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Resumen 

La Biocatálisis ofrece importantes ventajas respecto a la síntesis química tradicional, en 

especial en cuanto a su alta eficiencia, altos rendimientos, alta estereo-, regio- y 

quimioselectividad y a la baja formación de subproductos. Adicionalmente, el uso de 

biocatalizadores implica reacciones con bajo impacto ambiental, ya que se utilizan 

condiciones suaves, no corrosivas y no tóxicas. En particular, la estereoselectivdad de las 

reacciones es extremadamente importante en la industria farmacéutica y actualmente es 

uno de los mayores desafíos de la síntesis orgánica, ya que la quiralidad es un factor clave 

en la seguridad y eficacia de la mayoría de las drogas.  

La reacción de adición aldólica resulta ser uno de los métodos más poderosos para la 

formación de uniones C-C. Dicha construcción, realizada con un completo control 

estereoquímico es una meta muy deseada dentro de la síntesis orgánica y en este sentido, 

los procesos biocatalizados proveen rutas alternativas de gran potencialidad. Las aldolasas 

catalizan la reacción aldólica reversible y estereoespecífica entre compuestos carbonílicos 

formando β-hidroxicetonas o β-hidroxialdehídos quirales. El empleo de aldolasas ha 

permitido la preparación de diversos precursores sintéticos de productos 

farmacológicamente activos, entre ellos, drogas anticolesterolémicas conocidas como 

estatinas.   

En este contexto, el objetivo principal de esta Tesis fue la obtención, mediante caminos 

biocatalizados por 2-desoxirribosa 5-fosfato aldolasa (DERA), de intermediarios y/o 

precursores de análogos de nucleósidos con actividad farmacológica. En particular se 

propuso como objetivos específicos el desarrollo de nuevos biocatalizadores basados en 

DERAs de diferentes fuentes microbiológicas (modificadas genéticamente) y la obtención 

de 2-desoxirribosa 5-fosfato (DR5P) como intermediario de síntesis de nucleósidos 
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modificados y de 2,4,6-tridesoxi D-eritro-hexapiranosas sustituidas como precursores de 

nuevos análogos de estatinas, con el fin de testar su actividad catalítica.  

 En el primer capítulo se presenta la introducción general a los temas que se abordaron en 

la Tesis doctoral. En él se describe brevemente la importancia de los compuestos 

ópticamente puros y las metodologías de síntesis que pueden ser empleadas para 

obtenerlos. Se analizan las ventajas y desventajas de cada metodología, y cómo la síntesis 

biocatalizada de este tipo de compuestos ha tomado importancia en la industria. En 

particular, la discusión se centra en la reacción de adición aldólica, comparando las ventajas 

que implica el uso de biotransformaciones respecto a la síntesis química tradicional. Luego, 

se describen los diferentes tipos de aldolasas, principalmente la aldolasa dependiente de 

acetaldehído, DERA. Enfocados en la síntesis de drogas para el control de colesterol en 

sangre, en este capítulo también se resumen los antecedentes existentes relacionados con 

la síntesis química y biocatalizada de estatinas.   

En el segundo capítulo se describen los objetivos de la Tesis doctoral acompañados por la 

definición del problema y las hipótesis que dieron lugar al trabajo experimental.  

El tercer capítulo detalla la puesta a punto de los biocatalizadores que posteriormente fueron 

utilizados en el resto de la Tesis. Se puso a punto la expresión de tres DERAs de distinto 

género – dos de Pectobacterium atrosepticum y una de Lactobacillus brevis-, las cuales 

estaban modificadas genéticamente para obtener una mayor resistencia a su sustrato 

natural, acetaldehído, e incrementar, de esta forma, la productividad. En primer lugar, se 

llevó a cabo la optimización del crecimiento de los microorganismos y se puso a punto la 

expresión y purificación de las enzimas correspondientes. A su vez, fue seleccionada y 

optimizada la metodología por la cual se midió actividad enzimática.  

En el cuarto capítulo se desarrolla la síntesis biocatalizada de desoxirribosa-5-fosfato 

(DR5P) a partir de distintos sustratos y las DERAs obtenidas previamente, y se describe su 

utilidad como intermediario en la preparación de nucleósidos modificados. Se aborda, 

además, la temática relacionada con la selección del biocatalizador más adecuado para 

cada caso, evaluando el uso de enzimas, extractos libres de células o células enteras.   

En el quinto capítulo se describe la puesta a punto de la síntesis de 2,4,6-tridesoxi D-eritro-

hexapiranosa. Para tal fin se llevaron a cabo reacciones de adición aldólica biocatalizadas 

por las DERAs antes descriptas, utilizando acetaldehído como dador y aceptor. Este capítulo 

se encuentra estrechamente ligado al sexto capítulo, en el cual, habiendo determinado la 

cantidad máxima de acetaldehído tolerada, se llevaron a cabo adiciones aldólicas utilizando 

acetaldehído como dador nucleofílico y diversos aldehídos como aceptores. Entre los 

aldehídos aceptores se destaca la utilización de derivados aldehídicos de bases 

nitrogenadas (N-1-(2-oxoetil) timina, N-9-(2-oxoetil)adenina y N-1-(2-oxoetil)  citosina.   

En el séptimo capítulo, se describen metodologías químicas y biocatalizadas para la 

oxidación de los productos obtenidos en los dos capítulos anteriores. La oxidación de los 
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lactoles a las correspondientes lactonas genera una nueva familia de estatinas, cuyas 

actividades biológicas serán evaluadas a futuro.   

Finalmente, en el octavo capítulo se exponen las conclusiones y los logros obtenidos durante 

este trabajo doctoral.   
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Abreviaturas 

ADN Ácido ribonucleico  

AK Acetato quinasa 

ARN Ácido desoxirribonucleico  

ATP Adenosina trifosfato  

CCD Cromatografía en capa delgada 

DERA 2-Desoxirribosa 5-fosfato aldolasa

DHA Dihidroxiacetona  

DHAK Dihidroxiacetona quinasa 

DHAP Dihidroxiacetona fosfato  

DMF Dimetilformamida 

DMSO-d6 Dimetilsulfoxido deuterado 

DR Desoxirribosa 

DR1P Desoxirribosa 1-fosfato  

DR5P Desoxirribosa 5-fosfato  

EDTA Ácido etilendiaminotetraacético 

ELC Extracto libre de células  

EtOAc Acetato de etilo  

FSA Fructosa-6-fosfato aldolasa  

Fuc1P L-Fuculosa 1 fosfato

G3P Gliceraldehído 3-fosfato  

GA Gliceraldehído  

IMAC Cromatografía de afinidad con iones metálicos inmovilizados 

IPTG Isopropil-β-D-1-tiogalactopiranósido 

MeOH Metanol 

Nd No determinado 

NeuAcA Ácido N-acetilneuramínico aldolasa 

Nr No reacciona  

NP Nucleósido fosforilasa  

PPM Fosfopentomutasa 
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RAMA Fructosa 1,6 bisfosfato aldolasa de musculo de conejo 

TDHP 2,4,6-tridesoxi D-eritro-hexapiranosa 

THF Tetrahidrofurano 

TP Timidín fosforilasa  
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1.1. Compuestos quirales, su importancia.  

La generación de compuestos quirales es uno de los desafíos más importantes para 

la síntesis orgánica. La demanda de estereoisómeros puros se ha extendido a casi todas 

las industrias. En particular, la industria farmacéutica requiere separar y testear cada 

uno de los estereoisómeros por separado y así determinar propiedades farmacológicas, 

metabolismo y toxicidad.1 Esto conduce a obtener compuestos homoquirales para evitar 

así cualquier posibilidad de efectos adversos. En una mezcla racémica, por ejemplo, es 

frecuente encontrar que uno de los isómeros sea una droga activa y beneficiosa para el 

organismo, mientras que el otro constituya una impureza y pueda tener cierta toxicidad. 

Podemos citar una gran cantidad de compuestos que presentan dicha dualidad de 

acción entre sus isómeros. 

El primer caso de droga anti-inflamatoria no esteroidea (AINE) en su versión de 

fármaco enantiopuro fue reportada en 1994. El S-Ibuprofeno (Tabla 1, entrada 1) 

presenta actividad anti-inflamatoria 100 veces mayor que el R-ibuprofeno,2,3 lo que 

deriva en una acción más rápida administrando una dosis más baja.4  

Ketoprofeno también pertenece al grupo de los AINEs y su administración se 

recomienda para dolores postoperatorios. El isómero S es conocido como 

Dexketoprofeno (Tabla 1, entrada 2)  y es el doble de activo que el isómero R, por lo 

cual se puede reducir su administración y evitar efectos gastrointestinales adversos.5  

El metabolismo de la anfetamina es estereoselectivo, es decir, S-anfetamina 

(Dexanfetamina) (Tabla 1, entrada 3) se metaboliza más rápido que su isómero R. En 

la mayoría de los países la droga es prescripta como el enantiómero puro, pero la mezcla 

racémica está aún disponible.6 

En todos los casos anteriores, el hecho de administrar el fármaco en forma de mezcla 

racémica proporciona una menor actividad farmacológica, pero se han reportados casos 

en los que uno de los isómeros presenta efectos adversos en quienes lo consumen. El 

caso más conocido es el de la droga Talidomida (Tabla 1, entrada 4), que era 

administrada a mujeres entre los años 1950 y 1960 para evitar sensación de malestar 

en los primeros meses del embarazo. Su comercialización se realizaba como mezcla 
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racémica, comprobándose posteriormente que S-talidomida presentaba efectos 

teratogénicos.7 

Hace algunos años, el estudio de las consecuencias medioambientales de los 

estereoisómeros se ha ido incrementando.8 En el año 2013, un estudio descripto por 

Dong y colaboradores, reportó un análisis sobre ecotoxicidad de los dos enantiómeros 

del funguicida Difenoconazol (Tabla 1, entrada 5) que demostró que (2R,4S)-

difenoconazol presenta mayor bioactividad y menor ecotoxicidad. Sin embargo, para el 

isómero (2S,4S)-difenoconazol los resultados fueron los contrarios (mayor ecotoxicidad, 

menor bioactividad).9  

Tabla 1. 1: compuestos quirales de importancia farmacológica 

N° NOMBRE ESTRUCTURA QUÍMICA EMPLEO 

1 S-Ibuprofeno 

 

Anti-inflamatorio 

2 Dexketoprofeno 

 

Analgésico y anti-

inflamatorio 

3 Dexanfetamina 

 

Supresor del apetito 

4 R-Talidomida 

 

Evita los primeros 

síntomas del embarazo 

5 
(2R,4S)-

Difenocanazol 

 

Funguicida 
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1.2. Síntesis de compuestos quirales  

Como se mencionó anteriormente, obtener compuestos homoquirales es de suma 

importancia para varias industrias. Además, es importante contar con metodologías que 

incluyan bajo impacto ambiental, reducción de desechos, bajo costo de energía y el uso 

de reactivos y catalizadores baratos, fácilmente disponibles y reciclables.10 

Existen tres metodologías para obtener compuestos quirales: (i) empleo de 

compuestos quirales puros como sustratos de partida, (ii) síntesis asimétrica a partir de 

un sustrato proquiral empleando un catalizador (organocatalizador, catalizador metálico 

o biocatalizador), (iii) resolución de mezclas racémicas. 

1.2.1. A partir de un compuesto quiral  

Esta metodología consiste en emplear compuestos ópticamente activos como 

material de partida y modificar grupos funcionales presentes en la molécula sin alterar 

ninguna de las unidades estereogénicas iniciales. La síntesis a partir de un compuesto 

quiral suele ser económica sólo cuando un material de partida está disponible a gran 

escala y, generalmente, se necesitan varios pasos de reacción para llegar al compuesto 

de interés.11 

La elección del sustrato de partida, depende exclusivamente de la molécula a 

sintetizar.12 Por ejemplo, eleuterobina (2) - un glucósido de diterpeno con actividad 

anticancerígena – pudo ser sintetizado a partir (+)-carvona (1), mediante una secuencia 

de pasos químicos que involucra pasos de acilación, epoxidación y apertura del epóxido 

sin que se altere la configuración deseada (figura 1.1).13  

 

Figura 1. 1: Eleuterobina y  su sustrato quiral de partida (+)-carvona. 
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1.2.2. Síntesis asimétrica  

La síntesis asimétrica es considerada la estrategia más poderosa para la producción 

de moléculas quirales a partir de moléculas proquirales. Este procedimiento puede 

llevarse a cabo utilizando catalizadores metálicos, organocatalizadores o 

biocatalizadores. 

1.2.2.1. Catálisis metálica 

Los catalizadores metálicos fueron, durante mucho tiempo, la herramienta más usada 

en síntesis asimétrica. El uso de metales de transición, contaminantes importantes para 

el medio ambiente (entre otras desventajas),14 hizo que se empezaran a reemplazar por 

nuevas alternativas como los ya mencionados biocatalizadores u organocatalizadores. 

Sin embargo, la remarcada y diversa reactividad junto a la controlada selectividad hacen 

que en la actualidad se sigan utilizando.15  

Hoy en día, la catálisis metálica intenta realizarse con catalizadores que sean 

abundantes en la Tierra para disminuir el costo y el efecto ambiental de las reacciones.16 

Por este motivo, el titanio es uno de los catalizadores más utilizados; este metal no solo 

es barato, sino que también sus subproductos son considerados biocompatibles y de 

baja toxicidad. Su utilización se ha extendido en catálisis redox, reacciones de 

hidroaminacion e hidroaminoalquilación.17 En la figura 1.2 se muestra la 

hidroaminoalquilación intramolecular de aminoalquenos 2,2´-disustituidos. Para tal 

proceso se utilizó un complejo de piridonato de titanio para dar como producto 

ciclohexilaminas. 

 

 

Figura 1. 2: Hidroaminoalquilación intramolecular utilizando un complejo de titanio como catalizador 

metálico. 
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1.2.2.2. Organocatálisis  

El uso de moléculas orgánicas pequeñas como catalizadores en reacciones de 

síntesis orgánica se denomina Organocatálisis. Debido a que esta metodología resulta 

rápida y simple, es muy común que se utilice para sintetizar estructuras complejas.18 En 

general, las reacciones organocatalizadas se llevan a cabo en condiciones compatibles 

con el medio ambiente, utilizando solventes verdes, a temperatura ambiente y sin 

necesitar de maquinarias específicas. En comparación con los catalizadores metálicos, 

los organocatalizadores son más estables, menos costosos, no tóxicos, fácilmente 

disponibles y ambientalmente amigables. Además, estas reacciones son poco sensibles 

a la presencia de agua o aire y pueden llevarse a cabo con éxito en condiciones 

experimentales simples.19   

L-Prolina es el modelo de organocatalizador más sencillo y el más descripto en 

bibliografía ya que es muy eficiente y práctico en muchos tipos de reacciones (Michael, 

Mannich, Diels-Alder, entre otras). Sin embargo, este organocatalizador presenta 

muchas limitaciones respecto a su solubilidad en solventes orgánicos, manteniendo una 

gran enantioselectividad y elevada actividad catalítica solo en solventes polares 

apróticos (DMSO, DMF o Acetonitrilo).10 Por tal motivo, se comenzaron a diseñar nuevas 

estrategias basadas en la derivatización de (L)-prolina,20 el agregado de aditivos al 

medio de reacción (agua, dioles, ácidos, etc.) o la utilización de  mezcla de solventes.21 

Las succinimidas son compuestos heterocíclicos utilizados en la producción de 

nuevos fármacos con diversas aplicaciones terapéuticas. A lo largo del tiempo, se han 

aislado y sintetizado derivados de succinimida que poseen actividad anticonvulsiva, 

antiinflamatoria, antitumoral y antimicrobiana.22 Estos compuestos pueden ser 

sintetizados mediante una adición de Michael enantioselectiva de aldehídos a 

maleimidas, organocatalizada por una amina primaria quiral (figura 1.3).23 Como se 

puede observar, utilizando este organocatalizador, se obtienen rendimientos y excesos 

enantioméricos elevados, a partir de una amplia variedad de maleimidas N-sustituidas.  
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Maleimida Aducto de Michael 

R Rendimiento (%) e.e. (%) 

Ph 98 94 

4-MeC6H4 87 88 

4-MeOC6H4 77 89 

4-ClC6H4 92 88 

4-O2NC6H4 78 70 

Me 91 82 

Figura 1. 3: Síntesis organocatalizada de succinamidas sustituidas. 

