroxibenzotriazol)70 ( ver Fig. 1.3). En este trabajo, con el fin de mejorar la 

capacidad oxidativa de las enzimas hacia los plaguicidas, se evaluará el efecto del 

mediador ABTS en la degradación de los plaguicidas de estudio. 

 

Fig. 1.3. Estructura de los mediadores ABTS, TEMPO y HBT (Fuente: Elaboración 

propia).  

 

La capacidad que tienen las enzimas lacasa para expandir su rango de sustratos es lo que 

las hace excepcionalmente versátiles y es la razón por la cual son útiles en la 

biodegradación de contaminantes ambientales. Si bien, las enzimas lacasa poseen 

múltiples ventajas útiles en la biorremediación, como lo son los bajos requerimientos 

energéticos, bajo impacto ambiental, y alta eficiencia, su uso a nivel industrial se ha visto 

restringido debido a algunas características propias de las enzimas como lo son su baja 

estabilidad, no reusabilidad, alta sensibilidad a agentes desnaturalizantes y altos costos de 

producción71. Afortunadamente, muchas de estas limitaciones se pueden reducir mediante 

la inmovilización enzimática sobre soportes adecuados. Algunas de las ventajas asociadas 

a la inmovilización enzimática son el aumento de la estabilidad térmica, mecánica y de 

almacenamiento, la reducción en la inhibición, la posibilidad de reutilización y una fácil 

extracción del medio de reacción, lo que genera una mayor facilidad para su aplicación 

en procesos industriales72,73. Es por ello, que en esta tesis se trabajará con enzimas 

inmovilizadas.  
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1.4 Inmovilización enzimática 

La inmovilización enzimática se refiere al confinamiento de una enzima en una fase 

diferente a aquella en la que se encuentran los sustratos y productos74. Esta se puede llevar 

a cabo sobre una gran variedad de materiales y por diferentes métodos de inmovilización, 

dependiendo de la aplicación final deseada75. Sin embargo, en los procesos de 

inmovilización, siempre se busca que el soporte posea un bajo costo, alta área superficial, 

que no genere problemas con la difusión de sustratos y con el producto de las reacciones 

enzimáticas. 

Dentro de los principales métodos de inmovilización se encuentran; (1) el atrapamiento, 

el cual se refiere a la inclusión física de la enzima en una matriz porosa o por 

microencapsulación76, (2) el anclaje a un soporte, que puede ser por adsorción o por 

enlaces covalentes77 y (3) la formación de agregados, que es un método de inmovilización 

en ausencia de soporte en el que las enzimas están covalentemente entrecruzadas gracias 

a la acción de agentes bifuncionales78 (ver Fig. 1.4). Es importante resaltar que el tipo de 

inmovilización llevado cabo, así como las condiciones de esta, influyen 

considerablemente en las propiedades de las enzimas79. 

 

 

Fig. 1.4. Tipos de inmovilización enzimática. (A) Atrapamiento, (B) Anclaje a un soporte 

y (C) Agregados (Fuente: Elaboración propia). 

 

De estos métodos, el más utilizado es la formación de enlaces covalentes, debido a que 

genera interacciones más fuertes entre la enzima y el soporte, lo cual evita la liberación 

de la enzima en el medio de reacción, siendo de este modo más adecuado para aplicaciones 
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a nivel industrial80. En este tipo de inmovilización, una de las características más deseadas 

es la unión multipunto entre la enzima y el soporte, ya que esta genera una alta estabilidad 

en la enzima, evitando su desnaturalización debido a cambios en la temperatura, el pH y 

la fuerza iónica en el medio de reacción. Para lograr la unión multipunto, se requiere 

ciertas características en el soporte tales como gran superficie disponible para la 

inmovilización, alta densidad de grupos funcionales, y bajos impedimentos estéricos de 

los grupos de acoplamiento81.  

En esta misma línea de ideas, tanto las propiedades físicas (morfología, porosidad, tamaño 

de partícula, superficie disponible para la inmovilización) como las propiedades químicas 

(grupos funcionales, densidad de grupos reactivos, reactividad química) deben analizarse 

antes de la inmovilización, debido a que todos estos aspectos influencian 

significativamente la cantidad, estabilidad, selectividad, perfiles de pH y temperatura, 

orientación y actividad de la enzima inmovilizada75. Todo lo anterior, se atribuye a que el 

contacto directo de la enzima con el soporte modifica el microambiente de la lacasa, 

generando como consecuencia modificaciones en su estructura y estabilidad82. 

La mayoría de las inmovilizaciones de tipo covalente ocurren por la interacción de grupos 

funcionales en el soporte tales como epóxidos (que se consiguen comercialmente como 

microesferas de Eupergit), glutaraldehído o carbonilos con los grupos amino del 

aminoácido lisina que por lo general se encuentran en la superficie de la enzima, los cuales 

son altamente reactivos y no afectan el sitio catalítico de la enzima47,83,84. También se han 

reportado inmovilizaciones sobre soportes con grupos hidrazida en los que se realiza la 

inmovilización por los diferentes carbohidratos presentes en la superficie de la enzima85. 

Adicionalmente, una gran variedad de soportes se han utilizado en la inmovilización 

enzimática, entre los que resaltan las membranas, nano, micro y macroesferas, resinas, 

geles y fibras80,86,87. Entre estos, unos de los soportes más utilizadas son las esferas, debido 

a que poseen gran área superficial disponible para la inmovilización enzimática. Además, 

diversos autores han encontrado un efecto directo entre el tamaño de las esferas y su 

porosidad con la cantidad de enzimas inmovilizadas y la actividad de las mismas83, . 

Encontrándose que el tamaño micrométrico es el más adecuado debido a que se evita la 

interacción entre las enzimas inmovilizadas, además cuando se utilizan microesferas no 

porosas se eliminan limitaciones de difusión, aumentando de este modo la actividad de 
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las enzimas inmovilizadas84. Es por ello, que en esta tesis de doctorado la inmovilización 

se realizará sobre microesferas poliméricas no porosas y se analizará la influencia de dos 

tipos de grupos funcionales en la superficie del soporte.  

Desafortunadamente, hasta el momento no existe un método general de inmovilización 

apropiado para todas las enzimas y sus diferentes aplicaciones. Es por ello, que al 

momento de realizar la inmovilización enzimática se debe establecer cuidadosamente el 

tipo de soporte a utilizar y las condiciones de inmovilización, debido a que se corre el 

riesgo de producir una pérdida parcial o total de la actividad enzimática como producto 

de la inmovilización75. En este sentido, una alternativa para estudiar el efecto de múltiples 

factores en la estabilidad de la enzima inmovilizada  con el fin de poder encontrar las 

condiciones óptimas de inmovilización es el uso de diseños de experimentos, los cuales 

con un mínimo número de corridas (o experimentos) permite la optimización de diversos 

parámetros que influyen en la respuesta a analizar84. 

− Co-inmovilización enzimática 

Hasta el momento, queda claro la importancia de la inmovilización en la mejora de 

diversas propiedades enzimáticas, las cuales otorgan a las enzimas posibles aplicaciones 

científicas e industriales debido al gran aporte económico y tecnológico que representa. 

Sin embargo, existen múltiples procesos en los cuales una sola enzima no puede catalizar 

completamente una reacción y se hace necesario el trabajo de múltiples enzimas en 

cascada90. En la naturaleza, este problema se ve resuelto por la presencia de diferentes 

enzimas que llevan a cabo reacciones en forma secuencial, como en el caso del ciclo de 

Krebs, en el que un complejo de ocho enzimas altamente ordenadas reaccionan de forma 

secuencial, permitiendo mantener una alta concentración local de los intermediarios de la 

reacción y reduciendo pérdidas por difusión, lo cual aumenta la eficiencia catalítica del 

proceso y es sumamente útil en el caso de intermediarios altamente tóxicos91.  

En un intento por imitar a la naturaleza y además ampliar el rango de pH de trabajo óptimo 

para el sistema de enzimas inmovilizadas, se propone la co-inmovilización de varias 

enzimas lacasa sobre el mismo soporte y de este modo sacar provecho de la diversidad de 

propiedades que presentan diversos tipos de enzimas lacasa, logrando expandir al menos 

el rango de pH óptimo del biocatalizador polimérico resultante. 
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En este contexto, la co-inmovilización presenta varios retos, tales como la conservación 

de la actividad enzimática para todas las enzimas inmovilizadas, alcanzar altos 

porcentajes de inmovilización y además debido a que se trabajará en un espacio reducido 

y las enzimas poseen un gran tamaño (> 10 kDa) es posible que se produzcan grandes 

efectos estéricos, por lo que deberá reducirse al máximo las interacciones entre ellas con 

el fin de no afectar sus actividades. Todos estos aspectos pueden ser controlados con una 

optimización de las condiciones en las que se lleva a cabo la co-inmovilización, ya que 

estas deben ser adecuadas para todas las enzimas involucradas.  

 

1.5 Polimerización por dispersión 

Como se mencionó anteriormente, las microesferas no porosas de tamaño homogéneo son 

un excelente soporte para la inmovilización enzimática debido a su gran área superficial 

disponible para la inmovilización y por esta razón se seleccionaron microesferas como 

soporte polimérico. Dentro de los métodos para la síntesis de esferas poliméricas, la 

polimerización por dispersión destaca debido a la capacidad de obtención de microesferas 

con un estrecho rango de distribución de tamaños, siendo el mejor método en cuanto a 

homogeneidad de tamaño, cuando se compara con métodos como emulsión, 

miniemulsión, microemulsión y polimerización por suspensión92,93. Este método permite 

trabajar con monómeros hidrofílicos e hidrofóbicos, únicamente mediante variaciones del 

solvente o mezcla de solventes. En la polimerización por dispersión, se parte de una 

solución homogénea en la que el monómero, el iniciador y el estabilizador estérico son 

solubles en el medio de polimerización, pero este es un mal disolvente para el polímero 

resultante94. De esta forma, al iniciar el calentamiento se forma el polímero que por ser 

insoluble tiende a precipitar, formándose núcleos inestables, los cuales son estabilizados 

por la adsorción del agente estabilizador, generando la formación de partículas con un 

tamaño entre 0.1− 15.0 μm y una alta homogeneidad de tamaño84. Las características de 

las microesferas obtenidas dependerán del control de diversas variables tales como, la 

concentración del monómero, la temperatura, la polaridad del medio de reacción, el 
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iniciador, el tipo y concentración del estabilizador y la purga con nitrógeno95. Un esquema 

general de la polimerización por dispersión se muestra a continuación en la Fig. 1.5. 

 

 

Fig. 1.5. Esquema general de una polimerización por dispersión. (A) Etapa de nucleación, 

(B) etapa de crecimiento y (C) formación de microesferas poliméricas (Fuente: 

Elaboración propia).  

 

 

 

 

  



15 

 

2. Hipótesis y objetivos 

Hipótesis 

- Es posible la inmovilización covalente de al menos dos tipos diferentes de enzimas 

lacasa sobre microesferas poliméricas no porosas superficialmente activas, dando 

como resultado una mejora en la estabilidad de las enzimas sin perder la capacidad 

oxidativa de alguna de ellas. 

- El sistema de enzimas covalentemente inmovilizadas sobre el soporte polimérico 

trabajará de forma óptima en un mayor rango de pH de trabajo y será efectivo en la 

degradación de los plaguicidas organofosforados diazinon y azinfos-metil. 

Objetivos 

Objetivo general 

- Obtener microesferas poliméricas con enzimas lacasas inmovilizadas para su uso en 

la degradación de plaguicidas en medio acuoso. 

Objetivos específicos 

- Sintetizar y caracterizar microesferas poliméricas con grupos funcionales hidrazida y 

oxirano superficiales mediante polimerización por dispersión. 

- Inmovilizar enzimas lacasa por medio de enlaces covalentes a través de grupos 

hidrazida y oxirano presentes en las microesferas poliméricas y evaluar la influencia 

del grupo funcional en el soporte sobre las propiedades de la enzima inmovilizada. 

- Desarrollar sistemas de diversas enzimas lacasa covalentemente co-inmovilizadas que 

permitan trabajar en un mayor rango de pH y que otorgue a las enzimas inmovilizadas 

mayor estabilidad térmica, de almacenamiento y reusabilidad. 

- Evaluar la capacidad de degradación de los plaguicidas diazinon y azinfos metil por 

parte de los sistemas de enzimas co-inmovilizadas. 
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3. Síntesis de microesferas poliméricas: selección del 

soporte adecuado para la inmovilización de enzimas 

lacasa 

3.1 Introducción 

La inmovilización enzimática es una herramienta ampliamente usada para superar algunas 

de las limitaciones propias de las enzimas tales como su alta sensibilidad a estímulos 

externos, difícil extracción del medio de reacción, no reusabilidad y baja estabilidad47,75. 

No obstante, el tipo de soporte utilizado para la inmovilización, influye de forma 

significativa en las propiedades de la enzima inmovilizada. En este contexto, una gran 

variedad de soportes con diferentes morfologías, grupos funcionales y propiedades 

mecánicas se han propuesto para la inmovilización enzimática72,96. 

Desafortunadamente no existe un protocolo general para la inmovilización que sea 

apropiado para todas las enzimas en todas las aplicaciones, es por ello que es importante 

optimizar las condiciones de inmovilización, con el fin de obtener la máxima eficiencia 

de inmovilización en cada caso97. 

En este capítulo se describe la síntesis, caracterización y selección del soporte adecuado 

para la inmovilización de la enzima lacasa Trametes versicolor (TvL). Para ello, se 

realizaron diversas polimerizaciones por dispersión, hasta obtener microesferas 

poliméricas de tamaño homogéneo como soporte polimérico. Posteriormente, se llevó a 

cabo una modificación superficial con el fin de tener dos soportes con las mismas 

características físicas, pero con diferentes grupos funcionales (dos de los más utilizados 

para la inmovilización enzimática, oxirano e hidrazida). La inmovilización para cada 

soporte se optimizó usando diseño de experimentos. Con los valores óptimos, se 

realizaron las respectivas inmovilizaciones y se caracterizaron tanto las enzimas 

inmovilizadas como las libres. Finalmente, basandose en las propiedades de las enzimas 

inmovilizadas, se determinó el soporte ideal para la inmovilización de enzimas lacasa.  
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3.2 Metodología 

3.2.1 Obtención de los soportes poliméricos para la inmovilización 

enzimática 

- Síntesis de microesferas poliméricas  

Para la obtención del soporte polimérico ideal en la inmovilización enzimática, se 

probaron diferentes sistemas reportados en la literatura para la síntesis de microesferas 

poliméricas mediante polimerización por dispersión. En todos los casos se varió el tipo 

de monómero utilizado, el tipo de agente estabilizante, se realizaron reacciones de 

homopolimerización y una copolimerización, y se varió el tipo de solvente usado en la 

polimerización, de acuerdo a las condiciones mostradas en la Tabla 3.1.  

 

Tabla 3.1. Condiciones para la síntesis de microesferas poliméricas (Fuente: Elaboración 

propia). 

Monómeros 
Agente 

estabilizante 
Entrecruzador Disolvente 

Tipo de 

polímero 

Ref

. 

Hidroxietil 

metacrilato 

(HEMA) 

Acetato-butirato de 

celulosa 

Etilenglicol 

dimetacrilato 

(EGDMA) 

Tolueno/2-

metilpropan-

1-ol 

homopolímer

o 

98 

HEMA/Alil 

glicidil éter 

(AGE) 

Acetato-butirato de 

celulosa 

Etilenglicol 

dimetacrilato 

(EGDMA) 

Tolueno/2-

metilpropan-

1-ol 

copolímero - 

Glicidil 

metacrilato 

(GMA) 

Polivinilpirrolidona - 

Metanol/N,N-

dimetilforma

mida 

homopolímer

o 

95 

AGE Polivinilpirrolidona - 

Metanol/N,N-

dimetilforma

mida 

homopolímer

o 
- 

 

Entre todas las polimerizaciones, el soporte seleccionado para la inmovilización 

enzimática fue las microesferas poliméricas de poli(glicidil metacrilato) (PGMA), las 
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cuales se sintetizaron siguiendo un procedimiento similar al descrito por Takahashi, K. et 

al.95 Sin embargo, con el fin de mejorar la morfología, remover correctamente el 

estabilizador estérico y disminuir la dispersidad del tamaño de las microesferas, algunos 

parámetros experimentales se modificaron, estableciéndose el siguiente protocolo general 

de síntesis. 

En un schlenk se mezclaron 5.2 g del monómero GMA, 0.2 g del iniciador radicalario 

α, α'-azoisobisbutironitrilo, 1.0 g de poli(vinilpirrolidona) (estabilizador estérico), 44.0 

mL de metanol y 4.2 mL de N, N-dimetilformamida. La mezcla de reacción se agitó hasta 

disolución completa y se burbujeó con nitrógeno durante 5 min para desplazar el oxígeno 

presente en el medio de reacción. Posteriormente, un globo con nitrógeno se incorporó en 

el reactor y éste se puso en un baño precalentado de glicerol, y se agitó a 160 rpm durante 

8 h a 65 °C. Las partículas resultantes se adicionaron en metanol y posteriormente se 

centrifugaron y lavaron tres veces con metanol con el fin de remover la 

poli(vinilpirrolidona) y el exceso de monómero sin reaccionar.  

- Funcionalización de las microesferas de PGMA con grupos hidrazida 

La funcionalización superficial de las microesferas se realizó utilizando la mitad de las 

microesferas obtenidas, con el fin de tener igual cantidad de soportes con grupos 

superficiales oxirano y con grupos hidrazida. Para la incorporación de grupos hidrazida, 

1.00 g de microesferas se dispersó en 5 mL de hidrato de hidrazina a temperatura ambiente 

durante toda la noche. Posteriormente, las microesferas funcionalizadas se lavaron con 

agua destilada (5 veces, 10 mL cada vez) y se secaron a 40 °C. La reacción general de 

este procedimiento se muestra en la Fig. 3.1. 

 

Fig. 3.1. Esquema de la funcionalización con grupos hidrazida de las microesferas de 

PGMA (Adaptado de M. Vera et al.84). 
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3.2.2 Caracterización de las microesferas PGMA y PGMA-NH2 

Las microesferas de PGMA y PGMA-NH2 se caracterizaron química, morfológica y 

térmicamente mediante microscopía electrónica de barrido (SEM), espectroscopía de 

infrarrojo con transformada de Fourier (FTIR), difracción de rayos X (DRX), análisis 

termogravimétrico (TGA) y calorimetría diferencial de barrido (DSC). Las condiciones 

para cada una de las caracterizaciones se detallan a continuación. 

- SEM 

Para realizar las micrografías de las microesferas de PGMA y PGMA-NH2, éstas se 

cubrieron con una capa fina de oro para su posterior análisis utilizando un microscopio 

electrónico de barrido JEOL 6380LV. La forma, tamaño y distribución de tamaño de 

partícula se determinó mediante la medida de 500 microesferas. El análisis de los datos 

se realizó con ayuda del analizador de imágenes Digital Micrograph 3.7.0 (Gatan Inc.). 

El diámetro promedio (Dn), peso promedio (Dw), y la dispersidad (Ð) se calcularon 

utilizando las ecuaciones Dn = ∑Di/N, Dw = ∑Di
4/∑Di

3 y Ð = Dw/Dn, respectivamente, 

donde Di es el diámetro de cada partícula y N es el número total de partículas analizadas.99 

De acuerdo a ésta fórmula, una alta homogeneidad de tamaño genera valores de Ð 

cercanos a 1.0. Adicionalmente, por medio de dispersión de energía de rayos X o DRX se 

realizó un análisis cuantitativo de la composición elemental con el fin de confirmar la 

funcionalización con grupos hidrazida. 

− FTIR 

La presencia de grupos hidrazida y oxirano en las microesferas se confirmó mediante 

espectroscopía de infrarrojo utilizando el método de la pastilla de KBr en un 

espectrofotómetro Nicolet Magna 550. 

− DRX 

Mediante medidas de DRX se analizaron los cambios estructurales entre ambos tipos de 

microesferas. Las medidas se hicieron en un difractómetro Bruker AXS D4 Endeavor. 

