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RESUMEN 

 

El conocimiento de la estructura tridimensional de proteínas es una condición sine 

qua non para avanzar en diferentes líneas de investigación como la biología 

estructural, diagnóstico de enfermedades y el diseño de medicamentos.  

Actualmente la mayoría de los trabajos estructurales involucran la determinación 

de las estructuras 3D a través de la difracción de rayos X, técnica que requiere de 

un cristal de tamaño y calidad adecuados.  Esto convierte al proceso de obtención 

del cristal en la clave de todo el estudio, pero también en una limitación.  La 

búsqueda de nuevos métodos para mejorar la calidad de cristales de proteínas 

siempre ha sido un reto; la cristalización de proteínas bajo un campo eléctrico 

interno es un claro ejemplo de esta búsqueda. 

 

En este trabajo se presentan las investigaciones realizadas sobre el efecto que 

tiene un campo eléctrico interno en la cristalización de proteínas  redox (catalasa y 

citocromo c) utilizando una nueva celda que contiene una microestructura 

interdigital de platino. Se realizaron barridos de corriente de 0.5 µA hasta 5.0 µA, 

el fenómeno de cristalización fue monitoreado mediante la adaptación de una 

celda de dispersión dinámica de luz. Posteriormente se estudió la cristalización en 

macroceldas con ángulos de electrodos a 90° y 180°.  Finalmente y con el objetivo 

de determinar cualquier cambio en el estado de oxidación de los métales del 

grupo hemo de las metaloenzimas se llevaron  a cabo experimentos por 

Resonancia Paramagnética Electrónica (RPE) del depósito de proteínas sobre los 

electrodos de platino. 

 

 

 



ABREVIATUR AS 

 

ACN Acetonitrilo 

CLAE Cromatografía Líquida de Alta Resolución 

DDL Dispersión dinámica de luz 
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1. INTRODUCCIÓN 

1.1 Cristalogénesis biológica 
 

Es una ciencia multidisciplinaria que busca describir y entender el crecimiento de 

cristales de macromoléculas biológicas.  Esta ciencia ha emergido junto con la moderna 

biotecnología y particularmente la ingeniería macromolecular.  Su desarrollo ha sido 

impulsado por la necesidad del conocimiento estructural de las biomoléculas y sus 

complejos, no sólo para la investigación biológica sino también para el entendimiento de 

los problemas biotecnológicos.1  

 

Dada la gran dificultad  que presenta entender  el proceso de crecimiento  de cristales de 

moléculas tan complejas como las proteínas, en los últimos años se ha incrementado el  

número de científicos interesados en el crecimiento de cristales para la cristalografía de 

rayos X.  Estos han abordado el problema desde diferentes puntos de vista, como por 

ejemplo, el electroenfoque, la alta presión hidrostática, campos magnéticos y campos 

eléctricos. 2  

 

Los avances en genómica y proteómica, han expuesto miles de nuevas proteínas para 

su estudio en proyectos de biología estructural y diseño de blancos de medicamentos.  

La secuenciación completa del genoma de organismos vertebrados e invertebrados,3 ha 

aumentado los esfuerzos a nivel internacional para desarrollar métodos y tecnologías 

que permitan la rápida elucidación de la estructura tridimensional (3D) de las proteínas.4   

 

Hasta ahora, la cristalografía de difracción por rayos X de monocristales es la técnica por 

excelencia para proporcionar datos estructurales con resolución atómica con el propósito 

antes mencionado; sin embargo, para utilizar esta técnica es necesario contar con 
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cristales de tamaño y calidad adecuados, que permitan colectar datos precisos, 

obteniendo así  una estructura 3D de alta resolución. Esto convierte a los cristales en la 

clave de todo el proceso, pero también en el cuello de botella.5 

 

Uno de los inconvenientes en la obtención de cristales de alta calidad es el fenómeno de 

convección que se da en cada uno de los experimentos realizados bajo el campo de 

gravedad de la tierra.  Esto demuestra que se  deben tener en cuenta los problemas 

involucrados en los fenómenos de transporte durante el proceso de cristalización, lo cual 

debe ser cuidadosamente estudiado al diseñar un método de crecimiento de cristales. 

Este tipo de características sumado al deficiente entendimiento de muchas de las 

propiedades fisicoquímicas de este fenómeno constituyen las razones  por las que el 

proceso de cristalización es difícil.  

 

Hasta ahora, se han estudiado diferentes parámetros fisicoquímicos que controlan el 

fenómeno de nucleación; entre estos parámetros se encuentran el electroenfoque, la 

presión hidrostática, campos magnéticos y campos eléctricos.6 

 

Las macromoléculas biológicas, como las proteínas, contienen diferentes grupos iónicos 

y polares.  De manera inherente poseen una carga significativa7 dependiendo del pH de 

la solución.  El medio en el que se encuentran las moléculas y sus agregados puede ser 

perturbado cuando se aplica un campo eléctrico y la interacción de moléculas cargadas 

con un campo eléctrico puede alterar su distribución dentro de la solución y permitir una 

nucleación local.  Los experimentos de cristalización de proteínas inducida por campos 

eléctricos, puede ser clasificada en dos categorías principales, dependiendo si los 

electrodos están en contacto directo con la solución de proteína (llamado campo 

eléctrico interno) o si la solución se encuentra separada de los electrodos (llamado 
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campo eléctrico externo).8  En este último caso, el campo eléctrico es aplicado sin que 

haya contacto entre la solución y los electrodos y consecuentemente sin la corriente a 

través de la solución. 

 

En esta investigación se estudió el proceso de cristalización de proteínas redox como 

citocromo  c y catalasa bajo un campo eléctrico interno.  La función del citocromo c de 

mitocondrias bovinas es la de transferir electrones desde el complejo III al complejo IV 

del espacio intermembranal de las mitocondrias, gracias a la presencia del grupo redox 

hemo.9  La catalasa es capaz de reducir peróxidos usando donadores de electrones,10 

estas propiedades tanto del citocromo c como de la catalasa, se dan gracias a la 

presencia del grupo redox hemo.  Para llevar a cabo este estudio se utilizaron diferentes 

técnicas, entre ellas: Dispersión Dinámica de Luz, Resonancia Paramagnética 

Electrónica y Cromatografía Líquida de Alta Resolución.  De esta manera se pudo  

entender, aún más, el fascinante y complejo proceso de cristalización de las proteínas. 
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1. HIPÓTESIS 
 

Si la aplicación de un campo eléctrico interno, en la mayoría de los casos, afecta el 

proceso de cristalización de proteínas no redox, acelerando la cinética del crecimiento 

del cristal y favoreciendo la adsorción de los mismos en los electrodos, se pretende 

que se obtendrá el mismo comportamiento al intentar cristalizar proteínas con 

propiedades redox bajo un campo eléctrico interno. 
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3. OBJETIVOS  
 

3.1 Objetivo General 

 

Estudiar el crecimiento de monocristales de proteínas redox en un campo eléctrico 

interno, empleando diferentes celdas. 

 

3.2  Objetivos Específicos 
 

� Diseñar y construir un nuevo modelo de celda que permita estudiar el 

comportamiento de  proteínas redox  bajo la influencia de un campo eléctrico interno. 

  

� Monitorear el proceso de agregación y de cristalización de proteínas redox por 

medio de la técnica de dispersión dinámica de luz, con una celda de DDL modificada 

para electroquímica. 

 

� Determinar mediante resonancia paramagnética electrónica si existe cambio 

en el estado de oxidación en el metal del centro metálico de las proteínas redox 

cuando se adsorben sobre el electrodo de platino, al imponer una corriente eléctrica. 

 

 

 

 

 



 

      
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

ANTECEDENTES 
 

 

 



 

4. ANTECEDENTES 
 
 

4.1 La cristalización  

 

Es una de las ciencias más antiguas y para moléculas de origen biológico este campo se 

empezó a desarrollar hace más de un siglo, tanto en el campo de la fisicoquímica como 

a nivel biológico.  Durante la década 1847-1857, Louis Pasteur estableció en Strasbourg 

las reglas de la estereoquímica cuando estudió los cristales de ácido tartárico.1 

Independientemente, con los primeros acontecimientos exitosos que datan desde 1840, 

químicos fisiológicos cristalizaron varias proteínas, aunque en ese momento era 

desconocida su naturaleza macromolecular.2  A comienzos del siglo pasado cientos de 

varias especies de hemoglobinas fueron cristalizadas.3 En esa época, la cristalización, 

era únicamente, una herramienta para la purificación de proteínas. 

 

Se conoce que las primeras moléculas cristalizadas por bioquímicos (por ejemplo, 

proteínas de almacenamiento de plantas, globinas, proteasas, nucleasas y partículas 

simétricas de virus)  fueron  moléculas estables con estructuras compactas. Por ejemplo, 

en 1934, Dorothy Hodgkin, utilizó por primera vez, cristales de proteínas para estudios 

de rayos X, obteniendo el primer patrón de difracción de un cristal de pepsina4.   

 

Mientras se desarrollaba el método de los rayos X, el problema de la cristalización de 

proteínas no fue realmente crucial y de ninguna manera representó el cuello de botella 

para la cristalografía de rayos X.  La situación cambió cuando los métodos para resolver 

estructuras mejoraron y cuando la biología molecular tuvo acceso a moléculas más 

complejas. 



 

La cristalización de proteínas se ha convertido en el punto clave de los estudios de 

biología molecular, medicina, física y de la química de las proteínas e incluso para 

obtener parámetros cinéticos. Esto debido a que dichos estudios requieren de las 

estructuras tridimensionales de las proteínas, las cuales han sido determinadas en un 

80% por la difracción de rayos X gracias a la obtención de cristales de alta calidad. 5  

 

Sin embargo, obtener los cristales de proteína no es una tarea sencilla, ya que se 

requiere unir las técnicas clásicas de cristalización para moléculas pequeñas, con las 

ventajas actuales de la biología molecular.  Esta unión ha provocado el surgimiento de 

una nueva ciencia llamada cristalogénesis, la cual se encarga de estudiar la 

fisicoquímica del crecimiento de cristales de moléculas de alto peso molecular y de la 

búsqueda de mejores condiciones para su cristalización. 

 

4.1.1 Pasos para la obtención de cristales  
 

1. La formación del núcleo: implica el ordenamiento y agrupamiento en centros 

discretos de las partículas estructurales como átomos, iones, moléculas o 

macromoléculas que sirven de “semilla” para la formación del cristal. Esta etapa se da 

cuando se alcanza la sobresaturación, punto B, figura 1  y puede llevarse a cabo sobre 

partículas de su misma especie (nucleación homogénea) o sobre una partícula de 

impureza o una superficie que actúe como centro de nucleación (nucleación 

heterogénea). 

 

2. El crecimiento del núcleo: Esta es la etapa de transición en la cual el núcleo 

aumenta su tamaño para formar el cristal, debe llevarse a cabo a una velocidad 

constante y a una temperatura controlada para obtener un cristal de alta calidad. 



 

Durante esta trayectoria se pasa de la sobresaturación al equilibrio, trayectoria del 

punto B al punto C, figura 1 . 

 

1. La obtención del cristal: En esta etapa el cristal llega a su tamaño final (punto C, figura 

1). Si el proceso de cristalización se llevó a cabo adecuadamente se obtienen cristales 

de buena calidad, aptos para caracterizar su estructura tridimensional por difracción de 

rayos X. Un cristal de buena calidad, además de ser de buen tamaño, debe tener sus 

moléculas igualmente orientadas respecto al rayo incidente y debe resistir la radiación. 

Esto quiere decir que la estructura interna del cristal debe tener el menor número de 

defectos o impurezas; así las moléculas son capaces de difractar los rayos X y 

proporcionan patrones de difracción con alta resolución que pueden caracterizarse. 

                        

 

Figura 1:  Gráfico de Ostwalt-Miers: 6 este gráfico muestra el camino de la cristalización de una 

macromolécula biológica, comenzando en una concentración de subsaturación (punto A) para 

posteriormente alcanzar una sobresaturación (punto B) donde se produce la nucleación, y 

finalmente se tiende al equilibrio en donde se obtienen los cristales (punto C).  