 

1.2.2.3. Biocatálisis  

La utilización de biocatalizadores para realizar transformaciones químicas de 

sustratos no naturales se denomina Biocatálisis. Se considera biocatalizador a cualquier 

sistema con actividad enzimática (enzimas aisladas, complejos enzimáticos, organelas 

celulares, células enteras, etc.). Las enzimas aisladas presentan gran actividad y buen 

rendimiento y, debido a su alta quimio- regio- y enantioselectividad, se elimina la 

formación de productos secundarios, lo que simplifica el downstream del proceso. La 

desventaja más notable es que en algunas reacciones es necesario el agregado de 

cofactores (NAD(P)H o ATP), lo que deriva en un costo de producción elevado.24 

Además, la mayoría de las enzimas no se encuentran comercialmente disponibles de 

forma aislada.  
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Cuando se utilizan células enteras, en cambio, se elimina la posible necesidad de 

agregar cofactores en las reacciones biocatalizadas, ya que se regeneran por sus 

propias vías metabólicas. A la vez, la utilización de células enteras le permite a la enzima 

“desenvolverse” en su entorno natural confiriéndole mayor estabilidad. Sin embargo, es 

posible que se produzcan problemas difusionales a causa de la membrana 

semipermeable y la pared celular, produciendo reacciones más lentas.25 Además, 

teniendo en cuenta que en la célula no solo actúa la enzima de interés, la aparición de 

productos secundarios, que conlleva a rendimientos más bajos, se presenta como otro 

de los inconvenientes que derivan del uso de este tipo de biocatalizadores.  

Por ejemplo, las enzimas alcohol deshidrogenasas son muy utilizadas en la reducción 

asimétrica de cetonas proquirales para producir el correspondiente alcohol. Estos 

compuestos son sintones quirales en la síntesis de productos farmacéuticos, productos 

químicos o productos naturales.2 A modo de ejemplo, Vitale y colaboradores reportaron 

la síntesis de Rivastigmina, un sintón quiral de muchas drogas para el tratamiento de 

Alzheimer y Parkinson.26 En uno de los pasos de esta reacción se utilizan células enteras 

de Lactobacillus reuteri, las cuales reducen la cetona al correspondiente alcohol de 

configuración R con buen rendimiento y marcada enantioselectividad (figura 1.4).  

 

 

Figura 1. 4: Reducción biocatalizada para la síntesis de Rivastigmina. 

 

El empleo de células enteras cuando se llevan a cabo reacciones de reducción u 

oxidación –entre otras- tiene la ventaja de que en las células se encuentran todos los 

cofactores necesarios para la reacción y las vías metabólicas adecuadas para su 

regeneración. En cambio, cuando se emplean enzimas libres se necesita incorporar el 

cofactor al medio de reacción y acoplar un sistema de regeneración de cofactores, lo 

cual incrementa el costo del procedimiento.  
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Otra característica notable es que las biotransformaciones se realizan, generalmente, 

en medios acuosos, haciendo que el proceso sea ecológicamente sustentable, y más 

eficiente en tiempo y costo. Actualmente, se llevan a cabo reacciones biocatalizadas 

que pueden producir una amplia gama de productos industriales (farmacéuticos, 

químicos, alimenticios, etc.). El diseño de la reacción, la elección y la optimización del 

biocatalizador y el desarrollo del bioproceso, son factores que posibilitan un proceso 

biocatalítico eficiente.27 Esta metodología se empleó en el presente trabajo doctoral y se 

desarrollará en los próximos capítulos.  

1.2.3. Resolución de mezclas racémicas 

La separación de enantiómeros mediante la formación de diastereoisómeros 

derivados y la subsiguiente separación de estos por medios físicos se ha practicado a 

gran escala durante muchos años.11 Sin embargo, con el surgimiento de los 

biocatalizadores se han logrado resoluciones parciales de mezclas racémicas de forma 

simple y eficiente. Las dos metodologías más utilizadas son: i) resolución cinética y ii) 

resolución cinética dinámica.  

1.2.3.1. Resolución cinética 

La resolución cinética es una de las metodologías más utilizadas para obtener 

compuestos enantiomericamente puros. Esta metodología implica una reacción entre 

un compuesto quiral en su forma racémica y un reactivo, donde uno de los dos 

enantiómeros da lugar a un producto más rapidamente que el otro. La evolución rápida 

de uno de los enantiómeros hacia un producto de reacción determinado dará lugar a la 

recuperación total o parcial del otro enantiómero. Sin embargo, esta metodología 

presenta como desventaja que solo se puede obtener como máximo un 50% de 

rendimiento teórico.28 En otras palabras, la resolución cinética puede ser considerada 

como un proceso de aislamiento de uno de los dos enantiómeros, el enantiómero de 

interés.  

La primera evidencia de resolución cinética biocatalizada fue en 1858, donde Luis 

Pasteur logró aislar el ácido (S,S)-(-)tartárico de su enantiómero, utilizando como 

biocatalizador el hongo Penicillium glaucum.29 A partir de este descubrimiento, muchas 

de enzimas han sido utilizadas para la resolución de racematos. Las lipasas se han 

convertido en las enzimas más explotadas para esta metodología, debido a su amplia 
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tolerancia a sustratos no naturales, su fácil disponibilidad y su capacidad de trabajar en 

medios orgánicos, sin perder actividad ni selectividad.30 Por ejemplo, Kamal y 

colaboradores plantearon la resolución cinética de derivados sustituidos de 1-feniletanol 

utilizando una lipasa de Pseudomonas cepacia. Como se observa en la figura 1.5, las 

cetonas se reducen químicamente utilizando borohidruro de sodio, dando como 

resultado la mezcla racémica de ambos alcoholes. Posteriormente, uno de los dos 

isómeros se acila enzimáticamente utilizando una Lipasa, y de esta forma este producto 

(2) puede ser separado fácilmente del enantiómero remanente del alcohol (1). Se obtuvo 

de esta manera un exceso enantiomérico mayor a 99% en todos los productos, pero 

solo rendimientos cercanos al 50% del isómero requerido.31 

 

 

Figura 1. 5: Resolución cinética biocatalizada para la producción de alcoholes quirales. % ee >99% 

 

1.2.3.2. Resolución cinética dinámica 

Con el fin de evitar la limitación que presenta la resolución cinética clásica, la 

resolución cinética dinámica (DKR) permite obtener un rendimiento teórico del 100% del 

enantiómero de interés. DKR combina resolución cinética clásica con un paso de 

racemización, donde el sustrato se transforma en el enantiómero deseado luego de 
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varias rondas de racemización. La racemización puede realizarse por organocatálisis, 

catálisis metálica o biocatálisis, pero debe ser el paso rápido de la reacción para no 

convertirse en el cuello de botella (figura 1.6).28  

 

 

Figura 1. 6: Esquema de resolución cinética dinámica. 

 

Si bien DKR parece ser muy prometedora, la dificultad de aplicar esta metodología 

radica en la puesta a punto del proceso ya que se deben cumplir varios requisitos:32 (i) 

la resolución cinética debe alcanzar suficiente enantioselectividad, (ii) la 

biotransformación y la racemización deben ser compatibles en las condiciones de 

reacción, (iii) la velocidad de racemización debe ser alta y (iv) el catalizador utilizado 

para la racemización no debe reaccionar con el producto de la reacción.  

Gamal y colaboradores han descripto la DKR de binaftoles, utilizando la lipasa de 

Pseudomonas sp. (resolución cinética) y un complejo que contiene rutenio 

(racemización) (figura 1.7). El primer desafío al que se enfrentaron estos autores fue la 

optimización de esta metodología, buscando la compatibilidad de ambos catalizadores 

en el medio de reacción. Una vez definidos los parámetros a utilizar, los binaftoles 1-4 

fueron convertidos en el correspondiente binaftol ópticamente activo con un rendimiento 

mayor al 80% y un exceso enantiomérico hacia el isómero R mayor al 90%. 

Adicionalmente, este método, también fue aplicable a binaftoles tetrasustituidos como 

(5), dando el isómero R, el cual es difícil de sintetizar cuando se utilizan resoluciones 

cinéticas convencionales.33  
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Figura 1. 7: DKR de binaftoles utilizando como catalizadores un complejo con rutenio y una lipasa de 

Pseudomonas sp. 

 

1.3. Reacciones de adición aldólica  

La reacción de adición aldólica fue descripta por primera vez por Wurtz y 

colaboradores y se ha convertido en una de las herramientas más importantes para la 

formación de enlaces C-C en síntesis orgánica.34 En las reacciones de adición aldólica 

un compuesto carbonílico, que actúa como nucleófilo, pierde el protón del carbono α 

formando un ion enolato. Seguidamente este ion enolato ataca al carbono del grupo 

carbonílico de una segunda molécula, que actúa como electrófilo, generando una unión 

C-C entre las dos moléculas (figura 1.8). En ciertas condiciones las reacciones de 

adición aldólica pueden ser reversibles, debido a que se puede inducir la ruptura de 

dicha unión en el medio de reacción (ruptura retro aldólica) produciendo los compuestos 

iniciales.  

 

 

Figura 1. 8: Reacción aldólica catalizada por NaOH. 
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Las adiciones aldólicas pueden realizarse utilizando bases fuertes como el hidróxido 

de sodio (NaOH) o el hidróxido de potasio (KOH). Sin embargo, aunque las bases son 

buenos catalizadores, el empleo de esta metodología de reacción presenta varias 

desventajas: i) la reacción se lleva a cabo en condiciones fuertes de reacción (pH y 

temperatura elevados) ii) se producen desechos inorgánicos producto de la degradación 

de las bases y iii) se genera una mezcla de todos los isómeros posibles para el 

producto.35 Por estos motivos su implementación a gran escala es muy difícil de realizar.  

1.3.1. Adiciones aldólicas asimétricas  

Las adiciones aldólicas catalizadas por anticuerpos, pequeñas moléculas 

(Organocatálisis) o enzimas (Biocatálisis) constituyen una alternativa a la reacción de 

adición aldólica convencional, generando compuestos quirales con una elevada 

selectividad y gran eficiencia atómica.36  

Las aldolasas, enzimas pertenecientes al grupo de las liasas, catalizan la reacción 

aldólica reversible entre compuestos carbonílicos formando β-hidroxicetonas (cetoles) 

quirales o β-hidroxialdehídos (aldoles) (figura 1.9). Estas enzimas se caracterizan por 

generar estos productos con elevado rendimiento y gran exceso enantiomérico, en 

condiciones suaves de reacción.37  

 

 

Figura 1. 9: Reacción aldólica catalizada por aldolasas. 

 

Los anticuerpos también pueden ser utilizados como catalizadores en reacciones de 

adición aldólica. Estas moléculas son generadas mediante una inmunización reactiva 

con el sustrato de interés unido a un aptámero con una proteína conjugada. 
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Posteriormente, entre el pool de anticuerpos formados se seleccionan aquellos que son 

capaces de reconocer y llevar a cabo la reacción de adición aldólica. Por ejemplo, el 

anticuerpo 38C2 formado por la inmunización reactiva en ratones con 1,3-dicetona unida 

a una proteína (disponible comercialmente) permite llevar a cabo adiciones aldólicas 

entre cetonas alifáticas y aldehídos (figura 1.10).38,39  

 

 

Figura 1. 10: adición aldólica catalizada por un anticuerpo. Ab: anticuerpo. 

 

En contraste con las enzimas y los anticuerpos, los organocatalizadores pueden 

catalizar adiciones aldólicas con mayor variedad de sustratos, mediante la formación de 

una enamina intermediaria.40 Por ejemplo, Martins y colaboradores han reportado la 

utilización de una prolinamida sustituida con glicerol para catalizar la adición aldólica de 

aldehídos voluminosos y ciclohexanonas sustituidas, en medios de reacción acuosos.41 

La figura 1.11, muestra la reacción llevada a cabo y los productos obtenidos. Como se 

puede observar, para estas reacciones organocatalizadas, se alcanzaron buenos 

rendimientos y considerables excesos enantioméricos.  

Si bien existen varios métodos para llevar a cabo síntesis asimétricas que involucran 

reacciones de adición aldólica, en la actualidad se ha dado gran importancia a aquellos 

procedimientos donde la asimetría es controlada por un biocatalizador. Es por ello que, 

en las siguientes secciones, se desarrollará el empleo de aldolasas como 

biocatalizadores en reacciones de adición aldólica con mayor detalle.  
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Figura 1. 11: Reacción aldólica organocatalizada entre ciclohexanonas sustituidas y diferentes aldehídos. 

 

1.3.2. Adiciones aldólicas mediadas por aldolasas 

1.3.2.1. Clasificación de las Aldolasas  

Las aldolasas pueden clasificarse según su mecanismo de reacción en tipo I o II. En 

las aldolasas de tipo I se genera una base de Schiff entre un residuo conservado de 

lisina correspondiente al sitio activo y el sustrato dador nucleofílico, lo que posibilita la 

activación del sustrato. Se encuentran normalmente en animales y plantas. Por otro 

lado, las aldolasas de tipo II son dependientes de cofactores metálicos (en general Zn2+ 

o Mg2+) los cuales actúan como ácidos de Lewis y activan al sustrato dador nucleofílico 

formando un enolato. Este tipo de enzimas está ampliamente distribuido en bacterias y 

hongos(figura 1.12).37  
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Figura 1. 12:Mecanismo de reacción de aldolasas de tipo I y II. 

Teniendo en cuenta que las aldolasas son fuertemente dependientes del sustrato 

dador nucleofílico, también es posible clasificarlas según esta característica en cinco 

grupos (Figura 1.13). Podemos encontrar aldolasas dependientes de i) glicina, ii) 

dihidroxiacetona fosfato (DHAP), iii) dihidroxiacetona (DHA), iv) piruvato o v) 

acetaldehído. No obstante, hace unos años se descubrió que fructosa-6-fosfato aldolasa 

(aldolasa dependiente de dihidroxiacetona) también podía utilizar como dadores 

nucleofílicos diferentes cetonas o aldehídos.42 Debido a esto, muchos ensayos actuales 

sobre estas enzimas se basan en encontrar aldolasas capaces de aceptar un mayor 

rango de nuevos dadores nucleofílicos. La utilización de aldolasas presenta la ventaja 

que la estereoselectividad, en general, depende de la enzima y no del sustrato.43  
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Figura 1. 13: Clasificación de aldolasas según la dependencia de su sustrato dador nucleofílico. 

 

1.3.2.1.1. Aldolasas dependientes de glicina 

Existen dos grupos de aldolasas dependientes de glicina: serina hidroximetil 

transferasa (SHMT) o treonina aldolasa (ThrA). Ambos grupos catalizan la adición 

aldólica reversible entre glicina y un aldehído, utilizando piridoxal fosfato (PLP) como 

cofactor. Tanto SHMT como ThrA aceptan un amplio rango de aldehídos aromáticos o 

alifáticos como sustratos,44 generando β-hidroxi-α-aminoácidos. Los productos de estas 

reacciones pueden ser utilizados como intermediarios en la síntesis de antibióticos, 

inmunosupresores y drogas para la terapia del Parkinson.45 

Existen cuatro variantes de ThrA, dos selectivas para treonina (D- o L-treonina) y otras 

dos selectivas para allo-treonina (D- y L- allo-treonina). Todas llevan a cabo la reacción 

de adición aldólica con un completo control estereoquímico (Figura 1.14).46  
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Figura 1. 14: Aldolasas dependientes de glicina. 

 

L-ThrA puede emplearse como biocatalizador en la síntesis de β-hidroxi-α-L-amino 

ácidos, drogas utilizadas como antivirales, antitumorales e inmunosupresores. La 

síntesis se puede llevar a cabo utilizando glicina como dador y un amplio rango de 

aldehídos como aceptores. Si bien estas enzimas llevan a cabo la reacción con alta 

estereoselectividad cuando el sustrato aceptor es un aldehído alifático, la 
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Glicina 

Glicina 
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estereoselectividad del carbono β se ve drásticamente afectada cuando los aceptores 

utilizados son aldehídos aromáticos, mientras que la estereoselectividad del carbono α 

se mantiene. (figura 1.15).47 Por este motivo, y sumado al bajo rendimiento que se 

obtiene utilizando estas enzimas, la aplicación de L-ThrAs se encuentra aún limitada, 

pero en búsqueda de nuevas variantes capaces de mantener el control estereoquímico 

en la reacción.48  

 

 

Figura 1. 15: Síntesis de L-treo-3,4-dihidroxifenilserina utilizando L-ThrA como biocatalizador. 