Los resultados se tomaron con un ángulo de difracción de 2θ de 2° a 70° a una velocidad 

de escaneo de 0.025° s-1. 
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− TGA 

La estabilidad térmica de las microesferas de PGMA se analizó utilizando un equipo TGA 

209 F1 Iris (Netzsch), las medidas se realizaron en cápsulas de aluminio en un intervalo 

de temperatura de 30 – 550 °C, bajo atmósfera de nitrógeno con una rampa de 

calentamiento de 10 °C/min. La temperatura de degradación se determinó mediante el 

cálculo de la derivada de TGA (DTG). 

− DSC 

Las medidas de DSC se realizaron en un equipo DSC 204 F1 Phoenix (Netzsch) bajo 

atmósfera de nitrógeno. Se realizaron dos rampas de calentamiento, en la primera rampa 

de calentamiento, las muestras se calentaron de 25 a 120 °C a una velocidad de 10 °C/min, 

posteriormente las muestras se enfriaron a la misma velocidad hasta 10 °C y se volvieron 

a calentar hasta 100 °C a 10 °C/min.  

3.2.3 Determinación de la concentración de proteína 

La determinación de la cantidad de proteína se realizó mediante el ensayo de Bio-Rad100, 

para el cual 10.0 µL de muestra se adicionaron en un pocillo de una microplaca de 

poliestireno y se mezclaron con 200.0 µL de una solución diluida de Bio-Rad (1:5 en agua 

Tipo I). La microplaca se incubó durante 5 min a 25 °C agitando a 400 rpm. Pasado ese 

tiempo, se midió la absorbancia a 595 nm mediante un espectrofotómetro TECAN Infinite 

M200 Pro. El blanco utilizado fue la solución buffer 0.1 mol/L ácido cítrico/0.2 mol/L 

fosfato de sodio y la cantidad de proteína se estimó usando BSA como estándar de 

referencia. Todos los ensayos se realizaron por triplicado y los resultados se reportaron 

con la desviación estándar correspondiente. 

3.2.4 Inmovilización de la lacasa Trametes versicolor sobre microesferas 

de PGMA y PGMA-NH2 

Con el fin de comparar la estabilidad de las enzimas inmovilizadas en condiciones óptimas 

sobre ambos tipos de soportes y poder seleccionar el mejor soporte para la inmovilización 

enzimática, se realizó la optimización de las condiciones de inmovilización de la enzima 

lacasa Trametes versicolor (TvL) sobre ambos tipos de microesferas. La enzima TvL (EC 



21 

 

1.10.3.2 con actividad específica ≥ 0.5 U/mg) fue adquirida comercialmente en Sigma-

Aldrich (Chile). Esta optimización se hizo mediante diseño de experimentos, como se 

describe a continuación. 

 

- Optimización de las condiciones de inmovilización de la enzima TvL sobre dos tipos 

de soporte 

La optimización de las condiciones de inmovilización de la enzima TvL sobre cada tipo 

de microesferas se realizó con la ayuda del software MODDE 7.0.0.1, utilizando la 

metodología de superficie respuesta (MSR) y el diseño estadístico de Box-Behnken 

(DBB) con tres factores y tres niveles, lo que dio origen a 15 corridas, es decir 15 

experimentos a diferentes condiciones. Los factores investigados fueron; (A) tiempo de 

contacto, (B) concentración de la enzima y (C) el pH. Los niveles de cada factor fueron 

seleccionados como bajo (-1), medio (0) y alto (1), tomando como base valores 

previamente reportados en la literatura. Los intervalos de trabajo se resumen en la Tabla 

3.2. El parámetro de respuesta seleccionado fue la eficiencia de inmovilización (EI), la 

cual se calculó como se muestra en la ecuación 3.1 

 

EI = (
αi

αf
) × 100                                                                                                     [Ec. 3.1] 

donde αi es la actividad de la enzima inmovilizada y αf es la actividad de la enzima libre. 

 

Tabla 3.2. Variables y niveles establecidos en el DBB para la inmovilización de TvL 

sobre microesferas de PGMA y PGMA-NH2 (Fuente: Elaboración propia). 

Variables independientes 
Niveles 

-1 0 +1 

A: Tiempo (h) 1 12.5 24 

B: Concentración de enzima (mg/mL) 0.2 10.1 20 

C: pH 3 4.25 5.5 

 

 
   

Variable independiente Condición 

EI: Eficiencia de inmovilización   Maximizar  
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La relación matemática entre los factores y la respuesta (EI) se analizó por el modelo 

cuadrático que se expresa como: 

 

𝐸𝐼 =  𝛽0 + 𝛽1𝐴 + 𝛽2𝐵 + 𝛽3𝐶 + 𝛽12𝐴𝐵 + 𝛽13𝐴𝐶 + 𝛽23𝐵𝐶 + 𝛽11𝐴2 + 𝛽22𝐵2 + 𝛽22𝐶2              [Ec. 3.2] 

donde   es el intercepto; , , y   son los coeficientes lineales; , , y  son los 

coeficientes cuadráticos; , , y  son los coeficientes de interacción; A, B y C son 

las variables independientes. El DBB se seleccionó para esta optimización debido a que 

con únicamente tres factores y un número mínimo de experimentos da un gran número de 

datos (incluyendo los efectos principales, el efecto de las interacciones y los efectos 

cuadráticos). El objetivo de esta optimización fue lograr maximizar la eficiencia de 

inmovilización en ambos casos.   

- Inmovilización de la enzima lacasa TvL 

Para este proceso se mezclaron 10 mg de PGMA o PGMA-NH2 con 5 mL de disolución 

de enzima TvL a diferentes concentraciones (0.2 − 20 mg/mL) en buffer de ácido 

cítrico/Na2HPO4 (pH: 3.0 − 5.5). El proceso de inmovilización se llevó a cabo durante 

diferentes períodos de tiempo (1 − 24 h) agitando de forma continua a 140 rpm a 21 °C. 

Posteriormente, se determinó la concentración de la enzima libre e inmovilizada mediante 

medidas de UV-Vis a 280 nm usando un espectrofotómetro UV2310II. Adicionalmente, 

al final de cada experimento se determinó la actividad de las enzimas libres e 

inmovilizadas con el fin de determinar la EI. 

3.2.5 Determinación de la actividad de la enzima TvL libre e 

inmovilizada 

La actividad de las enzimas libres e inmovilizadas se midió usando ácido 2,2'–azino–bis–

3–etillbenzotiazolin–6–sulfónico) (ABTS) como sustrato, el cual al oxidarse cambia de 

color, siendo la formación de color proporcional a la actividad de la enzima. El ABTS 

oxidado por la enzima TvL se monitoreó por el incremento de la absorbancia a 420 nm y 

25 °C. El ensayo consistió en mezclar ABTS (0.5 mmol/L) con la enzima (libre o 

inmovilizada) disuelta en una solución de buffer (ácido cítrico/Na2HPO4) haciendo un 

volumen total de 1 mL. La actividad enzimática se informó en U L-1, siendo una unidad 
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(U) la cantidad de enzima requerida para oxidar 1 µmol de ABTS por minuto. La actividad 

se calculó de acuerdo a la siguiente ecuación derivada de la ley de Beer-Lambert 

 

𝑈𝐿−1 =
(106)(∆𝐴)(𝑉)

(𝜀)(𝑙)(∆𝑡)
                                                                                                   [Ec. 3.3] 

donde ∆A es el cambio en la absorbancia a 420 nm, V es el volumen total de la reacción 

(L), ε es el coeficiente de extinción molar el cual varía dependiendo del pH de la solución 

como se detalla en la Tabla 3.3, l es la longitud óptica (1 cm) y ∆t es el tiempo de reacción. 

 

Tabla 3.3. Valores de los coeficientes de extinción molar del ABTS a diferentes valores 

de pH*. 

pH ε (mL/ µmol×cm-1) 

2 34.68 

3 34.689 

4 33.115 

5 31.332 

6 21.103 

7 12.07 

8 5.25 
* Datos suministrados por el Laboratorio de Biotecnología de la Universidad de Recursos 

Naturales y Ciencias de la Vida, Tulln, Austria. 

3.2.6 Efecto del pH sobre la actividad de las enzimas TvL libre e 

inmovilizada 

El efecto del pH en la enzima libre e inmovilizada se estudió analizando la actividad a 

diferentes valores de pH (2-6) utilizando disoluciones buffer de ácido cítrico/Na2HPO4. 

Este estudio se realizó midiendo la absorbancia de una mezcla de enzima (libre o 

inmovilizada) con 0.5 mmol/L de ABTS por 15 min a 25 °C, siguiendo el procedimiento 

descrito previamente en la sección 3.2.5. Todas las medidas se realizaron por triplicado y 

la actividad relativa se calculó como la razón entre la actividad de la enzima al pH óptimo 

y la actividad al pH de estudio. 
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3.2.7 Estabilidad térmica de TvL libre e inmovilizada 

El efecto que tiene la temperatura sobre la actividad de la enzima se estudió a seis 

diferentes temperaturas (20 - 70 °C). El análisis se realizó mezclando la enzima TvL (libre 

o inmovilizada) con una disolución precalentada de ABTS 0.5 mmol/L en buffer pH 3, 

siguiendo el protocolo descrito en la Sección 3.2.5. Las medidas se hicieron por triplicado 

y los resultados se expresaron en términos de la actividad relativa, la cual se calculó como 

la razón entre la actividad de la enzima a la temperatura de máxima actividad y la actividad 

en la temperatura de estudio. 

3.2.8 Determinación de los parámetros cinéticos 

Los parámetros cinéticos Km, Kcat, Vmax y la eficiencia catalítica (Kcat/Km) para enzimas 

libres e inmovilizadas se determinaron midiendo la actividad a diferentes concentraciones 

de ABTS (0.005 – 0.05 mmol/L) en una disolución de ácido cítrico a pH 3 y 25 °C. Los 

valores de los parámetros se obtuvieron de la gráfica de Lineweaver–Burk generada al 

usar la ecuación de Michaelis-Menten. Para ello, Km y Vmax se determinaron del intercepto 

con los ejes "x" y "y", respectivamente. Por su parte, Kcat se determinó como la relación 

entre Vmax y la concentración de enzima utilizada. 

3.2.9 Reusabilidad y estabilidad de almacenamiento   

La estabilidad mecánica de la enzima se estudió mediante 5 ciclos de reúso utilizando 

ABTS 0.5 mmol/L como sustrato y determinando la actividad en cada ciclo. Después de 

cada ciclo, las enzimas se removieron del medio de reacción mediante filtración y se 

hicieron lavados (tres veces) con disolución buffer pH 3 con el fin de remover el ABTS.  

Los siguientes ciclos se realizaron disolviendo la enzima en disoluciones recién 

preparadas de buffer y ABTS sin oxidar. 

La estabilidad de almacenamiento se evaluó mediante la medida de la actividad de las 

enzimas libres e inmovilizadas durante 20 días. Durante el tiempo de estudio las 

disoluciones de enzimas se conservaron a 4 °C. En ambos estudios, las medidas de  

actividad se hicieron por triplicado, midiendo a pH 3 y 25 °C siguiendo el protocolo 

descrito en la sección 3.2.5. 
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3.3 Resultados y discusión 

3.3.1 Síntesis y caracterización de las microesferas poliméricas 

En este capítulo los estudios se enfocaron en determinar cuál grupo funcional en el soporte 

genera mejores propiedades en la enzima lacasa TvL inmovilizada. Para ello, en primer 

lugar fue necesaria la obtención del soporte idóneo para la inmovilización, el cual debía 

ser de tamaño micrométrico, altamente homogéneo, poseer forma esférica que generara 

gran área superficial para la inmovilización y finalmente tener grupos funcionales que 

reaccionarán con la enzima y fuesen modificables mediante reacciones químicas 

superficiales. Para lograr este objetivo se preseleccionaron 3 monómeros: HEMA, AGE 

y GMA. Posteriormente, se llevaron a cabo las polimerizaciones por dispersión utilizando 

las condiciones dadas en la Tabla 3.1. Los polímeros obtenidos se caracterizaron por SEM 

y son mostrados en la Fig. 3.2. 

Como se observa en la Fig. 3.2, las formas más esféricas y homogéneas se presentaron 

para los polímeros obtenidos a partir de la homopolimerización de HEMA (PHEMA, Fig. 

3.2-A) y GMA (PGMA, Fig. 3.2-B), obteniéndose en el caso de PGMA una superficie 

más esférica, lisa y homogénea. Para la homopolimerización de AGE no se lograron 

obtener esferas (PAGE, Fig. 3.2-C) y finalmente para la copolimerización de HEMA-

AGE (P(HEMA-AGE), Fig. 3.2-D), se obtuvieron únicamente grupos de partículas. 

Ahora bien, existen diversas razones por las cuales los polímeros con el monómero AGE 

no dieron como resultado microesferas, pero para analizarlas primero es necesario saber 

que en la polimerización por dispersión existen muchas variables que afectan las 

características del polímero final, como la temperatura, la presencia de nitrógeno, la 

polaridad del medio de reacción, la concentración y tipo de monómeros, y finalmente la 

naturaleza e interacción del agente estabilizante y del iniciador con el monómero93,98. La 

interacción entre todas estas variables resulta compleja y únicamente es posible obtener 

esferas bien formadas y de tamaño uniforme cuando se trabaja en las condiciones óptimas. 

Las polimerizaciones de PHEMA y PGMA se realizaron con condiciones previamente 

optimizadas95,98. Sin embargo, los polímeros obtenidos de PAGE se sintetizaron en 

condiciones no-optimizadas para este monómero, es por ello que la interacción entre el 
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agente estabilizante y las cadenas poliméricas crecientes no generó la estabilización 

deseada, provocando que probablemente el agente estabilizante se incorporara en la 

polimerización o se mantuviese soluble y no reaccionara de ninguna forma con el 

polímero, razón por la cual no se dio la formación de microesferas93. Fenómenos como 

éste se han observado en muchas investigaciones y es por ello que se reporta que la 

correcta selección del agente estabilizante es crucial para la obtención de microesferas de 

tamaño homogénemo98. 

 

Fig. 3.2. Micrografías de los productos de la polimerización por dispersión para (A) 

PHEMA, (B) PGMA, (C) PAGE, (D) P(HEMA-AGE) (Fuente: Elaboración propia). 

 

De acuerdo a los resultados obtenidos, se seleccionaron las microesferas de poli(glicidil 

metacrilato), PGMA, para utilizarse en los procesos de inmovilización enzimática. Las 

esferas obtenidas contaron con las características requeridas para el soporte polimérico, 

ya que además del tamaño, la forma y la homogeneidad, poseían grupos oxirano en su 

exterior, los cuales se han reportado en la reacción con grupos amino del aminoácido 

lisina, generalmente ubicados en la superficie de las enzimas. Sin embargo, antes de poder 
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utilizarse como soporte, fue necesario la optimización de la obtención, ya que como se 

observa en la Fig.3.2-B, las microesferas estaban adheridas unas a otras, probablemente 

debido a la incompleta eliminación del agente estabilizante una vez terminada la 

polimerización, lo cual reducía el área para la inmovilización enzimática y podría 

bloquear los grupos oxirano superficiales.  

La eliminación del agente estabilizante se realizó mediante lavados sucesivos con metanol 

y posterior centrifugación, lo que generó la obtención de microesferas como las mostradas 

en la Fig. 3.3-A. El problema de este paso es que genera aglomeración de las microesferas 

obtenidas, lo que resulta en una alteración de su forma esférica. Una alternativa para 

solucionar este problema, fue la adición de la dispersión de microesferas en vasos de 

precipitados para hacer lavados con agitación manual y decantación por gravedad, 

obteniéndose las microesferas mostradas en la Fig. 3.3-B. Estas microesferas si bien no 

estaban agregadas, se deformaban cuando precipitaban y el agente estabilizante no se 

removía completamente.  

 

Fig. 3.3. Micrografías de microesferas de PGMA para (A) centrifugados (B) lavados en 

un vaso de precipitado (Fuente: Elaboración propia). 

 

Finalmente, se optó por adicionar la dispersión de microesferas en un tubo Falcon en un 

gran volumen de metanol (relación 1:5 en volumen) a temperatura ambiente para 

asegurarse que la temperatura de la suspensión fuera baja y el polímero no se deformara. 

Una vez realizado este proceso y homogenizada la temperatura, se hicieron 

centrifugaciones sucesivas con el fin de remover el agente estabilizante. Las microesferas 

obtenidas tras realizar este proceso se muestran en la Fig. 3.4. Como se puede observar, 
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mantienen su forma esférica y no se encuentran aglomeradas. El tamaño promedio de las 

esferas obtenido fue de 2.85 ± 0.16 µm de diámetro, las cuales poseen una alta 

uniformidad de tamaño (Ð = 1.014 ± 0.166). En el caso de las medidas de dispersidad 

realizadas por SEM, cuanto más cercano es el valor a 1.0, mayor es la homogeneidad de 

las partículas analizadas101. En este caso la homogeneidad de tamaño fue 

significativamente alta. 

 

Fig. 3.4. Micrografía de las microesferas de PGMA obtenidas mediante polimerización 

por dispersión (Fuente: Elaboración propia). 

 

Una vez obtenidas las microesferas de PGMA, la mitad de estas se modificaron 

superficialmente con hidrato de hidrazina, con el fin de generar grupos hidrazida en la 

superficie de las esferas y de este modo poseer dos soportes con las mismas propiedades 

físicas y cuya única diferencia sería el grupo funcional en la superficie del soporte. El 

grupo hidrazida en el soporte se seleccionó, debido a que ha sido reportado múltiples 

veces en la inmovilización enzimática, generalmente anclado a residuos de carbohidratos 

presentes en la superficie de las enzimas98,102,103. 
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La reacción de microesferas de PGMA con hidrato de hidrazina para formar grupos 

hidrazida se realizó mediante una adaptación del protocolo descrito por C. Jolivalt, et 

al.102 En esta reacción, las aminas primarias reaccionan mediante ataque nucleofílico con 

los grupos éster en la superficie del soporte en condiciones suaves para generar grupos 

hidrazida. La funcionalización superficial se verificó mediante diferentes técnicas, entre 

ellas análisis de EDX, el cual confirmó la presencia de 5.77% de nitrógeno en la superficie 

de las microesferas de PGMA-NH2. Este valor es comparable con valores reportados 

previamente en la modificación superficial con grupos hidrazida85,104. 

Adicionalmente, las microesferas con ambos grupos funcionales se caracterizaron por 

FTIR con el fin de confirmar la funcionalización, tal como se muestra en la Fig. 3.5. La 

principal diferencia entre los espectros correspondientes a ambos tipos de microesferas es 

el ensanchamiento de la banda en 3406 cm-1 en PGMA-NH2, la cual se atribuye a la 

vibración de tensión del enlace N-H. Otra evidencia de la funcionalización es el 

desplazamiento en la banda centrada en 1730 cm-1 (PGMA) a 1722 cm-1 (PGMA-NH2), 

este desplazamiento es característico del enlace C=O en amidas debido a que los grupos 

carbonilo poseen más características de enlace simple que en el caso de los carbonilos de 

los grupos éster. Otras bandas características de las aminas son las que aparecen a 1644 y 

1440 cm-1, las cuales se asocian a las vibraciones de flexión del enlace N-H y de tensión 

del enlace C-N, respectivamente. 

 

Fig. 3.5. Espectros FTIR de las microesferas de PGMA y PGMA-NH2 (Adaptado de M. 

Vera, et al.84). 
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Las microesferas también se caracterizaron mediante DRX, tal como se muestra en la 

Fig. 3.6. En esta figura se observa que aunque hay un solapamiento entre ambos patrones 

de difracción, también es evidente un pequeño desplazamiento de la señal más intensa 

(18°) hacia valores más bajos de 2θ. Esta pequeña diferencia puede ser atribuida a la 

modificación estructural de la superficie debido a la incorporación de grupos 

hidrazida105,106. En este sentido, debido a que la modificación es únicamente superficial, 

es de esperarse que los patrones de difracción sólo presenten una pequeña diferencia, tal 

como se ha reportado previamente en modificaciones realizadas sobre PGMA107,108. 