 



 

En general el crecimiento de un cristal debe llevarse a cabo lentamente, de tal manera 

que un arreglo regular de iones, moléculas o macromoléculas permita la obtención de 

un cristal de excelente calidad. En el ordenamiento de la estructura periódica 

tridimensional, dos son los procesos más importantes. El primero de ellos es el 

transporte de las moléculas hacia las caras del cristal por difusión o convección, y el 

segundo es la incorporación de esas moléculas a aquellas posiciones sobre la 

superficie del cristal que mejor se adaptan al orden periódico tridimensional. Si 

queremos crear una estructura periódica perfecta necesitamos suministrar las unidades 

de crecimiento a una velocidad igual o menor a la necesaria para que éstas se 

coloquen en la posición correcta.  Para asegurar que el transporte de las moléculas 

hacia el cristal sea lo más lento posible, es conveniente utilizar medios puramente 

difusivos. La difusión es el medio de transporte de masa más lento y consiste en un 

flujo direccional que se produce a escala microscópica por o como consecuencia de un 

gradiente de concentración.  Gradiente generado por la incorporación de 

macromoléculas al cristal. 

 

Para hacer que los procesos difusivos dominen el transporte de masa de tal forma que 

se limite lo más posible el transporte convectivo, mucho más rápido y caótico, existen 

dos posibilidades: 

 

1. Minimizar el efecto de las fuerzas gravitatorias, incrementando la intensidad de 

otro tipo de fuerzas que no direccionen la cristalización en un sólo sentido, por ejemplo 

las fuerzas capilares, para lo cual se confina la disolución en volúmenes pequeños 

dentro de: 

 



 

a. Capilares: se ha descrito  el uso de celdas de microdiálisis, formadas por tubos 

capilares sellados con tapones de gel (poliacrilamida) para reducir la convección en 

soluciones de cristalización y obtener mejores cristales.7 

b. Geles: puesto que el entramado sólido de un gel, que encierra un sistema poroso 

relleno de un fluido, permite la difusión de reactivos a la vez que reduce 

enormemente el efecto de las fuerzas gravitacionales sobre la disolución.8 

 

2. Crecer los cristales en microgravedad (en el espacio), una tecnología costosa 

que aún tiene un cierto número de problemas a resolver, pero que obviamente es el 

escenario ideal para realizar experimentos en medios difusivos tridimensionales. 

 

En conclusión, la búsqueda de las condiciones óptimas para un experimento de 

cristalización, es un trabajo complicado y requiere la realización de cientos de 

experimentos, dependiendo de la técnica realizada.  

 

4.1.2 Métodos de cristalización  

 

Para poder obtener los cristales se utilizan diferentes métodos de cristalización, entre 

ellos se tienen el crecimiento de cristales a partir de disoluciones, fundidos, en fase de 

vapor o en estado sólido. De éstos, los métodos de cristalización en solución han sido 

los más utilizados en la cristalización de proteínas, debido a que estas macromoléculas 

son muy sensibles y no todas son termoestables. 

 

Los métodos de cristalización en disolución pueden ser microdiálisis o macrodiálisis.  

En ambos métodos se utiliza una membrana capaz de generar la sobresaturación 

necesaria para la cristalización.  La membrana impide que la proteína salga, 



 

permitiendo la entrada del agente precipitante, generando así las condiciones de 

sobresaturación necesarias. 

 

Los métodos de difusión en fase vapor son conocidos como métodos clásicos. En 

dichos métodos la sobresaturación se alcanza por evaporación o concentración de una 

gota mediante un agente precipitante. Dependiendo de cómo es colocada la gota que 

contiene la proteína, se clasifican en: método de la gota colgante, método de la gota  

sedente y método de la gota en sándwich. 

 

Los métodos  de cristalización convencionales son ilustrados en la figura 2 . 

 

 

Figura 2.  Ilustración de los métodos de cristalización a) método de la gota colgante b) método 

de la gota sedente c) método de diálisis d) método de difusión en gel.  

 

Finalmente el método más sencillo para cristalizar una proteína y que se utilizará en 

este trabajo de investigación es el método batch que consiste en mezclar todos los 

componentes de la cristalización (la proteína, el agente precipitante y el disolvente) en 

a)                            b)                               c)                               d) 



 

condiciones de metaestabilidad, para posteriormente dejarlos reposar y obtener los 

cristales.  

 

A pesar de contar con métodos ya bien establecidos, para obtener cristales de proteína 

con alta calidad es necesario desarrollar nuevos métodos de crecimiento.  En estos se 

deberá eficientar el tiempo y el tamaño del cristal, sin disminuir la calidad del mismo.  

 

4.2 Nuevas Tendencias en el Estudios del Crecimient o de Cristales 
 

Hoy en día, gracias al conocimiento de la estructura tridimensional de blancos 

biológicos específicos, se están desarrollando varios proyectos para la prevención, 

diagnóstico y tratamiento de enfermedades; la limitación ha sido la obtención de 

biocristales de alta calidad para ser investigados por difracción de rayos X. Sin 

embargo se han estudiado nuevos procedimientos como el uso de campos de 

ultrasonido,9 magnéticos,10 eléctricos internos26,27,28  y externos¡Error! Marcador no 

definido.,9,11,12,13 la aplicación de altas presiones14 y el uso de radiación laser,15como el 

método de FSLI16(Femto-Second Laser Radiation). La innovación en el campo de la 

biocristalogénesis ha llegado incluso al crecimiento de cristales en vuelos parabólicos, 

en cohetes sondas, en lanzaderas espaciales y en estaciones orbitales, en condiciones 

de microgravedad,17,18 proyectos que a pesar de los excelentes resultados que arrojan 

se han visto disminuidos en los últimos años, debido al costo y a otras desventajas 

como baja reproducibilidad y confiabilidad. 

 

En los estudios realizados con la aplicación de un campo eléctrico interno para la 

cristalización de proteínas, se han obtenido resultados relacionados con la aceleración 



 

cinética del crecimiento de cristal26, observando que la cristalización es favorecida 

cerca o sobre los electrodos.27   El proceso de migración y adsorción de los cristales en 

los electrodos 29  ha demostrado generar cristales de excelente calidad, que son 

adecuados para los estudios por rayos X.  El objetivo de este estudio está relacionado 

con la localización del sistema en el área de nucleación en la curva de solubilidad y dar 

energía al mismo para que inicie el proceso espontáneo de la primera nucleación.  

Para separar el fenómeno de nucleación y el proceso de crecimiento de cristal, es 

necesario buscar una técnica precisa para investigar los límites de estos dos procesos.  

En este sentido, el método de dispersión dinámica de luz ayuda a definir las áreas 

donde ocurre la nucleación.19,20,21 Mientras que la microscopia de fuerza atómica22 o 

video-microscopia es apropiada para investigar mecanismos de crecimiento de 

cristales. 

 

 
4.2.1.1  Cristalización de Proteínas usando Campos Eléctricos 

 
 

Dos aproximaciones diferentes se han usado para cristalizar proteínas bajo campos 

eléctricos generados por corriente directa: a) campo eléctrico interno y b) campo 

eléctrico externo, figura 3 .¡Error! Marcador no definido.  

 

a) b) 



 

Figura 3.   Representación de una celda de cristalización utilizando un campo eléctrico a) 

externo e b) interno. 

 

Los experimentos con campo eléctrico externo requieren altos campos por encima de 

7.5 kV/cm;23,24,25 como consecuencia los dispositivos eléctricos que llevan a cabo estos 

experimentos no están del todo disponibles en un laboratorio de bioquímica.  En esta 

técnica, los electrodos (generalmente placas paralelas o electrodos impresos en un 

material inerte) no están en contacto con la solución que contiene la proteína y el 

campo eléctrico afecta la solución de cristalización sin que ocurran reacciones 

electroquímicas sobre los electrodos.  El principal efecto observado en estos 

experimentos es una orientación inducida de los cristales y la limitación del número de 

núcleos observados.  Estas observaciones han sido explicadas sugiriendo gradientes 

de  concentraciones de proteínas grandes dentro del líquido madre, provocado por el 

campo eléctrico externo, dando lugar a una región de sobresaturación local en la 

solución de cristalización. 

 

A diferencia del campo eléctrico externo, el campo eléctrico interno requiere que los 

electrodos estén en contacto con la solución de cristalización.  Esta metodología 

requiere de una aplicación precisa y controlada de corriente o potencial, debido a la 

posibilidad de que ocurran reacciones electroquímicas sobre los electrodos.  Por lo 

tanto, estas variables deben estar en  límites apropiados para producir sólo corriente 

capacitiva.  La corriente capacitiva es asociada con la migración de iones que cargan la 

doble capa eléctrica de los electrodos con iones de polaridad opuesta. Esta corriente 

puede ser observada por medio de una voltamperometría cíclica como una gran 

meseta de corriente, localizada justo antes que la corriente asociada con las 



 

reacciones electroquímicas (corriente Faradaica) se vuelvan dominantes en el sistema, 

figura 4 . 

 
 

 
Figura 4 .  Voltamperograma cíclico mostrando la corriente faradaica y la región de corriente 

capacitiva. 

 
Los valores de corriente y potencial  usados están en el rango de 1-20 µA y ± 1 

V.26,27,28,29   

 

Es en la doble capa eléctrica donde ocurre la transferencia de carga de los procesos 

electroquímicos, de ahí la importancia de su estudio.  Cuando se aplica una diferencia 

de potencial entre los electrodos éstos se polarizan, acumulándo carga en su 

superficie, adicionalmente con la influencia del campo eléctrico, los iones de carga 

opuesta a la del electrodo polarizado son atraídos hacía éste formando una primera 

capa, conocida con el nombre de plano interno del Helmholtz (IHP), mientras que los 

iones de carga opuesta son repelidos formando el plano externo de Helmholtz (OHP) 

figura 5 .30  El fenómeno de la doble capa eléctrica puede explicar los resultados de 



 

algunos trabajos recientes de cristalización de proteínas bajo la  influencia de un 

campo eléctrico interno, que muestran que cristales de lisozima, proteína con carga 

neta positiva al pH de trabajo se orientan hacía el cátodo.27  Esto se explica porque los 

procesos de adsorción se llevan a cabo en el plano interno de Helmholtz. 

 

                  

Figura 5.   a) Representación general de la doble capa eléctrica formada en la interfase 

electrolito-metal b) perfil de potencial formado sobre un electrodo metálico cargado 

negativamente. 
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El fenómeno de transporte de iones provoca un flujo controlado de masa directa hacia 

los electrodos.  En el caso de la solución de proteínas, estas macromoléculas pueden 

ser vistas como iones gigantes, debido a la carga neta que tienen en el pH de la 

cristalización, figura 6 .31 

 

          

Figura 6.  Esquema del proceso de migración de iones promovido por un campo electrico 

interno. 

 

La migración es el proceso en virtud de la cual,  se mueven los iones bajo la influencia 

de un campo eléctrico.  Este proceso es la causa primaria de transferencia de masa en 

el seno de una disolución en una celda.  En general, la velocidad a la que migran los 

iones hacia o desde la superficie del electrodo aumenta a medida que incrementa el 

potencial del electrodo.  Este movimiento de cargas constituye una corriente, que 

también aumenta con el potencial.  Cuanto mayor es el número de especies de iones 

+ 
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en una disolución dada, menor es la fracción de la carga total que es  transportada por 

una especie en particular. 32 

4.3 Dispersión Dinámica de Luz (DDL) 
 

Es de gran ayuda optimizar las condiciones experimentales, tales como los 

componentes del amortiguador y la temperatura para incrementar las probabilidades de 

la cristalización.  Para esta optimización de parámetros, es necesario analizar el estado 

de agregación y la estabilidad de la muestra macromolecular.  Existen muchos 

métodos que pueden ser usados para medir el tamaño o el estado de agregación, por 

ejemplo, sedimentación al equilibrio, cromatografía de exclusión por tamaño, 

electroforesis de gel nativo y DDL.  De estos métodos, DDL, es el implemento más 

práctico, rápido de ejecutar, y no destructivo de la muestra.33  Esta es una técnica 

empleada en el crecimiento de cristales de biomoléculas, para estudiar las condiciones 

de pre-nucleación y nucleación, así como la solubilidad y la agregación de la proteína, 

es decir, las interacciones proteína – proteína y disolvente – proteína en diferentes 

condiciones.20  En esta técnica, un equipo de DDL irradia una solución de moléculas de 

proteína con un haz monocromático de luz y analiza las fluctuaciones en la intensidad 

de luz dispersada por las proteínas en solución (analito) en función del tiempo; de esta 

manera la DDL proporciona información acerca del diámetro hidrodinámico de la 

proteína, pudiéndose observar la monodispersidad de la muestra (esto es, que existan 

en solución partículas de tamaño uniforme) o la formación de agregados de proteína. 19 

El equipo también permite analizar la estabilidad del analito en función de la 

temperatura, figura 7 .   