 

1.3.2.1.2. Aldolasas dependientes de dihidroxiacetona fosfato  

Como muestra la figura 1.16 existen cuatro aldolasas dependientes de DHAP: i) D- 

fructosa-1,6-bisfosfato (FruA), ii) L-fuculosa-1-fosfato (FucA), iii) L-ramnulosa-1-fosfato 

(RhuA) y iv) D-tagatosa-1,6-bisfosfato (TagA) aldolasa. Estas enzimas catalizan 

naturalmente la adición aldólica asimétrica y reversible entre DHAP y gliceraldehído-3-

fosfato (G3P) o L-lactaldehído.49 
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Figura 1. 16: Aldosas dependientes de dihidroxiacetona fosfato. 

 

Debido a que proceden con un completo control estereoquímico, estas cuatro 

enzimas son las más utilizadas e investigadas. Pueden llevar a cabo adiciones aldólicas 

entre DHAP y una amplia variedad de aldehídos, generando dos nuevos centros 

estereogénicos. Cada aldolasa genera un único producto, y la estereoquímica de estos 

compuestos en C-3 y C-4 es complementaria. La estereoquímica del C-3 es estricta ya 

que depende de la interacción de cada enzima con su sustrato dador mientras que la 

del C-4 puede llegar a variar, en algunos pocos casos, con la estructura del sustrato 

aceptor.43  

La fuerte especificidad de estas enzimas por DHAP representa un inconveniente para 

la síntesis biocatalizada, debido a que este sustrato es caro y de baja estabilidad. Es 

por ello que se han desarrollado distintos protocolos enzimáticos o químicos para 

sintetizar DHAP o sus precursores, respectivamente. Los procesos químicos se centran 

en sintetizar a gran escala precursores de DHAP que puedan ser fácilmente convertidos 
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al momento de ser usados. Sin embargo, estos procesos son muy tediosos y generan 

desechos tóxicos.50 Es por ello que se han sustituido por procesos enzimáticos que 

involucran la conversión desde dihidroxiacetona (DHA), glicerol, glicidol, entre otros 

sustratos.51 El grupo de investigación dirigido por Garcia Junceda, ha descripto un 

sistema de producción de DHAP muy eficiente a partir de DHA utilizando 

dihidroxiacetona kinasa (DHAK) recombinante de Citrobacter freundii. La regeneración 

in-situ del ATP utilizado es catalizado por una acetato kinasa (AK) (figura 1.17).52  

 

 

Figura 1. 17: producción de DHAP a partir de DHA, utilizando DHAK y AK. 

 

1.3.2.1.2.1. Fructosa-1,6-bisfosfato aldolasa  

In vivo, esta enzima forma parte de la glucólisis, de la gluconeogénesis y del ciclo de 

Krebs, y puede encontrarse tanto en mamíferos como en plantas o microorganismos. A 

diferencia de los mamíferos y de las plantas donde solo encontramos FruA de Clase I, 

en microorganismos podemos encontrar ambas clases. La expresión de una de las 

clases es constitutiva, mientras que la otra puede ser inducida por cambios en las 

condiciones de crecimiento del microorganismo.53 

Dentro de este tipo de enzimas, fructosa-1,6-bisfosfato aldolasa de músculo de conejo 

(RAMA) es una de las aldolasas más versátiles y más utilizadas para la preparación de 

azúcares, desoxiazúcares, fluoroazúcares, análogos de nucleósidos, terpenoides, 

alcaloides, macrociclos, iminociclitoles y antibióticos de tipo macrólidos. En el sitio activo 

de RAMA el ataque nucleofílico del intermedio enamina formado entre DHAP y la enzima 

ocurre en la cara si del aldehído aceptor, proporcionando así el producto con 

estereoquímica (3S,4R) con respecto al carbonilo.54,55 
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A modo de ejemplo, en la figura 1.18 se puede observar la síntesis de un iminociclitol, 

inhibidores de glucosidasas y glicosiltransferasas.56 En un primer paso de reacción, 

RAMA cataliza la condensación aldólica de 3-azido-2-hidroxipropanaldehido (1) y 

DHAP, dando el producto de configuración 3S, 4R. Posteriormente, mediante una 

fosfatasa acida y una glucosa isomerasa, se obtiene 6-azido-6-desoxi-D-glucopiranosa 

(4). El último paso de reacción involucra un aminación reductiva dando como producto 

un iminociclitol de siete miembros (5).57 

 

 

Figura 1. 18: Síntesis de iminociclitol de 7 miembros, usando RAMA como biocatalizador 

  

1.3.2.1.2.2. L-Fuculosa-1- fosfato aldolasa 

La reacción natural de esta aldolasa de Clase II es la ruptura reversible de L-fuculosa-

1-fosfato para generar DHAP y L-lactaldehído, paso central en el metabolismo de L-

fucosa en bacterias.58 Como otras aldolasas, FucA presenta gran selectividad para su 

sustrato dador (DHAP) pero puede aceptar un amplio rango de aldehídos como 

sustratos aceptores.  

FucA está ampliamente descripta para la síntesis de azúcares raros, compuestos que 

poseen una potencial aplicación en industrias farmacéuticas, alimenticias o de nutrición. 

Esta síntesis se puede llevar a cabo mediante una reacción multienzimática one-pot 

utilizando FucA entre los biocatalizadores y generando DHAP a partir de D- o L-glicerol-

3-fosfato como material de partida. El primer paso consiste en la oxidación de D- o L- 

glicerol-3-fosfato para formar DHAP utilizando glicerol fosfato oxidasa (GPO). El 

peróxido de hidrógeno (subproducto) que se genera se elimina como oxígeno por 

adición de una catalasa al medio de reacción. Una vez formado DHAP, la adición 

aldólica se realiza agregando D- o L-gliceraldehído y FucA como biocatalizador. Como 

resultado, cuando se utilizó D-gliceraldehído, los productos de reacción obtenidos 
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fueron D-sorbosa-1-fosfato o su isómero D-psicosa-1-fosfato, siendo el último el 

producto mayoritario. En cambio, cuando se utilizó L-gliceraldehído los productos de 

reacción fueron L-tagatosa-1-fosfato y L-fructosa-1-fosfato, en similares proporciones. 

La desfosforilación posterior permitió producir los cuatro azúcares raros como puede 

verse en la figura 1.19. Cabe mencionar que esta variante de FucA parece perder su 

estereoselectividad cuando acepta L-gliceraldehído, lo que no sucede cuando el D-

gliceraldehído es el aceptor. No obstante, esta propiedad de las aldolasas podría 

aprovecharse bien para la síntesis de varios tipos de azúcares raros.59 

 

Figura 1. 19: Reacción multienzimática one-pot, utilizando FucA y (a.) L-gliceraldehído (b.) D-

gliceraldehído  

 

1.3.2.1.2.3. L-Ramnulosa-1-fosfato aldolasa  

La reacción natural de RhuA es la adición aldólica reversible y asimétrica entre DHAP 

y L-lactaldehído para producir L-ramnulosa 1-fosfato. Rhua puede aceptar un amplio 

rango de aldehídos naturales y no naturales como sustratos aceptores produciendo la 

síntesis de 3R,4S dioles.60  
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Esta enzima, al igual que FucA puede ser empleada como biocatalizador en la síntesis 

de azúcares raros. Recientemente, Chen y colaboradores51 reportaron la síntesis de 

cetosas raras utilizando un eficiente sistema biocatalítico de cuatro enzimas clonadas 

en E. coli. Como muestra la figura 1.20, en los primeros dos pasos de reacción el glicerol 

se transforma en DHAP utilizando dos enzimas: glicerol kinasa (GK) y GPO (acoplada 

a una catalasa). Posteriormente, RhuA cataliza la adición aldólica entre DHAP y D-

gliceraldehído (D-GA), el cual es incorporado al medio de reacción. En concordancia 

con lo postulado anteriormente (inciso 1.3.2.1.2.2.), cuando se emplea D-GA la 

esteroselectividad de RhuA se pierde, dando los dos isómeros. Los productos de esta 

reacción se desfosforilan por una glicerol fosfatasa oxidasa de S. pneumoniae, 

generando D-sorbosa y D-psicosa con un rendimiento de 99% al cabo de 8 h de 

reacción. Este sistema presenta la ventaja de maximizar el rendimiento evitando utilizar 

DHAP como material de partida, por lo que la reacción reduce costos de producción.  

 

 

Figura 1. 20: Síntesis de cetosas raras catalizada por una E. Coli recombinante conteniendo GK, GPO, 

RhuA y una glicerol fosfatasa oxidasa. 

1.3.2.1.2.4. Tagatosa-1,6-bisfosfato aldolasa  

Esta enzima tetramérica cataliza la adición aldólica reversible entre DHAP y D-

gliceraldehído-3-fosfato produciendo tagatosa-1,6-bisfosfato. Naturalmente, TagA está 

involucrada en el metabolismo de lactosa, D-galactosa y galactitol.61 Debido a su baja 

selectividad, esta aldolasa no es muy utilizada como biocatalizador. Hace unos años, 

Bolt y colaboradores, realizaron modificaciones genéticas sobre TagA para revertir este 

inconveniente con buenos resultados. Las modificaciones se realizaron sobre los 
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aminoácidos cercanos al sitio activo, que están implicados en el posicionamiento del 

sustrato.62  

1.3.2.1.3. Aldolasa dependiente de dihidroxiacetona  

1.3.2.1.3.1. Fructosa 6-fosfato aldolasa  

FSA es la única enzima representante del grupo de aldolasas dependiente de 

dihidroxiacetona (DHA). Esta enzima utiliza como sustrato D-fructosa-6-fosfato 

generando, mediante una reacción reversible, G3P y DHA. Actualmente, se ha 

convertido en una herramienta importante en la síntesis de carbohidratos, derivados de 

azúcares y sus análogos polihidroxilados. Una de las mayores ventajas que ofrece esta 

enzima es que acepta análogos de DHA como sustratos dadores (como hidroxiacetona, 

hidroxibutanal o hidroxibutanona), evitando el uso de costosos compuestos 

fosforilados.63 A su vez, se ha reportado la posibilidad de utilizar una amplia variedad de 

aldehídos como electrófilos, dando productos de estereoquímica  (3S,4R).64  

D-Fagomina es un iminoazúcar aislado por primera vez de una variedad de trigo 

serraceno.65 Este iminoazúcar es un potente inhibidor de R-glucosidasa y R-

galactosidasa intestinal de mamíferos. La síntesis de este compuesto puede llevarse a 

cabo utilizando una estrategia quimioenzimática de dos pasos.66 Como se muestra en 

la figura 1.21 el primer paso de reacción consta de una adición aldólica estereoselectiva 

entre DHA y N-Cbz-3-aminopropanal; posteriormente el producto de esta adición se 

somete a una aminación reductiva utilizando hidrógeno/paladio para generar D-

fagomina con un rendimiento de 89% y un exceso enantiomérico de 93%. Una segunda 

aminación reductiva puede generar otros derivados N-alquilados, los cuales pueden 

utilizarse potencialmente como drogas inhibitorias de la actividad R-glucosidasa.  
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Figura 1. 21: Síntesis quimioenzimática de D-Fagomina. 

 

1.3.2.1.4. Aldolasas dependientes de piruvato o fosfoenolpiruvato 

Estas aldolasas catalizan la adición aldólica entre diversos aldehídos (electrófilos) y 

piruvato o fosfoenolpiruvato, dando como producto 3-desoxi-2-ceto ácidos. Mientras que 

las aldolasas dependientes de piruvato están implicadas en la degradación de ácidos 3-

desoxi-2-ulosónicos, unidades de azúcares esenciales para procesos biológicos, las 

aldolasas dependientes de fosfoenolpiruvato están involucradas en la biosíntesis de 

cetoácidos.67 Ambas enzimas son fuertemente dependientes de sus sustratos dadores 

pero no así de sus sustratos aceptores, por lo cual pueden aceptar un amplio rango de 

aldehídos.45  

Ácido N-acetilneuramínico aldolasa (NeuAcA) es una aldolasa dependiente de 

piruvato que cataliza la adición aldólica entre piruvato y N-acetilmanosamina. Esta 

enzima está ampliamente estudiada ya que, a diferencia del resto de las aldosas, 

NeuAcA presenta una estereoquímica determinada por el sustrato y no por la enzima. 

Por tal motivo, se aprovechó esta característica para sintetizar análogos de ácido siálico 

en sus isómeros D y L (figura 1.22).68,69 
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Figura 1. 22: Síntesis de análogos de ácido siálico catalizada por NeuAcA. 

 

1.3.2.1.5. Aldolasa dependiente de acetaldehído 

1.3.2.1.5.1. 2-Desoxirribosa-5-fosfato aldolasa  

2-Desoxirribosa-5-fosfato aldolasa (DERA), es una aldolasa de tipo I y la única 

reportada dependiente de acetaldehído. DERA está involucrada en el catabolismo de 

las pentosas que forman parte de desoxinucleósidos, en la ruta de las pentosas fosfato. 

La reacción natural de DERA es la adición aldólica reversible entre gliceraldehido-3-

fosfato (G3P) y acetaldehído para generar 2-desoxirribosa-5-fosfato (DR5P) (figura 

1.23),70 un intermediario ampliamente empleado en la síntesis de desoxinucleósidos 

modificados, compuestos de reconocida actividad antiviral y antitumoral.71  

Esta enzima se encuentra descripta en plantas, animales o microorganismos. En 

humanos se expresa mayormente en hígado y pulmón, y está involucrada en las 

respuestas al estrés celular.72 DERA se encuentra codificada dentro del operón deo, 

específicamente en deoC. Debido a que DERA es una enzima inducible, la transcripción 

de los genes involucrados en este operón es inducida por la unión de DR5P a los 

promotores adyacentes P1 y P2, y es reprimida por la proteína deoR (figura 1.24).  
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Figura 1. 23: Reacción de adición aldólica entre G3P (aceptor nucleofílico) y acetaldehído (dador 

nucleofílico) biocatalizada por DERA. 

 

 

Figura 1. 24: operón deo. 

 

La secuencia del gen que codifica DERA de E. coli K12 (EcDERA), una de las DERAs 

más estudiadas, se reportó por primera vez en el año 1982 por Valentin-Hansen y 

colaboradores.73 Posteriormente, la enzima se aisló y se determinó que contenía 259 

aminoácidos y tenía un peso molecular de 27,7 kDa. El análisis de la estructura por 

rayos X determinó que EcDERA (Figura 1.25)  presenta un plegamiento típico de (α/β)s 

barril TIM,74 donde el sustrato forma un base de Schiff con la lisina 167;75 dicho 

plegamiento es común entre las aldolasas más eficientes.   
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FIGURA 1. 25: DERA DE E. COLI K12 (ECDERA), PDB: 1PX1. 

 

Aunque la mayoría de las aldolasas presenta una estructura multimérica, DERA 

puede ser encontrada en solución tanto como monómero o como dímero. Estudios 

previos han confirmado que la enzima se halla en forma monomérica en buffer Tris-HCl-

EDTA, mientras que en buffer fosfato se la encuentra en forma dimérica.76 Actualmente, 

se hallan disponible comercialmente DERA de E. coli K12 y de Lactobacillus plantarum.  

El mecanismo catalítico de DERA se determinó por estudios cristalográficos de alta 

resolución, RMN, mutagénesis y modelado molecular. Lys167 de EcDERA, se identificó 

como el residuo implicado en la formación de la base de Schiff, correspondiente al 

mecanismo de las aldolasas de tipo I. Inicialmente, Lys167 forma una imina (base de 

Schiff) con el acetaldehído, la cual se estabiliza por resonancia dando lugar a la 

formación de una enamina. Al mismo tiempo, Asp102, Lys201 y una molécula de agua 

forman un sistema de abstracción del protón de la imina del C2 del acetaldehído y para 

la protonación del carbonilo del sustrato aceptor.  De esta forma, el sistema se prepara 

para atacar nucleofilicamente al carbono carbonílico de dicho sustrato. La figura 1.26 

muestra en detalle el mecanismo catalítico de DERA propuesto por Heine y 

colaboradores; las estructuras recuadradas fueron identificadas en los estudios 

cristalográficos de EcDERA.77 
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Figura 1. 26:  Mecanismo catalítico de EcDERA. Extraído de Heine et al., 200177 

 

Adicionalmente, Schulte y colaboradores 78,79 han demostrado, con ensayos de 

dinámica molecular y RMN, que el extremo C-terminal de EcDERA funciona como una 

“tapadera” del sitio activo que hace variar a esta enzima entre un estado abierto o 

cerrado. El estado abierto permite el ingreso del sustrato y la liberación del producto, 

mientras que en el estado cerrado se produce el paso de catálisis de la abstracción del 

protón tal como se describió por Heine. La tirosina más cerca del C-terminal (Tyr259) es 

la encargada de entrar al sitio activo para generar el estado cerrado y se cree que este 

residuo también está implicado en el paso de abstracción del protón. Sin embargo, su 

mecanismo todavía no ha sido dilucidado.  