 

Fig. 3.6. Difractograma DRX de las microesferas de PGMA y PGMA-NH2 (Adaptado de 

M. Vera, et al.84). 

 

Con el fin de evaluar la estabilidad térmica del polímero usado como soporte, se hicieron 

análisis de TGA y DSC a las microesferas de PGMA. En la Fig. 3.7 se muestran los 

termogramas obtenidos de TGA y DTG, como se puede observar la primera 

descomposición del polímero se da alrededor de los 291 °C y la segunda alrededor de 

402 °C. Estos valores indican que el polímero usado como soporte posee una alta 

estabilidad térmica y que las enzimas inmovilizadas podrán acceder a un gran intervalo 

de temperaturas de trabajo antes que el soporte de descomponga. 
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Fig. 3.7. Termogramas de TGA y DTG bajo atmósfera de nitrógeno para microesferas de 

PGMA (Fuente: Elaboración propia). 

 

Una vez establecida la temperatura de descomposición del soporte, se procedió a 

determinar la temperatura de transición vítrea (Tg). Este parámetro indica la temperatura 

a la cual las propiedades mecánicas de las microesferas cambian radicalmente debido a 

los movimientos internos de las cadenas poliméricas. En el caso del soporte polimérico, 

se desea trabajar por debajo de esta temperatura, con el fin de no alterar la conformación 

y por ende la estabilidad de la enzima inmovilizada. El termograma obtenido de DSC se 

muestra en la Fig. 3.8. En este se observa que la Tg del PGMA se encuentra alrededor de 

74.3 °C, este valor es lo suficientemente alto como para funcionar bien como soporte para 

la inmovilización enzimática, ya que las enzimas lacasas han demostrado trabajar en 

óptimas condiciones por debajo de 70 °C. Por lo anterior, de acuerdo al estudio térmico, 

se puede establecer que el polímero PGMA cuenta con la estabilidad térmica suficiente 

para ser utilizado en la inmovilización de las enzimas lacasa.  
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Fig. 3.8. Termogramas de DSC bajo atmósfera de nitrógeno de las microesferas de PGMA 

(Fuente: Elaboración propia). 

 

La confirmación de la síntesis de las microesferas de PGMA y de su modificación 

superficial fue posible gracias a los resultados obtenidos de las caracterizaciones de FTIR, 

EDX y XRD. Adicionalmente, las propiedades térmicas del polímero usado como soporte 

se determinaron de acuerdo a los análisis realizados con TGA y DSC, observándose la 

estabilidad suficiente para su uso en la inmovilización enzimática. Basándose en estos 

resultados, se estableció la presencia de dos diferentes tipos de microesferas, las cuales se 

utilizaron en el estudio de inmovilización que se discutirá a continuación.  

3.3.2 Optimización de las condiciones de inmovilización enzimática  

mediante análisis estadístico 

Con el fin de optimizar el tiempo (de contacto), la concentración enzimática y el pH, se 

formuló un diseño de experimento de 3 factores con 3 niveles, para los cuales se realizaron 

15 experimentos que se analizaron utilizando el modelo cuadrático mostrado en la 

ecuación 3.2. (Los valores de las respuestas obtenidos para los 15 experimentos, así como 

las condiciones experimentales de trabajo, se muestran en la Tabla S3.1 de información 

suplementaria).  

Para el ajuste de los datos al diseño de Box-Behnken (DBB) se determinaron las 

ecuaciones polinómicas de segundo orden que describen la relación entre las variables 
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independientes y la respuesta (EI) para cada inmovilización. Estas relaciones están dadas 

por las ecuaciones 3.4 (para PGMA) y 3.5 (para PGMA-NH2). 

 

𝐸𝐼 = 117.63 − 5.09𝐴 + 1.25𝐵 + 94.25𝐶 + 0.030𝐴𝐵 + 0.57𝐴𝐶 + 0.73𝐵𝐶 +

0.038𝐴2 − 0.21𝐵2 − 12.06𝐶2  
[Ec. 3.4] 

  

𝐸𝐼 = 33.29 + 3.75𝐴 − 1.61𝐵 − 4.22𝐶 − 0.015𝐴𝐵 − 0.16𝐴𝐶 + 0.73𝐵𝐶 −

0.14𝐴2 − 0.011𝐵2 − 0.051𝐶2  
[Ec. 3.5] 

 

Adicionalmente, mediante análisis de varianza (ANOVA) se evaluó la idoneidad del 

modelo utilizado, el efecto de las variables, y de sus interacciones para la inmovilización 

sobre las microesferas de PGMA y PGMA-NH2. Los coeficientes de determinación 

obtenidos para cada modelo aplicado fueron R2
PGMA = 0.90 y R2

PGMA-NH2= 0.89, lo que 

significa que el 90 y 89 % de la variabilidad de la respuesta puede ser predicha por el 

modelo utilizado diseñado para la optimización de la inmovilización de la enzima TvL 

sobre microesferas de PGMA y PGMA-NH2, respectivamente. Estos valores son 

considerablemente buenos cuando se trabaja con sistemas biológicos, y concuerda con 

valores previamente publicados sobre procesos de optimización de enzimas lacasa 

utilizando MSR, indicando una alta correlación entre las variables independientes y la 

respuesta104,109. De este modo, el modelo permite predecir los resultados para la 

inmovilización enzimática sobre ambos soportes.  

Los valores F obtenidos para PGMA (5.75) y PGMA-NH2 (4.88) (Tablas S3.2 y S3.3, 

Información suplementaria) indican que los modelos fueron significativos en ambos 

casos. Adicionalmente, los valores de “probabilidad > F” menores a 0.05 indican que 

términos del modelo fueron significativos para la respuesta. En el caso de PGMA, los 

términos significativos fueron el tiempo y los coeficientes cuadráticos generados por 

concentración enzimática y el pH, siendo el tiempo el valor más influyente en la respuesta. 

Para PGMA-NH2, los términos significativos fueron el tiempo, la concentración 

enzimática y el coeficiente cuadrático del tiempo, siendo la concentración enzimática el 

componente más influyente en la respuesta. 
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De acuerdo a estos resultados, el modelo puede ser usado para generar superficies de 

respuesta que permitan evaluar el efecto de las variables sobre la eficiencia de 

inmovilización. Tres de las superficies obtenidas para cada respuesta se muestran en la 

Fig. 3.9. El efecto del tiempo de contacto y el pH de la solución sobre la eficiencia de 

inmovilización (EI) a concentraciones enzimáticas constantes de 10.1 mg/mL y 

20.0 mg/mL se muestran en las gráficas (A) y (B), respectivamente. Para PGMA (A), la 

EI muestra valores altos alrededor de pH 4.5 y decrece con el tiempo. Por su parte para 

PGMA-NH2 (B), la EI aumenta a valores altos de pH y a un tiempo intermedio de 

alrededor de 12 h. Este comportamiento puede deberse a que a valores bajos de pH la 

amina del soporte se encuentra protonada y no está disponible para la inmovilización 

enzimática. En las Fig. 3.9 (C) y (D), se muestra la influencia de la interacción entre la 

concentración enzimática y el tiempo de contacto sobre la EI a valores de pH constante 

de 4.25 y 5.50, respectivamente. Para PGMA (C), la EI aumenta a tiempos bajos de 

contacto y a concentraciones enzimáticas de alrededor de 10.0 mg/mL. En la Fig. 3.9 (D) 

se observa que el incremento en EI se da al aumentar la concentración enzimática y a 

tiempos intermedios de alrededor de 8 h. En las Fig. 3.9 (E) y (F) revelan la 

interdependencia entre la concentración enzimática y el pH a tiempos fijos de 1.0 h y 

12.5 h, respectivamente. La superficie generada en PGMA (E) demuestra que la EI 

incrementa cuando la concentración está alrededor de 10.0 mg/mL y el pH cerca de 4.20. 

Por su parte, para PGMA-NH2 (F), el valor máximo de EI se obtiene a altos valores de 

pH y de concentraciones enzimáticas. 
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Fig. 3.9. Superficies de respuesta obtenidas al evaluar la EI de la enzima TvL sobre 

microesferas de PGMA (A, C y E) y PGMA-NH2 (B, D y F). En (A) y (B) se evaluó la 

respuesta a diferentes tiempos de contacto y pH, manteniendo las concentraciones de 

enzima constantes en 10.1 mg/mL y 20 mg/mL, respectivamente. En (C) y (D) se evaluó 

el efecto de la concentración de enzima y el tiempo a valores de pH constantes de 4.25 y 

5.50 respectivamente. En (E) y (F) se evaluó el efecto de la concentración de enzimas y 

el pH a tiempos constantes de 1.0 h y 12.5 h (Adaptado de M. Vera, et al.84). 

 

Después de la evaluación de las superficies de respuestas, se procedió a la optimización 

de la respuesta para cada tipo de microesfera. En el caso de PGMA, los valores de los 

factores para la optimización de la EI fueron 10.5 mg/mL, 1.0 h y 4.24 para la 

concentración enzimática, el tiempo de contacto y el pH, respectivamente. Al realizar la 

inmovilización a estas condiciones, se obtuvo una EI del 81.3 % para la enzima 

inmovilizada, la cual estuvo muy cerca del valor predicho por el modelo (85.3 %). En el 

caso de las microesferas de PGMA-NH2, los valores de los factores que optimizan la EI 
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fueron 20.0 mg/mL, 8.6 h y 5.50 para la concentración enzimática, el tiempo de reacción 

y el pH, respectivamente. Los valores experimentales y teóricos al trabajar con las 

condiciones óptimas fueron de 64.4 % y 64.3 %, respectivamente. Aunque en este estudio 

ambos valores estuvieron muy cerca del valor predicho por el modelo, en el caso de la 

inmovilización sobre las microesferas de PGMA se observó una mayor actividad y 

eficiencia de inmovilización al trabajar con las condiciones óptimas, lo que indica que el 

modelo es ideal para predecir el efecto de cada factor estudiado sobre la EI. 

Basado en este estudio, se realizó la inmovilización de la enzima TvL sobre ambos tipos 

de microesferas en las condiciones óptimas y se evaluaron las propiedades de la enzima 

libre e inmovilizada con el fin de establecer la influencia de la inmovilización y el tipo de 

soporte utilizado sobre la actividad y estabilidad de la enzima TvL. 

3.3.3 Efecto del pH y la temperatura sobre la enzima lacasa libre e 

inmovilizada 

El efecto del pH sobre la actividad de la enzima TvL libre e inmovilizada sobre ambos 

tipos de soportes se muestra en la Fig. 3.10. La comparación se realizó en términos de 

actividad relativa, la cual está determinada por la relación entre la actividad al pH de 

estudio y la actividad a pH 3.0. En todos los casos el pH óptimo fue 3.0 y la tendencia en 

los demás valores de pH fue similar. Sin embargo, para las enzimas inmovilizadas, la 

disminución en la actividad a valores de pH diferentes al óptimo fue menos marcada que 

para la enzima libre. En particular, la mayor tolerancia a los cambios de pH se observó en 

las enzimas inmovilizadas sobre microesferas de PGMA, ya que a pH 6.0, tanto las 

enzimas libres como las inmovilizadas sobre PGMA-NH2 presentaron una pérdida total 

de la actividad. Sin embargo, las enzimas inmovilizadas sobre PGMA conservaron casi el 

20 % de la actividad. Estos resultados indican que la inmovilización de enzimas lacasa 

mediante enlace covalente mejora la estabilidad de las enzimas a diferentes valores de pH, 

dándole más estabilidad y resistencia a la desnaturalización causada por cambios de pH, 

lo cual concuerda con resultados previamente publicados sobre inmovilización enzimática 

covalente85,110. Sin embargo, es importante resaltar que aunque hay una estabilidad 

asociada al proceso de inmovilización, el grupo funcional por el cual se inmoviliza 

también afecta significativamente el comportamiento de la enzima, siendo en este caso la 
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inmovilización sobre microesferas de PGMA las que generaron mayor estabilidad en la 

enzima TvL a los diferentes valores de pH estudiados. 

 

Fig. 3.10. Actividad relativa de la enzima TvL libre e inmovilizada sobre microesferas de 

PGMA y PGMA-NH2 a diferentes valores de pH. Todos los experimentos se realizaron 

por triplicado a 25 °C y se muestran con la correspondiente desviación estándar 

(Adaptado de M. Vera, et al.84). 

 

La temperatura es otro factor que influye en la actividad enzimática. En este estudio, se 

evaluó el efecto de la temperatura sobre la actividad de la enzima TvL libre e 

inmovilizada, como se muestra en la Fig. 3.11. Los perfiles indican que tras la 

inmovilización, la temperatura óptima se encuentra en el intervalo de temperaturas entre 

50-60 °C para las enzimas inmovilizadas sobre las microesferas de PGMA y es evidente 

que además de ampliarse el rango de máxima actividad, también aumentó la estabilidad 

de la enzima a temperaturas más altas. En el caso de la enzima inmovilizada sobre 

microesferas de PGMA-NH2, no se presentó ninguna mejora en la estabilidad enzimática. 

En este último caso, así como para la enzima libre, la actividad máxima se alcanzó a 

50 °C, sin embargo, a temperaturas diferentes, la pérdida de actividad fue mayor para las 

enzimas inmovilizadas sobre PGMA-NH2 que para la enzima libre. De este estudio se 

puede concluir que la formación de enlaces covalentes entre los grupos oxirano en el 

soporte y los grupos amino en la superficie de la enzima (por residuos como lisina y 

arginina) generan mayor estabilidad conformacional de la enzima inmovilizada, que 

generalmente está relacionado con la unión multipunto de la enzima sobre el soporte, lo 
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que causa mayor resistencia a la desnaturalización de la enzima en las condiciones de 

trabajo y en este caso particular a las altas temperaturas74,111,112. 

 

Fig. 3.11. Actividad relativa de la enzima TvL libre e inmovilizada sobre microesferas de 

PGMA y PGMA-NH2 a diferentes valores de temperatura. Todos los experimentos se 

realizaron por triplicado a pH 3.0 y se muestran con la correspondiente desviación 

estándar (Adaptado de M. Vera, et al.84). 

3.3.4 Parámetros cinéticos 

Utilizando ABTS como sustrato, se evaluaron los parámetros cinéticos tales como la 

constante de Michaelis (Km), la velocidad máxima (Vmax), el número de recambio (Kcat), 

y la eficiencia catalítica (Kcat /Km) de la enzima TvL libre e inmovilizada, tal como se 

muestra en la Tabla 3.4. La constante Km es la concentración de sustrato a la cual la 

velocidad de reacción es la mitad de la velocidad máxima de reacción. El parámetro Vmax, 

representa la velocidad máxima de reacción alcanzada cuando todas las enzimas se unen 

al sustrato. Por su parte, el número de recambio (Kcat) indica el número máximo de 

moléculas de sustrato convertidas en producto por unidad de tiempo por una molécula de 

la enzima113. La determinación de Km y Vmax se realizó a partir del ajuste gráfico lineal 

usando el método de Lineweaver–Burk, obteniéndose constantes de correlación por 

encima de 0.99 para los tres casos, lo que indica que los datos obtenidos se ajustan muy 

bien al método.  
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Tabla 3.4. Parámetros cinéticos de la enzima TvL libre e inmovilizada (Fuente: 

Elaboración propia). 

Muestra 
Km 

(mmol/L) 

Vmax 

(µmol/(min×mg) 

Kcat 

(1/s) 

Kcat/Km 

(1/s×mM) 

Lacasa libre 13.9 ± 1.9 127.7 ± 23.4 170.3 12.3 

Lacasa-PGMA 12.3 ± 1.7 49.1 ± 10.4 65.4 5.3 

Lacasa-PGMA-NH2 53.3 ± 3.0 117.6 ± 17.8 156.8 2.9 

 

Para analizar los valores mostrados en la Tabla 3.4 es importante indicar que el valor de 

la constante Km da una idea de la afinidad que tiene la enzima por el sustrato, cuanto 

menor es este valor, mayor es la afinidad113. En el caso de la enzima libre y la inmovilizada 

sobre PGMA, los valores de Km fueron más bajos que los obtenidos para la enzima 

inmovilizada sobre PGMA-NH2, lo que indica que para los dos primeros casos la afinidad 

enzima-sustrato fue alta comparada con la inmovilización sobre PGMA-NH2. Estas 

diferencias se pueden atribuir a cambios estructurales debido al proceso de inmovilización 

y al tipo de enlace enzima-soporte formado114,115. Por otro lado, en el caso de Vmax el 

principal cambio se dio en la inmovilización sobre PGMA, el cual se puede atribuir a una 

disminución en la velocidad para convertir sustratos cuando la inmovilización se realizó 

sobre ese soporte, esta disminución en la velocidad concuerda con valores previamente 

observados y es usualmente atribuida a la restricción de movilidad tras la 

inmovilización116. En cuanto al valor de Kcat, también se observa una disminución, en este 

caso para ambas inmovilizaciones, lo que indica que la actividad de la enzima se reduce 

al inmovilizarse sobre ambos tipos de soporte. Finalmente, mediante la relación Kcat/Km 

se determinó la eficiencia catalítica, que demostró reducirse con las inmovilizaciones, 

siendo el menor valor para la inmovilización sobre PGMA-NH2. Estos cambios en las 

variables son observados de manera frecuente en procesos de inmovilización enzimática 

y pueden atribuirse a diferentes factores tales como cambios conformacionales, 

disminución de la flexibilidad de la enzima o menor accesibilidad al sitio activo de la 

enzima debido a la rigidez causada por la inmovilización, disminuyendo como resultado 

la eficiencia catalítica85,117,118. 
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3.3.5 Reusabilidad y estabilidad de almacenamiento 

La reusabilidad de las enzimas es uno de los aspectos que más limita su uso a nivel 

industrial, ya que la enzima libre difícilmente se puede extraer del medio de reacción para 

su reutilización. La ventaja de la inmovilización enzimática es que facilita la reusabilidad, 

reduciendo los costos asociados a su uso. En este estudio, se evaluó la reusabilidad durante 

5 ciclos, tal como se muestra en la Fig. 3.12. En ella se observa que la actividad relativa 

decreció hasta un 73.3 % y 66.7 % con respecto a los valores iniciales para PGMA y para 

PGMA-NH2, respectivamente. En ambos casos, la mayor pérdida de actividad se dio del 

primer al segundo ciclo, lo cual se puede atribuir a presencia de enzima libre en el medio, 

que se removió con el primer lavado. Después del tercer lavado, la actividad se mantuvo 

casi constante para ambos soportes, esto indica que la inmovilización mediante enlace 

covalente permitió que la enzima se enlazara fuertemente sobre ambos tipos de soportes, 

generando además una baja pérdida de actividad de las enzimas inmovilizadas hasta el 

ciclo 5. 

 

Fig. 3.12. Análisis de reusabilidad de la enzima TvL inmovilizada sobre microesferas de 

PGMA y PGMA-NH2. Todos los experimentos se realizaron por triplicado y se muestran 

con la correspondiente desviación estándar (Adaptado de M. Vera, et al.84). 

 

En el estudio de la estabilidad de almacenamiento se determinó la actividad de la enzima 

libre e inmovilizada durante 20 días, tal como se muestra en la Fig. 3.13. Los resultados 
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muestran que la enzima inmovilizada sobre PGMA retuvo mayor actividad (81.8 %) que 

la enzima libre (60.0 %) y que la inmovilizada sobre PGMA-NH2 (10.0 %), demostrando 

que la inmovilización sobre microesferas de PGMA genera una mayor estabilidad de 

almacenamiento, permitiendo conservar la actividad enzimática por un mayor periodo de 

tiempo. Estas diferencias se pueden atribuir a dos factores principales. (1) Probablemente 

la enzima se enlazó al soporte de PGMA mediante los grupos lisina de la superficie de la 

enzima (los cuales son altamente activos), por lo que no se generó un cambio significativo 

en el centro catalítico de la enzima. Adicionalmente, esta interacción con los aminoácidos 

lisina superficiales aumentan la probabilidad del anclaje multipunto entre la enzima y el 

soporte, lo que se refleja en una mayor estabilidad en comparación con la enzima libre o 

la inmovilizada sobre PGMA-NH2
119. (2) Debido a que la cantidad de grupos amina en la 

superficie de PGMA-NH2 es menor que la cantidad de grupos epóxido en PGMA (Sección 

3.3.1, el porcentaje de N es 5.77 %), para PGMA-NH2 hay menos posibles puntos que 

generen el anclaje multipunto, disminuyéndose la rigidez y por ende la estabilidad de la 

enzima inmovilizada en este soporte, lo que resulta en menos estabilidad de 

almacenamiento. 