 

 

 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 7 . Esquema simplificado del experimento de dispersión dinámica de luz. Parte de la 

Intensidad del rayo incidente sobre la muestra es dispersado por las partículas en solución y es 

monitoreado en el ángulo θ por un detector. 

 

Las variaciones en el campo eléctrico total de dispersión se deben al movimiento 

browniano y  a la difusión traslacional de las proteínas dispersantes en solución, que a 

su vez depende de parámetros como el disolvente y la temperatura del sistema 

involucrado en el estudio.  De esta manera se correlacionan los distintos campos 

eléctricos dispersados por las proteínas en solución en una escala de tiempo y se 

construye una función de correlación.  

 

Debido al movimiento Browniano, la velocidad de decaimiento de la función de 

correlación está relacionada con el tamaño de la partícula, así, la velocidad de 

decaimiento es mucho mayor para partículas pequeñas que para partículas grandes 

porque las partículas pequeñas se mueven más rápido que las grandes, figura 8 . 
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Figura 8 .  Función de correlación para partículas grandes y pequeñas en una medición 

de DDL. 

 

Después de que la función de correlación se mide, los algoritmos del software calculan 

el coeficiente de difusión traslacional (D) de la proteína (o agregados de proteína).  De 

esta manera, el diámetro hidrodinámico (dH) de la proteína puede ser calculado por 

medio de la ecuación de Stokes-Einstein, ecuación 1. 

 

En donde: 

 

 
 
 

4.4 Resonancia Paramagnética Electrónica (RPE) 
 

Las técnicas físicas han sido usadas ampliamente en el estudio de la relación 

estructura-función de las proteínas.  Entre ellas, RPE para las especies paramagnety 

las técnicas relacionadas han mostrado ser herramientas útiles para el análisis de 

metaloproteínas involucradas en procesos redox.  Estas técnicas dan información 

acerca de la estructura electrónica de los metales presentes en las proteínas, como 
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también del ambiente en que se encuentran, lo cual es relevante en el conocimiento de 

la función de éstas.  Por su carácter no destructivo y su alta versatilidad es el 

complemento ideal de otros métodos de análisis, permitiendo obtener valiosa 

información estructural y dinámica. 

 

El paramagnetismo electrónico o simplemente paramagnetismo, es la propiedad de 

ciertas sustancias a magnetizarse en la dirección y sentido de un campo magnético 

exterior, en magnitud proporcional a éste, figura 9. 

 

 

 
 
 
 
 

Figura 9 .  a. Transición asociada con la absorción de la energía electromagnética, b. Energía 

de orientación  mínima y  máxima de µ con respecto al campo magnético B0 

 

El  paramagnetismo electrónico de una sustancia se debe a que contiene electrones 

cuyos momentos magnéticos no están cancelados.  Puesto que la cancelación implica 

la existencia de pares de electrones de espín opuesto, los átomos, iones o moléculas 

que contengan un número impar de electrones, presentan paramagnetismo.  En 

principio, la posesión de un momento neto de espín electrónico es la única condición 

necesaria (y suficiente) que debe cumplir un material para poder ser estudiado por 

RPE.  Son numerosos los sistemas que satisfacen esta condición: a) radicales libres, 

en estado sólido, líquido o gaseoso b) la mayoría de los metales de transición y tierras 

raras c) defectos en los cristales iónicos d) electrones de conducción en los 

semiconductores e) biradicales, sistemas en estado triplete. 34 
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El campo magnético Bo requerido para la resonancia paramagnética electrónica es 

directamente proporcional a la frecuencia ν del espectrómetro y por tanto la condición 

de resonancia que se escribe experimentalmente como:  

 

Donde a g se le conoce como factor g y es característico de la muestra y debe 

determinarse experimentalmente,  es el magnetón de Bohr y  la constante de 

Planck. 

 

La RPE de proteínas redox es una técnica adecuada para obtener conocimiento de la 

estructura electrónica del sitio activo e indicar los posibles mecanismos de la 

transferencia de electrones. La información intrínseca de los datos de relajación 

proporciona información adecuada para el entendimiento de la estructura electrónica 

que no se obtiene por otras técnicas espectroscópicas.35  

 

Un ejemplo, es el caso del ion Fe3+, que puede presentar configuraciones de alto espín, 

de bajo espín, o incluso de espín intermedio, dependiendo de los ligandos que 

coordinen al hierro en la proteína. En cada uno de estos casos, tanto la forma del 

espectro como las propiedades de relajación de la señal son totalmente distintas.  El 

espectro de la  figura 10  corresponde a la metmioglobina, una hemoproteína de alto 

espín (S=5/2) en la que el hierro está coordinado a los 4 nitrógenos de la porfirina, a un 

nitrógeno axial proveniente de un residuo de histidina y a una molécula de agua. Este 

tipo de espectro es marcadamente axial, donde el eje es el determinado por la 

perpendicular al plano del hemo, figura 10.b . Las proteínas férricas no hemínicas de 

alto espín suelen presentar un espectro distinto, como el que se presenta en la figura 

10.a. Este espectro refleja un alta rombicidad en el entorno del hierro. El ion Fe3+ 



 

también puede presentar bajo espín, S=1/2, figura 10.c , tal es el caso de las 

hemoproteínas en las que los dos ligandos axiales son fuertes (histidina, cisteína, 

metionina, OH-…). También se han observado casos de espín intermedio, figura 10.d . 

en hemoproteínas en las que el entorno del hierro tiene grandes distorsiones axial y 

rómbica. Así pues, la  RPE proporciona información sobre la naturaleza de los ligandos 

y sobre la simetría del sitio que ocupa el centro metálico. 

                                      

Figura 10 .  Estados de espín del ion Fe3+ a) y b) Fe3+ de alto espín en simetrías 

rómbicas y axial respectivamente c) Fe3+ de espín intermedio en simetría axial d) Fe3+ 

de bajo espín. 

 

4.5 Proteínas de Estudio: Catalasa y Citocromo c 

 
Las proteínas, catalasa de hígado de bovino y citocromo c de corazón de bovino, 

pueden ser obtenidas comercialmente en forma pura y pueden ser usadas 

inmediatamente para los experimentos de cristalización. 

 

 
a) 
 
 
 
b) 
 
 
 
c) 
 
 
 
d) 



 

4.5.1 Catalasa de Hígado de Bovino 

 
La catalasa es un tetrámero compuesto de cuatro subunidades de 60000 Da cada uno; 

cada subunidad tiene un grupo hemo.  La proteína tiene un total de 506 aminoacidos.36  

La catalasa posee actividad peroxidásica, es decir puede reducir peróxidos usando 

donadores de electrones. Además es capaz de usar una molécula de H2O2 como 

sustrato donador de electrones y otra molécula de H2O2 como oxidante o aceptor de 

electrones.  En la mayor parte de las condiciones in vivo, la actividad peroxidásica de la 

catalasa parece ser favorecida. El mecanismo completo de la catalasa no se conoce, 

aun así la reacción química se produce en dos etapas, ecuación 3: 

 

   H2O2 + Fe(III)-E → H2O + O=Fe(IV)-E 

                                   H2O2 + O=Fe(IV)-E → H2O + Fe(III)-E + O2 

 

La catalasa se encuentra en sangre, médula ósea, mucosa, riñón e hígado. Su función 

es la destrucción del peróxido de hidrógeno formado por la acción de las 

deshidrogenasas. Los microcuerpos o peroxisomas se encuentran en numerosos 

tejidos incluyendo el hígado. En ellos abundan las oxidasas y catalasas, lo cual sugiere 

que puede haber alguna ventaja biológica al agrupar a las enzimas que producen H2O2 

con la enzima que lo destruye37. 

 

4.5.2 Citocromo c de Mitocondrias Bovinas   

 

Es una proteína globular de 104 aminoácidos y su peso molecular es de 12000 Da. 

Se encuentra en el espacio intermembranal de las mitocrondrías.  Su función es la de 

transferir electrones desde el complejo III al complejo IV, figura 11 , gracias a la 



 

presencia del grupo hemo el cual se encuentra covalentemente unido a la cys 14 y 

cys 17.   

 

 

Figura 11.  Cadena de transporte de electrones. 

 

Diversas isoformas de esta proteína han sido reportadas,38 las cuales son generadas por 

desamidación no enzimática en el momento de la purificación.39  Existen 4 isoformas 

reportadas, Cy I es la isoforma nativa, mientras que Cy II, Cy III y Cy IV han cambiado uno, 

dos o tres grupos amida de Asparagina o Glutamina por Ácido aspártico o Ácido glutámico, 

respectivamente. Esta liberación de NH3, por uno, dos o tres aminoácidos es la responsable 

de que las mezclas tengan diversos pI, * siendo la forma nativa la más básica, con un pI 

10.78, Cy II pI 10.58 y Cy III 10.36.40 

 

 

 

 

 

                                                 
* pI: pH en el cual la molécula de proteína no lleva carga neta. 
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DISEÑO EXPERIMENTAL 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

5. DISEÑO EXPERIMENTAL 
 

En la figura 12  se muestra el esquema de desarrollo experimental que se llevó a cabo 

para el cumplimiento de los objetivos: 

 

 

Figura 12.   Esquema de la metodología 

 

 

 

 

 

 

 

 

• Control de corriente. 
• DDL in situ 
• RPE: 

- Caracterización  de 
cristales obtenidos 

• CLAE 

 
Adecuación de Condiciones 

de Cristalización 

 
Construcción de  Celdas 

 

 
Cristalización Bajo un Campo 

Eléctrico Interno 

 FASE  1  
 

• Microestructura Interdigital 
• Celda de DDL modificada 
• Macroceldas con ángulos de 

electrodos a 90° y 180°. 

 FASE  2  
 

FASE  3  
 

• DDL:  
-Temperatura 
- Estado de agregación. 
• Electroforesis: 
-Pureza 
• Microbatch: 
-Tamaño de cristal 



 

5.1 Instrumentos 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 

Tabla 1.  Instrumentos  

 

Equipo  

 

Modelo 

 

Características 

Galvanostato VIMAR FCC-17 Los experimentos de corriente controlada 

(electrólisis) se realizaron en un galvanostato, el cual 

puede imponer corriente directa dentro de un 

intervalo de 0.0002 µA a 10 mA. 

Placa Hueca de Metal  Construida ad hoc 

Recirculador Cole Parmer - 

Polystat 

 

Placa hueca metálica, mantiene la temperatura 

constante, mediante la circulación de disolución 

refrigerante, proveniente de un recirculador. 

Microscopio 

Estereoscópico 

Zeiss Stemi SV11 

Cámara Digital Axion Vision 

 

Las fotografías se obtuvieron mediante el 

acoplamiento del microscopio y la cámara digital, 

usando el programa de Zeiss Co. 

DDL Malvern Nano S Seguimiento del proceso de agregación, a distintas 

temperaturas, gracias a que tiene un peltier interno. 

Resonancia 

Paramagnética 

Electrónica 

 

Jeol,  JES-TE300  

En onda continua en banda X con una cavidad 

cilíndrica del modo TE011. 



 

5.2 Reactivos y Materiales 

 
Tabla 2. Reactivos y Materiales  

Descripción Marca 

Catalasa  de hígado de bovino dos veces 

recristalizada 

 

Sigma C-3155 

Citocromo c de corazón de bovino Sigma 9007-43-6 

Citrato de sodio dihidratado (C 6H5Na3O7· 2H2O) Sigma S-4641 

Polietilenglicol (PEG-1000) Sigma 81189 

Tris- HCl Sigma T3253-250G 

NaOH Sigma S8045 

NaH2PO4 Mallinckrodt -7892  
 

Platino 99% de pureza, 0.2mm de diámetro Alfa AESAR 

 

5.3 Adecuación de Condiciones de Cristalización 

 

5.3.1 Estudios de Dispersión Dinámica de Luz (DDL) 
 

Se realizaron estudios de DDL,  en un equipo Malvern Nano S con tecnología láser 

NIBS, el cual cuenta con un controlador interno de temperatura (peltier). 

 

5.3.2 Análisis de Estabilidad de Catalasa a Diferen tes Temperaturas  
 

Se filtró una solución de catalasa a una concentración de 10.0 mg/mL en amortiguador 

Tris-HCl 0.1 M, pH 8.5  a través de un filtro con tamaño de poro de 0.02 µm, para 

remover partículas de polvo u otras impurezas.  Esta solución se introdujo 

inmediatamente al equipo de DDL, el cual cuenta con un diodo láser de longitud de 

onda de 633 nm. Una vez introducida la muestra se realizó un barrido de temperatura 



 

entre 3-30°C.  Al encontrar la temperatura de mayor  homogeneidad, se hizo un 

seguimiento para comprobar la estabilidad a estas condiciones, para esto se colocó 

una mezcla de solución batch de catalasa en la celda modificada de DDL y se 

monitoreó durante tres días. 