Además, estos investigadores demostraron la existencia de residuos de unión de 

fosfato auxiliares en la cola C-terminal de EcDERA que podrían facilitar su orientación 

en la posición óptima para la catálisis. Esta podría ser la razón por la cual la eficiencia 

catalítica de EcDERA se reduce drásticamente para sustratos no fosforilados. Sin 

embargo, esto es más importante en la dirección retro-aldólica de los hemiacetales 
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cíclicos (lactoles), ya que se requiere un paso de apertura de anillo adicional dado que 

el aldehído reactivo es el de cadena abierta. Así, la presencia de un grupo fosfato podría 

actuar como una marca de afinidad facilitando la unión al sitio activo en el que se cataliza 

la apertura del anillo.  

Las características antes mencionadas, conducen a que DERA sintetice hemiacetales 

cíclicos estables a partir de aldehídos no fosforilados. Por ejemplo, DERA puede aceptar 

tres aldehídos no quirales y no fosforilados como sustratos,80 lo que posibilita que se 

generen dos reacciones de adición aldólica consecutivas. Como se observa en la figura 

1.27, el producto de la primera adición aldólica sigue siendo sustrato de DERA 

(electrófilo), el cual reacciona con otro acetaldehído (nucleófilo) dando lugar a una nueva 

adición aldólica altamente estereoespecífica. Finalmente, por sus características, esta 

molécula se cicla espontáneamente en el correspondiente β-hidroxi-D-lactol.  

 

 

Figura 1. 27: Adición aldólica catalizada por DERA utilizando tres aldehídos como sustratos. 

 

1.3.2.1.5.1.1. Modificaciones genéticas en DERA  

1.3.2.1.5.1.1.1. Aceptación de sustratos 

Una gran variedad de β-hidroxi-D-lactoles-5-sustituidos se prepararon empleando 

DERAs wild-type, pero la actividad de esta enzima depende en gran medida de los 

grupos sustituyentes del sustrato. Debido a que DERA es naturalmente dependiente de 

sustratos aceptores fosforilados, la mayor actividad se observa conteniendo aldehídos 

con grupos cargados negativamente.81 Esto se demostró en 1990 cuando Barbas y 

colaboradores describieron que, al utilizar D-gliceraldehído, la actividad de DERAwt era 

6 (seis) veces menor que al utilizar D-gliceraldehído-3-fosfato.82 La dependencia de 

DERA hacia sustratos fosforilados y con determinadas características limita su 
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aplicación en la industria a gran escala, es por ello que se han realizado estrategias 

racionales para expandir la especificidad de DERA y mejorar su actividad frente a una 

amplia variedad de sustratos no fosforilados. Estas estrategias incluyen ingenieria de 

sustrato o solvente, modificaciones covalentes o mutaciones dirigidas o al azar.83,84   

En particular, las mutaciones para mejorar la preferencia de sustratos se basaron en 

modificar aminoácidos del bolsillo de unión a fosfato conservado en muchas proteínas. 

Este bolsillo está compuesto, en el caso de EcDERA, por los residuos Gly171, Lys172, 

Gly204, Gly205, Val206, Arg207, Gly236, Ser238 y Ser239. Sin embargo, solo Ser238 

se une a DR5P formando un puente de hidrógeno. Al cambiar  Ser238 por aminoácidos 

ácidos como aspartato (Ser238Asp), la preferencia por sustratos neutros o cargados 

positivamente aumentó significativamente sobre los sustratos cargados 

negativamente.84 Esta mutante fue empleada en la adición aldólica consecutiva entre 

acetaldehído y sustratos electrofílicos no fosforilados (figura 1.28).81  

 

 

Figura 1. 28: Biotransformación utilizando EcDERA Ser238Asp y sustratos electrofílicos no fosforilados. 

 

Como describimos anteriormente las aldolasas son muy utilizadas para sintetizar 

análogos de azúcares, por lo que el empleo de DERAs en dichas síntesis está 

ampliamente descripto en bibliografía. Chambre y colaboradores emplearon una DERA  

de Arthrobacter chlorophenolicus (ArthroDERA) para sintetizar varios azúcares raros.85 

La secuencia de esta proteína, obtenida de bases de datos (UniProt), fue sintetizada y 

luego clonada y sobre-expresada en Escherichia coli Bl21 DE3.  
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Si bien las aldolasas suelen ser específicas por su nucleófilo, ArthroDERA descripta 

por Chambre puede aceptar diversos sustratos como dadores nucleofílicos (figura 

1.29)..86–88 Esta promiscuidad catalítica ya había sido reportada por otros autores, lo que 

demuestra que la especificidad de DERA puede ser menos estricta de lo que se 

pensaba.89 Sin embargo, a diferencia de lo que ocurre con las aldolasas dependientes 

de DHAP mencionadas anteriormente, DERA es altamente estereoselectiva y los 

productos que se obtienen empleando esta enzima poseen un exceso diasteromérico 

mayor al 95% para todos los casos.   

 

 
Figura 1. 29: Adición aldólica catalizada por ArthroDERA sintética. 

 

Otro ejemplo del empleo de DERA se muestra en la figura 1.30 para la síntesis de 

Epotilona A, un potente anticancerígeno. Los dos intermediarios de Epotilona A se 

sintetizaron utilizando una estrategia quimioenzimática. La furanosa que se puede 

observar en la síntesis del intermediario a, se realizó mediante una adición aldólica 

entre acetaldehído y 1,1-dimetoxi-2-propanol catalizada por EcDERA. Posteriormente, 

diversas reacciones químicas se llevaron a cabo hasta llegar al intermediario a con un 

60% de rendimiento. En paralelo, el anillo lactónico requerido para formar el 
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intermediario b se sintetizó utilizando DERA, acetaldehído y 3-hidroxi-2-metilpropanal 

como sustratos. Finalmente, utilizando diferentes pasos químicos de reacción pudo 

llevarse a cabo la síntesis completa de Epotilona A.90 

 

 

Figura 1. 30: Síntesis de intermediarios de Epotilona A utilizando DERA como biocatalizador. 

 

1.3.2.1.5.1.1.2. Resistencia frente a acetaldehído 

La función natural de DERA es utilizar el azúcar formado por degradación de los 

desoxirribonucleósidos como sustrato. Al catabolizarlo se produce gliceraldehido-3-

fosfato y acetaldehído, los cuales ingresan a la glucólisis y al ciclo de Krebs, 

respectivamente.91 La presencia de acetaldehído funciona como un regulador del 

catabolismo, haciendo que la enzima se inhiba cuando se encuentra en presencia de 

elevada concentración de este producto. Esta inhibición dificulta la aplicación de DERA 

en la industria ya que, es necesario incorporar una gran cantidad de acetaldehído para 

desplazar la reacción hacia la síntesis. Es por ello que se ha puesto mucho esfuerzo en 

dilucidar este mecanismo de inhibición e, indirectamente, modificar la tolerancia de 

DERA frente a su sustrato.   
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Dick y colaboradores92 describieron el mecanismo de inhibición de EcDERA en 

presencia de una alta concentración de acetaldehído. Mediante estudios de 

cristalografía se determinó la estructura de DERA luego de una incubación overnight 

con acetaldehído (300 mM). Como se muestra en la figura 1.31 el producto de la adición 

aldólica de dos acetaldehídos (2) es propenso a deshidratarse, perdiendo un grupo 

hidroxilo. Este producto de deshidratación, que se denomina crotonaldehído (3), sería 

el responsable de la inhibición de DERA. En el mecanismo de inhibición propuesto por 

Dick, el crotonaldehído forma una base de Schiff con la cadena lateral de la Lisina 167 

implicada en el sitio activo de la enzima (4). Posteriormente, el grupo tiol de la Cisteína 

47, distante del sitio activo, actúa como nucleófilo y ataca al crotonaldehído unido a la 

Lisina 167, formando una unión covalente (5). Finalmente, se produce la hidratación del 

doble enlace formando el compuesto (6), haciendo que la modificación sea irreversible.  

Debido a que la Lys 167 implicada en la inhibición de DERA se encuentra en el sitio 

activo, modificar este aminoácido concluye en la pérdida de la actividad de DERA. Es 

por ello que las modificaciones genéticas para obtener EcDERA resistente a elevada 

concentración de acetaldehído se centraron en sustituir la cisteína distante al sitio activo 

por un aminoácido no nucleofílico, como metionina (C47M). Dicha cisteína se encuentra 

conservada en DERAs de distintos microorganismos.  

 

 

Figura 1. 31: Mecanismo de inhibición de DERA propuesto por Dick.92 
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Sin embargo, Bramski80 y colaboradores han demostrado que esta forma de inhibición 

no es la única. Al reemplazar la Cys47 de EcDERA por Leucina (aminoácido 

voluminoso) la estabilidad de la enzima frente a la incubación con acetaldehído y 

crotonaldehído fue mayor respecto a DERAwt. En cambio, cuando Cys47 se reemplazó 

por Alanina o Glicina (aminoácidos menos voluminosos), DERA fue muy sensible a la 

incubación con acetaldehído y crotonaldehído. Esto indicaría que, cuando la cavidad del 

sitio activo de la enzima se vuelve más pequeña, su resistencia aumenta. C47S fue la 

única excepción; aunque Serina y Cisteína son similares en tamaño, la variante que 

posee la mutación C47S resultó ser diez veces más estable que DERAwt. Esto indica 

que existe un mecanismo de inhibición independiente de Cys47, donde otro aminoácido 

sirve como un nucleófilo secundario (Thr18). Al reemplazar Cys47 por aminoácidos de 

gran tamaño, estos bloquean la adición de Michael entre Thr18 y crotonaldehído. Sin 

embargo, al mutar Thr18 se produce una pérdida de estereoselectividad, por lo cual esta 

modificación resultó poco viable debido a que la estereoselectividad es uno de los 

aportes más importantes de esta enzima.  

Las modificaciones genéticas planteadas por Dick92 y Jiao124 son las más utilizadas 

para mejorar la resistencia de DERA frente a concentraciones elevadas de acetaldehído 

y sus derivados. Sin embargo, durante mucho tiempo se han testeado DERAs con el fin 

de encontrar microorganismos wild type que posean resistencia a elevadas 

concentraciones de acetaldehído. Hoy en día se han reportado varios microorganismos 

wt con esta característica,93 siendo los microorganismos termófilos los más 

prometedores. Sakuraba y colaboradores han clonado dos aldolasas de dos 

microorganismos hipertermófilos: Pyrobaculum aerophilum y Thermotoga marítima. En 

ambos casos la actividad inicial se retuvo en un 50% luego de ser incubados 20 horas 

con 300 mM de acetaldehído.94 En comparación, con DERA de Rhodococcus 

erythropolis, se retuvo solo el 30% de la actividad inicial luego de haber sido incubada 

con 300 mM de acetaldehído durante 2 horas.95 Estos datos sugieren que existe una 

relación entre la estabilidad térmica de DERA y la resistencia frente a concentraciones 

elevadas de acetaldehído. En DERAs hipertermófilas existen puentes de hidrógeno y 

puentes salinos intermoleculares entre los dímeros de esta proteína, que son 

responsables de la estabilidad de la proteína a temperaturas mayores a 50°C y, a la vez, 

aumentan la tolerancia a aldehídos. Jiao y colaboradores realizaron una mutación 

dirigida para contribuir a la formación de estos puentes, cambiando ácido glutámico por 
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lisina en una zona distal al sitio activo (E78K) sobre DERA perteneciente a Lactobacillus 

brevis (LbDERA). En la figura 1.32 se puede ver cómo esta mutación induce a la 

formación de dos puentes de hidrógeno entre Lys78 y Val96 y entre Lys78 y Gly71. A 

su vez, se forma un puente salino con Asp113. Esta mutante presenta una tolerancia a 

sus sustratos de 700 mM (cloroacetaldehído) y 1400 mM  (acetaldehído) y duplica el 

rendimiento respecto a la enzima wild type 96.  

 

Figura 1. 32: La mutagénesis dirigida que introduce una Lys78, genera dos puentes de hidrógeno con 

Gly71 y Val96 con una distancia de 2.8 y 2.9 Å, respectivamente; y un puente salino con Asp113 con una 

distancia de 2.6 Å. 

1.4. Estatinas  

La hipercolesterolemia está asociada a niveles elevados de colesterol en el plasma 

sanguíneo y representa un importante problema de salud pública. Aquellas personas 

que sufren de este síndrome metabólico poseen más riesgo de contraer enfermedades 

cardiovasculares, las cuales son reconocidas como la principal causa de mortalidad y 

morbilidad en el mundo.97,98 Para disminuir los valores de colesterol en sangre se 

recomienda, en primera instancia, un abordaje no farmacológico como actividad física o 

estilo de vida saludable.99 Si los valores de colesterol continúan siendo elevados se 

prescriben estatinas. Las estatinas son inhibidores competitivos de la enzima 3-hidroxi-

3-metil-glutaril-coenzima A reductasa (HMG-CoA reductasa). Esta inhibición evita la 

conversión de HMG-CoA a mevalonato, precursor biosintético del colesterol 100–102 

(figura 1.33a). La estructura de estas estatinas puede dividirse en tres partes (figura 
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1.33b): (i) una cadena lateral con dos grupos hidroxilo quirales en forma de lactona o 

hidrolizada que le confiere actividad biológica, (ii) un anillo hidrofóbico que está 

involucrado en la unión a la enzima HMG-CoA reductasa y (iii) grupos laterales que 

definen la solubilidad de la molécula y sus propiedades farmacocinéticas.103 Las 

estatinas pueden clasificarse según su forma de obtención en tres tipos: naturales, semi-

sintéticas y totalmente sintéticas (super-estatinas). 

 

Figura 1. 33: a. Esquema simplificado de la biosíntesis del colesterol. Las estatinas inhiben el paso de 

conversión de HMG-CoA a Mevalonato. b. Estructura general de las estatinas: (i) cadena lateral con 

actividad biológica (Azul); (ii) anillo hidrofóbico involucrado en la unión a la enzima HMG-CoA reductasa 

(Negro); (iii) grupos laterales (Rojo) 

Se denominan estatinas naturales a aquellas que fueron aisladas a partir de 

fermentaciones (figura 1.34). Mevastatina, la primer estatina natural, fue descubierta 

por Akira Endo alrededor de 1970. 104 Su estructura similar a HMG-CoA capturó la 

atención del grupo de trabajo cuando se analizaban los productos de fermentación de 

Penicillium citrinum. Posteriormente, se comprobó que la droga reducía el colesterol 

unido a lipoproteínas de baja densidad (LDL-C) en un 30%.105 Si bien estos resultados 

no cautivaron a la industria farmacéutica, alentaron la búsqueda de otros compuestos 

similares. Años después, Stokker y colaboradores descubrieron una nueva estatina 

natural como producto de fermentación de Aspergillus terreus, denominada Lovastatina, 

la cual reducía el porcentaje de LDL-C eficientemente.106  

 



Capítulo 1: Introducción 

 

56 
 

 

 

Figura 1. 34: Estatinas naturales de 1° generación 

 

Los ensayos clínicos de las estatinas naturales demostraron que, quienes las 

consumían, presentaban varios efectos adversos. Es por ello que se llevaron a cabo 

modificaciones estructurales de manera biocatalizada o química, dando como resultado 

moléculas conocidas como estatinas semi-sintéticas, cuyos efectos adversos eran 

menores y su efectividad mucho mayor (figura 1.35). Pravastatina, un análogo 

biosintético de mevastatina,107 presenta en su estructura un grupo hidroxilo adicional. 

Esta modificación hace que la molécula sea más soluble en agua, lo cual minimiza la 

habilidad para penetrar la membrana lipídica de células no hepáticas y le confiere 

especificidad a la molécula.108 Por otro lado, simvastatina es un análogo semi-sintético 

de lovastatina,109 cuya estructura presenta un grupo metilo adicional en la posición 2 de 

la cadena lateral sustituyente del ciclo.  