 

Fig. 3.13. Análisis de estabilidad de almacenamiento de la enzima TvL libre e 

inmovilizada sobre microesferas de PGMA y PGMA-NH2. Todos los experimentos se 

realizaron por triplicado a 25 °C y se muestran con la correspondiente desviación estándar 

(Adaptado de M. Vera, et al.84). 
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Como se mencionó anteriormente, la mayor estabilidad de la enzima al inmovilizarse 

sobre el soporte de PGMA se puede atribuir a la unión multipunto de ésta sobre el soporte. 

Al analizar la estructura tridimensional de la enzima TvL (Fig. 3.14) se observa que los 

aminoácidos de lisina (8 en total) están ubicados superficial y únicamente sobre un lado 

de la enzima. Debido a que los grupos amino pertenecientes a los aminoácidos lisina son 

altamente activos y se encuentran ubicados lejos del sitio activo de ésta (conformado por 

4 átomos de cobre representado por esferas de color café), la unión multipunto de estos 

grupos sobre el soporte de oxirano no deformaría drásticamente la configuración del sitio 

activo, pero si generarían una mayor estabilidad de la enzima, reduciendo cambios 

conformacionales asociados a su desnaturalización, como se observó en las 

caracterizaciones realizadas en las secciones anteriores112. Otro aspecto que favorecería 

la unión multipunto entre la enzima y el soporte, es la diferencia de tamaño, ya que la 

enzima posee un tamaño aproximado 6.00 nm y el soporte de 2.85 µm. De este modo, 

aunque ambos posean formas esféricas, debido a la diferencia de tamaño, la enzima 

tendría una superficie ligeramente plana suficiente como para generar la unión de varias 

lisinas sobre el soporte, siendo en este caso favorecido por la presencia de gran densidad 

de grupos epóxido en la superficie, tal como se ha reportado anteriormente112. 

 

 

Fig. 3.14. Estructura tridimensional de la enzima TvL obtenida a partir de difracción de 

rayos X (RCSB Protein Data Bank: 1GYC120) con los grupos lisina marcados (Fuente: 

Elaboración propia).  
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3.4 Conclusiones  

De los resultados mostrados en este capítulo, se concluye que la síntesis de microesferas 

poliméricas de PGMA mediante el método de polimerización por dispersión y su dilución 

en grandes cantidades de metanol una vez finalizada la síntesis es una excelente 

alternativa para la obtención de microesferas poliméricas con una alta homogeneidad de 

tamaño y de forma. Posteriormente, mediante un tratamiento con hidrato de hidrazina, fue 

posible la modificación superficial de los grupos oxirano, lo que permitió obtener dos 

tipos de soportes poliméricos con diferentes grupos funcionales superficiales (hidrazida y 

oxirano); pero con el mismo polímero de base e iguales propiedades físicas. 

En cuanto a la inmovilización enzimática, se observó que la combinación de DBB y MSR 

es una excelente alternativa para la optimización de las condiciones de inmovilización 

sobre microesferas poliméricas. Los valores de EI obtenidos usando las condiciones 

arrojadas por el modelo fueron de 81.3 % para PGMA y 64.4 % para PGMA-NH2. 

Después de la inmovilización, la enzima TvL inmovilizada sobre PGMA mostró mayores 

rangos de trabajo de temperatura y pH, mejores valores de reusabilidad (conservando el 

73.3 % de la actividad relativa después de 5 ciclos de reuso) y mayor estabilidad de 

almacenamiento (manteniendo 81.8 % de la actividad inicial después de 20 días), 

comparado con la enzima libre y la inmovilizada sobre PGMA-NH2. La eficiencia 

catalítica disminuyó después de ambas inmovilizaciones (sobre PGMA y PGMA-NH2). 

Sin embargo, a pesar de la disminución de la eficiencia catalítica, los resultados generales 

mostraron que las microesferas de PGMA podrían actuar como un soporte ideal para la 

inmovilización enzimática debido a que su inmovilización se realiza principalmente 

mediante grupos lisina superficiales en la enzima, lo que genera la unión multipunto y da 

como resultado un sistema con mayor estabilidad hacia la desnaturalización, cumpliendo 

con varios de los requisitos necesarios para aplicaciones biotecnológicas. 
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4. Co-inmovilización de dos enzimas lacasa y su 

aplicación en la degradación de diazinon 

4.1 Introducción 

En el capítulo anterior, se demostró que la inmovilización mejora diversas propiedades 

bioquímicas de las enzimas. Esta capacidad de mejorar la estabilidad a diferentes valores 

de pH o temperatura, el aumento en la estabilidad de almacenamiento y de reutilización, 

junto con la capacidad que poseen las enzimas lacasas para degradar diferentes 

compuestos altamente recalcitrantes como plaguicidas, colorantes y fármacos121–123, se ha 

usado en varias investigaciones como una alternativa ambientalmente amigable y de bajo 

costo para la biorremediación45,68.  

Aunque hasta el momento nuestros resultados muestran que la inmovilización de una sola 

enzima es una excelente alternativa para mejorar algunas propiedades enzimáticas, la co-

inmovilización de dos enzimas con dos rangos de pH de trabajo diferentes, podría tener 

diferentes ventajas sobre la inmovilización de una sola enzima, tales como la expansión 

del rango de trabajo de pH óptimo, el aumento de los posibles sustratos a degradar y el 

incremento de las aplicaciones que podrían tener los sistemas de enzima inmovilizada. 

Basado en lo anterior, el objetivo de este capítulo fue dar un primer acercamiento a la 

construcción de un sistema de enzimas co-inmovilizadas sobre el mismo soporte 

polimérico, expandiendo el rango de pH de trabajo en la región ácida y de este modo 

ampliando en rango de pH de degradación del pesticida diazinon. La co-inmovilización 

se llevó a cabo inmovilizando simultáneamente enzimas lacasa provenientes de Trametes 

versicolor (TvL) y Agaricus bisporus (AbL) sobre las microesferas de PGMA sintetizadas 

previamente (informadas en el capítulo anterior) y utilizando las condiciones optimizadas 

en el capítulo 3. El sistema de enzimas co-inmovilizadas, llamado biocatalizador 

polimérico, se caracterizó comparándose con las enzimas libres y las inmovilizadas de 

forma individual. Finalmente, el biocatalizador polimérico se probó en la degradación del 

pesticida diazinon a los valores de pH de máxima actividad. 
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4.2 Metodología 

4.2.1 Inmovilización de las enzimas lacasa  

La inmovilización enzimática se realizó sobre las microesferas de PGMA previamente 

sintetizadas y caracterizadas (Secciones 3.2.1-3.2.2). Para esto, la cantidad óptima de 

proteína (a la cual toda la enzima aplicada es inmovilizada) se determinó 

experimentalmente mediante inmovilizaciones individuales de cada enzima sobre el 

soporte. Una vez realizada ésta determinación, 10 mg de soporte se pusieron en contacto 

con 1.0 mL de solución de enzimas a diferentes concentraciones (Tabla 4.1). Se realizaron 

experimentos de control inmovilizando ambas enzimas separadamente a las condiciones 

óptimas. Las enzimas de trabajo en esta Sección fueron adquiridas comercialmente en 

Sigma-Aldrich (Chile). Para la co-inmovilización, ambas enzimas (AbL y TvL) se 

mezclaron simultáneamente usando la mitad de la proteína usada en las inmovilizaciones 

individuales (Tabla 4.1). En todos los casos, el proceso de inmovilización se llevó a cabo 

por triplicado a pH 4.2 agitando a 140 rpm durante 24 h. Una vez transcurrida la 

inmovilización, las microesferas con enzima inmovilizada se lavaron tres veces con una 

solución buffer pH 4.2 (0.1 mol/L ácido cítrico/ 0.2 mol/L fosfato de sodio) con el fin de 

remover la enzima libre. Finalmente, se midió la cantidad de proteína en los lavados y la 

actividad de la enzima libre e inmovilizada. La medida de la concentración de proteína se 

realizó usando el protocolo previamente descrito en la Sección 3.2.3. 

4.2.2 Determinación de la actividad enzimática 

Para este capítulo y el siguiente, la medida de la actividad enzimática se llevó a cabo 

utilizando un espectrofotómetro TECAN Infinite M200 Pro para monitorear la oxidación 

de ABTS, debido a que la medida de la actividad se realiza de forma más eficiente y 

utilizando menos volumen, pero la tendencia estudiada es igual a la analizada por el 

método propuesto en la Sección 3.2.5. En este estudio la mezcla de reacción consistió de 

50.0 µL de ABTS (10 mmol/L) y 170.0 µL de la muestra. El incremento de la absorbancia 

se midió a 420 nm y la actividad se expresó en unidades (U). Todas las medidas se 

realizaron por triplicado y los resultados se presentan con su correspondiente desviación 
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estándar. Adicionalmente, el cálculo de la actividad se realizó utilizando la siguiente 

ecuación: 

 

𝐴 =  
∆𝐴∙𝑉∙𝑓

𝑉𝑒∙𝜀∙𝑙
                                                                                                                 [Eq. 4.1] 

donde A es la actividad (U/mL), ∆A es el cambio en la absorbancia a 420 nm, V es el 

volumen total de la reacción (mL), f es el factor de dilución empleado, Ve es el volumen 

de solución de enzima adicionado, l es la longitud óptica (0.61 cm), ε es el coeficiente de 

extinción molar (mL/ µmol×cm-1) el cual varía dependiendo del pH de la solución como 

se detalla en la Tabla 3.3. 

4.2.3 Caracterización de las enzimas libres e inmovilizadas 

El comportamiento de las enzimas libres, inmovilizadas y co-inmovilizadas se estudió a 

diferentes valores de pH (2-6) y de temperatura (20-70 °C), tal como se detalló en las 

Secciones 3.2.6-3.2.7. Adicionalmente, se evaluó la reusabilidad del sistema de enzimas 

co-inmovilizadas durante 6 ciclos de reuso y se estudió la estabilidad de almacenamiento 

de las enzimas libres e inmovilizadas durante 20 días, almacenando las enzimas a 4 °C, 

de acuerdo a las especificaciones dadas en la Sección 3.2.9. Todos estos estudios se 

llevaron a cabo por triplicado y los resultados se reportaron con la desviación estándar 

correspondiente. 

4.2.4 Análisis estadístico de los datos 

Todas las medidas se realizaron por triplicado y se expresaron con la correspondiente 

desviación estándar, a menos que se indique otra especificación. Las diferencias 

significativas entre las medias de los datos obtenidos se evaluaron usando el software 

estadístico SPSS versión 25. El análisis de los datos se realizó mediante ANOVA de una 

cola y las diferencias estadísticas entre medias se estudiaron con la prueba de Duncan con 

un 5 % de significancia. Los valores se consideraron significantes cuando p ˂ 0.05. 
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4.2.5 Degradación de diazinon usando el sistema de enzimas co-

inmovilizadas 

Los estudios de degradación del pesticida diazinon, se realizaron a los valores óptimos de 

pH de las enzimas co-inmovilizadas (pH 2.0 y 3.0) y a 25 °C con el fin de tener una alta 

actividad de las enzimas durante la degradación. Este proceso, se llevó a cabo en tubos 

Eppendorf que contenían 1 mL de solución a 120 µg/mL de diazinon y 0.2 U/mL de 

enzimas co-inmovilizadas en 1.0 mL de dispersión. El pH de las reacciones se mantuvo 

usando como solvente soluciones buffer de 0.1 mol/L ácido cítrico/0.2 mol/L fosfato de 

sodio y en los experimentos llevados a cabo usando mediador, se adicionó 1.0 mmol/L de 

ABTS. Todas las reacciones de degradación se llevaron a cabo en la oscuridad y agitando 

a una velocidad de 140 rpm y se colectaron muestras en diferentes intervalos de tiempo 

(0, 1, 6, 12, 24 y 48 h). Cada reacción se llevó a cabo por duplicado y se realizaron 

experimentos de control utilizando microesferas sin enzimas inmovilizadas, con el fin de 

verificar procesos de adsorción del pesticida sobre microesferas. Adicionalmente, se 

hicieron blancos de los experimentos de degradación con mediador. Para ello, se llevó a 

cabo la reacción de las enzimas inmovilizadas únicamente con el mediador (sin diazinon), 

con el fin de verificar que la oxidación del ABTS no generara bandas que interfirieran con 

la banda de absorción del diazinon.  

4.2.6 Análisis de la degradación de diazinon 

Después de la degradación, se llevó a cabo el método de precipitación de Carrez, el cual 

consiste en la adición de dos soluciones (Carrez I y II que contienen K4[Fe(CN)6] y 

ZnSO4, respectivamente), las cuales generan la aglomeración y precipitación de cualquier 

enzima libre o débilmente enlazada, para evitar que ésta interfiera en las medidas 

cromatográficas. Posterior a la adición de las soluciones de Carrez I y II, se procedió a 

centrifugar las muestras a 12000 rpm durante 10 min, se recolectó el sobrenadante y se 

filtró a través de filtros de jeringas de 0.2 µm que poseían una membrana de PTFE 

(Millipore Simplicity-Syringe Filters). 

La degradación de diazinon en las muestras se siguió mediante cromatografía líquida de 

alta eficacia con detector de arreglo de diodos, HPLC-DAD (YL9100 HPLC System), 
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equipado con una columna C18 de fase reversa (RP-18, 150 x 4.6 mm, 5 μm). Para ello, 

se inyectaron 20 µL de la muestra y se eluyó a condiciones isocráticas utilizando como 

fase móvil acetonitrilo:agua (70:30) a un flujo de 1.0 mL/min. Durante el análisis la 

columna se mantuvo a 30 °C. La detección se llevó a cabo usando un detector de arreglo 

de diodos (YL9160 PDA Detector) a una longitud de onda de 254 nm. El grado de 

adsorción y degradación se calculó usando las siguientes ecuaciones72,124. 

 

Cads = C0 − C1  Ec. 4.1 

Cdeg =
C1−C2

C1
x100  Ec. 4.2 

donde Cads es la concentración de diazinon adsorbido sobre las microesferas, C0 es la 

concentración inicial de diazinon, C1 es la concentración después de la adsorción, Cdeg es 

la concentración de diazinon degradado y C2 es la concentración final.  

4.3 Resultados y discusión 

4.3.1 Inmovilización de las enzimas lacasa 

El proceso de inmovilización de enzimas lacasa se llevó a cabo durante 24 h a temperatura 

ambiente y mediante las medidas de proteína y actividad antes y después de la 

inmovilización, se determinó la cantidad y actividad de las enzimas inmovilizadas (Tabla 

4.1). Para las inmovilizaciones individuales, la cantidad de enzima presente en los lavados 

fue de alrededor del 11 %, lo que indica que se inmovilizó casi toda la enzima adicionada 

al inicio de la reacción. En cuanto a la co-inmovilización, la pérdida de proteína en la co-

inmovilización estuvo por debajo del 5 %, este valor demuestra que ambas enzimas fueron 

co-inmovilizadas sobre el soporte. Lo anterior, evidencia que el protocolo propuesto en 

ésta tesis es ideal para alcanzar la co-inmovilización de dos tipos diferentes de enzimas 

lacasa. 
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Tabla 4.1. Lacasas inmovilizadas y co-inmovilizadas sobre microesferas de PGMA 

(Fuente: Elaboración propia). 

Lacasa aplicada 

Proteína 

inmovilizada  

[mg proteína g-1 

soporte 

Actividad enzima 

inmovilizada 

[U g-1 soporte] 

TvL 8.40 ± 0.60 6.82 ± 0.25 

AbL 10.25 ± 1.05 7.78 ± 1.02 

TvL (4.20 mg proteína g-1 soporte) y 

AbL (5.10 mg proteína g-1 soporte) 
9.13 ± 0.17 6.75 ± 0.57 

 

4.3.2 Efecto del pH y la temperatura en las enzimas libres e 

inmovilizadas 

En este estudio, se analizó el efecto del pH sobre la actividad de las enzimas libres e 

inmovilizadas en el rango de pH de 2.0 – 6.0, tal como se muestra en la Fig. 4.1. Se 

observó que tanto para TvL libre e inmovilizada, como para AbL libre, el pH de máxima 

actividad es pH 3.0. Sin embargo, tal como se observó en la Sección 3.3.3 la pérdida de 

actividad a valores de pH diferentes del óptimo es mayor para las enzimas libres, 

conservándose una mayor actividad a valores diferentes del óptimo en TvL inmovilizada. 

Por otro lado, para AbL inmovilizada, el pH de máxima actividad en el rango estudiado 

se desplaza a pH 2.0. Este tipo de desplazamientos después de la inmovilización, son 

comunes en las inmovilizaciones en las que se forman enlaces covalentes y comúnmente 

se atribuye a pequeños cambios en la estructura terciaria de la enzima a causa de la 

interacción con el soporte112. Por esta razón, es que siempre después de cualquier proceso 

de inmovilización es necesario el estudio de las propiedades enzimáticas, ya que debido 

a los cambios estructurales asociados a la inmovilización, se pueden presentar cambios en 

las condiciones óptimas de operación de las enzimas, tal como se observó en este caso. 

Para el sistema de enzimas co-inmovilizadas o biocatalizador polimérico, se presentaron 

dos valores de actividad máxima (pH 2.0 y 3.0) que coincidieron con los valores óptimos 

de pH de ambas enzimas inmovilizadas separadamente. Esta propiedad demuestra que al 

realizarse la co-inmovilización, es posible ampliar el pH de trabajo de máxima actividad. 

En este caso, el rango de trabajo óptimo es ideal para estudiar procesos de degradación de 
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sustancias recalcitrantes que poseen estabilidad en este rango de pH, como el pesticida 

diazinon y otros compuestos organofosforados125. 

Respecto al análisis estadístico de los resultados realizado con el test de Duncan, se 

observó que a pH 2.0 existe una diferencia significativa entre los valores arrojados para 

el sistema de enzimas co-inmovilizadas y tanto las enzimas libres como con TvL 

inmovilizada. Para pH 3.0, la diferencia significativa para las enzimas co-inmovilizadas 

se generó con respecto a la enzima AbL inmovilizada. En cuanto a la estabilidad en el 

rango de pH de 4.0-5.0 se encontró que el biocatalizador polimérico presentó una mayor 

estabilidad, generando una diferencia significativa (p ˂ 0.05) con respecto a las 

inmovilizaciones individuales y las enzimas libres. De acuerdo a estos resultados, se 

comprobó que la inmovilización es una excelente estrategia para combinar las 

propiedades de dos tipos de enzimas inmovilizadas separadamente, creando nuevas 

características en el biocatalizador polimérico obtenido. 

 

 

Fig. 4.1. Efecto del pH sobre las enzimas libres, inmovilizadas y co-inmovilizadas. Se 

muestra el valor promedio de tres medidas con la correspondiente desviación estándar en 

cada caso (Fuente: Elaboración propia). 

 

El efecto de la temperatura sobre la actividad de las enzimas lacasa libres e inmovilizadas 

se estudió en el rango de 20-70 °C, tal como se muestra en la Fig. 4.2. En general la 

tendencia de todas las enzimas fue a aumentar la actividad al incrementar la temperatura. 

Sin embargo, a excepción de las temperaturas óptimas y de los 70 °C, las actividades de 
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las enzimas inmovilizadas individualmente fueron significativamente mayores (p ˂ 0.05) 

que las de sus contrapartes libres, observándose el mismo comportamiento que el 

presentado en la Sección 3.3.3 en las enzimas inmovilizadas sobre el soporte oxirano, el 

cual se atribuyó a la unión multipunto de la enzima sobre el soporte126. 

En la Fig. 4.2, también se observa que el sistema de enzimas co-inmovilizadas tiene un 

comportamiento intermedio entre el de TvL inmovilizada y ApL inmovilizada, 

presentando una máxima actividad en el rango de 50-60 °C, lo que evidencia una vez más 

la posibilidad de combinar propiedades de dos enzimas lacasa para generar un nuevo 

sistema con propiedades expandidas. Además, estos resultados demuestran que para 

trabajar con la máxima actividad no se requiere elevar demasiado la temperatura (como 

se debería hacer en caso de trabajar con las enzimas libres), generándose una disminución 

en costos en caso de trabajarse en procesos industriales. 

 

Fig. 4.2. Efecto de la temperatura sobre las enzimas libres, inmovilizadas y co-

inmovilizadas. Se muestra el valor promedio de tres medidas con la correspondiente 

desviación estándar en cada caso (Fuente: Elaboración propia). 