 

5.3.3 Pruebas de Cristalización en Microbatch 

Para las pruebas de cristalización de catalasa en microbatch se utilizaron placas de 

poliestireno con 72 pozos  (Hampton Research), como los que se muestran en la 

figura 13 .  En cada uno de los pozos con capacidad para 11 µL se colocó una mezcla  

de proteína y agente precipitante en diferentes proporciones, después se recubrió con 

una gota de aceite mineral ligero con una densidad de 0.84 g/mL, para evitar 

evaporación.  La temperatura se mantuvo fija a 15°C  empleando un cuarto a 

temperatura constante. 

 

Figura 13.   Placa de cristalización microbatch con 72 pozos 

 

5.3.4 Medición del Grosor del Depósito de Pt  en la  Microestructura Interdigital 
por MFA 

 
Una punta de escala nanométrica unida a un soporte llamado cantilever, barrió la 

superficie de la celda. La interacción de la punta con la superficie provoca ciertas 

perturbaciones en el cantilever (con una fuerza que va de pN a nN), lo cual es 

detectado por medio de la deflexión de un láser que incide sobre él. Un circuito 



 

fotoeléctrico convirtió estas desviaciones en información sobre la superficie de la celda, 

permitiendo obtener una imagen de la superficie. 

 

Para medir el grosor del depósito de platino en la microestructura interdigital se utilizó 

un equipo Multimodal Nanoscope IIIa de Veeco (Digital Instruments, Santa Barbara 

EUA) figura 14 .  Se utilizaron cantilevers de nitruro de silicio Si3N4, con una constante 

de fuerza de resorte de 0.06 N/m, con puntas integradas (NP-20, SPM Digital 

Instruments, Co.). Las imágenes de MFA  fueron analizadas con el software 

Nanoscope IIIa v. 5.22.r4. 

 

 
 

Figura 14.  a) Esquema del Microscopio de Fuerza Atómica b) Instalación completa MFA y 

computador. 

 

5.4 Construcción de las Celdas de Cristalización 
 

5.4.1 Construcción de Celdas con Microestructura in terdigital de Platino 
 

Para determinar el comportamiento de cristalización de las proteínas bajo diferentes 

campos eléctricos paralelos, se utilizó una microestructura interdigital con 

Cantilever 

Laser 

Detector 



 

recubrimiento de platino y base de cuarzo, lo que permitió el uso de una menor 

cantidad de muestra. 

 

En la figura 15 ,  se observa una descripción más detallada de la microestructura.  Este 

arreglo de electrodo interdigital tiene 216 dígitos de 3 µm de ancho y 3 µm de espacio 

entre los electrodos adyacentes.  La apertura entre los electrodos es 2.4 mm y la 

longitud total de los electrodos es de 30 mm. 

 

 

Figura 15.   a) Arreglo planar del electrodo interdigital b) corte de la sección transversal 

tridimensional 1, cuarzo; 2,3, barras de electrodos colectores; 4, contactos; 5,6 electrodos 

interdigitales; 7 líneas de campos eléctricos; 8, cristales depositados.1 

 

Este prototipo de celda rectangular de 1.5 cm x 0.5 cm, fue soportada sobre la base de  

la celda que la contiene, mediante el uso de silicona.  La celda exterior fue construida 

totalmente de poliestireno, de un grosor de 1 mm aproximadamente.  Para realizar el 

contacto con la microestructura interdigital se utilizó un alambre de acero inoxidable, el 

cual atravesó la pared de poliestireno, previa perforación con un alambre a alta 

temperatura, el contacto se hizo por presión sobre la estructura interdigital, figura 16 . 

 

 

 



 

 

 Figura 16.   a) Microestructura interdigital de platino b) Esquema de la celda de cristalización 

utilizando la microestructura interdigital como arreglo de electrodos. 

 

5.4.1.1  Limpieza de la  Microestructura Interdigit al 
 

Antes de realizar la cristalización sobre la celda  con la microestructura interdigital, esta 

fue lavada con solución piraña (H2SO4 + H2O2, 3:7) durante 30 minutos, posteriormente 

lavada 3 veces con agua Milli Q, sometida a sonicación durante 20 minutos. 

(Precaución: la solución piraña se debe manejar con extremo cuidado debido a su 

extrema capacidad oxidante y corrosiva). 

 

5.4.2 Celdas de Cristalización con Ángulos de Elect rodos a 90 y 180° 

 
Basados en el modelo de celdas ad hoc descritas previamente por Nieto-Mendoza,2 se 

construyeron  celdas de cristalización  con portaobjetos de vidrio separados por una 

base de PVC triangular  y/o rectangular selladas con resinas epóxicas, figura 17 .   

 

Los electrodos utilizados fueron de alambre de platino (0.2mm de diámetro Alfa 

AESAR), para introducir los electrodos de platino se perforó el plástico con alambre 

1.5 cm
 

0.5 cm 

Recubrimiento de platino 

0.5 cm 

Base y Paredes de Poliestireno 

                
Alambre  



 

caliente y posteriormente se pegaron con resina epóxica, con ángulos de 90° y 180°, 

según el experimento 

 

 

 

 

 

 

Figura 17.   Esquema de celda de cristalización con electrodos a 180°. 

 

5.5 Cristalización Bajo un Campo Eléctrico Interno 
 

Todas las cristalizaciones se realizaron siguiendo el método batch, en el cual, se 

mezclan todos los componentes en una sola disolución y posteriormente se deja 

reposar hasta observar la nucleación y finalmente el crecimiento de los cristales. En el 

caso de las dos proteínas cristalizadas en la presente tesis, las condiciones para 

realizar la cristalización, ya han sido descritas, pero sin el uso de un campo eléctrico, 

¡Error! Marcador no definido. tabla 3.    Los procedimientos que se mencionan a 

continuación fueron los que se utilizaron para explorar el efecto de la variable eléctrica. 

 

 

 

 

 

 

Cavidad 

Base cuadrada 
de Poliestireno 

1.3 cm 

Tapa de vidrio 

0.5cm

Alambre 
de Pt 

2.5cm



 

 

Tabla 3.  Condiciones de cristalización de proteínas empleadas¡Error! Marcador no 

definido. 

Proteína 

(mg/mL) 

Peso 

Molecular 

(Da) 

Fuente Amortiguador 
Agente 

precipitante 

Catalasa 

(20)a 
250,000 Hígado de Bovino 

Tris-HCl 0.1 M pH 

8.5 

Citrato de Sodio 

8% 

Citocromo c 

(60)b 
12,000 

Corazón de 

Bovino 

Fosfato de sodio 

50mM,pH 7.0 

Polietilenglicol 

(PEG-1000) 60% 

 
 

a. Batch Catalasa:  se combinó en proporciones iguales (1:1) catalasa (11.9 mg/mL) - 

citrato de sodio (3.2%)  en amortiguador Tris-HCl 0.1 M, pH 8.5. 

 

b. Batch Citocromo c:  se mezcló en proporciones iguales (1:1) citocromo c (62 

mg/mL y PEG-1000 (60%) ambos preparados en Amortiguador de fosfato de sodio 

50 mM, pH 7.0. 

 

5.5.1 Cristalización en Celda con Microestructura I nterdigital:  

La mezcla de proteína y agente precipitante se realizó sobre la microestructura 

interdigital, a un volumen final de 5 µL, figura 18. a. y posteriormente se cubrió con 

aceite de baja densidad para evitar la evaporación, figura 18. b.  a una temperatura de 

15°C (mejor condición encontrada) para catalasa y 1 0°C para citocromo c. 3 

Posteriormente se hicieron experimentos mediante la aplicación de diferentes valores 

de corriente (0.5, 1.0, 2.0, 3.0, 4.0 y 5.0 µA).   

 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 18.   a) Batch de proteína y agente precipitante sobre la microestructura interdigital b) 

capa de aceite que cubre la solución batch de proteína para evitar evaporación. 

 

5.5.2 Cristalización en celdas de 180° y 90° 

 
Conservando las proporciones antes mencionadas por el método batch de cada 

proteína, se realizaron las mezclas en la celdas, figura 17 .  El volumen final en estas 

celdas fue 250 µL.  Las celdas se sellaron con silicona luego de introducir la solución 

batch. 

 

Para el uso de las celdas de cristalización diferentes, a las del DDL, se utilizó un 

montaje como el mostrado en la figura 19 .  Para el control de la temperatura se utilizó 

una placa termostatada conectada a un recirculador.  Para la aplicación de corriente 

las celdas fueron conectadas a través de caimanes al galvanostato. 

 

Capa de Aceite Batch de Cristalización 



 

 

Figura 19.   Montaje del equipo empleado en la imposición de corriente en las celdas de 

cristalización.  1. Placa metálica termostatada en donde se colocan las celdas de cristalización, 

2. Galvanostato VIMAR, los cables están conectados a los electrodos de la celda de 

cristalización con caimanes 3. Recirculador Cole Palmer, envía el agua y mantiene la placa a 

una temperatura constante. 

 

5.5.3 Seguimiento por DDL del Proceso de Cristaliza ción 
 

Para realizar el seguimiento del proceso de agregación y cristalización, se utilizó una 

celda de DDL modificada como se muestra en la figura 20 . 

 

1. 

2. 

3. 



 

 

Figura 20.  Celda de DDL modificada para los experimentos de cristalización asistida por 

corriente. 

 

Las soluciones batch de cada proteína, según el caso, fueron mezcladas dentro de la 

celda, de manera suave, para evitar precipitación. El volumen final de la solución batch 

fue de 50 µL.  Posteriormente se introdujeron los electrodos de platino que están a su 

vez conectados al galvanostato. Se evaluaron diferentes valores de corriente (0.5, 1.0, 

2.0, 3.0, 4.0 y 5.0 µA). 

 

5.5.4 Procedimientos de los Estudios de Cristalizac ión 
 

En todos los experimentos se fabricó una celda control con la misma disolución y los 

electrodos en la misma geometría, pero sin aplicar corriente eléctrica.  Una vez 

concluido el experimento se toman las fotografías correspondientes y se analizan los 

resultados. 



 

5.5.5 Análisis de Citocromo c por Cromatografía Líq uida de Alta Eficiencia 

(CLAE) 

El citocromo c comercial fue purificado por CLAE usando  una columna de fase reversa 

C-18 Júpiter 300 A, 5 µm (Phenomenex), en un equipo de CLAE  (HP, serie 1100)  

para separar las isoformas.  La columna fue equilibrada con agua Milli Q + 0.1 % TFA.  

La elución se realizó en forma de gradiente lineal, con 100% ACN + 0.12% TFA, bajo 

un flujo constante de 1 mL/min. 

El gradiente aplicado fue, tabla 4 : 

 

Tabla 4. Gradiente de Fase móvil utilizado en CLAE-FR 

Tiempo (min) Fase B 

(ACN 100% + TFA 0.12%)  

0 0 

5 40 

8 40 

26 46 

30 100 

35 100 

40 0 

 

  
Se inyectaron muestras de 500 µg de citocromo c oxidado con K3Fe(CN)6 [10 mg/mL] 

(Cit c : K3Fe(CN)6, 1:30).  Se leyó la absorbancia a 215, 360 y 410 nm a través del 

tiempo.  

 



 

El análisis de los cristales crecidos bajo el campo eléctrico interno se realizó por CLAE.  

Los cristales fueron manipulados usando un cryoloop y lavados, primero con agente 

precipitante (PEG-1000 30%) y luego con agua Milli Q, finalmente se secaron al aire.  

Posteriormente se disolvieron en solución de K3Fe(CN)6  y la solución resultante se 

inyectó al CLAE a través del gradiente anteriormente mencionado. 

 

5.5.6 Análisis por Resonancia Paramagnética Electró nica 
 

Las muestras de proteína sólida, en solución acuosa y los depósitos de proteínas 

obtenidos mediante corriente eléctrica, fueron colocados en tubos de cuarzo para 

realizar las mediciones por resonancia paramagnética electrónica.  Las mediciones 

fueron realizadas a 77 K, con nitrógeno líquido (Infra). Cuando fue necesario se hizo 

burbujeo a las muestras con nitrógeno gaseoso para evitar la posible oxidación  de las 

especies estudiadas (Praxair, 5.0 ultra alta pureza) durante 10 minutos. 