 

Figura 1. 35: Estatinas semi-sintéticas. 
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Tanto las estatinas naturales como las estatinas semi-sintéticas presentan la cadena 

lateral en forma de lactona. Estas pro-drogas al ingresar al organismo se hidrolizan a 

ácido 3,5-dihidroxiheptanoico, su forma activa.110 Las super-estatinas, en cambio, 

poseen la cadena lateral ya hidrolizada (figura 1.36). Actualmente existen cuatro super-

estatinas comerciales: Fluvastatina, Rosusvatatina, Atorvastina y Pitavastaina. A 

diferencia de las estatinas semi-sinteticas, las super-estatinas son completamente 

sintetizadas mediante métodos químicos y/o enzimáticos.105 

 

Figura 1. 36: Super-estatinas. 

 

Aproximadamente un 5% de los pacientes que utilizan estatinas discontinúan el 

tratamiento.111 Se considera que una de las principales razones es que presentan 

diversos efectos adversos como complicaciones gastrointestinales, fatiga, dolor de 

cabeza o mialgias. Por ejemplo, la comercialización de la super-estatina Cerivastina fue 

suspendida puesto que produce miopatías (debilidad y dolor muscular) incluso en dosis 

bajas.112 Actualmente la síntesis de fármacos para el control del colesterol está centrada 

en producir estatinas más efectivas, modificando la estructura heterocíclica sin alterar la 

cadena lateral responsable de la actividad. Todas estas modificaciones se piensan en 

pos de obtener menores efectos adversos, pero considerando al mismo tiempo un 

equilibrio entre el tiempo de desarrollo y costo. 
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1.4.1. Síntesis química de precursores sintéticos de estatinas  

La síntesis química, tanto de estatinas semi-sintéticas como super-estatinas, 

normalmente contiene muchos pasos de reacción, involucra protección y desprotección 

de moléculas y genera subproductos, lo que dificulta la purificación.113 Por ejemplo, la 

síntesis de Simvastatina a partir de Lovastina puede realizarse mediante un proceso 

complejo de muchos pasos.114 En el primer paso de reacción (figura 1.37) Lovastatina 

fue tratada con n-butilamina y cloruro de ter-butildimetilsililo (TBSCl) dando un producto 

el cual es alquilado, posteriormente hidrolizado y nuevamente lactonizado para obtener 

Simvastatina. Si bien el rendimiento de reacción es elevado (91%), el costo de reacción 

es 5 veces mayor que la producción de Lovastatina.115 

 

Figura 1. 37: Síntesis de Simvastatina a partir de Lovastatina. 

 

La síntesis de intermediarios de Rosuvastatin y Pitavastatin a partir de un alcohol 

alenílico (1) fue descripta por Spreider y Breit.116 Como se observa en la figura 1.38 el 

sustrato enantioméricamente puro (1) reacciona con paladio/DPEphos para producir 1,3 

dioxano (2), el cual luego de una ozonólisis en presencia de diferentes difenilfosforilos 

(3 o 4) producen los intermediarios de Rosuvastatin (ruta 1) y Pitavastatina (ruta 2).  
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Las metodologías químicas antes descriptas, se realizan en condiciones fuertes de 

reacción (temperatura elevada y pH muy altos) lo que hace el proceso de síntesis 

química costoso y perjudicial para el medio ambiente. Es por ello que las nuevas 

metodologías para sintetizar estatinas se basan en procesos quimioenzimáticos.  

 

 

Figura 1. 38: Síntesis química de Rosuvastatina y Pitavastatina; Condiciones de reacción: a) paladio/ 

DPEphos, tolueno, 80°C, 16 h. b) O3, Me2S, MeOH, −78°C. c) THF, −78 °C, 3 h . d) NaOH, EtOH, 80°C, 16 h. 

e) HCl, tolueno, temperatura ambiente, 8 h. f) NaOH, Ca(OAc)2, THF, temperatura ambiente, 3 h. (g) 

NaOH, CaCl2,H2O, temperatura ambiente, 4 h. 
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1.4.2. Síntesis quimio-enzimática de precursores de estatinas  

Desde las últimas dos décadas, varios de los procesos químicos involucrados en la 

síntesis de estatinas empezaron a sustituirse por procesos biocatalizados. Como ya 

hemos mencionado, el uso de biocatalizadores permite obtener productos quirales con 

alta pureza estereoquímica en reacciones ecológicamente sustentables.117 

Se han descripto en bibliografía varias metodologías biocatalizadas para obtener 

precursores sintéticos de las cadenas laterales de las super-estatinas. Por ejemplo, la 

síntesis biocatalizada del hidroxinitrilo (R)-4-ciano-3-hidroxibutirato de etilo propuesta 

por Ma y colaboradores 118 involucra tres enzimas aisladas: una cetorreductasa (KRED), 

una glucosa deshidrogenasa (GHD) y una halohidrina deshalogenasa (HHDH). Como 

se puede observar en la figura 1.39, KRED reduce enantioselectivamente 4-

cloroacetato de etilo (1.39 (1)) para dar como producto (S)-4-cloro-3-hidroxibutirato de 

etilo (1.39 (2)). El cofactor utilizado por KRED es regenerado utilizando GHD y glucosa 

(agente reductor). Posteriormente, HHDH transforma 1.39 (2) en (R)-4-ciano-3-

hidroxibutirato de etilo (1.39 (3)); al cabo de 13 hs de reacción se obtiene un 92% de 

rendimiento y un exceso enantiomérico mayor a 99%. Esta reacción de dos pasos es 

una alternativa favorable a las primeras síntesis reportadas, donde las reacciones 

biocatalizadas involucraban un último paso químico en condiciones fuertes de reacción 

(pH alcalino y elevada temperatura) para formar 1.39 (3) desde 1.39 (2) o 3-hidroxi-4-

bromobutirato de etilo 1.40 (1) (figura 1.40). 119 Una vez obtenido 1.39 (3), por una nueva 

serie de pasos químicos puede sintetizarse, por ejemplo, atorvastatina (Figura 1.41). 

 

 

Figura 1. 39: Síntesis biocatalizada de (R)-4-ciano-3-hidroxibutirato de etilo (3) utilizando tres enzimas. 
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Figura 1. 40: Síntesis quimioenzimática de (R)-4-ciano-3-hidroxibutirato de etilo. 

 

 

Figura 1. 41: Síntesis de Atorvastatina utilizando 1.39 (3) como precursor. 

 

Otro precursor sintético de super-estatinas es (3R,5S) dihidroxi-6-benciloxihexanoato 

de etilo (figura 1.42 (2)). La síntesis de este compuesto descripta por Wu y 

colaboradores120 se puede observar en la figura 1.42. En este caso, 3,5-diceto-6-

benciloxihexanoato de etilo (1) es reducido a (2) utilizando células enteras de 

Escherichia coli que co-expresan una dicetorreductasa (DKRED) y una GDH. La enzima 

GDH ayuda a desplazar el equilibrio hacia la formación de (2); al cabo de 6 hs de 

reacción se obtiene una conversión completa de este producto con un exceso 

enantiomérico del 99.5%.  
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Figura 1. 42: síntesis de (3R,5S) dihidroxi-6-benziloxihexanoato de etilo. 

 

Adicionalmente, Metzner y colaboradores,121 han descripto un proceso 

quimioenzimático de alta productividad para la síntesis de un precursor de rosuvastatina 

utilizando hidrolasas. Como se puede observar en la figura 1.43, en el primer paso de 

reacción se produce una acetilación en el grupo hidroxilo de 1 utilizando como 

catalizador Zn(ClO4)2. Los pasos dos y tres involucran dos hidrolasas, α-quimiotripsina 

y cefalosporina C acetilesterasa, respectivamente. Como resultado de estos pasos de 

reacción se obtiene el ácido (R)-5-etoxi-3-hidroxi-5-oxopentanoico (4) con un 

rendimiento mayor al 95% y un exceso enantiomérico del 97%. El crudo de esta reacción 

se sililó para obtener 5 y posteriormente se purificó. Este único paso de purificación 

incrementa el rendimiento final de la reacción. Los pasos químicos siguientes dan como 

resultado el intermediario 7, con excelentes rendimientos.  

 

 

Figura 1. 43: Síntesis quimioenzimática de precursor de rosuvastatina, utilizando hidrolasas. 
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Sin embargo, la utilización de DERA en la síntesis de precursores de estatinas es uno 

de los caminos más prometedores debido a que la incorporación de los 2 centros 

quirales de la cadena lateral -responsable de la actividad biológica- se puede realizar al 

mismo tiempo en el paso biocatalizado.96 Los productos de la doble adición aldólica 

catalizada por DERA se ciclan espontáneamente produciendo 2,4,6-tridesoxi D-eritro-

hexapiranosas quirales (1) estables, los cuales mediante un paso siguiente de oxidación 

química o biocatalizada se convierten en la correspondiente lactona, cuya estructura 

coincide con la cadena lateral de estatinas  (2) (figura 1.44).122 La oxidación química 

puede realizarse utilizando varias metodologías; el empleo de una solución acuosa de 

hipoclorito de sodio y ácido acético es considerado el menos tóxico y más económico 

de todos.117  

 

 

Figura 1. 44: Síntesis de precursores de estatinas utilizando DERA. 

 

Si bien esta síntesis quimioenzimática es la más descripta en bibliografía, el diseño 

de una cascada multi-enzimática es una de las metodologías más prometedoras. La 

utilización de DERA y una enzima oxidorreductasa lleva a la producción de 

intermediarios puros de la cadena lateral de las estatinas, en condiciones suaves de 

reacción con elevada productividad y potencialmente escalables.105 Recientemente, 

Švarc y colaboradores,123 han sugerido una ruta de síntesis one-pot de un precursor de 

la cadena lateral de atorvastatina (figura 1.45). En el primer paso de esta ruta, DERA 

cataliza la adición aldólica entre acetaldehído (1) y N-fenilacetil-3-aminopropanal (2). 
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Posteriormente, el producto de esta adición aldólica (3), es consecutivamente oxidado 

por una cetorreductasa (KRED) y esterificado utilizando una lipasa y vinilacetato. El 

precursor de la cadena lateral (5) es finalmente producido empleando penicilina G- 

acilasa (PGA), en condiciones suaves de reacción. La utilización de 2 como sustrato, 

permite que 4 pueda ser fácilmente desacilado. Una vez obtenido 5 se puede continuar 

con la síntesis química de atorvastina en forma similar a lo descripto en la figura 1.41.  

 

 

Figura 1. 45: Síntesis enzimática de precursores de Atorvastatina. 

 

Las síntesis antes descriptas involucran a DERA como enzima responsable de la 

producción de la cadena lateral activa de las estatinas. A lo largo de este trabajo doctoral 

se empleará una variante de esta metodología para la síntesis de nuevos derivados de 

estatinas.  
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Objetivos 

En función de lo desarrollado en el capítulo anterior se puede decir que las estatinas, 

drogas que contribuyen a disminuir la concentración de colesterol en sangre, 

representan un desafío para la química sintética. Si bien la cadena lateral hidroxiácida 

quiral, conservada en todas las estatinas, es la responsable de la actividad biológica, el 

ciclo al cual está unida está muy ligado a otras características como biodisponibilidad y 

efectos adversos.1 Dicho ciclo fue evolucionando desde la decalina, en  las primeras 

estatinas naturales, hasta heterociclos complejos en las super-estatinas (figura 2.1) con 

el fin de mejorar la eficiencia de la droga.  

 

 

Figura 2. 1: Ejemplo de súper-estatinas comerciales. 

 

En consecuencia, existe una constante búsqueda de nuevos análogos de estatinas 

con mayor actividad y menos efectos adversos. Por ejemplo, la estatina SIPI-4884 

(figura 2.2) sintetizada por Cai y colaboradores, resultó ser más potente en la inhibición 

de HMG-CoA que la estatina comercial Rosuvastatina.2 

 

 

Figura 2. 2: Estatina SIPI-4884. 
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Como se ha mencionado, los métodos químicos para sintetizar estatinas 

generalmente contienen varios pasos de reacción, los cuales involucran protección y 

desprotección de grupos funcionales. Además, estas metodologías implican 

condiciones de reacción fuertes, medios básicos y/o ácidos a temperaturas altas, y 

costos de producción elevados. Por tal motivo, es importante el uso de metodologías de 

síntesis compatibles con el medio ambiente, que rindan nuevas estructuras más 

eficientes y más económicas.3 La Biocatálisis demostró ser una alternativa favorable 

debido a que las reacciones se generan en condiciones suaves y con un estricto control 

estereoquímico. En particular, empleando 2-desoxirribosa-5-fosfato aldolasa (DERA) 

como biocatalizador, se obtuvieron 2,4,6-tridesoxihexosas sustituidas en C-6, las 

cuales, previa oxidación a lactona, fueron empleadas para introducir la cadena lateral 

en los heterociclos y formar super-estatinas.  

Por otro lado, los análogos de nucleósidos forman parte de una gran cantidad de 

compuestos farmacológicamente activos, en particular como antivirales. Su estructura 

mimetiza a un nucleósido natural e interrumpe la biosíntesis de ADN o ARN, o actúa 

como un inhibidor de otras enzimas claves en el metabolismo del patógeno.4 De forma 

similar, muchos de ellos presentan actividad antitumoral. Existe un permanente interés 

en generar nuevas estructuras. En particular, desoxinucleósidos5,6 (figura 2.3) como 

AZT e Islatravir -importantes antivirales- o Floxuridina –antitumoral- pueden ser 

preparados quimioenzimáticamente a partir de 2-desoxirribosa-5-fosfato (DR5P) 

sintetizada de forma biocatalizada empleando DERA  

 

 

Figura 2. 3: Desoxinucleósidos modificados con actividad farmacológica 
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Por otro lado, los nucleósidos acíclicos, cuya cadena alquílica permite adoptar la 

configuración adecuada para unirse en el sitio activo de las enzimas implicadas en el 

metabolismo, han dado como resultado drogas de alta actividad terapéutica.6 Podemos 

mencionar entre ellos Aciclovir o Ganciclovir, altamente efectivos para tratamientos 

contra herpes.  

Un ejemplo particular es eritadenina (figura 2.4), un análogo acíclico de adenosina, 

que posee una comprobada actividad tanto antiviral como antihipercolesterolémica.7 

Este fármaco modula el metabolismo de los fosfolípidos hepáticos por la inhibición de la 

enzima S-adenosil-L-homocisteina hidrolasa (SAHH).   

 

 

Figura 2. 4: Nucleosidos acíclicos con actividad biológica. 

 

En este contexto, el objetivo general de esta Tesis doctoral fue la 

obtención, mediante caminos biocatalizados por DERA, de intermediarios y/o 

precursores de  análogos de nucleósidos con actividad farmacológica. 

Para alcanzar el objetivo propuesto, se postularon tres objetivos específicos:  

- Desarrollar biocatalizadores basados en DERAs de diferentes fuentes 

microbiológicas, modificadas genéticamente. Se utilizaron DERAs pertenecientes a 

Pectobaterium atrosepticum y Lactobacillus brevis, las cuales fueron sobre-expresadas 

y/o modificadas genéticamente para obtener variantes activas frente al empleo de 

concentraciones elevadas del acetaldehído.  

- Sintetizar DR5P como intermediario de la síntesis de desoxinucleósidos, 

empleando la reacción natural de DERA a partir de gliceraldehído-3-fosfato o glucosa 
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(como su precursor metabólico) y acetaldehído (figura 2.5), utilizando los 

biocatalizadores obtenidos en forma de células enteras. 

 

 

Figura 2. 5: Síntesis de DR5P biocatalizada por DERA. 

 

- Obtener 2,4,6-tridesoxi D-eritro-hexosas 6-sustituidas como precursores de 

potenciales estatinas, haciendo uso de la capacidad de DERA de dar reacciones de 

adición aldólica secuenciales. La estrategia que se planteó en este objetivo consistió en 

un proceso quimio-enzimático que involucró la preparación de un aldehído derivado de 

bases nitrogenadas seguida de la biotransformación con DERA para generar un aldol 

cíclico quiral. La oxidación de este compuesto a lactona permitiría formar el análogo de 

estatinas. Un esquema de la reacción se muestra en la figura 2.6.  Cabe aclarar que 

esta metodología no sólo tuvo la novedad de utilizar bases nitrogenadas como 

alternativa de los heterociclos habituales de estatinas, sino que es la primera síntesis 

reportada en construir la molécula desde el heterociclo. 
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Figura 2. 6: Estrategia quimio-enzimática planteada para la síntesis de nuevos análogos de estatinas. 