4.3.3 Estudios de reusabilidad y estabilidad de almacenamiento 

Como se mencionó anteriormente, la reusabilidad es uno de las propiedades más 

requeridas para el escalamiento a sistemas industriales. En este caso, se estudió la 

reusabilidad de las enzimas co-inmovilizadas durante 6 ciclos consecutivos de oxidación 

de ABTS y los resultados se muestran en la Fig. 4.3. En ésta gráfica se observa que 
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después de 6 ciclos de reuso aún se conserva cerca del 80 % de la actividad inicial y que 

al igual que en la Sección 3.3.5, la pérdida de actividad más significativa se presenta del 

primer a segundo ciclo y se puede atribuir a la posible presencia de pequeñas trazas de 

enzima libre en el sistema, la cual fue eliminada en el primer ciclo de lavado de enzimas. 

De acuerdo a los datos dados por el ANOVA (con un nivel de significancia del 95 %), no 

hay diferencias significativas entre los valores obtenidos para cada ciclo (p = 0.07). Estos 

resultados son muy buenos, ya que demuestran que la inmovilización covalente es una 

buena estrategia para la producción de sistemas de enzimas co-inmovilizadas, que además 

de permitir la mezcla de las propiedades de cada enzima, ayuda a la preservación de la 

actividad debido a las fuerzas de interacción fuertes entre las enzimas y el soporte. Estos 

resultados son coherentes con los observados para la inmovilización individual en la 

Sección 3.3.5 y con otros previamente obtenidos en procesos de inmovilización mediante 

formación de enlaces covalentes88,127. Este estudio demuestra que el biocatalizador 

polimérico conformado por enzimas co-inmovilizadas obtenido por este medio puede ser 

usado para aplicaciones industriales debido a que se reducen los costos en los procesos 

que requieren operaciones en lote repetidas y debido a la capacidad de detener las 

reacciones por simple filtración y empezarlas nuevamente sin presentar pérdidas 

significativas de actividad enzimática.  

 

Fig. 4.3. Estudios de reusabilidad del sistema de enzimas co-inmovilizadas sobre 

microesferas de PGMA. Las medidas se realizaron por triplicado y se muestran con la 

correspondiente desviación estándar en cada caso (Fuente: Elaboración propia). 
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Para estudiar la estabilidad de almacenamiento de las enzimas libres e inmovilizadas, 

todas las enzimas se conservaron a 4 °C y la actividad inicial se seleccionó como el 100 % 

en cada caso, siguiéndose la pérdida de la actividad durante 20 días, como se observa en 

la Fig. 4.4. De acuerdo a los datos mostrados en ésta figura, la mayor pérdida de actividad 

después de los 20 días la presentaron las enzimas libres, las cuales retuvieron el 48 % y el 

60 % de actividad inicial para TvL y AbL, respectivamente. A las mismas condiciones de 

almacenamiento, las enzimas inmovilizadas de TvL y AbL conservaron el 81 % y el 92 % 

de su actividad inicial, respectivamente. En cuanto al biocatalizador polimérico, la 

actividad residual fue del 93 %. El incremento significativo (p ˂ 0.05) de la estabilidad 

de almacenamiento tras la inmovilización es una evidencia del potencial que tienen la 

inmovilización y la co-inmovilización en la prevención de la inactivación enzimática. 

Adicionalmente, de acuerdo a estos resultados, la co-inmovilización aparentemente 

genera una sinergia en la estabilidad de las enzimas, protegiéndolas de la 

desnaturalización128. Este aumento en la estabilidad de almacenamiento debido a la 

inmovilización covalente, concuerda con lo observado y analizado en la Sección 3.3.5. 

Esta capacidad de retener una alta eficiencia catalítica por más tiempo es una propiedad 

de los sistemas de enzimas inmovilizadas que los hace idóneos para aplicaciones 

biotecnológicas que requieran el almacenamiento por largos periodos. 

 

Fig. 4.4. Estabilidad de almacenamiento de las enzimas libres e inmovilizadas 

almacenadas a 4 °C. Las medidas se realizaron por triplicado y se muestran con la 

correspondiente desviación estándar (Fuente: Elaboración propia). 
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4.3.4 Degradación enzimática de diazinon 

La degradación del pesticida diazinon se realizó usando el sistema de enzimas co-

inmovilizadas (con una actividad inicial de 0.2 U/mL). La evolución en la degradación se 

siguió mediante HPLC-DAD siguiendo la señal alrededor de 4.47 min (ver Fig. 4.5). La 

curva de calibración se realizó en el rango de 1.0-20.0 µg/mL y se alcanzó un límite de 

detección de 0.92 µg/mL. La concentración de diazinon inicial adicionada fue de 

120.0 µg/mL (en un volumen de 1 mL) y se seleccionó porque aunque los límites 

permisibles de diazinon en agua potable en diferentes países están alrededor de 0.5-

20.0 µg/L129 (para Chile es de 9.0 µg/L130), recientes estudios en los que se investigó la 

toxicidad del diazinon para peces de agua dulce encontraron que el diazinon se está entre 

moderadamente y altamente tóxico en forma aguda con valores de LC50 que varían de 90 

a 7800 μg/L6. Adicionalmente, debido a que se conoce que dentro de las prácticas 

utilizadas por granjeros en muchos países se encuentra la adición no controlada de 

plaguicidas para mejorar los rendimientos de los cultivos, por lo que es posible encontrar 

altas concentraciones de pesticida en diversas fuentes de agua y es por ello que se 

seleccionó la cantidad inicial utilizada6. 

 

 

Fig. 4.5. Análisis de diazinon por HPLC-DAD: (A) cromatogramas del estándar y (B) 

curva de calibración (Fuente: Elaboración propia). 

 

Lo primero que se observó al poner en contacto las microesferas con el pesticida fue que 

la concentración inicial medida por HPLC-DAD fue mucho menor a la adicionada 

inicialmente (~30 % de la concentración adicionada), lo cual indica que el biocatalizador 
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polimérico genera en primer lugar la adsorción del pesticida, probablemente debido a 

interacciones de tipo Van der Waals y enlaces de hidrógeno entre el diazinon y el soporte, 

tal como se ha reportado previamente con otros polímeros utilizados en la adsorción de 

plaguicidas131, dando como resultado la disminución de la cantidad neta medida por el 

HPLC-DAD. Por esta razón, para todas las muestras, la medida inicial se tomó después 

de 5 min de contacto, con el fin de evitar confundir la adsorción con la degradación de 

diazinon. Sin embargo, también se realizaron medidas del blanco en la que el diazinon se 

puso en contacto con microesferas sin enzimas inmovilizadas, y se observó que después 

de las 48 h de reacción se presentó una adsorción de alrededor del 20 %. Estos resultados 

indican que inicialmente las microesferas de PGMA se pueden utilizar para la adsorción 

de diazinon en las condiciones de trabajo estudiadas.  

Para los estudios de degradación, se realizaron medidas durante 48 h mediante 

experimentos en lote a dos valores de pH (2.0 y 3.0) y manteniendo la temperatura 

constante a 25 °C. En los experimentos de degradación en los que únicamente interactuó 

la enzima inmovilizada con el diazinon, a las 48 h de reacción se observaron 

degradaciones del 88 % y 100 % a pH 3.0 (Lac-pH 3) y 2.0 (Lac-pH 2), respectivamente. 

Por su parte, cuando se utilizó el mediador ABTS (1.0 mmol/L), los porcentajes de 

degradación al finalizar las 48 h fueron de 100 % para ambos valores de pH (Lac-ABTS-

pH 2 para pH 2.0 y Lac-ABTS-pH 3 para pH 3.0). El efecto del mediador sobre la 

velocidad de degradación se debe a que el ABTS actúa como transportador de electrones 

entre la enzima y el sustrato, lo que aumenta la velocidad de reacción. Estos resultados 

indican que el uso de un mediador en procesos de biodegradación acelera el proceso de 

degradación, pero no es indispensable para que éste ocurra. 

De acuerdo a la Fig. 4.6, las degradaciones realizadas a pH 2.0 fueron más efectivas que 

las realizadas a pH 3.0 (ambas en ausencia de mediador), lo que podría deberse a una 

mayor actividad por gramo de soporte de la enzima AbL, como se evidenció en la Tabla 

4.1. Sin embargo, en múltiples estudios se ha reportado que los procesos de degradación 

de diazinon se favorecen al disminuir el pH de la solución, lo que estaría de acuerdo con 

lo observado en este estudio6,132.  

Otro aspecto importante que se muestra en la Fig. 4.6 es el decremento de la velocidad de 

reacción después de las 12 h. Este efecto se puede atribuir posiblemente al aumento de la 
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concentración de los productos de la degradación, el cual estaría causando inhibición en 

el proceso de degradación. Otra posible explicación, es la disminución en el gradiente de 

la concentración de diazinon en el medio, lo que hace más lento el proceso de degradación 

conforme avanza la reacción85. 

Hasta el momento, se han reportado diferentes métodos de degradación del pesticida 

diazinon entre los que se encuentran procesos de oxidación electroquímica, fotocatálisis, 

tratamientos de ultrasonido, foto-Fenton y oxidación con persulfato activado23,34,133. Sin 

embargo, la biodegradación utilizando enzimas inmovilizadas es una alternativa más 

amigable ambientalmente, eficiente y rápida para la eliminación de este tipo de 

compuestos. 

 

 

Fig. 4.6. Degradación de diazinon usando el sistema de enzimas co-inmovilizadas con 

TvL y AbL. Todos los experimentos se realizaron por duplicado y son reportados con la 

correspondiente desviación estándar (Fuente: Elaboración propia). 

4.4 Conclusiones 

En este capítulo, se demostró que las enzimas de TvL y AbL se co-inmovilizaron 

covalentemente sobre microesferas de PGMA para formar un nuevo sistema de enzimas 

co-inmovilizadas denominado biocatalizador polimérico, el cual tenía una actividad de 
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6.75 ± 0.57 U g-1 de soporte, y presentaba propiedades combinadas de las que tenían 

ambas enzimas separadamente. Adicionalmente, se observó que después de la co-

inmovilización, los rangos de pH y temperatura de trabajo se expandieron, la estabilidad 

de almacenamiento a 4 °C mejoró y el sistema presentó buenas propiedades de 

reusabilidad. Una vez caracterizado el sistema, se estudió la degradación del pesticida 

diazinon por parte del biocatalizador polimérico obtenido. El estudio se realizó a los dos 

valores de pH de máxima actividad y adicionando el mediador ABTS (1.0 mmol/L), como 

resultado se logró una degradación total del pesticida en ambos valores de pH después de 

48 h de reacción. Los resultados obtenidos evidencian la importancia de la co-

inmovilización enzimática en la construcción de un biocatalizador polimérico capaz de 

degradar diazinon en la región ácida, siendo un aporte de suma importancia para los 

procesos que requieren degradaciones a valores bajos de pH.   
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5. Co-inmovilización de tres enzimas lacasa y su 

aplicación en la degradación de azinfos-metil  

5.1 Introducción 

Hasta el momento, se ha mostrado el trabajo realizado en la síntesis del soporte idóneo 

(microesferas de PGMA) para la inmovilización de la enzima TvL. Posteriormente se 

desarrolló el primer biocatalizador polimérico compuesto por dos enzimas lacasa co-

inmovilizadas covalentemente. Este biocatalizador, capaz de trabajar en el rango ácido, 

se probó en la degradación del pesticida diazinon, la cual se realizó a los dos valores de 

pH de máxima eficiencia (2.0 y 3.0), obteniéndose la completa degradación a ambos 

valores.  

De acuerdo a los resultados obtenidos hasta el momento, es evidente que la co-

inmovilización de enzimas con propiedades diferentes genera un nuevo sistema con 

propiedades combinadas que permite trabajar a amplios rangos, sin perder eficiencia. En 

esta misma línea de ideas, si se trabajase con enzimas lacasa que tengan máxima eficiencia 

a diferentes valores de pH que abarquen un mayor rango de trabajo, se podría construir 

un nuevo biocatalizador que permita la degradación de compuestos recalcitrantes, en este 

caso plaguicidas, en un amplio rango de pH, acercándose más a las diversas condiciones 

que se pueden encontrar en los efluentes con aguas contaminadas. 

Por lo anterior, el objetivo de este trabajo fue co-inmovilizar tres tipos de enzimas lacasa 

capaces de trabajar a diferentes rangos de pH cuando estén inmovilizadas, de modo tal 

que mediante la co-inmovilización sea posible combinar sus propiedades y obtener un 

biocatalizador que permita degradar plaguicidas a diferentes condiciones. Para ello, lo 

primero que se realizó fue establecer las condiciones de inmovilización que generaran 

mayor actividad en la enzima inmovilizada, ya que estas enzimas trabajan a valores de 

pH mayores. Una vez establecidas estas condiciones, se realizó la co-inmovilización de 

las enzimas lacasa mezclando simultáneamente las enzimas lacasas de Myceliophthora 

thermophila (MtL), Aspergillus sp (ApL) y TvL, siguiendo el mismo protocolo planteado 

en el Capítulo 4. Posteriormente, se llevó a cabo la caracterización del biocatalizador 

polimérico y se evaluó en la degradación del pesticida azinfos-metil.  
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5.2 Metodología 

5.2.1 Purificación de la enzima MtL y determinación del peso molecular 

de todas las enzimas de trabajo 

La purificación de la enzima MtL se llevó a cabo mediante cuatro pasos consecutivos de 

ultrafiltración (adicionando agua destilada en cada paso, hasta que el permeado perdiera 

el color). Esta filtración se realizó utilizando membranas de viva spin de 30 kDa HY y 

100 kDa PES. Todas las centrifugaciones se llevaron a cabo a 4 °C y se determinó la 

actividad y la cantidad de proteína antes y después de la purificación, de acuerdo a los 

protocolos descritos en las Secciones 4.2.2 y 5.2.3, respectivamente. La pureza y el peso 

molecular tanto de la enzima MtL como de ApL y TvL se verificaron mediante 

electroforesis utilizando un gel de poliacrilamida dodecil sulfonato de sodio (SDS-PAGE) 

y usando un marcador de proteína en el rango de 10 – 170 kDa. 

5.2.2 Optimización de la inmovilización de la enzima MtL 

Debido a que la enzima MtL tiene un pH óptimo más cercano a la neutralidad, esta se 

utilizó para optimizar la inmovilización con el fin de obtener la máxima actividad posible 

en la enzima inmovilizada. El proceso de inmovilización se realizó mediante metodología 

de superficie de respuesta (MSR) y el diseño estadístico de Box-Behnken (DBB), basado 

en los excelentes resultados obtenidos aplicando este modelo en el Capítulo 3. Las 

variables independientes estudiadas fueron el pH (A), la molaridad de la solución (B) y la 

concentración de la enzima (C), las cuales se estudiaron a tres niveles diferentes 

seleccionados como bajo, medio y alto y numerados como -1, 0 y 1, respectivamente. La 

variable independiente seleccionada fue la actividad de la enzima inmovilizada, debido a 

que esta es uno de los parámetros más importantes en la enzima inmovilizada. La 

respuesta se expresó en términos de actividad relativa (%), la cual se definió como la 

relación de la actividad enzimática en cada experimento y la máxima actividad obtenida 

en todos los experimentos. El valor de 100 % correspondió a 511.0 U/g de proteína 

inmovilizada.  Para estas inmovilizaciones el tiempo de reacción se fijó a 24 h de acuerdo 

a los excelentes resultados obtenidos antes para la inmovilización de esta enzima, los 

cuales reportaron que es el tiempo necesario para que la proteína reaccione con los grupos 
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epoxi en el soporte110. Adicionalmente, con el fin de reducir la agregación entre moléculas 

o bloqueo del sitio activo debido a la inmovilización, se fijó la concentración máxima de 

la enzima a 1.0 mg/mL, la cual corresponde al 10 % de la cantidad de soporte utilizado.  

Para este estudio se realizó un total de 15 experimentos, incluyendo 3 puntos centrales y 

los datos se analizaron utilizando el software estadístico MODDE 7.0. Las variables y sus 

valores experimentales se muestran a continuación en la Tabla 5.1. 

 

Tabla 5.1. Variables y niveles establecidos en el DBB para la inmovilización de la enzima 

MtL (Fuente: Elaboración propia). 

Variables independientes 
Niveles 

-1 0 +1 

A pH 3.0 5.50 8.0 

B Molaridad del buffer (mol/L) 0.050 0.525 1.0 

C Concentración de enzima (%) 1.0 5.50 10.0 

     

Variable Independiente Condición 

Actividad relativa (%) Maximizar 

 

La ecuación cuadrática polinomial de segundo orden que relaciona las variables 

independientes A, B y C (pH, molaridad del buffer y concentración de la enzima, 

respectivamente) con la actividad de la enzima inmovilizada (αi) en términos de factores 

codificados se expresó mediante la siguiente ecuación: 

 

α𝑖 = 24.0486 + 18.9513A − 125.154B + 0.232124C − 1.72347A2 +

3.05684AB − 0.088AC + 48.1921B2 + 1.97661BC + 0.326337C2  
[Ec. 5.1] 

 

Todos los experimentos de optimización se llevaron a cabo usando 10.0 mg de 

microesferas suspendidas en 1.0 mL de solución de enzima y buffer fosfato (a la 

respectiva concentración y molaridad). Las reacciones se realizaron usando un agitador 

rotatorio VWR a 21 °C durante 24 h. Después de la inmovilización, las muestras se 

lavaron 3 veces con el respectivo buffer fosfato, centrifugando después de cada lavado, 

con el fin de remover la enzima sin inmovilizar. Adicionalmente, se determinó la 

concentración de proteína y la actividad enzimática antes y después de la inmovilización, 

siguiendo los protocolos descritos en las Secciones 3.2.3 y 4.2.2, respectivamente. 
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Finalmente, con el propósito de validar el modelo, los experimentos se realizaron por 

triplicado a las condiciones óptimas.  

Tras haber establecido las condiciones óptimas de inmovilización que presentan mayor 

actividad en la enzima MtL inmovilizada, se co-inmovilizaron las tres enzimas (TvL, MtL 

y ApL) a las condiciones propuestas en esta sección y los resultados se compararon con 

la actividad obtenida inmovilizando estas mismas enzimas a las condiciones propuestas 

en el Capítulo 3, con el fin de establecer condiciones generales de inmovilización para las 

tres enzimas de trabajo.  

5.2.3 Inmovilización y co-inmovilización de las enzimas TvL, MtL y ApL 

Una vez se establecieron las condiciones óptimas de inmovilización en las cuales se 

obtiene mayor actividad en la enzima inmovilizada, se realizaron inmovilizaciones 

individuales y co-inmovilización de las enzimas, tal como se detalla a continuación. 

− Inmovilización individual de las enzimas 

El primer estudio realizado en la inmovilización individual de las enzimas fue la 

determinación de la cantidad óptima de proteína, en la cual toda la proteína puesta en la 

reacción se inmoviliza sobre el soporte. Para ello, se determinó la cantidad de proteína 

presente antes y después de la inmovilización a las condiciones establecidas en la Sección 

5.2.3. 

Una vez determinada esta cantidad, la inmovilización se llevó a cabo mezclando 

separadamente 10.0 mg de microesferas de PGMA con 1.0 mL de solución 0.070 mg/mL 

de proteína de cada enzima (TvL, MtL, y ApL). El proceso de inmovilización se llevó a 

cabo agitando la mezcla de reacción con un agitador rotatorio Thermo Scientific Heraeus 

Heidolph durante 24 h a 21 °C y pH 5.30. Después de la inmovilización, todos los 

sistemas se lavaron tres veces mediante pasos sucesivos de centrifugación y adición de 

buffer fosfato a pH 5.30 con el fin de eliminar la enzima no-enlazada. Finalmente, se 

midió la cantidad de proteína y la actividad de las enzimas inmovilizadas, siguiendo los 

protocolos descritos en las Secciones 3.2.3 y 4.2.2, respectivamente. Todas las 

inmovilizaciones se realizaron por triplicado y posteriormente, las enzimas se 

caracterizaron y compararon con las enzimas libres y co-inmovilizadas. 
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− Co-inmovilización de las enzimas TvL, MtL y ApL 

La co-inmovilización de las enzimas se realizó mediante dos estrategias diferentes: (1) 

co-inmovilización de la misma cantidad de proteína de cada enzima y (2) co-

inmovilización de diferentes cantidades de proteína de acuerdo a la actividad de cada 

enzima inmovilizada individualmente (ver Tabla 5.2). En ambos casos la co-

inmovilización se realizó por triplicado utilizando 10.0 mg de microesferas de PGMA en 

1.0 mL de solución y mezclando simultáneamente todas las enzimas en las cantidades 

señaladas en la Tabla 5.2. Las condiciones de inmovilización se obtuvieron de la 

optimización realizada en la Sección 5.2.3. Finalmente, los sistemas de enzimas co-

inmovilizadas se caracterizaron (con el fin de seleccionar la mejor estrategia de co-

inmovilización) y se compararon con las enzimas libre y las inmovilizadas de forma 

individual. 