 

Las mediciones se realizaron en una frecuencia de microondas de 9.43 GHz a una  

frecuencia de modulación de 100 kHz  y 1.01 mW de potencia de microondas. La 

corrección del campo magnético se realizó con un gaussmetro de precisión modelo ES-

FC5.  El espectro fue analizado utilizando el software ESPRIT-382 VO1.916. 
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5. RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

5.1 Adecuación de Condiciones de Cristalización de Catalasa 
 

Para llevar a cabo la cristalización de una proteína en un disolvente, es necesario  

llevar al sistema  a un grado de sobresaturación adecuado.  Esto se logra por medio de 

variaciones pH, fuerza iónica, constante dieléctrica, temperatura, presión o bien 

variaciones de la relación de concentraciones de agentes precipitantes y proteína.  Por 

esta razón antes de iniciar los experimentos de cristalización bajo el campo eléctrico 

interno, se establecieron las condiciones ideales para la cristalización, mediante el 

método batch. 

 

5.2 Análisis de Homogeneidad y Estabilidad de la Catalasa 
 

Mediante esta técnica se pudo determinar la temperatura de mayor estabilidad en la 

que la catalasa se presenta de  forma monomérica.  Aunque se ha descrito que se 

obtienen mejores cristales  si las proteínas están monodispersas, ¡Error! Marcador 

no definido.,1 algunos estudios mencionan que no es una condición necesaria.2  

 

Al analizar el comportamiento de la catalasa (10 mg/mL) en amortiguador Tris-HCl, pH 

8.5, a diferentes temperaturas mediante DDL, se encontró que alrededor de los 15°C 

existe una especie con un diámetro de 11.2 nm; Este tamaño corresponde 

adecuadamente a la  forma monomérica de la catalasa, figura 21. 
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Figura 21.  Estudio de DDL de la especie principal presente en la solución de catalasa (10.0  

mg/mL) en amortiguador Tris-HCl 0.1 M, pH 8.5 en un rango de 3-30°C. 
 

Se encontró, también en menor proporción la presencia de una segunda especie, que 

varía  su diámetro entre 500 - 4500 nm, que permiten identificarlo como agregado, sin 

embargo, estos agregados corresponden a menos del 3% del total de la proteína, 

figura 22. 

 

El aumento de temperatura, al menos en el rango estudiado, no favorece de manera 

significativa  una mayor solubilidad. A temperaturas mayores a 15°C (22-24°C) también 

se encontró un diámetro de partícula de 11.2 nm en altas proporciones, sin embargo, 

una menor temperatura permite que el fenómeno de difusión sea más lento y por ende 

que el proceso de cristalización pudiera ser más eficiente mejorando el crecimiento del 

cristal, por esta razón se seleccionó 15 °C como la temperatura adecuada para realizar 

los experimentos de cristalización. 
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Figura 22.  Estudio de DDL de la especie 2 presente en la solución de catalasa (10.0 mg/mL) 

en amortiguador Tris-HCl 0.1 M, pH 8.5 en un rango de 3-30°C de temperatura. 
 

Posteriormente se realizó un estudio de estabilidad de catalasa en amortiguador Tris-

HCl 0.1 M, pH 8.5 a la  temperatura de 15°C. En la  figura 23 se puede observar que 

existe una tendencia de la catalasa a conservar el diámetro de 11.0 nm.  Este estudio 

se realizó durante 3 días, lo que indica una gran estabilidad en estado monomérico de 

la catalasa a  15°C.  También se puede ver la señal de una segunda especie, figura 

24, su tamaño permanece casi constante (4000 nm) durante todo el estudio. 
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Figura 23.  Comportamiento observado por DDL  de la especie 1 (≈ 11.0 m) presente en la 

solución de catalasa (10.0 mg/mL) en amortiguador Tris-HCl 0.1 M, pH 8.5 a 15°C.  
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Figura 24.  Comportamiento observado por DDL de la especie 2 (4000 nm) presente en la 

solución de catalasa (10.0 mg/mL) en amortiguador Tris-HCl 0.1 M, pH 8.5 a 15°C. 

 

Antes de iniciar los experimentos de cristalización de catalasa bajo un campo eléctrico 

interno, se optimizaron las condiciones de concentración de proteína - agente 

precipitante, para lo cual se hicieron diferentes pruebas por el método microbatch, 

partiendo de una solución de catalasa de 19.9 mg/mL y una solución de citrato de 

sodio al 8%.  La relación de catalasa-citrato de sodio, que proporcionó una mejor 

calidad de cristales, con respecto a número y forma, fue la correspondiente a la 

relación 1.5 – 1 respectivamente, igual a las concentraciones finales de 11.9 mg/mL de 

catalasa y 3.2% de citrato de sodio, los cristales se observan en la figura 25 e.  De 

esta manera se redujo el número de cristales  al final del experimento, reduciendo la 

sobresaturación y disminuyendo la concentración de citrato de sodio. Los cristales 

obtenidos tienen la forma ortorrómbica particular de la catalasa de color café y un 

tamaño de 500 μm.  
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a)                                                                   b) 

c)                                                           d)

e)                                                            f) 

g)                                                            h) 

500 μm 

Figura 25.  Fotos de cristales de catalasa a diferentes condiciones de

cristalización por método microbatch, relación catalasa (19.9 mg/mL) - citrato de

sodio (8%)  en amortiguador Tris-HCl 0.1 M, pH 8.5 a 15°C. a)1 -1 b) 1 - 2 c) 2 -

1 d) 1 - 1.5 e) 1.5 - 1 f) 1 – 4 g) 4 -1 h) 1 – 3. 
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El medio de cristalización en el que se  encuentran las moléculas de catalasa  y sus 

agregados puede cambiar cuando se aplica un campo eléctrico interno.  La interacción 

de moléculas cargadas con un campo eléctrico interno podría alterar la distribución de 

la concentración dentro de la solución y dirigir una nucleación local. Es posible 

imaginar que el campo eléctrico interno pueda influenciar la cristalización de proteínas 

y que promueva posiblemente la formación de cristales con buena calidad y tamaño. 

 

En la siguiente sección se propone estudiar los efectos de un campo eléctrico interno 

sobre la cristalización de catalasa utilizando una celda con electrodos dispuestos en 

una microestructura interdigital.  

 

5.3 Cristalización de Catalasa en Microestructuras Interdigitales 
 

La microestructura interdigital utilizada, es una celda de cuarzo recubierta de platino. 

Para medir la altura del depósito de platino sobre el cuarzo, se utilizó la técnica de 

microscopia de fuerza atómica.  El recubrimiento de platino tiene una altura de 420.4 

nm, figura 26. 

 

            

Cuarzo Platino 
a) 
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Figura 26.  Caracterización de la microestructura interdigital de platino mediante AFM a) 

microestructura interdigital b) distancia del depósito de platino c) sección analizada. 

 

 

El campo eléctrico, se impuso empleando un equipo diseñado especialmente para 

generar una corriente eléctrica constante; el rango de corriente utilizado varió desde 

0.5 μA hasta 5 μA.  Para controlar la temperatura de 15°C, se utilizó una placa 

conectada a un equipo de recirculación que permitió tener control sobre la temperatura. 

 

Se establece una diferencia de potencial entre los electrodos para mantener una 

corriente constante sobre el sistema, esto provoca un efecto de migración sobre las 

proteínas que poseen una carga eléctrica. Este efecto se caracteriza por un 

crecimiento preferencial de cristales en la cercanía del ánodo.  En los experimentos 

realizados con aplicación de corriente en estas celdas, siempre se observó el 

fenómeno de migración; sin embargo, el tamaño de los cristales al aumentar la 

corriente nunca alcanzó el de los experimentos en el control, figura 27. 

b) c)

420.4 nm 
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Figura 27.  Cristalización de catalasa (11.9 mg/mL) - citrato de sodio (3.2%)  en amortiguador 

Tris-HCl 0.1 M, pH 8.5 a 15°C, sobre microestructuras interdigitales bajo un campo eléctrico 

interno.  a) 1 μA b)  2 μA c) 3 μA  d) 4 μA  e) 5 μA f) control sin corriente. 

 

Los cristales que crecieron en la celda control sin corriente, lo hicieron de manera 

aleatoria, sin embargo se puede observar el efecto de migración hacia el ánodo al 

aplicar corrientes tan pequeñas como 0.5 μA.  Este fenómeno de direccionalidad hacia 

el ánodo es probablemente favorecido también por el cambio conformacional que sufre 

la catalasa al pH del medio de cristalización (8.5). El punto isoeléctrico  de la proteína 

a)                                                       b) 

c)                                                         d) 

e)                                                              f) 

Ánodo

Deposito  rico en proteína 
sobre el ánodo 

Cristales 

Cristales en el Ánodo 
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es alrededor de 5.4, por lo tanto la catalasa mantiene su conformación nativa en el 

rango de pH de 4.4 – 6.4. El incremento del pH da lugar a una desnaturalización parcial  

de la catalasa que incrementa la actividad de los grupos sulfhidrilos libres en la 

proteína.  Esto juega un papel importante en la adsorción de la proteína sobre el 

platino, tal como se ha visto en otras proteínas.3 Al aumentar la corriente hasta 4 μA se 

observó un depósito de proteína de aspecto coloidal sobre el ánodo (cargado 

positivamente); este depósito en forma de gel sobre el electrodo es una fase rica en 

proteína como lo han descrito otros autores;¡Error! Marcador no definido.  ellos 

proponen que esta capa es una fase  de separación líquido-líquido que contiene una 

gran cantidad de proteína, generada por el campo eléctrico.  Es notable también el 

aumento en la cantidad de cristales formados al aplicar corriente, en comparación a la 

menor cantidad de cristales que se forman en el control, lo que indica que en presencia 

del campo eléctrico se favorece la nucleación más no el crecimiento del cristal.  Con 

respecto al tiempo de nucleación, se observaron cristales tanto en el control  como en 

el experimental a partir de las 12 horas, en general el proceso de cristalización se 

completó a las 24 horas. 

 

Todos los cristales generados bajo la imposición del campo eléctrico mantuvieron la 

morfología típica del sistema ortorrómbico de la catalasa.   

 

El potencial generado entre los electrodos fue monitoreado durante los experimentos, 

mostrando un aumento paulatino de 0.02 V por minuto estabilizándose en 1 hora 

aproximadamente. 
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5.4 Monitoreo de Cristalización Mediante Dispersión Dinámica de Luz 
 

Para llevar a cabo el estudio de la evolución de la cristalización asistida por corriente, 

se utilizó in situ la técnica de dispersión dinámica de luz. Para esto se modificó una 

celda de un volumen  de 45 μL, a la cual se le adicionaron 2 electrodos de platino, 

como se indicó en la parte experimental. Para la aplicación del campo eléctrico, se 

utilizó el  mismo equipo que para la cristalización en las microestructuras interdigitales 

e igualmente se impuso corriente de 0.5 μA a 5 μA, a 15 °C. 