 

Estos objetivos se desarrollarán en los siguientes capítulos:  

- Capítulo 3: Optimización de biocatalizadores  

- Capítulo 4: Síntesis biocatalizada de desoxirribosa-5-fosfato  

- Capítulo 5: Síntesis biocatalizada de 2,4,6-tridesoxi D-eritro-hexapiranosa 

- Capítulo 6: Síntesis biocatalizada de 2,4,6-tridesoxi D-eritro-hexapiranosa 6-

sustituidas 

- Capítulo 7: Oxidación de lactoles.  

 

 

 

 

 

 

 

 



 

86 
 

 

Referencias bibliográficas 

1. Schachter, M. (2004). Chemical, pharmacokinetic and pharmacodynamic 
properties of statins: An update. Fundam. Clin. Pharmacol. 19, 117–125. 

2. Cai, Z., Zhou, W., and Sun, L. (2007). Synthesis and HMG CoA reductase 
inhibition of 4-thiophenyl quinolines as potential hypocholesterolemic agents. 
Bioorganic Med. Chem. 15, 7809–7829. 

3. Časar, Z. (2015). Recent Progress in the Synthesis of Super-Statins. Top. 
Heterocycl. Chem. 44, 113–185. 

4. Yates, M.K., and Seley-Radtke, K.L. (2019). The evolution of antiviral nucleoside 
analogues: A review for chemists and non-chemists. Part II: Complex 
modifications to the nucleoside scaffold. Antiviral Res. 162, 5–21. 

5. Seley-Radtke, K.L., and Yates, M.K. (2018). The evolution of nucleoside analogue 
antivirals: A review for chemists and non-chemists. Part 1: Early structural 
modifications to the nucleoside scaffold. Antiviral Res. 154, 66–86. 

6. Cosgrove, S.C., and Miller, G.J. (2022). Advances in biocatalytic and 
chemoenzymatic synthesis of nucleoside analogues. Expert Opin. Drug Discov. 
17, 355–364. 

7. Morales, D., Tabernero, M., Largo, C., Polo, G., Piris, A.J., and Soler-Rivas, C. 
(2018). Effect of traditional and modern culinary processing, bioaccessibility, 
biosafety and bioavailability of eritadenine, a hypocholesterolemic compound from 
edible mushrooms. Food Funct. 9, 6360–6368. 

 

  



 

87 
 

 

 

 

 

 

Capítulo 3 

Preparación del biocatalizador 

  



 

88 
 

 

(Esta página se ha dejado en blanco intencionalmente)



Capítulo 3: Preparación del biocatalizador 

 
 

89 
 

 

3.1. Introducción  

Como se mencionó previamente, 2-desoxirribosa-5-fosfato aldolasa (DERA), es una 

aldolasa del tipo I y la única reportada dependiente de acetaldehído. Su reacción natural 

involucra la adición aldólica reversible y estereoselectiva entre gliceraldehído-3-fosfato 

(G3P) y acetaldehído para dar 2-desoxirribosa-5-fosfato (DR5P). Si bien el equilibrio de 

esta reacción esta desplazado hacia la descondensación, esto puede ser solucionado 

con el uso de concentraciones elevadas de acetaldehído. No obstante, DERA wild-type 

presenta una fuerte inhibición por este sustrato1 por razones de regulación metabólica 

ya descriptas en el capítulo 1, y por este motivo existe una búsqueda constante de 

nuevas fuentes con mayor tolerancia al mismo.2 Con el fin de encontrar una DERA con 

estas características, en nuestro grupo de trabajo se ha llevado a cabo un screening 

jerárquico sobre el cepario del laboratorio. El screening contó con un primer paso de 

selección de microorganismos que pudieran crecer en un medio líquido cuya única 

fuente de carbono fuera desoxirribosa (DR). Las 41 bacterias seleccionadas capaces de 

metabolizar DR fueron sometidas a un segundo paso de screening para testear su 

resistencia a concentraciones altas de acetaldehído. Luego de un tercer paso de 

screening que involucró la síntesis de DR5P a partir de G3P y acetaldehído, se 

seleccionó Pectobacterium atrosepticum (previamente Erwinia Caratovora) como el 

mejor biocatalizador. Esta  bacteria, con actividad DERA, se empleó para preparar 

DR5P a partir de diversos precursores de G3P, con moderados rendimientos  y en 

presencia de 200 mM de acetaldehído.3  

Debido a que Pectobacterium atrosepticum resultó ser un buen biocatalizador, su 

DNA genómico se extrajo y se envió al Laboratorio de Biocatálisis de la Universidad 

Tecnológica de Delft, con el cual nuestro laboratorio se encuentra en colaboración. 

Dicho grupo clonó y expresó el gen deoC perteneciente a Pectobacterium atrosepticum 

en pET 28a(+).  

Se obtuvieron cuatro variantes de DERA de Pectobacterium atrosepticum: PaDERA 

N-His, PaDERA C-His, PaDERA C49M C-His y PaDERA AA C-His. Adicionalmente, se 

obtuvo de dicha colaboración otra DERA perteneciente a Lactobacillus brevis sobre-

expresada y modificada genéticamente.  

Este capítulo describe la optimización de estos biocatalizadores. Parte de la 

expresión y la purificación de estas DERAs recombinantes se realizó mediante una 
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pasantía en el Instituto de Investigaciones Médicas Alfredo Lanari, perteneciente a la 

Universidad de Buenos Aires.   

 



Capítulo 3: Preparación del biocatalizador 

 
 

91 
 

 

3.2. Materiales y métodos     

Los reactivos analíticos y los sustratos se adquirieron en Sigma Aldrich, los solventes 

orgánicos utilizados en Sintorgan y los componentes del medio de cultivo en Britania y 

Biopack. 

Escherichia coli DH5α (Invitrogen) y Escherichia coli BL21 (DE3) (ATCC 47092, 

deficiente en fosfatasas ácidas) se utilizaron como cepas de clonado y expresión, 

respectivamente. Los plásmidos (PaDERA N-His, PaDERA C49M C-His y LbDERA 

C42M E78K C-His) obtenidos en colaboración con la Universidad Tecnológica de Delft 

(Países Bajos) se transportaron a la Universidad en papel Whatman FTA.  

Los medios de cultivo fueron Luria Bertani (LB) (bacteriotriptona 1%p/v, extracto de 

levadura 0,5%p/v, NaCl 1%p/v; pH 7,5), LB low-salt (bacteriotriptona 1%p/v, extracto de 

levadura 0,5%p/v; pH 7,5), LB con kanamicina (LB-kana) (bacteriotriptona 1%p/v, 

extracto de levadura 0,5%p/v, NaCl 1%p/v; pH 7,5, 30 µg/ml kanamicina). 

3.2.1. Extracción de los plásmidos  

Se cortó el papel Whatman FTA -que contenían los plásmidos- en dos partes, se 

depositó uno de los trazos en un eppendorft estéril y se agregaron 100 µl de agua 

destilada estéril. Luego de 15 minutos a temperatura ambiente se lo puso en un bloque 

seco a 80ºC o 98°C. Se separó el papel del agua y se conservó el líquido para la 

posterior transformación. 2 µl del plásmido en solución se utilizaron para cuantificar los 

ácidos nucleicos utilizando un espectrofotómetro Nanodrop (Thermo Fisher Scientific).  

3.2.2. Generación de Escherichia coli DH5α electro-competentes 

Se realizó un preinóculo de Escherichia coli DH5α en 5 ml de medio LB y se lo dejó 

crecer a 37°C y 200 rpm overnight. Al día siguiente se realizó una dilución 1/10 en medio 

LB low salt (volumen final 200 ml) y se lo dejó a 37°C y 200 rpm hasta que la medición 

de DO600 fue 0,5. Se centrifugó el cultivo durante 10 minutos a 5000 rpm y se descartó 

el sobrenadante. Se resuspendió el total del pellet bacteriano con 1000 ml de una 

solución 10% de glicerol en agua MiliQ. Se centrifugó durante 10 minutos a 5000 rpm, 

se descartó el sobrenadante y el total del pellet se resuspendió en 20 ml de glicerol al 

10%. Se centrifugó durante 10 minutos a 5000 rpm y el pellet bacteriano se resuspendió 
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en 2 ml de solución. Se alicuotaron 500 µl en eppendorfs y se conservaron a -80⁰C hasta 

su utilización.  

3.2.3. Transformación en Escherichia coli DH5α electro-
competentes 

Se utilizó el equipo Gene Pulser (BioRad) para electroporar las bacterias con los 

plásmidos obtenidos en el inciso 3.2.1 en 500 µl de Escherichia coli DH5α obtenidas en 

el inciso 3.2.2. Las bacterias transformadas fueron incubadas a 37°C durante 1 h en 

medio LB sin antibiótico. Posteriormente se sembraron en placas de Petri con LB-kana 

sólido donde se observó el crecimiento de colonias aisladas. 

3.2.4. Miniprep  

Se realizó un preinóculo de una colonia aislada de las bacterias obtenidas en el punto 

3.2.3 en 5 ml de LB-kana, se dejó overnigth a 37°C, 200rpm. Al día siguiente se 

centrifugó el cultivo a 3500 rpm durante 5 minutos. El pellet bacteriano se resuspendió 

en 100 μL de solución I de miniprep. Se centrifugó nuevamente; al pellet bacteriano se 

le agregaron 200 μL de la solución II de miniprep y se mezcló por inversión. Se dejó 5 

minutos a temperatura ambiente, luego se agregaron 150 μL de la solución III de 

miniprep y se volvió a mezclar por inversión. Se centrifugó durante 10 minutos a 13000 

rpm y se conservó el sobrenadante.  Se agregaron 500 μL de cloroformo: alcohol 

isoamílico 24:1, se homogeneizó, se centrifugó a 13000 rpm y se conservó la fase 

acuosa. Este último paso se repitió tres veces. A la suma de las fases colectadas se le 

agregó 1 volumen de isopropanol, se homogeneizó y se incubó a -20°C durante 15 

minutos. Posteriormente, se centrifugó a 13000 rpm durante 20 minutos y el pellet se 

lavó con 500 μL de una solución de etanol 70%v/v. Se volvió a centrifugar en las mismas 

condiciones, se descartó el sobrenadante y el pellet se secó a temperatura ambiente. 

Por último, se resuspendió en 20 μL de agua destilada estéril.  

Composición de las soluciones de miniprep: 

 Solución I: 50 mM glucosa, 25 mM tris base, 10 mM EDTA; pH 8 

 Solución II: 0,2 M NaOH, 1% p/v SDS 

 Solución III: 60 ml de Acetato de potasio 5M, 11,5 ml de Ac. Acético, 28,5 ml de 

agua  
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3.2.5. Electroforesis en gel de agarosa 1% 

Todas las minipreparaciones obtenidas en el inciso 3.2.4 se sembraron en un gel de 

agarosa 1%. Se agregó 1 g de agarosa y 100 mL de buffer TAE en Erlenmeyer y se 

calentó en un horno de microondas dando pulsos de 30 segundos hasta lograr una 

mezcla homogénea. Se agregó bromuro de etidio en una concentración final 0,5 μg/ml. 

Se vertió la solución en la bandeja y se agregó el peine. Se dejó enfriar, se retiró el peine 

y se agregó buffer TAE hasta cubrir el gel. Se colocaron 5 µL de muestras de ADN en 

cada pozo con buffer de carga y se corrió el gel a 70 volts por una hora. Se observó con 

transiluminador. 

Composición del buffer:  

Buffer TAE 1X: 0,04 M tris base, 0,02 M ácido acético glacial, 1mM EDTA; pH8  

 

3.2.6. Generación de Escherichia coli BL21 DE3 competentes 
térmicas 

Se realizó un preinóculo de Escherichia coli BL21 DE3 en 5 ml de medio LB y se lo 

dejó crecer a 37°C y 200 rpm overnight. Al día siguiente se realizó una dilución 1/10 en 

medio LB (volumen final 10 ml) y se lo dejó a 37°C y 200 rpm hasta que la medición de 

DO600 fue igual a 0,5. Se centrifugó el cultivo durante 10 minutos a 3900 rpm y se 

descartó el sobrenadante. Se resuspendió el pellet bacteriano en 4 ml de una solución 

20 mM de CaCl2, 80 mM de MgCl2. Se separaron los 4 ml en cuatro eppendorf 

conteniendo 1 ml cada uno, se centrifugaron 5 minutos a 3900 rpm y se descartó el 

sobrenadante. A cada eppendorf se le agregó 100 µl de una solución de MgCl2 100 mM. 

Se conservaron en hielo para transformar.  

3.2.7. Transformación de Escherichia coli BL21 DE3 competentes 
térmicas 

A 500 µl de las bacterias competentes térmicas se le agregó 5 µl del plásmido 

obtenido de las minipreps del inciso 3.2.4. Se lo llevó a hielo durante 2 minutos y luego 

a un baño de agua a 45°C. Las bacterias se dejaron a 37°C y 200 rpm durante 1h y, 

transcurrido ese tiempo, se plaquearon en LB-kana sólido. 
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3.2.8. Preparación de criotubos, stock de guardado y stock de 
trabajo 

Se tomó una de las colonias aisladas de cada una de las bacterias recombinantes 

obtenidas en las placas de los incisos 3.2.3 y 3.2.7 y se realizó un cultivo de 10 ml en 

LB-kana, se dejó a 37°C y 200 rpm. Al cabo de un día, 850 µl del cultivo saturado se 

mezclaron con 150 µl de glicerol estéril y se conservó a -80 °C como stock de guardado 

y stock de trabajo.  

3.2.9. Cultivo de bacterias recombinantes 

A partir del stock de trabajo de Escherichia coli BL21 (PaDERA N-His), Escherichia 

coli BL21 (PaDERA C49M C-His) o Escherichia coli BL21 (LbDERA C42M E78K C-His)  

se realizó un preinóculo de 5 ml de medio LB-kana, se dejó overnight a 37°C y 200 rpm. 

Al día siguiente, se utilizaron 2,5 ml del cultivo para inocular 250 ml de medio LB-kana 

y se lo dejó a 37°C y 200 rpm hasta DO600=0,5. Se agregó IPTG en una concentración 

final de 50 mM, 100 mM, 400 mM o 1 M y se dejó overnight a 28 ⁰C y 180 rpm. Una vez 

transcurridas las 16 hs, el cultivo se centrifugó a 4°C a 9000 rpm y se descartó el 

sobrenadante. Las células enteras se resuspendieron en buffer 100 mM fosfato de 

potasio pH 7 hasta obtener una concentración de 30 g de células en 100 ml de buffer 

para continuar con la obtención del extracto libre de células (ELC).  

3.2.10. Extracto libre de células (ELC)  

La suspensión de células (obtenida en el inciso 3.2.9) se sonicó con un sonicador 

de punta (Vibra-Cell VCX 130 PB) cinco ciclos de 20 seg y descanso de 40 seg y se 

centrifugó a 4°C a 9000 rpm durante 15 minutos. El sobrenadante se colectó y se dejó 

en agitación a 4°C durante 1 hora. Se agregó estreptomicina y se dejó en agitación a 

4°C durante 1 hora. Se centrifugó a 4°C y 9000 rpm durante 10 minutos. Se alicuotó en 

eppendorfs conteniendo 500 µl del extracto libre de células (ELC) y se conservó a -80°C. 

3.2.11. Purificación de enzima  

3.2.11.1. Purificación en batch  

Se agregó 20 µl de resina Ni-Sefaros 6 Fast Flow (GE- Healthcare) a 1 ml de ELC 

obtenido en el inciso 3.2.10 y se agitó en agitador orbital a 4°C durante 1 h. Se 

centrifugó a 13000 rpm durante 1 minuto y el sobrenadante se guardó en hielo. Se 
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agregaron 200 µl de una solución 5 mM de imidazol en buffer fosfato de potasio 100 

mM, pH 7, se dejó un minuto a temperatura ambiente y se centrifugó a 13000 rpm 

durante 1 minuto; se conservó el sobrenadante en frío. Se repitió el procedimiento con 

soluciones de imidazol 20 mM, 100 mM, 250 mM y 500 mM. Las fracciones fueron 

colectadas y concentradas mediante centricón vivaspin 15R (Sartorius). La proteína 

concentrada fue desalada usando una columna PD-10 (GE, Healthcare, New York, NY, 

USA) y 2 ml de buffer fosfato de potasio 100mM pH 7.  

3.2.11.2. Purificación de enzima utilizando columna empaquetada  

Se realizó una cromatografía de afinidad utilizando una columna IMAC-Ni+2. 1 ml de 

ELC obtenido en el inciso 3.2.10 se sembró en la columna. La muestra se eluyó con 1 

volumen de una solución 150 mM de NaCl en buffer Tris 20 mM pH 9 y luego se 

adicionaron 2 volúmenes de solución de imidazol 0,5 M. Las fracciones fueron 

colectadas y concentradas mediante centricón vivaspin 15R (Sartorius). La proteína 

concentrada fue desalada usando una columna PD-10 (GE, Healthcare, New York, NY, 

USA) y 2 ml de buffer fosfato de potasio 100mM pH 7.  