 

Tabla 5.2. Actividad de las enzimas inmovilizadas individualmente y cantidad de 

proteína usada en las estrategias de co-inmovilización (Fuente: Elaboración propia). 

Tipo de 

lacasa 

Actividad de las 

enzimas inmovilizadas 

individualmente 

[U/g soporte] 

Cantidad de proteína 

usada en la estrategia 

1 [mg proteína/g 

soporte] 

Cantidad de proteína 

usada en la estrategia 

2 [mg proteína/g 

soporte] 

TvL 1.15 ± 0.05 2.3 5.25 

MtL 1.91 ± 0.08 2.3 1.05 

ApL 4.63 ± 0.16 2.3 0.70 

5.2.4 Caracterización enzimática 

Tanto las enzimas libres, las inmovilizadas individualmente como las co-inmovilizadas 

se caracterizaron con el fin de evaluar la influencia de la inmovilización y co-

inmovilización sobre la actividad a diferentes valores de pH y temperatura, además de 

evaluar el efecto sobre su estabilidad de almacenamiento y reusabilidad. Adicionalmente, 

se hicieron comparaciones con SEM y DRX para ver si existían diferencias morfológicas 

y de composición elemental ligadas a la inmovilización enzimática. 

El estudio del pH se realizó en el rango de 2.0 – 8.0 utilizando soluciones de buffer citrato 

(0.1 mol/L)/fosfato (0.2 mol/L) (para el rango de 2.0 ‒ 6.0) y buffer fosfato de potasio  
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(para el rango de pH de 7.0 ‒ 8.0). Los resultados se expresaron en términos de actividad 

relativa, siguiendo un protocolo similar al descrito previamente en la Sección 3.2.6. 

La estabilidad térmica se evaluó en el rango de temperatura de 20 – 65 °C. Las medidas 

se realizaron utilizando buffer precalentado al pH óptimo de cada enzima (libre e 

inmovilizada). En el caso del sistema de enzimas co-inmovilizadas, la estabilidad térmica 

se evaluó a los tres pH de máxima actividad del sistema (3.0, 4.0 y 6.0). Las medidas se 

realizaron siguiendo el protocolo descrito en la Sección 3.2.7. 

La reusabilidad del biocatalizador polimérico se evaluó mediante 6 ciclos de reúso y la 

estabilidad de almacenamiento se evaluó durante 25 días de almacenamiento a dos 

temperaturas (25 y 4 °C), siguiendo el protocolo previamente descrito en la Sección 3.2.9. 

Finalmente, se evaluaron las propiedades cinéticas de las enzimas libres y las 

inmovilizadas individualmente, determinándose parámetros como KM, Vmax, Kcat y 

Kcat/KM, siguiendo el protocolo descrito en la Sección 3.2.8. Sin embargo, el rango de 

concentraciones de ABTS estudiadas en esta sección fue de 1.0 − 20.0 mmol/L y los 

cálculos se realizaron con el programa Sigma Plot 12.0, a partir de la ecuación de 

Michaelis-Menten. 

Todas las medidas de esta sección se realizaron por triplicado y los resultados se 

analizaron estadísticamente con el fin de evaluar diferencias significativas entre las 

medias de cada medida. Los análisis se realizaron siguiendo el procedimiento descrito 

previamente en la Sección 4.2.3. Adicionalmente, para comparar medias entre pares de 

datos, se realizó la prueba T para muestras independientes con un intervalo de confianza 

del 95 %. 

5.2.5 Degradación de azinfos-metil  

La degradación del pesticida azinfos-metil, AZPM, se llevó a cabo en primer lugar 

utilizando únicamente la enzima MtL libre e inmovilizada, con el fin de establecer las 

condiciones de degradación, las cantidades de enzima necesarias para este proceso y las 

diferencias entre el uso de enzimas libres e inmovilizadas. Posteriormente, empleando el 

mismo montaje pero con el biocatalizador polimérico constituido por las 3 enzimas co-

inmovilizadas, se llevó a cabo la degradación de AZPM a los tres valores de pH de 

máxima eficiencia. 
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Para el estudio de degradación utilizando únicamente MtL, los experimentos se llevaron 

a cabo utilizando tubos Eppendorf que contenían 1 mL de dispersión constituido por 3.5 U 

de enzima libre e inmovilizada (correspondiente a 35 U/g de soporte) en soluciones buffer 

(0.1 mol/L citrato/0.2 mol/L fosfato) a pH 4.0 y pH 7.0 para las lacasas inmovilizadas y 

libres, respectivamente. La cantidad de AZPM inicial se estableció en 3.5 mg/mL (para 

MtL inmovilizada) y 0.030 mg/mL (para MtL libre), basándose en la cantidad de AZPM 

adsorbido por las microesferas (los análisis de hicieron con 100 mg de microesferas con 

y sin enzimas inmovilizadas). Todas las degradaciones se realizaron a 25 °C agitando en 

la oscuridad, y el seguimiento se hizo analizando cromatográficamente muestras a 

diferentes intervalos de tiempo; 0, 1, 6, 12 y 24 h.  

Una vez realizado este estudio, se llevó a cabo la degradación con el sistema de enzimas 

co-inmovilizadas. En este caso las reacciones también se llevaron a cabo en tubos 

Eppendorf a tres valores de pH diferentes (3.0, 4.0 y 6.0), utilizando soluciones buffer 

0.1 mol/L citrato/0.2 mol/L fosfato. Para este sistema, la cantidad inicial de AZPM 

establecida fue de 0.2 mg/mL y se utilizaron 50 mg de microesferas con y sin enzimas 

inmovilizadas para los análisis. Todas las degradaciones se realizaron a 25 °C en la 

oscuridad, el seguimiento de estas se hizo tomando y analizando cromatográficamente 

muestras a 0, 1, 2, 4, 5 y 8 días.  

En los experimentos de degradación de AZPM llevados a cabo adicionando mediador se 

utilizó ABTS 1.0 mM. Todos los experimentos se hicieron por duplicado y se usaron 

controles utilizando microesferas sin enzimas inmovilizadas, los cuales se llamaron 

“blancos”. Adicionalmente, se realizaron experimentos de control en los que sólo se 

adicionaron las enzimas inmovilizadas y el mediador ABTS, con el fin de verificar la 

aparición de señales correspondientes al ABTS oxidado.  

5.2.6 Análisis de la degradación de AZPM 

Para analizar la degradación de AZPM, las enzimas se precipitaron de acuerdo al método 

de Carrez, el cual se detalló previamente en la Sección 4.2.5. Después de ello, las muestras 

se filtraron a través de filtros de jeringas de 0.2 µm que poseían una membrana de PTFE 

(Millipore Simplicity-Syringe Filters). La concentración de AZPM en cada muestra se 

determinó mediante cromatografía líquida utilizando un equipo YL9100 HPLC System. 
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Para la separación se utilizó una columna de fase reversa C-18 (5 μm, 150 x 4.6 mm), la 

cual se mantuvo a una temperatura de 35 °C. Las medidas se realizaron en condiciones 

isocráticas usando como fase móvil una mezcla de acetonitrilo: agua (60:40) a un flujo de 

1 mL/min, en el análisis se utilizó un volumen de muestra de 20 μL. La detección del 

analito se realizó con un detector de arreglo de diodos (YL9160 PDA Detector) a una 

longitud de onda de 224 nm. Finalmente, el grado de adsorción y de degradación de 

AZPM se determinó utilizando las ecuaciones 4.1 y 4.2, pero en este caso, aplicadas al 

AZPM. 

5.3 Resultados y discusión  

Para la construcción del biocatalizador polimérico desarrollado en este capítulo, se realizó 

una preselección de varias enzimas lacasa en las que se evaluó el pH óptimo de actividad, 

el peso molecular y el costo de las mismas. Como resultado, se seleccionaron las enzimas 

MtL, ApL y TvL para su inmovilización y posterior co-inmovilización e incorporación en 

el biocatalizador polimérico. El trabajo realizado con estas tres enzimas se muestra a 

continuación. 

5.3.1 Purificación de MtL y determinación del peso molecular de las 

enzimas de trabajo 

Antes de realizar la optimización de la inmovilización, la enzima MtL (que era la única 

que no se encontraba totalmente pura) se purificó mediante pasos sucesivos de 

ultrafiltración, las enzimas TvL y ApL fueron adquiridas en Sigma-Aldrich, Chile. Como 

resultado de este proceso se obtuvo una solución de color azul clara y altamente activa, 

como se observa en la Fig. 5.1-A (A-1 antes y A-2 después de la purificación). Lo que 

demuestra que la ultrafiltración removió compuestos de bajo peso molecular (agentes 

estabilizantes) y compuestos no proteínicos que generaban color, ya que en ambos casos 

(antes y después de la purificación) se observó únicamente una banda en ~100 kDa (Fig. 

5.1-B)47,134. La actividad de la enzima purificada fue de 64 U/mg y no se encontró 

actividad en el permeado. La fracción de enzimas en el retenido se almacenó a 4 °C y se 

utilizó en los procesos de inmovilización.  
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Adicionalmente, el peso molecular de las otras dos enzimas de trabajo se verificó con el 

fin de asegurar que la co-inmovilización ocurriera con enzimas que tuviesen un peso 

molecular más o menos similar y que TvL y ApL presentaran una única banda en el peso 

molecular. Como se observa en la Fig. 5.1-C, los pesos moleculares de las tres enzimas 

son bastantes similares y están en el intervalo de 75 – 110 kDa, siendo ideales para la co-

inmovilización.  

 

Fig. 5.1. Muestras de (A) MtL y (B) SDS-PAGE de MtL antes y después de la purificación 

y (C) SDS-PAGE de MtL, TvL y ApL (Adaptado de M. Vera, et al.47). 

5.3.2 Inmovilización enzimática 

Con el fin de optimizar la actividad de la enzima inmovilizada, se realizaron 15 

experimentos teniendo en cuenta los valores sugeridos por el DBB y MSR. Estos estudios 

mostraron que los parámetros que más afectan la respuesta (actividad de la enzima 

inmovilizada) son la molaridad del buffer y la concentración de la enzima, la cual al 

realizar la inmovilización con los valores optimizados arrojó un valor de actividad 

máxima en la enzima inmovilizada de 35.0 U/g de soporte. 

Parámetros como el porcentaje de inmovilización y la actividad de recuperación son los 

más usados como respuesta en los diseños de experimento asociados a los estudios de 

inmovilización enzimática135,136. Sin embargo, estos valores por lo regular sólo aumentan 

con la disminución de la concentración enzimática y no se relacionan con la actividad de 

la enzima inmovilizada, que es probablemente el parámetro más importante en la 

inmovilización enzimática137. Por ello, en este trabajo se estableció como parámetro de 
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respuesta la actividad de la enzima inmovilizada y la optimización se enfocó en maximizar 

su valor. 

Los resultados obtenidos, así como las condiciones experimentales de cada parámetro se 

muestran en la Información Suplementaria (Tabla S5.1). Para este estudio, el modelo 

cuadrático polinomial dado en la Ec. 5.1 se usó para explicar la relación entre la variable 

independiente y las dependientes. El análisis de varianza (ANOVA) se usó para analizar 

la significancia del modelo, el efecto de las variables y de sus interacciones (ver Tabla 

S5.2 en Información Suplementaria).  El valor de probabilidad (valor-p) y el valor-F 

obtenidos en este estudio confirmaron la significancia del modelo, debido a que el valor-

p fue menor a 0.05 (valor-p de 0.0003) y el valor-F fue de 15.02. El coeficiente de 

determinación (R2) calculado por el modelo fue 0.94, lo que significa que el modelo es 

capaz de explicar el 94 % de la variabilidad de la respuesta. Es por ello, que los resultados 

obtenidos indican que el modelo es ideal para predecir los datos obtenidos. 

De acuerdo a los datos mostrados en la Tabla S5.2, los términos C (concentración de 

enzima) y B (molaridad del buffer) son los que más afectan la actividad de la enzima 

inmovilizada. El bajo valor-p de B, indica que probablemente este valor puede ser el que 

más influye en la respuesta. Esta influencia de la fuerza iónica en el proceso de 

inmovilización está de acuerdo con trabajos publicados previamente, en los cuales se 

reporta que la reacción de las aminas externas de la enzima se favorece en soluciones 

buffer con baja fuerza iónica, favoreciéndose de este modo la inmovilización enzimática 

y mejorando la actividad de la enzima inmovilizada, así como su reusabilidad74,138,139. 

Una representación gráfica del modelo de regresión que muestra la influencia de las 

variables sobre la respuesta obtenida se resume en la Fig. 5.2. Esta gráfica describe el 

efecto de dos variables independientes sobre la respuesta, manteniendo la tercera variable 

constante. 

La Fig. 5.2-A muestra la influencia del pH y la molaridad del buffer sobre la actividad de 

la enzima inmovilizada, manteniendo la concentración de enzima constante (1.0 mg/mL, 

10 %). En esta figura es evidente el incremento en la actividad de la enzima inmovilizada 

a bajos valores de molaridad del buffer y a valores de pH en el rango de 5.0 – 6.0.  

La Fig. 5.2-B muestra la influencia combinada del pH y la concentración de enzima sobre 

la actividad de la enzima inmovilizada a un valor de molaridad fija (0.05 mol/L). En este 
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caso, se observa que el incremento en la concentración de enzima es lo que genera el 

mayor aumento en la actividad relativa, siendo mayor en el rango de pH de 5.0 – 6.0. 

Por su parte, la Fig. 5.2-C revela la influencia en la respuesta de la interacción entre la 

concentración de enzima y la molaridad del buffer, mientras el pH se mantiene constante 

(5.5). La gráfica de superficie de respuesta claramente muestra que a mayor concentración 

de enzima y menor molaridad del buffer se obtiene la mayor actividad de la enzima 

inmovilizada. 

 

Fig. 5.2. Gráficas de contorno de superficie respuesta para (A) molaridad de buffer y pH 

manteniendo la concentración de enzima constante (1.0 mg/mL, 10 %), (B) concentración 

de enzima y pH a molaridad de buffer constante (0.05 mol/L), y (C) concentración de 

enzima y molaridad de buffer a pH constante (5.5) (Adaptado de M. Vera, et al.47). 

 

Basado en los resultados obtenidos, se llevó a cabo la optimización con el fin de 

maximizar la actividad en la enzima inmovilizada. Los valores de los factores predichos 

por el modelo fueron 5.3, 0.05 mol/L y 1.0 mg/mL para el pH, la molaridad del buffer y 

la concentración de la enzima óptima, respectivamente. Al realizar la inmovilización bajo 

estas condiciones se obtuvo una actividad específica de 0.537 U/mg (101.95 %) en la 

enzima inmovilizada, lo cual fue muy cercano a lo predicho por el modelo (102.3 %). 

Estos valores de actividad relativa son mayores que 100 % únicamente porque el valor de 

referencia fue el mayor valor obtenido durante los experimentos del diseño. Con las 

condiciones optimizadas se logró obtener una cantidad de enzima inmovilizada de 2.5 mg 

proteína/g soporte, lo que correspondió a 35.0 U/g soporte. 

Una vez realizada esta optimización, se realizaron inmovilizaciones individuales a las 

condiciones dadas por este método y a las dadas por el protocolo propuesto en el Capítulo 
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3, realizando en ambos casos la inmovilización de 0.070 mg de proteína para todas las 

enzimas (con el fin de asegurar que toda la enzima adicionada se inmovilizara). Como 

resultado se observó que en los valores de máxima actividad de las enzimas 

inmovilizadas, hubo una mayor actividad cuando la inmovilización se realizó en las 

condiciones establecidas en este capítulo, siendo la diferencia de un 30.6, 10.6 y 7.6 % 

para TvL, MtL y ApL, respectivamente. Por ello, todos los procesos de inmovilización 

dados aquí se realizaron usando las condiciones obtenidas por la optimización realizada 

en esta sesión y únicamente se varió la cantidad de proteína que reaccionó con el fin de 

lograr la completa inmovilización enzimática, de acuerdo a los valores reportados en la 

Tabla 5.2. 

Una vez realizadas las inmovilizaciones, se hicieron nuevamente medidas de SEM y se 

compararon con las micrografías obtenidas antes de la inmovilización, tal como se 

muestra en la Fig. 5.3. Observándose, al igual que en el capítulo anterior, una delgada 

capa rugosa en la superficie de la enzima, la cual se atribuye a la presencia de las enzimas 

TvL, MtL y ApL inmovilizadas114,140. Con el fin de confirmar si las rugosidades en la 

superficie se debían a presencia de enzima, se realizaron medidas de EDX. La idea inicial 

fue monitorear la presencia de cobre (el cual se encuentra en el sitio activo de la enzima) 

sin embargo, debido a que sólo hay 4 átomos de cobre por enzima y se encuentran internos 

en el sitio activo, el porcentaje de cobre no fue significativo. Sin embargo, durante las 

medidas se determinó la presencia de un 6.68 % de N en las superficies rugosas (Fig. 5.3), 

la cual estaba ausente en las microesferas antes de la inmovilización. Esta cantidad de 

nitrógeno en la superficie de las microesferas confirma la presencia de las enzimas, las 

cuales poseen nitrógeno proveniente de aminoácidos como lisina y alanina en su 

estructura122. 
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Fig. 5.3. Micrografía SEM representativa de las microesferas de PGMA antes (A) y 

después de la co-inmovilización (B) de las enzimas TvL, ApL, y MtL (Fuente: 

Elaboración propia). 

5.3.3 Efecto del pH sobre la actividad de las enzimas 

Una vez realizadas las inmovilizaciones individuales y la co-inmovilización, se procedió 

a la caracterización, evaluando como primer parámetro el efecto del pH sobre la actividad 

de las enzimas libres, inmovilizadas y las co-inmovilizadas mediante las dos estrategias 

planteadas, tal como se muestra en la Fig. 5.4. Para las enzimas libres de TvL, ApL y MtL 

(Fig. 5.4-A) se observa que a pH 3.0, 6.0 y 7.0 se obtienen los máximos valores de 

actividad, respectivamente. Al realizarse las inmovilizaciones individuales (Fig. 5.4-B), 

se observa que la actividad óptima de TvL y ApL se mantiene en pH 3.0 y 6.0, 

respectivamente. Sin embargo, el pH óptimo de MtL se desplazó después de la 

inmovilización, teniendo un nuevo valor óptimo de pH 4.0. Cabe resaltar que en todos los 

casos, al igual que lo observado en las Secciones 3.3.3 y 4.3.2, la pérdida de la actividad 

en los valores de pH diferentes al óptimo fue menor que la pérdida mostrada para las 

enzimas libres.  

Para la co-inmovilización (Fig. 5.4-C) realizada utilizando la estrategia de co-

inmovilización 1 (TvL-MtL-ApL-PGMA-1) que consistió en adicionar partes iguales de 
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proteína en el proceso de co-inmovilización, se observó que el sistema presenta dos 

máximos de actividad, el primero a pH alrededor de 4.0 y el segundo a 7.0. Si bien, para 

este sistema se está expandiendo el rango de trabajo de pH, aparentemente la contribución 

de TvL a la actividad total del biocatalizador polimérico es muy baja. Por su parte, cuando 

se utilizó la estrategia de inmovilización 2 (TvL-MtL-ApL-PGMA-2) en la cual la adición 

de proteína se hizo basándose en la actividad específica de cada enzima inmovilizada 

individualmente, se observó que el nuevo sistema poseía tres máximos de actividad 

alrededor de pH 3.0, 4.0 y 6.0. Para esta estrategia, los valores máximos de actividad 

obtenidos para el sistema de enzimas inmovilizadas fueron de 41.90 ± 1.75 U/g de soporte 

(pH 3.0), 40.89 ± 1.17 U/g de soporte (pH 4.0) y 39.54 ± 1.65 U/g de soporte (pH 6.0). 