 

En la figura 28, se pueden observar las graficas correspondientes a las señales 

presentes durante el seguimiento de la agregación. Es notable que al incrementar la 

corriente aplicada aumenta el porcentaje de intensidad de agregados formados, figura 

28 e-f.  La gráfica del control sin corriente muestra la presencia aleatoria de agregados 

de diferente diámetro, comparado con los agregados formados con corriente eléctrica 

donde siempre fueron mucho más definidos, con  un diámetro de alrededor de 100 y 

1000 nm.  También se observó que el proceso de agregación se favorece por la 

imposición de corriente por arriba de 2 μA ya que por debajo de estos valores no hay 

cambio alguno en la gráfica. 
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a) b) 

 

 

 

c) 

 

 

 

 

d) 

e) 

 

 

 

 

f) 

g) 

 

 

 

 

                                                                                                                                                                                

 Figura 28.  Monitoreo por DDL de cristalización de catalasa (11.9 mg/mL) - citrato de sodio 

(3.2%)  en amortiguador Tris-HCl 0.1 M, pH 8.5 a 15°C a diferentes corrientes. a) 0.5 μA b) 1.0 

μA c) 2.0 μA d) 2.8 μA e) 4.0 μA f) 5.0 μA g) control sin corriente. 
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Para ver de una manera detallada el comportamiento de la solución, en las  figuras 29 

y 30, se enseña el  incremento paulatino del diámetro de las especies 1 y 2 bajo la 

imposición de una corriente de 4.0 μA. 
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Figura 29.  Seguimiento por DDL del  comportamiento de la especie 1 en el batch de catalasa 

(11.9 mg/mL) - citrato de sodio (3.2%)  en amortiguador Tris-HCl 0.1 M, pH 8.5 a 15°C a una 

corriente de 4 μA. 
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Figura 30. Seguimiento por DDL del comportamiento de la especie  2 en el batch de catalasa 

(11.9 mg/mL) - citrato de sodio (3.2%)  en amortiguador Tris-HCl 0.1 M, pH 8.5 a 15°C a una 

corriente de 4 μA. 
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En las figuras 31, 32 y 33, se puede ver el comportamiento de las especies presentes 

cuando se implementa el método batch de catalasa en la celda de DDL modificada con 

electrodos de platino sin corriente. Al comparar el comportamiento de las especies con 

corriente (4 μA) y sin corriente, se encuentra que, con respecto a la especie 1 de 

aproximadamente 12 nm  con corriente aparece en el control sin corriente con un 

diámetro mayor, alrededor de 14 nm.  Al parecer, el campo está modificando muy 

ligeramente la esfera de hidratación de la proteína en su forma monomérica.  En la 

celda con corriente (4 μA), la especie 2 aparece con un diámetro alrededor de 760 nm 

en la mayor parte del tiempo y que incrementa a las 40 horas de iniciado el 

experimento, hasta alcanzar diámetros de 3500 nm.  Por el contrario, en el 

experimento sin corriente, esta especie presenta un diámetro que oscila, de manera 

aleatoria y sin control alguno, desde los 50 hasta los 300 nm. El campo eléctrico está 

favoreciendo la presencia de una especie agregada del doble de diámetro que los que 

se observan sin corriente eléctrica.  Algo diferente en el control sin corriente es que se 

tiene también la presencia aleatoria de la especie 3, la cual alcanza diámetros de hasta 

5000 nm, pero cabe recordar que sólo corresponde un 1% del total de la señal, esta 

señal no se observa en el experimento con corriente. 
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Figura 31. Seguimiento por DDL de la especie 1 en el control de cristalización de catalasa (11.9 

mg/mL) - citrato de sodio (3.2%)  en amortiguador Tris-HCl 0.1 M, pH 8.5 a 15°C sin corriente.  
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Figura 32.  Seguimiento por DDL de la especie 2 en el control de cristalización de catalasa 

(11.9 mg/mL) - citrato de sodio (3.2%)  en amortiguador Tris-HCl 0.1 M, pH 8.5 a 15°C sin 

corriente. 
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Figura  33.  Seguimiento por DDL de la especie 3 en el control de cristalización de catalasa 

(11.9 mg/mL) - citrato de sodio (3.2%)  en amortiguador Tris-HCl 0.1 M, pH 8.5 a 15°C sin 

corriente.  Se eliminaron los puntos correspondientes a la ausencia del agregado. 

  

El hecho de que en presencia del campo eléctrico no se hayan observado agregados 

de alto peso molecular, es una evidencia de que el campo eléctrico favorece su 

depósito sobre los electrodos y por esta razón no aparecen en solución.  En las figuras 

34 y 35 se hace una comparación de la intensidad de la especie 1 presente  tanto en el 

batch de catalasa con corriente de 0.4 μA  como en el control sin corriente. Se puede 

observar que la intensidad de la especie 1 alcanza hasta un 20% y no disminuye 

menos del 13% en el control, mientras que en el experimento con corriente, esta 

especie solo alcanza una intensidad del 16% y disminuye casí hasta el 11%. 
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Figura 34.  Porcentaje de intensidad de la luz dispersada por las especies presentes en la de 

cristalización de catalasa (11.9 mg/mL) - citrato de sodio (3.2%)  en amortiguador Tris-HCl 0.1 

M, pH 8.5 a 15°C, a 4 μA. 

 

           

10

12

14

16

18

20

22

0 500 1000 1500 2000 2500 3000 3500

In
te
ns
id
ad

 (%
)

Tiempo (min)
 

Figura 35. Porcentaje de intensidad de la luz dispersada por las especies presentes en la de 

cristalización de catalasa (11.9 mg/mL) - citrato de sodio (3.2%)  en amortiguador Tris-HCl 0.1 

M, pH 8.5 a 15°C, sin corriente. 
 

En cuanto al depósito sobre los electrodos, se observó el mismo comportamiento en 

las celdas de DDL, figura 36, que en las celdas con microestructuras interdigitales, 

figura 27, es decir, un crecimiento aleatorio de cristales de mayor tamaño en la celda 
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control sin corriente, frente a unos cristales más pequeños pero dirigidos hacia el 

ánodo cuando se aplica corriente.  No se observa ningún depósito de proteína sobre 

los electrodos de platino en la celda control. 
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a)                                                             b) 

c)                                                             d) 

g)                                                             h) 

e)                                                             f)

Depósito rico en proteína 
sobre el ánodo 

Cátodo 

Figura 36.  Electrodos de platino en solución batch de catalasa  (11.9 mg/mL) - citrato de

sodio (3.2%)  en amortiguador Tris-HCl 0.1 M, pH 8.5 a 15°C. a)  1 μA ánodo b)  1 μA cátodo

c) 2 μA y d) 2.8 μA e). Cristales de catalasa en las paredes de la celda con corriente f) sin

corriente g) cátodo h) electrodos sin corriente. 
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En la figura 37 se puede observar que el recubrimiento de proteína alcanza un grosor 

de 40 – 50 μA a 3 días de iniciado el experimento con una corriente de 4 μA. La 

proteína de aspecto coloidal depositada sobre el ánodo; en el cátodo no se observa 

ninguna señal de catalasa. 

 

 

                                    

Figura 37.   Recubrimiento de catalasa en electrodos de platino a 4 μA. a), b) y c) diferentes 

ángulos del ánodo d) cátodo. 

 

Debido a que no fue posible obtener macrocristales en las dos celdas mencionadas hasta el 

momento, se decidió trabajar con macroceldas de mayor capacidad de volumen y diferentes 

ángulos de electrodos. 

 

a)                                                               b) 

c)                                                              d) 
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5.5 Cristalización de Catalasa en Celdas con Electrodos de Platino a 90° y 

180 ° 

 

Para ver la influencia del ángulo de los electrodos, se construyeron las celdas que 

permitían modificar la posición de los mismos.  Se colocó en las celdas un volumen 

final de 250 μL de solución batch de catalasa  (11.9 mg/mL) - citrato de sodio (3.2%)  

en amortiguador Tris-HCl 0.1 M, pH 8.5  a una temperatura de 15°C y una corriente de 

4 μA, ya que fue la corriente en donde se vio más claramente la formación de cristales 

bajo corriente eléctrica y donde en DDL existió un efecto en la formación de agregados. 

En estas celdas se observó el mismo fenómeno de electromigración hacia el ánodo, 

como en las  celdas anteriores y una mayor nucleación al imponer corriente.  No se 

observó ningún depósito de catalasa en el cátodo ni en los electrodos de la celda 

control, figura 38. 

 

Cuando se hizo la aplicación de la  corriente eléctrica aumentó el número de cristales 

formados (nucleación) en comparación con la celda control, aunque el tamaño de estos 

no alcanzó el del control. Con respecto al tiempo de nucleación, se observaron 

cristales tanto en el control como en el experimental a partir de las 12 horas. Todos los 

cristales generados bajo la imposición del campo eléctrico mantuvieron la morfología 

típica del sistema ortorrómbico de la catalasa al igual que el control.  
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 Figura 38.  Cristalización de catalasa (11.9 mg/mL) - citrato de sodio (3.2%)  en amortiguador 

Tris-HCl 0.1 M, pH 8.5 a 15°C en celdas con electrodos de platino a 90° con corriente de 4 μA.  

a) electrodos b) formación de burbujas c) ánodo y d) cátodo e) y f)  celda control sin corriente. 

 

La nucleación ocurre al alcanzar un máximo de sobresaturación; el posterior equilibrio 

del sistema hacia la región de metaestabilidad provoca el crecimiento del cristal, figura 

39 a.  Se ha visto que la aplicación de un campo eléctrico externo influencia la 

concentración de proteína generando un gradiente de concentración entre los 

electrodos.4 

c)                                                                  d) 

e)                                                                  f) 

a)                                                               b) 
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Es probable que como en la aplicación del campo eléctrico externo, al imponer un 

campo eléctrico interno se esté generando dentro de la celda de cristalización, 

condiciones de sobresaturación diferentes a los que se tiene sin corriente eléctrica.  

Dado que la catalasa se encuentra cargada negativamente y bajo  la presencia del 

campo eléctrico que hace que las moléculas se concentren rápidamente hacia el 

ánodo, incrementando de esta manera la sobresaturación, figura 39 b,  los núcleos 

crecen en esta región de sobresaturación y nunca alcanzan a llegar a la región de 

metaestabilidad para dar lugar al crecimiento del cristal, en lugar de esto se observa 

una polinucleación. 

 

 

 

 

 

 

 

  

 

 

 

 

 

 

Figura 39. a) Diagrama teórico del control de cristalización sin corriente. b) Diagrama teórico de 

cristalización de catalasa con corriente. 
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En solución, las moléculas solvatadas están rodeadas por una esfera de hidratación.  

Esta capa de hidratación limita la interacción entre las moléculas de proteína al actuar 

como un escudo y dieléctrico respecto a la atracción electrostática.    La cristalización 

puede ocurrir por la remoción de estas capas de hidratación en soluciones 

sobresaturadas de proteínas. 5  Se ha visto que esta  remoción puede ser llevada a 

cabo por evaporación o por un campo eléctrico externo causando un cambio de 

conformación nativa de la proteína y  provocando una formación en forma de gel rica 

en proteína y limitando la formación del cristal.6  Es posible que el efecto del campo 

eléctrico interno sobre las moléculas de catalasa esté dando lugar al mismo fenómeno 

descrito previamente.   

 

Alternativamente y como se ha descrito en trabajos previos,5  la solución puede entrar a 

la región de descomposición espinodal (transformación continua sin barrera de 

nucleación). Este efecto se debe probablemente a la presencia del movimiento 

convectivo de los iones presentes, o bien a la presencia de reacciones no controladas 

en esta región de corriente, ocurriendo,  la nucleación espontanea y masiva. Por tal 

razón se requiere conseguir un balance de las condiciones de cristalización para 

controlar la gelificación y favorecer la cristalización espontanea. La prolongada 

exposición al campo produjo una gelificación irreversible, lo que sugiere un incremento 

en la barrera de activación entre el gel y el cristal.  Esta fase rica en proteína ha sido 

descrita previamente    en otras investigaciones, ¡Error! Marcador no definido. en 

donde se demuestra que al invertir el potencial de un electrodo recubierto con gel de 

proteína éste puede pasar de manera reversible a la solución. 

 

La habilidad de la superficie de un cristal  para capturar unidades de crecimiento e 

integrarlas en el entramado, es dependiente de la fuerza y el número de interacciones 
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que se forman entre la superficie y la unidad de crecimiento.  Esta se ve afectada por la  

imposición del campo eléctrico interno, que cambia la esfera de hidratación de la 

proteína y también causa perturbaciones y cambios de conformación,  posiblemente es 

debido al cambio de estado de oxidación de los complejos metálicos dentro de las 

proteínas, estas nuevas condiciones no favorecen el crecimiento del cristal. 

 

5.6 Estudios de Resonancia Paramagnética Electrónica del Depósito de 

Proteínas Redox sobre Electrodos de Platino 

 
Una de las aplicaciones de la Resonancia Paramagnética Electrónica es el estudio 

de metaloproteínas. Para comprender la función de las proteínas es necesario 

conocer no sólo su estructura (mediante técnicas de difracción de rayos X o 

Resonancia Magnética Nuclear), sino tener información específica sobre los 

centros activos de las mismas. Se debe considerar que las propiedades 

electrónicas están fuertemente influenciadas por el entorno que rodea a la entidad 

paramagnética. Por tanto, es impredecible el comportamiento de una especie 

cuando se modifica el medio en que se encuentra inmersa, lo cual es fuente de una 

gran riqueza de situaciones y suministra una amplia información de tipo analítico, 

estructural, dinámico y electrónico. 

 

Por esta razón se decidió ver la influencia que pudiera tener el campo eléctrico 

interno sobre los centros metálicos de las proteínas depositadas sobre los 

electrodos a través de la técnica de RPE. 
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5.6.1 Estudio del Depósito de Catalasa 
 

La catalasa de hígado de bovino es una hemoproteína férrica; su estructura por rayos 

X (2.5Å)  revela que el sitio activo consiste del grupo prostético hierro – protoporfirina  

IX, con un ligando axial tiroxinato. 7 Esta enzima muestra una distorsión rómbica en el 

grupo prostético hemo, como se ilustra en la figura 40, el hierro se encuentra 

pentacoordinado. 