3.2.12. Determinación de la concentración de proteínas  

Para determinar la concentración de proteínas se utilizó el ensayo de Bradford 

empleando 200 µl del reactivo de Sigma Aldrich y 10 µl de las fracciones proteicas a 

determinar. Se midió a 595 nm utilizando Cytation 5 Cell Imaging Multi-Mode Reader 

(BioTek). Se preparó la curva de calibración de albúmina bovina (BSA) en un rango 

desde 0 mg/ml hasta 1 mg/ml.  

 

Figura 3. 1: Curva de calibración de BSA. Recta de regresión lineal:  y=1,0748 x + 0,3058, R² = 0,979 
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3.2.13. Electroforesis en gel de poliacrilamida (SDS-PAGE)  

Para corroborar la expresión proteica, se realizó una electroforesis en gel de 

poliacrilamida 15%. Para ello, se emplearon el separating gel y el stacking para montar 

el  sistema electroforético en un equipo vertical gel system (BIO-RAD). Se prepararon 

las muestras para sembrar en el gel. Se alicuotaron 5 µl de las fracciones de proteína 

pura o ELC, según corresponda, en un eppendorf y se agregaron 10 µl de sample buffer 

y 5 µl de β-mercaptoetanol. Se llevaron a un baño de agua a ebullición durante 5 

minutos. Una vez transcurrido ese tiempo, se sembró cada fracción en las calles del gel. 

Se sembró también un marcador de peso molecular (rango de 11 KDa a 245 KDa). La 

corrida se realizó a 90V durante 3 h. Los geles se tiñeron utilizando Coomassie Brillant 

Blue R250 durante 2 h. Luego se destiñeron utilizando la solución de desteñido.  

Composición de las soluciones utilizadas:  

 Separating gel: 2,5 ml de acrilamida:bisacrilamida 37,5:1, 2 ml buffer tris pH 8 

100 mM, 50 µl SDS 10% p/v, 400 µl agua, 2,5 µl TEMED, 50 µl APS 10% p/v. 

 Stacking gel: 0,7 ml de acrilamida:bisacrilamida 37,5:1, 0,65 ml buffer tris pH 8 

100 mM, 50 µl SDS 10% p/v, 3,55 ml agua, 5 µl TEMED, 50 µl APS 10% p/v. 

 Sample buffer 2X: azul de bromofenol 0,2%p/v, glicerol 20%p/v, SDS 4%p/v en 

buffer Tris 100mM pH 6,8  

 Coomassie Brillant Blue R250: 0.1% del reactivo comercial en 25% metanol, 10% 

ácido acético  

 Solución de desteñido: 30%v/v metanol, 10%v/v ácido acético y 60%v/v de agua 

3.2.14. Ensayo de actividad  

El ensayo de actividad se realizó en una cubeta de 500 µl conteniendo buffer fosfato 

de potasio 100 mM pH 7, 0,2 mM NADH, 0,4 mM DR5P, 4 μL de α-glicerol fosfato 

deshidrogenasa/triosafosfato isomerasa (α-GDH-TPI) y 5 μL de proteína purificada. La 

reacción se inició con la adición de DERA y se monitoreó el decaimiento de la 

concentración de NADH a longitud de onda 340 nm. 1U de actividad enzimática fue 

definida como la cantidad de enzima requerida para hidrolizar 1 μmol de DR5P por 

minuto a una temperatura de 28 °C.   
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3.3     Resultados y discusión 

3.3.1. Diseño de las cepas  

Como mencionado, en un trabajo previo en nuestro laboratorio se reportó la bacteria 

Pectobacterium atrosepticum con actividad DERA, capaz de tolerar un máximo de 200 

mM de acetaldehído. En el marco de un proyecto con el grupo de Biocatálisis de la 

Universidad Tecnológica de Delft, el gen deoC (figura 3.2), perteneciente a P. 

atrosepticum, se sobre-expresó y mutó con el fin de obtener distintas variantes con una 

tolerancia a su sustrato aún mayor que DERA wild-type (PaDERA wt). La construcción 

del plásmido se realizó utilizando el vector pET-28a+.  

 

 

Figura 3. 2: Secuencia del gen deoC perteneciente a Pectobacterium atrosepticum. 

 

La sobre-expresión de la enzima nos permitió tener mayor concentración de DERA 

respecto a su variante wild-type. Cuanto mayor sea la carga del biocatalizador, el 

sustrato se consumirá más rápido y, por lo tanto, la velocidad de reacción será mayor. 

A su vez, el consumo rápido de acetaldehído favorece la tolerancia a este sustrato ya 

que pasa menos tiempo en el medio de reacción. Por otro lado, las modificaciones 

genéticas realizadas tuvieron como finalidad aumentar aún más dicha resistencia.  

En un primer experimento, DERA fue sobre-expresada agregando un Tag de 

histidina, el cual permite su purificación, en el extremo N-terminal (PaDERA N-His) de 

la enzima. Debido a que se han reportado varios estudios en donde la adición de dicho 

Tag puede producir cambios inesperados en el plegamiento como en las propiedades 
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de la proteína,4–6 el grupo colaborador decidió también sobre-expresar DERA con el Tag 

de histidina en el C-terminal (PaDERA AA C-His). En la figura 3.3 se puede observar la 

secuencia de aminoácidos correspondientes a DERA de Pectobacterium atrosepticum, 

con el Tag de histidina en el C-terminal. 

 

 

Figura 3. 3: Secuencia de aminoácidos de PaDERA AA C-His. Celeste: aminoácidos agregados, Gris: región 

conservada, Amarillo: Tag de histidinas, Rojo cisteína del sitio activo. 

 

Además del Tag, se puede observar la presencia de 5 aminoácidos extras, que 

corresponden al proceso de clonado, 2 aminoácidos en el N-terminal y 3 aminoácidos 

entre la enzima y el Tag de histidina.  

Si bien el agregado de pequeñas secuencias de aminoácidos en la proteína de 

interés previene la alteración de algunas de sus propiedades (por ejemplo, el 

plegamiento incorrecto, la solubilidad de la proteína, el impedimento estérico al 

momento de unirse con su sustrato, etc), estas modificaciones dependen 

exclusivamente de la enzima.7,8 Con el fin de testear que la actividad de DERA no se 

vea afectada frente al agregado de aminoácidos espaciadores, se diseñó una tercera 

variante de PaDERA con el Tag de histidina en el C-terminal, pero sin la presencia de 

estos 5 aminoácidos extra (PaDERA C-His). En la figura 3.4 se puede observar su 

secuencia de aminoácidos.  

 

 

Figura 3. 4: Secuencia de aminoácidos de PaDERA C-His. Amarillo: Tag de histidina 
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Además, teniendo en cuenta el mecanismo de inhibición para DERA propuesto por 

Dick y colaboradores (figura 3.5) ya mencionado en el capítulo 1, inciso 

1.3.2.1.5.1.12,1 se realizó un cambio de cisteína de la posición 49 de PaDERA AA C-

His por una metionina (equivalente a C47 en EcDERA) (figura 3.6). Metionina no es 

capaz de unirse al complejo formado por crotonaldehído (producto de adición aldólica 

de dos acetaldehídos) y lisina del sitio activo, haciendo que DERA mantenga su 

actividad aun estando en concentraciones elevadas de acetaldehído por tiempos largos. 

A esta variante se la denominó PaDERA C49M C-His, cuya actividad específica será 

discutida en este capítulo. 

 

 

Figura 3. 5: Inhibición de DERA propuesta por Dick y colaboradores.1 

 

 

Figura 3. 6: Secuencia de aminoácidos de PaDERA C49M C-His. Celeste: aminoácidos agregados, Gris: 

región conservada, Amarillo: Tag de histidinas, Rojo: posición de la mutación. 

 

Por otro lado, el grupo colaborador contaba con otra DERA de Lactobacillus brevis 

(LbDERA). Esta bacteria ya había sido reportada por Jiao y colaboradores9 como un 

biocatalizador eficiente en la síntesis de (3R,5S)-6-cloro-2,4,6-tridesoxi hexapiranosa, 
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utilizando 300 mM de acetaldehído. El cambio de la cisteína de la posición 42 

(equivalente a C49 en P. atrosepticum) por una metionina se realizó en conjunto con 

otra mutación del ácido glutámico de la posición 78 por una lisina (E78K). La 

incorporación de la lisina en esta posición permite la formación de un puente de 

hidrógeno y un puente salino extra entre los dímeros de proteína, estabilizando a DERA 

cuando se encuentra en presencia de aldehídos. El efecto sinérgico de estas dos 

mutaciones (LbDERA C42M E78K C-His) será estudiado en este capítulo. La secuencia 

de aminoácidos de LbDERA C-His y LbDERA C42M E78K C-His se puede observar en 

las figuras 3.7 y 3.8, respectivamente. 

 

 

Figura 3. 7: Secuencia de aminoácidos de LbDERA. Rojo: posición de las mutaciones. 

 

 

Figura 3. 8: Secuencia de aminoácidos de LBDERA C42M E78K. Rojo: Posición de las mutaciones. 

 

En la tabla 3.1 se listan todas las variantes de DERA obtenidas y sus características. 

Los plásmidos de las variantes consideradas más eficientes (entrada 1, 4 y 5) fueron 

cedidos a nuestro grupo de trabajo para evaluar su actividad sintética.  
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Tabla 3.  1: Características de los plásmidos. 

 
Plásmido Resistencia Tag Gen 

1 pET 28a(+)  PaDERA N-His KAN 
His (N- 

terminus) 

deoC 

P. atrosepticum 

2 pET 28a(+)  PaDERA C-His KAN 
His (C- 

terminus) 

deoC 

P. atrosepticum 

3 pET 28a(+)  PaDERA AA C-His  KAN 
His (C- 

terminus) 

deoC 

P. atrosepticum 

4 pET 28a(+)  PaDERA C49M C-His KAN 
His (C- 

terminus) 

deoC 

P. atrosepticum 

5 pET 28a(+)  LBDERA C42M E78K C-His KAN 
His (C- 

terminus) 

deoC 

L. brevis 

 

3.3.2. Obtención de plásmidos   

El plásmido correspondiente a la variante PaDERA N-His fue enviado en solución, 

mientras que los plásmidos de las variantes PaDERA C49M C-His y LbDERA C42M 

E78K C-His se recibieron embebidos en papel Whatman FTA. Este papel de filtro 

preserva la integridad del DNA plasmídico ya que inhibe la actividad enzimática y/o 

bacteriana.10 

Con el fin de optimizar la extracción del plásmido del papel Whatman FTA, se 

testearon dos temperaturas para la extracción inicial: 80ºC y 98ºC. Si bien 98ºC es la 

temperatura recomendada para la extracción del plásmido del papel, se probó trabajar 

también con una temperatura más baja para resguardar la integridad del plásmido.  Se 

obtuvieron aproximadamente 50 µl del plásmido en solución. La concentración del DNA 

se calculó utilizando un espectrofotómetro Nanodrop; dicho equipo estima la 

concentración en ng/µl mediante una ecuación de Lambert-Beer modificada con el 

coeficiente de extinción molar de los ácidos nucleicos. La tabla 3.2 muestra las 

concentraciones obtenidas para cada extracción:  

Tabla 3.  2: Concentración de los plásmidos (ng/µl) luego de la extracción a 98ºC y a 80ºC 

 98ºC 80ºC 

Plásmido 
Concentración 

(ng/µl) 

Concentración 

(ng/µl) 

pET 28a(+)  PA DERA C49M C-His 4,7 2,7 

pET 28a(+)  LB DERA C42M E78K C-His 6,7 3,3 
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Como se puede observar en la tabla anterior, al utilizar una temperatura mayor, la 

concentración del plásmido fue el doble respecto a la concentración obtenida cuando la 

temperatura fue más baja. Dicha diferencia nos indica que parte del plásmido no termina 

de extraerse a 80ºC y sigue en el papel, por lo que la temperatura apropiada fue 98ºC.  

3.3.3. Transformación en Escherichia coli DH5α 

Para la incorporación de los plásmidos obtenidos en el inciso anterior a las bacterias, 

se procedió a realizar una transformación por electroporación. En este método de 

transformación, el DNA plasmídico ingresa a la célula a través de los poros generados 

por la aplicación de un pulso eléctrico.  

Para tal fin, 10 ng de cada plásmido se transformaron en células de Escherichia coli 

DH5α competentes. La elección de la cepa de clonado se debió a que la misma posee 

una mutación en recA que impide que se produzcan recombinaciones heterólogas por 

lo que mantiene la estabilidad en el inserto. Adicionalmente, es deficiente de algunas 

endonucleasas lo que evita la degradación del plásmido durante el procesamiento 

posterior.  

Debido a que el vector de clonado pET28a+ contiene la secuencia que codifica a 

resistencia a kanamicina, luego de la electroporación las células se plaquearon en LB-

Kana sólido. Sólo las células que incorporaron el plásmido pueden crecer en este medio. 

Se seleccionaron dos colonias aisladas de cada una de las variantes de DERA y se 

crecieron hasta saturación. Se prepararon los stocks de guardado y de trabajo en 

glicerol y se conservaron a -80ºC. 

3.3.4. Extracciones plasmídicas 

Para obtener una mayor cantidad de plásmido, se realizaron minipreparaciones de 

los clones seleccionados por lisis alcalina según el protocolo descripto por Sambrook.11 

Inicialmente, el pellet bacteriano de cada clon se resuspendió en la solución isotónica 

de lavado (Solución I). El agregado de la Solución II provocó la desnaturalización de las 

proteínas (por el SDS) y del DNA plasmídico y cromosomal (por el NaOH).12 Con el 

agregado de la solución III, el DNA plasmídico hibridó rápidamente, quedando en 

solución. En cambio, las proteínas y el DNA genómico precipitaron y se eliminaron en la 

centrifugación. Se realizaron extracciones con cloroformo-alcohol isoamílico para 
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concentrar el plásmido puro. La integridad y la pureza del plásmido se evaluaron 

utilizando un gel de agarosa.   

  En la figura 3.9 se puede observar el gel de agarosa de las extracciones de DNA 

plasmídico de las 6 colonias seleccionadas. 1 y 4 corresponden a los clones de PaDERA 

N-His, 2 y 5 corresponden a los clones de PaDERA C49M C-His, y 3 y 6 corresponden 

a los clones de LbDERA C42M E78K C-His. Los duplicados corresponden a 

extracciones de plásmidos realizadas de distintos lotes. 

En la parte superior se observan las bandas correspondientes a las conformaciones 

del DNA plasmídico: (A) relajado, (B) super-enrollado negativo y (C) super-enrollado 

positivo. Si bien en todos los casos se observa la extracción del DNA plasmídico, las 

conformaciones nos dan una idea de cuán eficiente fue la purificación. Siempre se 

espera obtener una banda más intensa para la conformación (B) la cual es la 

conformación natural del plásmido.  

En las muestras correspondientes a las calles 1, 2 y 3 no se puede distinguir la 

conformación (B), esto puede deberse a un tratamiento excesivo con la solución II de la 

miniprep (lisis alcalina) que produjo una mayor cantidad de la conformación (C) haciendo 

que las bandas se junten sin ser definidas. En las calles 4 y 5 se pueden apreciar las 

conformaciones (A) y (B) con una intensidad similar. No se observa, a simple vista, la 

conformación (C). En la calle 6, en cambio, se pueden distinguir las tres conformaciones, 

siendo la conformación (B) la más intensa.  
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Figura 3. 9: Electroforesis en gel de agarosa 1%, miniprep de las colonias de DH5α seleccionadas. Calle 1 

y 4 corresponden a los clones de PaDERA N-His, 2 y 5 corresponden a los clones de PaDERA C49M C-His, 

y 3 y 6 corresponden a los clones de LbDERA C42M E78K C-His. 

 

En la parte inferior del gel corre el RNA, que no fue degradado durante el proceso de 

miniprep debido a que no se utilizó RNAsa en el procedimiento.  