Adicionalmente, en los valores de pH diferentes a los óptimos (y exceptuando a pH 5.0), 

la reducción en la actividad fue significativamente menor que los presentados para la 

estrategia de inmovilización 1 (p ˂ 0.05 al comparar las medias a pH 2.0, 3.0, 6.0 y 8.0). 

Es por ello que todos los procesos de co-inmovilización realizados para este capítulo se 

realizaron usando la estrategia de co-inmovilización 2, utilizando las cantidades de 

proteína indicadas en la Tabla 5.2.  

Si bien, recientes publicaciones han comenzado a reportar la co-inmovilización como una 

innovadora estrategia en la que se pueden combinar las propiedades de varias enzimas 

para generar un nuevo sistema con mayores rangos de trabajo óptimo. Hasta ahora, 

estudios como el realizado por Ammann E. M. et al122 sólo han considerado la co-

inmovilización de cantidades iguales de proteína, lo cual, como se demostró en la 

estrategia de co- inmovilización 1 aunque amplía el rango de trabajo del sistema, al no 

considerar la actividad específica que cada enzima aporta al nuevo biocatalizador 

polimérico, no optimizan su rango de acción, lo que resulta en un sistema incompleto y 

poco eficiente comparado con el sistema optimizado presentado en este trabajo.   
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Fig. 5.4. Actividad a diferentes valores de pH para las enzimas TvL, MtL y ApL (A) 

libres, (B) inmovilizadas individualmente y (C) biocatalizador polimérico. Todas las 

medidas se realizaron por triplicado y se representan con su correspondiente desviación 

estándar (Fuente: Elaboración propia). 

5.3.4 Estabilidad térmica 

Para evaluar el efecto de la inmovilización sobre la estabilidad térmica de las enzimas, se 

evaluó la actividad en el rango de temperatura de 20 – 65 °C, tal como se muestra en la 

Fig. 5.5. En la Fig. 5.5-A, B y C se comparan los valores de actividad obtenidos para las 

enzimas libres y las inmovilizadas individualmente de TvL, MtL y ApL, respectivamente. 

En este caso, al igual que se observó en los capítulos anteriores, se presenta un incremento 

de la actividad conforme aumenta la temperatura y en las temperaturas diferentes a 65 °C 

(valor de máxima actividad en estas tres gráficas) las enzimas inmovilizadas 

individualmente poseen una mayor actividad que su contraparte libre, lo cual como se 
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mencionó anteriormente, indica un aumento en la resistencia a la desnaturalización como 

producto de la inmovilización141,142. En la Fig. 5.5-D se compara la actividad de las 

enzimas co-inmovilizadas con respecto a las inmovilizadas individualmente y se observa 

que para el sistema de enzimas co-inmovilizadas es posible alcanzar una mayor actividad 

a una menor temperatura, lo cual como se mencionó anteriormente, en caso de un proceso 

industrial, implicaría la reducción de costos en aumentar la temperatura para trabajar a las 

condiciones óptimas. Adicionalmente, se observa que mediante la co-inmovilización hay 

una mayor actividad relativa tanto a 20 como a 40 °C (valor-p igual a 0.003 y 0.007, 

respectivamente). Estos resultados demuestran que la mayor estabilidad de la enzima 

hacia la desnaturalización tras realizarse procesos de inmovilización, siguen siendo 

eficientes en la co-inmovilización y que además, gracias a que la cantidad de enzima 

adicionada no superó el 10 % con respecto al soporte, no se presentaron interacciones 

desfavorables que disminuyeran la estabilidad tras la inmovilización, permitiendo de igual 

modo generar una unión multipunto entre la enzima y el soporte. 

 

Fig. 5.5. Efecto de la temperatura sobre la actividad de (A) TvL libre e inmovilizada, (B) 

MtL libre e inmovilizada, (C) ApL libre e inmovilizada, y (D) enzimas co-inmovilizadas 

y las inmovilizadas individualmente. Todas las medidas se realizaron por triplicado y 

están reportadas con su correspondiente desviación estándar (Fuente: Elaboración propia). 
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5.3.5 Reusabilidad y estabilidad de almacenamiento 

Como se mencionó anteriormente, la reusabilidad es un aspecto muy importante para 

procesos industriales, y por ello se evaluó este aspecto en el sistema de enzimas co-

inmovilizadas a los tres valores de pH de máxima actividad, tal como se muestra en la 

Fig. 5.6. En esta figura se observa que después de 6 ciclos se mantiene más del 60 % de 

la actividad inicial y el comportamiento para los tres valores de pH analizados es similar 

(en el ciclo 6 no se presentaron diferencias significativas entre las tres medidas, valor-p = 

0.577), lo que indica que no hay pérdida de la actividad de alguna enzima en particular 

con respecto a las otras y que en general el sistema podría presentar buena conservación 

de la actividad en cualquier proceso que implique la reusabilidad del sistema. Este aspecto 

es uno de los que generan la mayor diferencia entre el uso de enzimas libres o 

inmovilizadas, ya que si simplemente se mezclaran las enzimas libres, el sistema generado 

sólo se podría utilizar una vez. En contraste, el sistema de enzimas co-inmovilizadas 

desarrollado demostró que conserva más del 60 % de la actividad inicial durante 6 ciclos 

de reacción, siendo éste un valor de actividad superior a muchos de los reportados en la 

literatura123,137,143. 

 

Fig. 5.6. Estudios de reusabilidad del sistema de enzimas co-inmovilizadas sobre 

microesferas de PGMA a los 3 valores de pH de máxima actividad. Las medidas se 

realizaron por triplicado y se muestran con su correspondiente desviación estándar 

(Fuente: Elaboración propia). 

 

Como se discutió en capítulos anteriores, la estabilidad de almacenamiento es otro de los 

aspectos claves en los procesos de inmovilización enzimática y es lo que genera ventajas 
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entre el uso del biocatalizador sólido y el uso de las enzimas libres, en este caso, la 

estabilidad se midió a 25 y 4 °C durante 25 días, con el fin de evaluar la preservación de 

la actividad a temperatura ambiente (como podría encontrarse durante su aplicación) y a 

la temperatura a la cual se recomienda su conservación. Los resultados para las enzimas 

libres, inmovilizadas y co-inmovilizadas se muestran en la Fig. 5.7. En general, al 

compararse las enzimas libres e inmovilizadas, se observa que al inmovilizarse adquieren 

mayor estabilidad a ambas temperaturas de almacenamiento. En la Fig. 5.7-A, se observó 

que después de 25 días de almacenamiento el aumento en la estabilidad fue de 13 % (a 

25 °C) y 8 % (a 4 °C) para la enzima de MtL inmovilizada comparada con su contraparte 

libre. En el caso de TvL, la mejora en la estabilidad de la inmovilizada con respecto a la 

libre fue de 22 % (a 25 °C) y 16 % (a 4 °C), como se muestra en la Fig. 5.7-B. Por otro 

lado, para ApL la diferencia entre la estabilidad de la enzima libre y la inmovilizada fue 

de 14 % (a 25 °C) y 1 % (a 4 °C), como se observa en la Fig. 5.7-C. De acuerdo a los 

análisis estadísticos, las enzimas MtL, TvL y ApL presentan valores significativamente 

mayores de estabilidad de almacenamiento a ambas temperaturas. Finalmente, al 

compararse la estabilidad de las enzimas inmovilizadas con el sistema de enzimas co-

inmovilizadas (a 4 °C, ver Fig. 5.7-D), no se observan diferencias marcadas y en la 

mayoría de los puntos (1, 3, 9, y 25 días) no hay diferencias significativas entre los valores 

(valores-p iguales a 1.00, 0.964, 0.439, 0.101 para 1, 3, 9 y 25 días, respectivamente ), lo 

que indica que, al igual que en el capítulo anterior, tanto la inmovilización como la co-

inmovilización generan una mayor estabilidad de almacenamiento de la enzima 

inmovilizada. Este incremento, tal como se mencionó en los capítulos anteriores, 

usualmente es atribuido a limitaciones en la libertad de cambios conformacionales debido 

a la unión multipunto entre la enzima y el soporte, lo que genera mayor estabilidad de la 

estructura de la enzima, protegiéndola de la desnaturalización123,128. De este modo, la 

inmovilización enzimática resulta ser una excelente alternativa para conservar una alta 

actividad enzimática por un tiempo más prolongado88.
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Fig. 5.7. Estudios de estabilidad de almacenamiento a 25 y 4 °C de las enzimas libres e 

inmovilizadas provenientes de (A) MtL, (B) TvL, (C) ApL. Comparación de las enzimas 

inmovilizadas y el sistema de enzimas co-inmovilizadas a 4 °C (D). Todos los 

experimentos se realizaron por triplicado y se muestran con su respectiva desviación 

estándar (Fuente: Elaboración propia). 

5.3.6 Parámetros cinéticos 

Los parámetros cinéticos KM, Vmax, Kcat y la eficiencia catalítica (Kcat/KM) se 

determinaron para las enzimas libres y las inmovilizadas individualmente, obteniéndose 

los valores mostrados en la Tabla 5.3. Para la determinación de estas constantes los 

experimentos se realizaron a 25 °C y al pH óptimo de cada enzima, de acuerdo a los 

valores determinados previamente en la Sección 5.3.3. Las gráficas de Michaelis-Menten 

y Lineweaver-Burk con las cuales se determinaron los parámetros graficados se muestran 

en las Fig. S5.1-Fig. S5.3.  

Como se mencionó en la Sección 3.3.4, el valor de KM se relaciona con la afinidad de la 

enzima hacia el sustrato y entre menor es este valor, mayor es la afinidad. En el caso de 

MtL y TvL, este valor aumentó al inmovilizárseles, indicando que la afinidad de ambas 
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enzimas hacia el ABTS disminuyó tras la inmovilización. En el caso de ApL, el valor de 

KM disminuyó, lo cual podría indicar que aumentó la afinidad de la enzima hacia el 

sustrato. En el caso de la Vmax, se observó que para todas las enzimas, el valor de Vmax 

decreció tras la inmovilización, lo cual indica una disminución en la velocidad de 

conversión del sustrato. Para Kcat, que como se mencionó anteriormente, indica el número 

máximo de moléculas de sustrato convertidas en producto por unidad de tiempo por una 

molécula de enzima, se observa que también disminuye en todos los casos tras la 

inmovilización. Finalmente, se observó que la eficiencia catalítica (Kcat/KM) también 

disminuye tras la inmovilización en todos los casos. Como se mencionó anteriormente, 

este tipo de comportamientos son comunes en los procesos de inmovilización debido a la 

interacción enzima−soporte144,145. 

 

Tabla 5.3. Parámetros cinéticos de enzimas libres e inmovilizadas individualmente 

(Fuente: Elaboración propia). 

Enzima 
KM 

(mmol/L) 

Vmax 

(µmol/(min*mg)) 

Kcat 

(1/s) 

Kcat/ KM 

(1/(s*mM)) 

MtL libre 5.7 ± 0.4 676.4 ± 16.5 1127.33 197.78 

MtL Inmovilizada 7.3 ± 1.2 395.1 ± 25.6 658.51 90.21 

TvL Libre 2.3 ± 0.4 355.6 ± 15.9 474.11 204.75 

TvL Inmovilizada 2.5 ± 0.5 110.2 ± 5.3 146.95 58.15 

ApL Libre 8.3 ± 1.0 614.1 ± 31.2 1125.70 134.85 

ApL Inmovilizada 5.4 ± 0.8 165.1 ± 9.2 302.64 55.59 

5.3.7 Degradación de azinfos-metil 

El biocatalizador obtenido tras la co-inmovilización de tres enzimas se evaluó en la 

degradación del pesticida azinfos-metil (AZPM). La degradación del pesticida AZPM se 

siguió mediante HPLC-DAD a un tiempo de retención de 3.07 min, tal como se muestra 

en la Fig. 5.8-A. Para este pesticida, la curva de calibración se realizó en el intervalo de 

concentraciones de 0.05 – 1 µg/mL (ver Fig. 5.8-B) presentando un coeficiente de 

determinación de 0.9986 y alcanzando un límite de detección de 0.03 µg/mL. 
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Fig. 5.8. Análisis de AZPM por HPLC-DAD: (A) cromatogramas de los estándares y (B) 

curva de calibración. Todos los experimentos se realizaron por triplicado y se muestran 

con su respectiva desviación estándar (Fuente: Elaboración propia). 

 

Los resultados correspondientes a la degradación de AZPM utilizando únicamente MtL 

se muestran en la Fig. 5.9. Sin embargo, antes de la degradación se hicieron experimentos 

de adsorción, encontrándose que la cantidad de AZPM adsorbido por las microesferas sin 

enzimas inmovilizadas fue de 3.47 ± 0.08 mg/mL después de 5 min de contacto. Por lo 

que las medidas iniciales se realizaron para todos los casos después de este tiempo de 

reacción, además se monitoreó la adsorción durante las 24 h del experimento, sin 

encontrarse una adsorción significativa de pesticida en función del tiempo (˂ 20 %), lo 

cual puede atribuirse a la ausencia de poros del soporte utilizado. 

En cuanto a los experimentos de degradación sin utilizar mediador, se observó que al 

utilizar 35 U de MtL, en tan solo una hora de reacción se alcanzó una degradación del 

84 % de la concentración inicial de AZPM (22.12 ± 0.07 µg/mL) y que el porcentaje de 

degradación se incrementó hasta el 97 % después de 24 h de reacción. En el caso de las 

enzimas libres, después de 24 h de reacción la degradación fue alrededor del 55 %. Para 

los experimentos utilizando mediador, en ambos casos se observó una mejora en la 

degradación. Para el caso de la enzima inmovilizada, se alcanzó el 100 % de la 

degradación después de una hora de reacción y para la enzima libre el porcentaje de 

degradación se incrementó a 65 %. 

De estos resultados, es evidente que el uso de enzima inmovilizada es más eficiente para 

la degradación, además que las degradaciones son favorecidas por el uso del mediador 
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ABTS, lo cual se puede atribuir a que este compuesto de bajo peso molecular trabaja como 

intermediario en la oxidación realizada por las lacasa, haciendo más fácil, rápida y 

completa la degradación de la molécula objetivo146. Estos resultados, concuerdan con los 

observados en el capítulo anterior en la degradación de diazinon y con resultados 

previamente reportados en los que mediante la adición de un mediador se logran 

degradaciones completas de contaminantes orgánicos mediante el uso de enzimas 

inmovilizadas47,146. S. Zeng, et al. 124 reportaron la degradación completa del herbicida 

isoproturon después de 24 h de reacción al utilizarse ABTS a la misma concentración 

utilizada en este ensayo (1.0 mM). Adicionalmente, las diferencias entre el uso de enzimas 

libres e inmovilizadas también se ha reportado en la degradación de otro tipo de 

contaminantes orgánicos. Por ejemplo, M. Asgher, et al.114 reportaron degradaciones de 

diversos colorantes entre 89 − 100 % cuando se utilizaron enzimas inmovilizadas y 

degradaciones alrededor del 60 % al usarse la enzima TvL libre. Además en ambos casos, 

las degradaciones mejoraron con el uso de mediador. Por su parte, Z. Bagewadi, et al.147 

reportaron 100 % de degradación de colorantes sintéticos al usar una enzima inmovilizada 

además de mediador y 54 % de degradación cuando la reacción se llevó a cabo con la 

enzima inmovilizada, también en presencia de mediador. Este tipo de comportamientos 

se pueden atribuir a la estabilidad generada por la inmovilización, la cual protege a la 

enzima de la posible desnaturalización asociada a procesos de agitación y al hecho de que 

las reacciones se lleven a cabo a temperatura ambiente. 

 

Fig. 5.9. Porcentaje de degradación de AZPM con y sin ABTS utilizando la enzima MtL 

libre e inmovilizada. Los experimentos se realizaron por duplicado y se muestran con sus 

respectivas desviaciones estándar (Fuente: Elaboración propia). 
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De los experimentos realizados con la enzima MtL, se encontró que tanto la 

inmovilización como el uso de ABTS mejoran la degradación de AZPM. Así que, una vez 

realizados los experimentos de degradación de con MtL, se procedió a realizar los mismos 

experimentos con el sistema de enzimas inmovilizadas. Sin embargo, debido al tiempo 

que se requirió para obtener este último biocatalizador polimérico y emplearlo en la 

degradación del pesticida, las enzimas utilizadas perdieron mucha actividad enzimática 

(alrededor del 93 % comparado con los valores reportados en la Sección 5.3.3). Esto 

indica que los resultados mostrados a continuación no son comparables en cuanto a la 

eficiencia de degradación del pesticida, sin embargo, son útiles para demostrar que el pH 

no influye en la degradación al utilizarse enzimas co-inmovilizadas.  

Antes de realizar los estudios de degradación con este sistema, se evaluó la adsorción del 

pesticida sobre las microesferas de PGMA durante 5 min y se determinó que la cantidad 

de pesticida adsorbido fue de 195.20 ± 0.02 µg/mL. Basados en este valor, y teniendo en 

cuenta que los límites permisibles de AZPM en agua potable varían en el rango de 0.05 –

20 µg/L a nivel mundial129, y como se discutió previamente, es posible encontrar 

concentraciones superiores a causa de la adición no controlada de pesticida por parte de 

los agricultores6, se seleccionó como concentración inicial de pesticida adicionado 

0.2 mg/mL. De este modo la concentración analizada en la degradación fue de 

4.59 ± 0.03 µg/mL. Adicionalmente, la adsorción de AZPM sobre microesferas sin 

enzimas inmovilizadas se analizó durante todo el tiempo de reacción, presentándose una 

adsorción inferior al 20 %, lo cual puede deberse a que se trata de esferas no porosas47. 

Sin embargo, el valor adsorbido sigue siendo alto al compararse con los límites permitidos 

de pesticida en agua potable.  

Una vez determinada la adsorción de AZPM se realizaron los estudios de degradación a 

los tres valores de pH de máxima actividad con y sin el uso del mediador ABTS, tal como 

se muestra en la Fig. 5.10. Para estos experimentos se observó que la degradación del 

pesticida fue total después de 8 días cuando se utilizó ABTS como mediador, en todos los 

valores de pH analizados. Por su parte, en los experimentos sin ABTS aunque se 

alcanzaron degradaciones por encima del 80 %, no se logró la degradación total en 

ninguno de los valores de pH estudiados (pH 3-ABTS, pH 4-ABTS y pH 6-ABTS) y 
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además, al igual que en los experimentos con mediador, tampoco se observaron 

diferencias significativas en las degradaciones a los valores de pH estudiados (valores-

p ˂ 0.05). 

De estos resultados, se destaca la importancia de la inmovilización no sólo en la 

degradación sino también en la conservación de la actividad de las enzimas, con el fin de 

reducir los costos que conlleva la desnaturalización de la misma. Adicionalmente, se 

observó que no hay una influencia marcada del pH sobre la degradación del AZPM, lo 

que indica que al utilizar el biocatalizador polimérico es posible degradar el pesticida en 

un amplio rango de pH (3.0 – 6.0), generándose una gran ventaja en la degradación incluso 

al compararse con métodos de biorremediación en los que sólo se emplea una enzima 

inmovilizada. 

Hasta el momento se ha reportado la degradación de este pesticida mediante métodos 

como electro-Fenton, fotodegradación, y ultrasonido148,149. Sin embargo, estos trabajos 

además de requerir de reactivos tóxicos, y generar subproductos de degradación altamente 

contaminantes, también han demostrado trabajar en rangos de trabajo muy estrechos. En 

este trabajo, se demostró que la biorremediación es una herramienta competente y que 

mediante el uso del biocatalizador obtenido mediante la co-inmovilización de tres enzimas 

lacasa, es posible obtener degradaciones que no se vean afectadas por el pH y obtener la 

degradación total del pesticida analizado en el rango de pH de 3.0 – 6.0. Siendo de este 

modo, una herramienta ambientalmente amigable, eficiente, y competitiva para la 

degradación de AZPM en medio acuoso. 
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Fig. 5.10. Porcentaje de degradación de AZPM con y sin ABTS a los valores de pH 

óptimos del sistema de enzimas inmovilizadas. Los experimentos se realizaron por 

duplicado y se muestran con las respectivas desviaciones estándar (Fuente: Elaboración 

propia). 