                                                    

Figura 40.  Grupo prostético de la catalasa en los estados de spin FeII (S= 2) y FeIII (S=5/2). 

 

En la figura 41 se encuentra el espectro de la catalasa comercial. Bajo las condiciones 

experimentales se observa la señal de la especie a spin alto (5/2) con valores de factor  

g iguales a 5.73857, 4.16037 y 1.98034 señales debidas a la distorsión rómbica.  Los 

valores de g experimentales son el reflejo directo del estado electrónico del átomo de 

hierro que es paramagnético.   



27 
 

 

Figura 41.   Espectro de RPE de catalasa de hígado de bovino Sigma (C-3155) en 

amortiguador Tris-HCl (0.1 M, pH 8.5) a 77 K.  Frecuencia de microondas=9.123610 GHz. 

 

En la figura 42, se puede ver el espectro de RPE de la proteína depositada sobre el 

electrodo de platino; en este no se observan las señales de spin alto, lo que puede 

interpretarse como un cambio en el estado de oxidación del átomo de hierro en el 

grupo prostético de la catalasa debido a la influencia del campo eléctrico interno.   

g = 5.7387 

g = 4.16037 

g = 2.06615 

g = 2.01015

g = 1.98034 
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Figura 42. Espectro de RPE de electrodo recubierto de catalasa de hígado de bovino Sigma  

(C-3155) en amortiguador Tris-HCl (0.1 M, pH 8.5) a 77 K.  Frecuencia de microondas = 

9.133150 GHz. 

 

En la figura 43, se encuentra el espectro del platino sólo, en el cual no se observa 

ninguna señal y por ende no interfiere en la señal de la catalasa. 
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Figura 43.  Espectro de electrodo platino (ALFA AESAR) a 77 K.  Frecuencia de microondas = 

9.123610 GHz. 

 

Se puede deducir mediante la señal de RPE que la proteína depositada, enzima redox, 

experimenta reacciones electroquímicas al depositarse sobre el ánodo.  Una 

explicación plausible a este fenómeno se puede ver en la figura 44.  La catalasa 

presenta una carga neta negativa en el seno de la solución, esto hace que a través del 

proceso de migración se deposité  sobre el  ánodo (cargado positivamente).  Nuestra 

propuesta inicial es que el hierro del grupo hemo inicialmente con una carga de III, 

pierda una carga negativa y se convierta en FeIV. 
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Figura 44. Esquema de representación de oxidación de la catalasa sobre el ánodo. 

 

El ciclo biológico de reacción de la catalasa, figura 45, comienza con hierro en estado 

de alto espín (FeIII) el cual reacciona con la molécula de peróxido para formar el 

compuesto intermediario  I, una porfirina catión radical π que contiene FeIV.  

Posteriormente, mediante la oxidación de un donador de electrones regresa al 

compuesto I, al estado nativo (FeIII). 8,9 

                    

Figura 45. Ciclo biológico de oxidación de catalasa en la catálisis de peróxido de hidrógeno. 
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Al imponer una corriente eléctrica, se produce una diferencia de potencial entre los 

electrodos, provocando la migración de la proteína, los cambios redox en ella, y la  

electrólisis del agua que produce O2 (g), ecuación 4. 

 

 

 

 

  

Dado que cada átomo de oxígeno tiene un electrón impar para su órbita externa, lo que 

le confiere la condición de radical libre y la molécula de oxígeno tiene 2 electrones 

impares, o sea, es un birradical libre, es posible pensar que la catalasa reacciona con 

el oxigeno producido in situ dentro de la celda para formar el estado intermediario I que 

se deposita en el electrodo, figura 46. 

                 

Figura 46.  Reacción de oxidación de catalasa depositada en el ánodo con el oxígeno 

producido in situ. 

 

 

Ánodo 
INACTIVO  
EN RPE 

ACTIVO  
EN RPE 
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5.7 Estudio de la Cristalización de Citocromo c Comercial  
 

 
Muchas de las proteínas de origen comercial requieren una fase inicial de purificación 

antes de intentar la cristalización.  El Citocromo c de mitocondrias de corazón de 

bovino es un ejemplo clásico de esta necesidad de purificación/cristalización; la 

existencia de isoformas deamidadas en el citocromo c comercial ¡Error! Marcador no 

definido.,¡Error! Marcador no definido.,¡Error! Marcador no definido. hace difícil 

su cristalización requiriendo pasos extra de purificación.10  Recientemente fue 

publicada la cristalización de una isoforma pura de citocromo c de corazón de bovino 

mediante las técnicas de gota colgante combinado con microseeding (microsembrado) 

figura 47.15 

 

Figura 47. Cristales de una isoforma de citocromo c de corazón de bovino 15 

 

Utilizando la celda de DDL adaptada con electrodos, figura 20, como la usada para la 

catalasa, pero conteniendo una solución batch de citocromo c, para lograr su 

cristalización, fue posible seguir el proceso de nucleación y crecimiento de agregados 

de citocromo c durante la cristalización electroquímicamente asistida.12  En la presencia 

del agente precipitante y sin corriente eléctrica se observó un incremento continuo en 

el peso molecular, figura 48 a. Un comportamiento equivalente se observó cuando la 
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solución fue sometida al efecto de un campo eléctrico interno generado por un  flujo de 

corriente directa de 0.9 μA, figura  48 b.  

 
Figura 48. Experimentos  de DDL utilizando 50 μL de una mezcla de solución  de citocromo c 

(60 mg/mL) y PEG 1000 (50-60%), ambos disueltos en amortiguador fosfato (Na2HPO4 

/NaH2PO4) 100 mM, pH 7.0 a) sin corriente eléctrica y b) en la presencia de 0.9 μA,12 a 

diferentes tiempos. 

 

Mediante este procedimiento se pudieron obtener cristales de citocromo c sin realizar 

una separación previa de isoformas.  Los cristales en forma de agujas largas y de color 

rojo, crecieron sobre el cátodo,  figura 49a.¡Error! Marcador no definido.,11,12 
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Figura 49.  a) Cristalización de citocromo c a 10°C bajo un campo eléctrico interno en una celda 

de DDL modificada a) 5 días de cristalización b) cromatograma (215 nm) de citocromo c de 

corazón de bovino comercial en solución de K3Fe(CN)6 , la señal a 14.5 min corresponde a la 

matriz c) cromatograma de cristales de citocromo c disueltos en solución de K3Fe(CN)6, bajo el 

campo eléctrico, la señal a 20.2 corresponde a la isoforma 1.12. 

 

La explicación de este fenómeno se atribuye a la electromigración de proteínas.13,14  Al 

pH 7.0 del experimento el citocromo c está cargado positivamente y presenta una 

atracción electrostática hacia el cátodo. Esta misma atracción quizá hizo  que el 

crecimiento del cristal se orientara de una manera diferente, y por esa razón se 

obtuvieron cristales en forma de aguja y no rectangulares como se obtiene por la 

técnica tradicional.  

 

Los cristales contenidos en la celda fueron mantenidos a 18°C hasta que se llevó a 

cabo el análisis mediante técnicas de radiación sincrotrón.  La estructura cristalina fue 

comparada con la obtenida mediante técnicas tradicionales sin corriente eléctrica,15 

tabla 5. 
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N.R: No reportado 

 

La calidad del cristal en ambas técnicas fue excelente siendo ligeramente mejor para la 

técnica con corriente eléctrica (1.5 Å por microseeding vs 1 Å bajo campo eléctrico 

interno). También, las colectas para los dos cristales alcanzaron una alta integridad, 

siendo mayor para el cristal obtenido bajo el campo eléctrico, esto garantiza una mayor 

cantidad de datos que generan un buen modelo final.  La mosaicidad es un parámetro 

que mide la calidad del cristal, mientras su valor se aproxima a cero el cristal es de 

  
Tabla 5. Caracterización por Radiación Sincrotrón de Cristales de 

Citocromo c Obtenidos Bajo un Campo Eléctrico Interno y por 
Microseeding 

 CRISTAL 2 

(Campo Eléctrico) 

CRISTAL 3 

(Microseeding)15 

Grupo Espacial P212121 P212121 

Parámetros de la celda 

unidad (Å) (a, b, c) 

36.76, 54.57, 

57.02 

36.84, 54.48, 

55.33 

Limites de Resolución (Å) 1.01 – 1.00 1.5 

Reflexiones totales 382292  

Reflexiones únicas 60854 (2718)  

I/σ(I) 44.2 (2.1) 17.5 

R merge (%) 3.9 (60.7)  

Promedio de Mosaicidad 0.45 N.R 

Integridad (%) 97.3  93.3 
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mayor calidad; en este caso se encontró un promedio de mosaicidad muy bajo. Este 

resultado permite proponer que la aplicación del campo eléctrico interno ayuda a 

establecer una mejor organización en las moléculas de proteínas dentro del cristal y no 

solo la participación en el proceso acelerando el transporte de ellas hacia el electrodo. 

 

El análisis por CLAE de los cristales de citocromo c obtenidos bajo un campo eléctrico 

interno, demostró que los cristales pertenecían a la isoforma F1, la cual corresponde al 

pico cromatográfico observado en el tiempo de retención más bajo (20 min) figura 49 

b-c.  El resultado obtenido concordó con la isoforma cristalizada previamente reportada 

mediante la técnica de microseeding;15 en donde la mezcla de las formas deamidada y 

nativa no pudieron ser cristalizadas, al parecer el efecto de la deamidación en el 

citocromo c tiene grandes consecuencias para su cristalización, probablemente la 

isoforma 2, que es la más deamidada no cristaliza por esta razón.   

  

La principal ventaja de este método es que en un tiempo más corto se han podido 

obtener cristales de citocromo c, este fenómeno puede ser asociado con un mayor 

transporte de masa, desde la solución hasta la región cercana a uno de los electrodos, 

donde la cristalización es favorecida.  Este proceso es bien conocido en electroquímica 

y corresponde al proceso de difusión simulado por corriente constante que genera la 

migración de especies cargadas (proteínas en este caso) hacia el electrodo. 16  Al 

aplicar un campo eléctrico sobre una mezcla de isoformas, se pudo separar una 

isoforma de la otra, lo que indica que el sistema propuesto tiene la capacidad de 

discriminar entre las especies cargadas, de tal manera que las atracciones 

electrostáticas o las repulsiones pueden afectar negativa o positivamente las distancias 

entre los aminoácidos y prevenir o favorecer la formación del cristal.   
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Po otro lado, al adicionar un campo eléctrico se estaría afectando la cinética de la 

cristalización, ya que a la difusión de iones debe sumarse el proceso de migración de 

los mismos influenciados por el campo eléctrico. 

 

En este trabajo se postula que la fuerza conductora de la cristalización está compuesta 

por el potencial químico (μ) y el potencial eléctrico (φ), por lo que la resultante de estos 

dos potenciales será quien dictamina si es posible o no la cristalización de proteínas en 

presencia del campo. Δµtotal= Δµquímico + potencial eléctrico = -kβ T ln β + z FΔφ donde kβ  

es la constante de Boltzman, T es la temperatura absoluta, β es la sobresaturación 

definida como la relación entre la concentración inicial de la proteína (C) respecto a la 

concentración de equilibrio o solubilidad (Ceq).  Z es la carga de la especie iónica, F la 

constante de Faraday y Δφ es la diferencia de potencial eléctrico.  La presencia del 

campo eléctrico interno tiene un efecto sobre los iones, generando un mayor 

movimiento de los mismos debido al fenómeno de la migración.  Además, se genera 

una separación de cargas, en respuesta a la diferencia de potencial resultante.  Todos 

estos cambios, respecto al método control, ¿pueden afectar ya de manera positiva o 

negativa el crecimiento de cristales de proteínas? Como se ha reportado en otro 

trabajo,¡Error! Marcador no definido. en donde se cristalizó taumatina y lisozima 

bajo un campo eléctrico interno, éstas presentaron el mismo grupo espacial que el 

control sin corriente.  Los parámetros de la celda unidad no se vieron alterados por la 

imposición del campo eléctrico.  Esto concuerda con lo encontrado en esta 

investigación al comparar los resultados obtenidos en este trabajo con citocromo c.  

También, es notable la considerable disminución en el tiempo de aparición y 

crecimiento de cristales. Para dar una explicación a este fenómeno, es necesario 

retomar la teoría clásica de la nucleación cristalina, en donde, la formación del núcleo 
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critico (r*) y por lo tanto el valor de energía libre crítico (ΔG*) están en función del valor 

del potencial químico (Δµ) de la solución. 

 

La presencia de un campo eléctrico en el batch de cristalización en donde las 

moléculas que son parte de la nucleación se encuentran cargadas, la energía libre 

debe ser expresada en términos de una diferencia de potencial electroquímico:  

/2 

En donde el potencial químico está dado por: 

 

La carga de las especies iónicas es z, F es la constante de Faraday y   es la 

diferencia de potencial. 

 

Lo que se puede observar en la disminución del tiempo de cristalización es una 

contribución negativa del segundo miembro de la ecuación, que está disminuyendo el 

valor de la barrera energética y por lo tanto aumenta la rapidez de nucleación, figura 

50. 
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Figura 50. Disminución en la barrera energética de nucleación debido a la presencia 

de un campo eléctrico en contacto con la solución. 

 

El campo eléctrico interno provoca una aceleración en el proceso de cristalización.  

Inicialmente se podría pensar que esta aceleración estaba relacionada con una 

direccionalidad impuesta por el campo eléctrico sobre las proteínas cargadas, las 

cuales se comportan como macro-iones en estas condiciones.  Así, el efecto del campo 

interno se reflejaría al permitir una velocidad de depósito de las moléculas sobre las 

caras de crecimiento más rápida que lo esperado para una situación sin E.  En general 

los cristales que crecen más rápido  lo hacen sacrificando el ordenamiento interno.  Si 

estos cristales son para estudios estructurales, el patrón de difracción será de baja 

resolución.17  

 

En los cristales analizados no se encontraron grandes diferencias en la calidad 

cristalina del citocromo c cuando crecieron bajo el efecto del campo eléctrico. Más aún, 

casi todos los cristales formados bajo un campo E presentaron mejores señales de 

intensidad difractada en todo el rango de resolución.  La diferencia de calidad entre 
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cristales formados en presencia  o ausencia del campo eléctrico se explica aplicando la 

dinámica de crecimiento de régimen mixto.  La misma sostiene que el crecimiento de 

cristales está afectada por el equilibrio entre la velocidad de transporte de nutrientes 

desde el seno de la solución a la superficie del cristal y la velocidad con que se 

incorporan estos nutrientes a la cara en crecimiento.  Cuando los cristales crecen bajo 

regímenes totalmente difusivos (velocidad de crecimiento controlada por el transporte 

de nutrientes) o un sistema con control cinético (es decir, la concentración de 

nutrientes en el entorno del cristal (Cs) tiende a ser igual a la del seno (C∞) y la 

velocidad depende de la incorporación de los nutrientes a la red cristalina), las 

perturbaciones en el crecimiento decaen y el sistema se vuelve más estable, con lo 

que se obtienen cristales de mayor calidad, figura 51. 

 

 

 

 

                       

 

 

Figura 51.  Representación esquemática de la dependencia de la variación en la amplitud de 

fluctuación al acoplarse procesos de transporte e interfaciales.18  Bajo un control puramente 

cinético o de transporte de nutrientes, la concentración interfacial (Cs) tiende a la concentración 

del seno (C∞) o la concentración de equilibrio (Ceq), respectivamente y la perturbación decae. 

 

Es posible pensar que si se lograra desplazar el sistema a un mayor control cinético 

(por imposición de un flujo adecuado) se lograría obtener cristales de mayor calidad 

Amplitud de 
 Fluctuación 

Control cinético Control  del transporte

Cs                C∞ Cs                Ceq 
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cristalina.  Y esto es lo que se observó al imponer un campo eléctrico interno.  Gracias 

al efecto migratorio de las partículas cargadas y la difusión, el transporte de nutrientes 

hasta las caras en crecimiento no es un paso limitante y en consecuencia se observa 

una alta calidad cristalina.  Los cristales de citocromo c formados bajo la influencia del 

campo E necesitan un menor tiempo de nucleación.  Lo cristales aparecen antes que 

en los experimentos control.   El campo eléctrico favorece la migración de los iones del 

agente precipitante, provocando una agregación de las proteínas en un menor tiempo, 

respecto a un sistema control (en ausencia de E).  De esta forma, las moléculas 

cargadas pueden agregarse y estabilizarse en presencia de un campo eléctrico gracias 

a la polarización que sufren y el enmascaramiento de las cargas a cargo de los 

contraiones.  Para el citocromo c, se observó una mayor calidad cristalina ante la 

presencia del campo eléctrico, ya que existe un control cinético del crecimiento.  El 

citocromo c se ve favorecido por la presencia de especies adecuadas para su 

incorporación mientras que en la catalasa el efecto es el opuesto. 

 

5.7.1 Estudios de Resonancia Paramagnética Electrónica de Citocromo c 

El sitio activo del citocromo c es un grupo prostético de porfirina - hierro (hemo) que 

está covalentemente unido a la proteína en  la cisteína 14 y cisteína 17 a través de 

enlaces tioéter (hemo c) figura 52.  El hierro se encuentra en el plano del anillo 

porfirínico, las dos posiciones axiales del hierro están ocupadas por el azufre de la 

metionina 80 y el nitrógeno de la histidina 18. 19 
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Figura 52. Ilustración del grupo hemo, coordinación del hierro en el Citocromo c. 

 
 

En hemoproteínas se ha encontrado que, generalmente, los aminoácidos histidina, 

metionina, cisteína y lisina, y los grupos CO, CN- y N3 dan lugar a configuraciones de 

bajo espín, y que los ligandos H2O, OH-, glutamato, aspartato y tirosina dan lugar a 

configuraciones de alto espín.20,21 Los ligandos más comunes en citocromos son la 

histidina y la metionina, específicamente en el citocromo c  de corazón de bovino existe 

una interacción con los ligandos  axiales histidina 18 y metionina 80;15 por lo que, en el 

citocromo c comercial estudiado se encontrará un hierro en configuración de bajo 

espín, diamagnética, figura 53. 
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Figura 53. Niveles de energía de los electrones 3d en un campo cristalino octaédrico. 

Configuraciones de alto y bajo espín para los iones Fe3+ y Fe2+. 

 

En la figura 54, se puede ver el espectro del citocromo c sólido comercial, en el cual no 

se encuentra ninguna señal, por lo que se puede deducir que éste se encuentra en su 

estado  diamagnético de bajo spin FeII.  
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Figura 54. Espectro de RPE de Citocromo c de corazón de bovino (Sigma 9007-43-6) en 

estado sólido a 77 K.  Frecuencia de microondas=9.104160 GHz.  

 

Sin embargo, al analizar el espectro de la figura 55 que corresponde a la solución 

acuosa de  citocromo c, se observa una señal con un valor de g de 3.9160 la cual 

pertenece a la señal de FeIII de bajo spin al pH neutro.22 Lo que indica que al poner el 

citocromo c sólido en solución acuosa, sin desoxigenar, sufre un proceso de oxidación, 

posiblemente por el oxígeno disuelto en el medio.   
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Figura 55  Espectro de RPE de Citocromo c de corazón de bovino (Sigma 9007-43-6) en 

solución acuosa (amortiguador fosfatos, pH 7.0) a 77 K.  Frecuencia de microondas = 9.092810 

GHz. 

 

Por otra parte, al analizar el espectro de la figura 56, correspondiente a los cristales 

depositados sobre el cátodo, no se observó ninguna señal.  
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Figura 56.  Espectro de RPE de cristales de Citocromo c de corazón de bovino (Sigma 9007-

43-6) depositados sobre el cátodo, a 77 K.  Frecuencia de microondas = 9.135370 GHz. 

 

Esto puede indicar que el proceso de cristalización asistida electroquímicamente 

provoca, al igual que con la catalasa de hígado de bovino, reacciones redox que da 

lugar a un deposito cristalino de bajo espín diamagnético de FeII.  El fenómeno que 

ocurre se puede ilustrar mediante la figura 57. 
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Figura 57. Esquema de representación de la  reducción del Citocromo c  sobre el cátodo. 

 

La cristalización de macromoléculas es un paradigma que va a la par con el 

plegamiento de las proteínas, teniendo en cuenta el gran número de conformaciones 

que cada monómero puede presentar en un momento dado y que están por encima de 

las mínimas requeridas para obtener cristales perfectos.23 

 

Las razones detrás de la gran variabilidad en la cristalización de macromoléculas son 

múltiples e incluyen: 1) el alto grado de movilidad de las macromoléculas sobre la 

superficie, 2) la naturaleza electrostática (la composición aleatoria de los grupos 

cargados), 3) la relativamente alta inestabilidad química y física de macromoléculas 

(desplegamiento, requerimientos de hidratación, sensibilidad a la temperatura y 4) 

factores específicos de la molécula (como grupos prostéticos y ligandos). 
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Estos factores contribuyen en gran medida a la dificultad en los actuales intentos de 

predecir el comportamiento de cristalización do novo, incluso hasta para las pequeñas 

y relativamente estables proteínas como la lisozima. 23 
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5. CONCLUSIONES 
 

� Se construyó un nuevo modelo de celda con una microestructura interdigital 

de platino que permitió realizar experimentos de cristalización de proteínas 

redox con aplicación de diferentes corrientes (0.5 µA - 5µA).  Se pudo 

observar un  aumentó en el número de núcleos formados, pero no en el 

tamaño del cristal. Se observó el fenómeno de migración hacia el electrodo 

de carga contraria a la proteína, con la formación de un depósito sobre el 

electrodo de platino. 

 

� Fue posible monitorear el proceso de agregación durante la cristalización 

de catalasa bajo un campo eléctrico interno, utilizando una celda de DDL 

modificada con electrodos de platino. Se observó  que con la aplicación de 

corriente por encima de 2 µA, los agregados que se van formando tienen 

un diámetro definido entre 100 nm y 1000 nm correspondiente a agregados 

moleculares de 10 y 100 moléculas de proteína, diferentes a los que se 

encuentran cuando no se aplica corriente eléctrica, los cuales presentan 

valores aleatorios sin ningún patrón de comportamiento, esto debido 

posiblemente a que la corriente eléctrica favorece la organización de los 

monómeros en cantidades discretas.  

 

 
 

� En los experimentos  de cristalización bajo un campo eléctrico (0.9 µA), 

realizados con citocromo c de corazón de bovino, se pudieron obtener 

cristales en forma de aguja de la isoforma 1, sobre el cátodo. El tiempo de 



obtención de los cristales se redujo de 45 a 5 días y presentan mejor 

resolución al analizarlos por difracción con rayos X. 

 

� Se estudiaron los depósitos de proteínas sobre los electrodos de platino, 

utilizando la técnica de RPE. Este estudio preliminar permitió proponer un 

cambio de oxidación en los átomos de hierro presente en el grupo hemo 

tanto de la catalasa como del citocromo c, indicando que estas proteínas 

están siendo afectadas por la diferencia de potencial entre los electrodos. 

 
� Es diferente la influencia que ejerce el campo eléctrico sobre las especies 

redox estudiadas. En el caso del citocromo c, el cual sin una previa 

separación de isoformas, se favoreció la cristalización de la  isoforma 1, lo 

que representa un ejemplo de la autodiscriminación del sistema sobre las 

especies presentes.  Lo que no contribuyó de una manera positiva al 

crecimiento de los cristales de catalasa en el rango de corriente estudiado. 

 
� Estos  resultados  serán  útiles  para encontrar un nuevo método 

experimental  que puede ser usado para estudiar los efectos del campo 

eléctrico sobre la cristalización de proteínas y establecer unas bases 

teóricas que pueden explicar lo que sucede durante la nucleación y el 

crecimiento del cristal.   
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6. PERSPECTIVAS 
 

� Estudiar el fenómeno de cristalización de proteínas redox con electrodos de 

otro material (Au, Ag, grafito, etc.) con el fin de mejorar las condiciones 

experimentales eliminando la afinidad de las proteínas por el platino. 

 

 
� Para estudiar si el campo eléctrico está modificando la esfera de 

hidratación de la proteína se podrían realizar estudios de calorimetría diferencial de 

barrido o fluorescencia intrínseca unido a la técnica de DDL para el seguimiento del 

proceso de agregación. 

 
� Se pueden realizar estudios de dicroísmo circular después de realizar los 

experimentos de DDL para ver si ocurren cambios en la estructura secundaria de las 

proteínas. 
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5. ANEXO I
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