 

5.4 Conclusiones 

En este capítulo se realizó la síntesis del segundo biocatalizador polimérico, esta vez 

conformado por la co-inmovilización de 3 tipos de enzimas lacasa, el cual presentó amplio 

rango de pH de trabajo óptimo (3.0 − 6.0). Para ello, inicialmente se optimizaron las 

condiciones de inmovilización que permitieron maximizar la actividad de las enzimas 

inmovilizadas, y los valores obtenidos se contrastaron con los obtenidos en el Capítulo 3. 

Posteriormente, mediante la selección de la estrategia de co-inmovilización adecuada, se 

obtuvo el sistema de enzimas inmovilizadas capaz de trabajar en un amplio rango de pH. 

El sistema obtenido se comparó en cuanto a estabilidad térmica con las enzimas libres y 

las individualmente inmovilizadas, y se observó que tras la inmovilización, se reducía la 

temperatura necesaria para alcanzar la máxima actividad relativa. En cuanto a la 

reusabilidad, se encontró que el sistema de enzimas co-inmovilizadas era capaz de 
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conservar más del 60 % de la actividad inicial después de 6 ciclos de reúso, siendo este 

valor superior a muchos de los reportados en la literatura para inmovilizaciones 

individuales. Para la estabilidad de almacenamiento, se encontró que tanto las enzimas 

inmovilizadas individualmente, como las co-inmovilizadas fueron capaces de conservar 

mayores estabilidades tanto a 25 como a 4 °C. Adicionalmente, se evaluó la eficiencia 

catalítica y se observó que para todas las inmovilizaciones este valor disminuía, lo cual se 

atribuye a las interacciones de las enzimas con el soporte. Finalmente, se evaluó la 

degradación de AZPM, inicialmente mediante el uso de MtL libre e inmovilizada, 

encontrándose una notoria mejora en la degradación al utilizarse la enzima inmovilizada 

y ABTS 1.0 mmol/L como mediador, lo que resultó en la degradación del 100 % del 

pesticida en tan sólo una hora de reacción. Por su parte, cuando el sistema de enzimas co-

inmovilizadas se probó en la degradación de AZPM, no se observó la misma eficiencia 

que con el uso de MtL, debido a que las enzimas habían perdido mucho de su actividad a 

causa del tiempo de almacenamiento. Lo que de nuevo refleja la importancia de la 

inmovilización en la mejora de la estabilidad de almacenamiento. Sin embargo, el sistema 

de enzimas co-inmovilizadas sirvió para evidenciar que el pH no influye  en la 

degradación de AZPM, siendo posible degradar el 100 % del pesticida después de 8 días 

de contacto, esto a todos los valores de pH estudiados (3.0, 4.0, y 6.0). 

Los resultados obtenidos demuestran que mediante la selección de las enzimas adecuadas, 

es posible obtener un sistema que trabaje en el rango de acción deseado de forma eficiente, 

y que las enzimas lacasa inmovilizadas sobre microesferas de PGMA pueden ser 

empleadas en la remoción y degradación del pesticida organofosforado AZPM. 
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6. Conclusiones generales y perspectivas 

6.1  Conclusiones  

Se lograron sintetizar microesferas poliméricas de poli(glicidil metacrilato) altamente 

homogéneas mediante polimerización por dispersión, para ser usadas como soporte 

polimérico en la inmovilización covalente de enzimas lacasa provenientes de diferentes 

hongos. Posteriormente, mediante modificación superficial de las microesferas 

poliméricas se reemplazaron los grupos epóxido superficiales de la mitad de las 

microesferas por grupos hidrazida y se hizo un análisis comparativo entre las propiedades 

bioquímicas de la enzima Trametes versicolor inmovilizada (en las condiciones óptimas 

establecidas por diseño de experimento) sobre cada tipo de soporte. Como resultado de 

este estudio, se estableció que las propiedades bioquímicas de las enzimas tales como su 

estabilidad a diferentes valores de pH, temperatura y de almacenamiento son altamente 

dependientes del tipo de grupo funcional presente en el soporte sobre el que se realiza la 

inmovilización y que todos los parámetros se ven mejorados cuando la inmovilización se 

lleva a cabo sobre un soporte con grupos oxirano. Adicionalmente, mediante el estudio de 

los parámetros cinéticos antes y después de ambas inmovilizaciones, se determinó que 

como producto de la inmovilización disminuyó la eficiencia catalítica de las enzimas, lo 

cual se atribuye a la pérdida de libertad de movimientos que genera la interacción 

covalente de la enzima con el soporte, siendo este aspecto característico de las 

inmovilizaciones covalentes, pero que se ve compensado por la mejora de la estabilidad 

de la enzima y de las propiedades bioquímicas anteriormente mencionadas. 

Posteriormente, se sintetizó un primer biocatalizador polimérico compuesto por dos 

enzimas lacasa covalentemente inmovilizas; Trametes versicolor y Agaricus bisporus. La 

síntesis de este sistema de enzimas inmovilizadas demostró que es posible la 

incorporación de dos enzimas con propiedades diferentes en el mismo soporte, generando 

como resultado propiedades combinadas que resultan en la ampliación del rango de pH 

de trabajo, además del aumento en la estabilidad térmica, de almacenamiento y la 

reusabilidad, comprobándose de este modo la primera hipótesis propuesta en esta tesis 

doctoral. 
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Una vez caracterizado este biocatalizador, se llevó a cabo su aplicación en la degradación 

del pesticida diazinon, observándose la total degradación de este compuesto en los dos 

valores de máxima eficiencia catalítica (2.0 y 3.0) al utilizarse ABTS (1.0 mmol/L) como 

mediador.  

Posteriormente, se llevó a cabo la construcción del segundo biocatalizador polimérico, el 

cual fue capaz de trabajar en un intervalo óptimo de pH de 3.0 − 6.0. Esta síntesis se 

realizó a partir de la co-inmovilización de las enzimas lacasas de Trametes versicolor, 

Myceliophthora thermophila y Aspergillus sp, las cuales fueron cuidadosamente 

seleccionadas con el fin de que el sistema de enzimas inmovilizadas trabajara en un rango 

más amplio de pH que el obtenido para el biocatalizador polimérico desarrollado en el 

Capítulo 4.  

En la construcción del biocatalizador polimérico se propusieron dos técnicas de co-

inmovilización y se encontró que con el fin de ampliar el rango de pH de trabajo es 

necesario que la cantidad de enzimas co-inmovilizadas esté relacionada con la actividad 

de éstas cuando se encuentran inmovilizadas separadamente y que la inmovilización de 

cantidades iguales de enzima no necesariamente genera los mejores resultados.  

En cuanto a las demás propiedades bioquímicas del biocatalizador polimérico, se 

establecieron mejoras en la estabilidad térmica, de almacenamiento (a 4 y 25 °C) y la 

reusabilidad, tras la inmovilización de las tres enzimas.  

Por su parte, al comparar los parámetros cinéticos de las 3 enzimas analizadas antes y 

después de las inmovilizaciones individuales, se encontró la disminución de la eficiencia 

catalítica como producto de la inmovilización, lo cual concordó con los resultados 

obtenidos en el Capítulo 3.  

El biocatalizador polimérico obtenido en el Capítulo 5 se aplicó y evaluó en la 

degradación del pesticida azinfos-metil. En un principio el estudio se realizó con la 

enzima lacasa de Myceliophthora thermophila libre e inmovilizada, con el fin de 

establecer diferencias en la degradación y las condiciones necesarias para esta. Se 

encontró una notable mejora cuando la degradación se llevó a cabo con la enzima 

inmovilizada, obteniéndose como resultado la total degradación del pesticida en tan sólo 

una hora de reacción en presencia del mediador ABTS.  
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Adicionalmente, se evaluó la capacidad de degradación del pesticida AZPM a diferentes 

valores de pH con el biocatalizador polimérico compuesto por tres enzimas y aunque 

debido a la pérdida de actividad de las enzimas, no fue posible evaluarse en términos 

cinéticos, el sistema sirvió para evidenciar que el pH no influye en la degradación de este 

compuesto en los tres valores de pH analizados. Con estos resultados, fue posible terminar 

de comprobar la segunda hipótesis planteada en este trabajo de investigación. 

Finalmente, se puede concluir que la inmovilización covalente de 1, 2 y 3 enzimas lacasa 

sobre microesferas poliméricas con grupos oxirano superficiales, es una excelente 

alternativa para la mejora de las propiedades bioquímicas de las enzimas, generando 

además la posibilidad de reúso de estas enzimas mediante filtración simple, lo que genera 

como resultado, biocatalizadores poliméricos robustos con potenciales aplicaciones 

industriales y con alta eficiencia en la degradación de plaguicidas organofosforados. 

 

6.2  Perspectivas 

A continuación se listan algunos de los aspectos susceptibles de estudio en el marco de 

esta tesis: 

 

- Estudiar la co-inmovilización de enzimas no solamente lacasas, sino también de 

diferentes tipos con el fin de ampliar el rango de posibles aplicaciones tanto en la 

degradación de compuestos recalcitrantes, como en la síntesis orgánica y la 

polimerización. 

- Estudiar la co-inmovilización mediante otras técnicas de inmovilización enzimática 

como el entrecruzamiento de enzimas, de modo tal que se reduzcan las pérdidas de la 

eficiencia catalítica y se pueda aumentar la cantidad de enzima inmovilizada en la 

solución sin que se aumente la cantidad de soporte polimérico susceptible de adsorber al 

sustrato. 

-Estudiar la co-inmovilización enzimática sobre soportes con características magnéticas, 

de modo tal que se puedan reutilizar las enzimas cuando se trabajan en medios viscosos 

como en procesos de polimerización. 
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7. Publicaciones y presentaciones a congresos 

Publicaciones 

- Myleidi Vera, Bernabé L. Rivas. Immobilization of Trametes versicolor laccase on 

different PGMA‐based polymeric microspheres using response surface methodology: 

Optimization of conditions. J. Appl. Polym. Sci. 2017, 134, 45249. 

- Myleidi Vera, Gibson S. Nyanhongo, Alessandro Pellis, Bernabé L. Rivas, Georg M. 

Guebitz. Immobilization of Myceliophthora thermophila Laccase on poly(glycidyl 

methacrylate) microspheres enhances the degradation of azinphos methyl. J. Appl. 

Polym. Sci. 2018, 136, 47417. 

- Myleidi Vera, Gibson S. Nyanhongo, Georg M. Guebitz, Bernabé L. Rivas. Co-

immobilized Agaricus bisporus and Trametes versicolor laccases on polymeric 

microspheres and their application in diazinon degradation. Estado: enviado a la 

revista European Polymer Journal. 

- Bruno F. Urbano, Saúl Bustamante, Daniel Palacio, Myleidi Vera, Bernabé L. Rivas. 

Polymers for sensing, removal, and degradation of hazardous organic pollutants. 

Estado: enviado a la revista Polymer Reviews. 

- Myleidi Vera, Csaba Fodor, Eduardo Pereira, Katja Loos, Bernabé L. Rivas. Co-

immobilization of multiples laccases improves and expand the range of 

benzophenone-3 degradation. Estado: en preparación. 

- Myleidi Vera, Bernabé L. Rivas, Gibson S. Nyanhongo, Karina Stadler, Georg M. 

Guebitz. Biobased lignosulfonates–starch films: enzymatic synthesis and 

characterization. Estado: en preparación. 

- Myleidi Vera, Bernabé L. Rivas. Laccase: Synthesis, polimerization and 

biodegradation applications. Estado: en preparación. 
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Contribuciones en eventos internacionales 

- Myleidi Vera, Bernabé L. Rivas. Co-immobilization of different laccase enzymes 

on poly(glycidyl methacrylate) microspheres for carbofuran degradation. 

Danube Vltava Sava Polymer Meeting. Viena – Austria (2017).  

- Myleidi Vera, Alessandro Pellis, Simone Weinberger, Gibson S. Nyanhongo, Georg 

M. Guebitz, Bernabé L. Rivas. Development of a robust and recyclable laccase 

preparation via covalent immobilization on poly(glycidyl methacrylate) 

microspheres. International Conference on Polymers and Advanced Materials 

POLYMAT. Huatulco – México (2017). 

- Myleidi Vera, Bernabé L. Rivas. The optimization of laccase immobilization 

conditions onto two different polymeric microspheres by response surface 

methodology. XV Simposio Latinoamericano de Polímeros. Cancún – México 

(2016). 

- Myleidi Vera, Bernabé L. Rivas. Monodisperse microspheres of glycidyl 

methacrylate as polymeric support for laccase immobilization. XV Simposio 

Latinoamericano de Polímeros. Cancún – México (2016). 

 

Contribuciones en eventos nacionales 

- Myleidi Vera, Bernabé L. Rivas. Synthesis of a new polymeric multi-enzymatic 

biocatalyst based on the co-immobilization of laccase for pesticides degradation. 

IX Coloquio de Macromoléculas. Parral – Chile (2018). 

- Myleidi Vera, Bernabé L. Rivas. Improving of laccases enzymatic properties by 

immobilization on polymeric microspheres. VIII Coloquio de Macromoléculas. 

Parral – Chile (2016). 

- Myleidi Vera, Bernabé L. Rivas. Soportes poliméricos para inmovilización 

enzimática: obtención de microesferas mediante polimerización por dispersión. 
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9. Información suplementaria 

Tabla S3.1. Valores de variables independientes generados tras evaluar las condiciones 

experimentales propuestas por el diseño de Box-Behnken (Fuente: Elaboración propia). 

No. corrida 

Variables independientes 

 

Variable dependiente 

A 

(h) 

B 

(mg/L) 

C 

 

EI 

PGMA (%) 

EI 

PGMA-NH2 (%) 

1 1 0.2 4.25  67.9 21.4 

2 24 0.2 4.25  32.1 12.0 

3 1 20 4.25  58.4 34.6 

4 24 20 4.25  34.5 18.2 

5 1 10.1 3  73.2 33.8 

6 24 10.1 3  22.8 15.6 

7 1 10.1 5.5  61.3 34.2 

8 24 10.1 5.5  43.7 6.5 

9 12.5 0.2 3  8.3 28.6 

10 12.5 20 3  14.8 45.1 

11 12.5 0.2 5.5  16.7 18.4 

12 12.5 20 5.5  59.1 71.5 

13* 12.5 10.1 4.25  61.8 41.8 

14* 12.5 10.1 4.25  63.7 39.1 

15* 12.5 10.1 4.25  6.5 15.2 

*Indica los tres puntos centrales del diseño de Box-Behnken 

 

 

 

 

 

 

 



107 

 

Tabla S3.2. Análisis de varianza para el modelo cuadrático de superficie respuesta para 

la inmovilización de la enzima TvL sobre las microesferas de PGMA (Fuente: 

Elaboración propia). 

Fuente Suma de cuadrados GL 
Cuadrado 

medio 
Valor-F Valor-p 

*Modelo 5654.75 6 942.46 5.75 0.0136 

*A: Tiempo 2096.28 1 2096.28 15.58 0.0109 

B: Concentración 

de enzima 

200.0 1 200.0 1.49 0.2772 

C:pH 475.86 1 475.86 3.54 0.1188 

AA 96.04 1 96.04 0.71 0.4368 

AB 46.92 1 46.92 0.35 0.5805 

AC 268.96 1 268.96 2.00 0.2165 

*BB 1540.36 1 1540.36 11.45 0.0196 

BC 322.20 1 322.20 2.39 0.1824 

*CC 1311.96 1 1311.96 9.75 0.0262 

*La fuente es significante de acuerdo al valor-p (p ˂ 0.05) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



108 

 

Tabla S3.3. Análisis de varianza para el modelo cuadrático de superficie respuesta para 

la inmovilización de la enzima TvL sobre las microesferas de PGMA-NH2 (Fuente: 

Elaboración propia). 

Fuente 
Suma de 

cuadrados 
GL 

Cuadrado 

medio 
Valor-F Valor-p 

*Modelo 3037.35 5 607.47 4.88 0.0219 

*A: Tiempo 642.61 1 642.61 6.96 0.0461 

*B: Concentración de 

la enzima 

990.12 1 990.12 10.72 0.0221 

C: pH 7.03 1 7.03 0.08 0.7936 

*AA 1393.82 1 1393.82 15.09 0.0116 

AB 12.25 1 12.25 0.13 0.7306 

AC 22.56 1 22.56 0.24 0.6420 

BB 4.10  4.10 0.04 0.8414 

BC 334.89 1 334.89 3.63 0.1152 

CC 0.023 1 0.023 0.00 0.9880 

*La fuente es significante de acuerdo al valor-p (p ˂ 0.05) 
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Tabla S5.1. Valores de variables dependientes e independientes generados tras evaluar 

las condiciones experimentales propuestas por el diseño de Box-Behnken en la 

inmovilización de MtL (Fuente: Elaboración propia). 

No. corrida 

Variables independientes 

 

Variables dependientes 

A 

 

B 

(mol/L) 

C 

(%) 

Actividad relativa 

(%) 

1 8 1.0 5.5  28.57 

2 3 0.525 10.0  60 

3 3 0.525 1.0  7.86 

4 5.5 1.0 10.0  58.09 

5 5.5 0.05 10.0  100 

6 3 0.05 5.5  72.38 

7 3 1.0 5.5  26.43 

8 5.5 0.05 1.0  78.81 

9 8 0.525 1.0  27.14 

10 8 0.05 5.5  60 

11 8 0.525 10.0  74.29 

12 5.5 1.0 1.0  20 

13* 5.5 0.525 5.5  45.95 

14* 5.5 0.525 5.5  50.71 

15* 5.5 0.525 5.5  43.57 

            * Indica los tres puntos centrales del diseño de Box-Behnken 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



110 

 

Tabla S5.2. Análisis de varianza para el modelo cuadrático de superficie respuesta para 

la inmovilización de la enzima MtL sobre las microesferas de PGMA (Fuente: 

Elaboración propia). 

Fuente 
Suma de 

cuadrados 
GL 

Cuadrado 

medio 
Valor-F Valor-p 

*Modelo 7128.57 3 2376.19 15.02 0.0003 

A: pH 62.05 1 62.05 0.60 0.4719 

*B: Molaridad del 

buffer 

3964.95 1 3964.95 38.66 0.0016 

*C: Concentración 

enzimática 

3101.57 1 3101.57 30.24 0.0027 

AA 428.41 1 428.41 4.18 0.0964 

AB 52.71 1 52.71 0.51 0.5055 

AC 3.92 1 3.92 0.04 0.8527 

BB 436.54 1 436.54 4.26 0.0941 

BC 71.40 1 71.40 0.70 0.4421 

CC 161.24 1 161.24 1.57 0.2653 

*La fuente es significante de acuerdo al valor-p (p ˂ 0.05) 
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Fig. S5.1. Gráficas de Michaelis-Menten de la enzima MtL libre (A) e inmovilizada (C) 

en las cuales se varió la concentración de sustrato (ABTS) en el rango de 1.0 – 20.0 mM. 

Adicionalmente se muestran las gráficas de Lineweaver-Burk de la enzima MtL libre (B) 

e inmovilizada (D). Todas las medidas se realizaron por triplicado a 25 °C y se muestran 

con su respectiva desviación estándar (Adaptado de M. Vera, et al.47). 
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Fig. S5.2. Gráficas de Michaelis-Menten de la enzima TvL libre (A) e inmovilizada (C) 

en las cuales se varió la concentración de sustrato (ABTS) en el rango de 1.0 – 20.0 mM. 

Adicionalmente se muestran las gráficas de Lineweaver-Burk de la enzima TvL libre (B) 

e inmovilizada (D). Todas las medidas se realizaron por triplicado a 25 °C y se muestran 

con la desviación estándar (Fuente: Elaboración propia). 
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Fig. S5.3. Gráficas de Michaelis-Menten de la enzima ApL libre (A) e inmovilizada (C) 

en las cuales se varió la concentración de sustrato (ABTS) en el rango de 1.0 – 20.0 mM. 

Adicionalmente se muestran las gráficas de Lineweaver-Burk de la enzima ApL libre (B) 

e inmovilizada (D). Todas las medidas se realizaron por triplicado a 25 °C y se muestran 

con su respectiva desviación estándar (Fuente: Elaboración propia). 

 

 