Debido a que en las calles 4, 5 y 6 se visualiza mejor el DNA plasmídico, estos tres 

stocks del plásmido se volvieron a clonar en Escherichia coli DH5α con el fin de obtener 

el plásmido más puro (figura 3.10). La calle 1 corresponde al plásmido de PaDERA N-

His, en esta calle se observan las conformaciones (B) y (C), siendo la conformación (B) 

la más abundante. En la calle 2 se observan las tres conformaciones del plásmido de 

PaDERA C49M C-His. Por último, la calle 3 corresponde a LbDERA C42M E78K C-His 

y se pueden visualizar las conformaciones (B) y (C). En la parte inferior del gel se 

observa nuevamente RNA que no fue eliminado, puesto que no se utilizó RNAsa.  
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Figura 3. 10: Electroforesis en gel de agarosa 1%, miniprep de las colonias de DH5α seleccionadas. Calle 

1 corresponde al plásmido PaDERA N-His; calle 2 corresponde al plásmido PaDERA C49M C-His; calle 3 

corresponde al plásmido LbDERA C42M E78K C-His. 

 

Con estas tres soluciones de plásmidos, se estimó la concentración del DNA 

plasmídico utilizando un espectrofotómetro Nanodrop y se determinaron las relaciones 

de absorbancia 260/280 y 260/230. La concentración de DNA se determina a una 

longitud de onda de 260 nm, mientras que a 280 nm y 230 nm se miden los 

contaminantes de las muestras (tabla 3.3).  

Tabla 3.  3: Concentración de los plásmidos obtenidos por miniprep. 

Plásmido 
Concentración 

(ng/µl) 

Abs  

260/280 

Abs  

260/230 

Pa DERA N-His 100 1,81 1,73 

Pa DERA C49M C-His 48 2,04 1,79 

Lb DERA C42M E78K C-His 166 2,01 2,12 
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La relación de absorbancia 260/230 es cercana o mayor a 1,8; este parámetro nos 

indica que la pureza del DNA plasmídico es aceptable para realizar las 

transformaciones.  

La relación de absorbancia 260/280 cercano a 2,1 nos indica que el DNA plasmídico 

se encuentra contaminado con RNA, esto confirma lo visualizado en la parte inferior en 

el gel de agarosa. Los plásmidos se conservaron a -20ºC en agua destilada estéril.  

3.3.5. Transformación en Escherichia coli BL21 DE3 

Con el fin de realizar la expresión de la proteína, cada plásmido se transformó en 

células competentes químicas de Escherichia coli BL21 DE3. La selección de la cepa 

de expresión se debe a que esta bacteria es deficiente en fosfatasa ácida, dicho fenotipo 

permite la producción de DR5P sin generar DR como producto de la hidrólisis del grupo 

fosfato. Todo el proceso de expresión de la enzima se realizó en el marco de una 

pasantía de investigación en el Laboratorio de Parasitología - Alfredo Lanari, bajo la 

dirección del Dr. Claudio Pereira. Este laboratorio no cuenta con un equipo 

electroporador y es por ello que se utilizaron células de Escherichia coli BL21 DE3 

competentes químicas.  

Debido a que las minipreparaciones realizadas contienen RNA, que interfiere en la 

medición de la concentración de DNA plasmídico, no fue posible calcular el volumen 

necesario para transformar 10 ng de plásmido (cantidad estándar). Por tal motivo, se 

utilizaron 5 µl de los plásmidos de mayor concentración (PaDERA N-His y LbDERA 

C42M E78K C-His) y 10 µl del plásmido de menor concentración (PaDERA C49M C-

His) para transformar Escherichia coli BL21 DE3. La transformación se realizó mediante 

cambios bruscos de temperatura que desestabilizan la membrana celular y permiten el 

ingreso del DNA al citoplasma a través de los poros formados.13  

 Al igual que lo mencionado para Escherichia coli DH5α, sólo las células que 

incorporaron el plásmido pudieron crecer en presencia de kanamicina. Se seleccionó 

una colonia aislada de cada una de las variantes de DERA y se crecieron hasta 

saturación. Se prepararon los stocks de guardado y de trabajo en glicerol y se 

conservaron a -80ºC. 
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3.3.6. Expresión de PaDERA N-His 

Para ser utilizadas como biocatalizadores, las células de Escherichia coli BL21 DE3 

que contienen el plásmido debieron ser inducidas para expresar la enzima. En el caso 

del vector pET- 28a+, el gen deoC esta clonado bajo el promotor del fago T7 inducible 

por IPTG (figura 3.11).  

 

 

Figura 3. 11: Plásmido pET-28a+ 

 

Escherichia coli BL21 DE3 posee en su genoma el gen que codifica para la ARN 

polimerasa T7, necesaria para la transcripción de los genes clonados en el plásmido. El 

gen LacI, contenido en el plásmido, se traduce produciendo un represor que bloquea la 

unión de la ARN polimerasa T7 al promotor. Si esto ocurre, no se inicia la transcripción 

del gen clonado y no hay producción de la enzima (figura 3.12). Caso contrario, al 

agregar IPTG, LacI no puede unirse al sitio de unión de la ARN polimerasa T7, por lo 

tanto, se produce la transcripción del gen clonado y su posterior traducción (figura 3.13). 
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Figura 3. 12: Inhibición de la transcripción por ARN polimerasa en ausencia de IPTG. 

 

 

 

Figura 3. 13: Transcripción del gen deoC en presencia de IPTG. 

 

Con el fin de obtener la máxima expresión de la enzima, se evaluó la influencia de la 

concentración del inductor. Las concentraciones de IPTG testeadas fueron 50 mM, 100 

mM, 400mM y 1 M, esperando obtener un resultado que beneficie en tiempo y costo la 

producción de la enzima. El cultivo bacteriano se hizo crecer hasta la fase exponencial 

(DO600=0,5; 3 hs) (figura 3.14), momento en que se agregó el inductor. El cultivo se dejó 

ON a 28ºC.   
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Figura 3. 14: Curva de crecimiento de Escherichia coli BL21 DE3 PaDERA N-His 

 

Con el fin de analizar la expresión de la enzima a dichas concentraciones, se sometió 

a la bacteria a lisis celular por sonicación, un método de lisis físico muy utilizado. Se 

empleó una concentración 30% pellet bacteriano/ml de buffer fosfato (30% p/v), con 5 

ciclos de 10 segundos de sonicación, con una potencia de 50% y 30 segundos de pausa 

entre cada ciclo. Luego de centrifugar, el pellet bacteriano - que contenía todos los restos 

celulares - se descartó y el sobrenadante con las proteínas solubles se conservó como 

extracto libre de células (ELC).  

Como mencionamos anteriormente, DERA está clonada bajo el control de un 

promotor inducible por IPTG, al agregar este inductor se produce la proteína de interés 

a gran nivel. Sin embargo, el resto de las proteínas - que no están bajo el control del 

promotor inducible - no se ven afectadas por el agregado IPTG. Por tal motivo, la 

concentración de ELC resulta proporcional a la cantidad de enzima producida. El cálculo 

se realizó midiendo la concentración de proteínas totales en el ELC de PaDERA N-His, 

utilizando el reactivo de Bradford, frente a una curva de calibración de BSA como 

proteína patrón. Los resultados se pueden observar en el gráfico de la figura 3.15. 
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Figura 3. 15: Concentración de proteínas totales de Escherichia coli BL21 DE3 PaDERA N-HIS producidas 

a distinta concentración de IPTG. 

 

Cuando se emplearon 100 mM de IPTG, la concentración de proteínas obtenida fue 

la mayor entre todas las condiciones ensayadas. Por otra parte, utilizando 

concentraciones de 50 mM, 400 mM y 1 M de IPTG la concentración fue menor, pero la 

causa de la disminución no es la misma para estas tres condiciones. Una concentración 

de 50 mM de IPTG, parece no ser suficiente para inducir a la proteína y así obtener una 

concentración alta de la misma. Sin embargo, al inducir con 400 mM y 1 M de IPTG la 

disminución en la cantidad de proteína obtenida está relacionada con la generación de 

cuerpos de inclusión. Estas estructuras son insolubles en solución y, por lo tanto, no 

medibles con la metodología de Bradford.14 El ELC obtenido de PaDERA N-His se 

conservó para realizar la purificación de la enzima.  

Para confirmar la expresión, se llevó a cabo un SDS-Page de ambas variantes, 

comparando su peso con un marcador de peso molecular (estándar). Como se puede 

observar en la figura 3.16, la cantidad de DERA obtenida fue mucho mayor que para 

su variante wild-type.  
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Figura 3. 16: SDS-PAGE 15% 1. ELC de PaDERA N-His, 2. ELC PaDERA wt. 

 

3.3.7.  Expresión de PaDERA C49M C-His y LbDERA C42M E78K C-

His 

Las condiciones de inducción de las otras variantes de DERA (PaDERA C49M C-His 

y LbDERA C42M E78K C-His) ya habían sido puestas a punto por el grupo colaborador. 

Se realizó un preinóculo de cada bacteria que, posteriormente, fue utilizado para 

inocular un medio LB-Kana de mayor volumen. A este último, se lo hizo crecer hasta la 

fase exponencial (DO600=0,5; 3 h). Se indujeron los cultivos con 100 mM de IPTG y se 

dejaron ON a 28ºC. Empleando la metodología descripta en el ítem anterior se 

obtuvieron los correspondientes ELCs. 

3.3.8. Purificación de PaDERA N-His 

Se utilizó la enzima PaDERA N-His con el fin de poner a punto el procedimiento de 

purificación de las diferentes variantes de DERA. Se analizaron dos procedimientos: 

columna empaquetada de IMAC-Ni+2 y resina Ni+2-Sefarosa en batch. La elección de 

estas metodologías se basó en la afinidad que presenta la extensión terminal de 

histidinas por los iones metálicos.15  
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Inicialmente, se realizó la purificación de la proteína en batch. La resina de Ni+2-

Sefarosa se incubó con el ELC durante 1 h a 4ºC. Las proteínas que contienen el Tag 

de histidina presentan afinidad por los iones Ni+2 de la resina, por lo cual quedan 

retenidas. El resto de las proteínas no tienen afinidad por la resina y se eliminan 

progresivamente en cada uno de los lavados con solución de imidazol. Se utilizaron 

soluciones de imidazol de 0 a 500 mM (figura 3.17). El grupo colaborador reportó la 

elución de la proteína en las fracciones de 250 mM y 500 mM, es por esto que fracciones 

correspondientes a esta concentración de imidazol se colectaron y su concentración 

proteica se midió por Bradford. Debido a que el imidazol puede interferir en la actividad 

de la enzima,16 las fracciones enriquecidas fueron concentradas y luego desaladas 

utilizando una columna de exclusión molecular. Se obtuvieron 500 µL de enzima pura 

con una concentración de 0,66 mg/ml. Esta solución se reservó para determinar su 

actividad.  

 

 

Figura 3. 17: Fracciones de proteínas colectadas en la purificación en batch de PaDERA N-His. 

 

En el segundo procedimiento se llevó a cabo la purificación de PaDERA N-His 

utilizando una columna empaquetada IMAC-Ni+2. 40 mg de proteínas totales en solución 

se sembraron en una columna de 1 ml de capacidad. Las proteínas que contienen el 

Tag de histidina presentan afinidad por los iones de Ni+2 de la columna, por lo cual 

quedan retenidas. El resto de las proteínas no se retienen en la columna y se eluyen 
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fácilmente en las primeras fracciones. Se utilizó un gradiente de imidazol de 0 mM a 500 

mM para eluir las proteínas que quedaron retenidas en la columna. Todas las fracciones 

del eluído se colectaron y analizaron por Bradford (figura 3.18). Las fracciones 

correspondientes a 250 mM y 500 mM de imidazol - las cuales también fueron las de 

mayor concentración proteica - fueron concentradas y luego desaladas utilizando una 

columna de exclusión molecular. Se recuperaron 300 µL de enzima pura con una 

concentración de 1,28 mg/ml. Esta solución se reservó para determinar su actividad. 

 

Figura 3. 18: Fracciones de proteínas colectadas en la purificación en columna de PaDERA N-His. 

 

3.3.9. Actividad de PaDERA N-His 

La determinación de la actividad de PaDERA N-His – purificada en batch o en 

columna - se realizó utilizando un método basado en la hidrólisis de DR5P, su sustrato 

natural. Este método se encuentra ampliamente descripto en bibliografía.9,17,18  

Como se puede observar en la figura 3.19, DR5P se hidroliza por acción de DERA 

generando G3P y acetaldehído. Posteriormente, la enzima triosafosfato isomerasa (TPI) 

convierte G3P en DHAP y como un último paso, la enzima glicerol fosfato 

deshidrogenasa (α-GDH) reduce la DHAP formada para producir glicerol fosfato, 

utilizando como cofactor NADH, el cual se oxida a NAD+. La cantidad de moles de 

NADH que se utilizan en esta reacción es equivalente a la cantidad de moles de DR5P 

consumidos por DERA. 
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Como NADH tiene un máximo de absorbancia a 340 nm, mientras que NAD+ no 

absorbe a esa longitud de onda, midiendo espectrofotométricamente el descenso de la 

absorbancia a 340 nm fue posible determinar la actividad de la enzima. Se graficaron 

los puntos de absorbancia vs tiempo (figura 3.20a) y, midiendo por un minuto desde el 

agregado de la GDH/TPI, se obtuvo la velocidad inicial (Vi) como la pendiente del gráfico 

(figura 3.20b).  

 

Figura 3. 19: método colorimétrico acoplado a la oxidación de NADH. 

 

 

Figura 3. 20: Gráfico de absorbancia vs tiempo para la determinación de la Vi de PaDERA N-His. 

 

A partir de la Vi obtenida, sabiendo el coeficiente de extinción molar de NADH y 

teniendo en cuenta las diluciones correspondientes, se determinó la actividad específica 
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de DERA como la cantidad de enzima requerida para hidrolizar 1 μmol de DR5P por 

minuto.  

La ecuación utilizada fue la siguiente:  

 

𝐴𝑐𝑡𝑖𝑣𝑖𝑑𝑎𝑑 =
𝑣𝑖 (

𝑎𝑏𝑠
min) 𝑥 𝑣𝑜𝑙 (𝑚𝑙) 

Ɛ340nm NADH (𝑀−1𝑐𝑚−1) x b (cm) 𝑥 𝑃𝑟𝑜𝑡𝑒í𝑛𝑎 (𝑚𝑔)
 

Donde:  

 Vi = velocidad inicial de PaDERA N-His  

 Vol = volumen del ensayo  

 Ɛ 340nm NADH = 6220 M-1 cm-1 

 b = camino óptico  

 Proteína = cantidad de proteína utilizada  

La actividad retroaldólica de PaDERA N-His purificada en batch dio como resultado 

9,3 U/mg. Sin embargo, al determinar la actividad enzimática a un día de 

almacenamiento a 4ºC el resultado fue nulo. La estabilidad operacional de la enzima 

nos limitó a utilizar la enzima recién purificada.  

Adicionalmente, la actividad retroaldólica de PaDERA N-His purificada en columna 

también fue nula. Esto podría estar relacionado con el mayor tiempo que pasa la 

proteína en contacto con la fase sólida en este sistema, aumentando la posibilidad de 

interacciones desnaturalizantes.  

3.3.10. Purificación de las proteínas PaDERA C49M C-His y LbDERA 

C42M E78K C-His  

Debido a los resultados obtenidos purificando PaDERA N-His con columna 

empaquetada, se decidió continuar con la purificación de las otras enzimas utilizando el 

sistema en batch y un gradiente de imidazol de 0 mM a 500 mM. 
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3.3.10.1. Purificación y actividad de PaDERA C49M C-His  

El ELC que contenía PaDERA C49M C-His se incubó con la resina de Ni+2-Sefarosa 

durante 1 h a 4ºC y, posteriormente, se realizaron lavados con soluciones de imidazol 

(0 mM a 500 mM). Se seleccionaron nuevamente las fracciones correspondientes a 250 

mM y 500 mM (figura 3.21). Luego del desalado se obtuvieron 500 µL de enzima pura 

con una concentración de 0,98 mg/ml, un 50% más que la concentración de PaDERA 

N-His.  

 

 

Figura 3. 21: Fracciones obtenidas de la purificación en Batch de PaDERA C49M C-His 

 

Las fracciones proteicas de PaDERA N-His y de PaDERA C49M C-His fueron 

sembradas en un SDS-Page (figura 3.22), la calle 1 corresponde a PaDERA C49M C-

His y la calle 2 a PaDERA N-His. Tanto en la calle 1 como en la calle 2 se puede observar 

una única banda con un peso molecular mayor a 25 KDa. Debido a que el peso 

molecular de DERA es de 28,8 KDa, podemos inferir que estas bandas corresponden a 

la proteína pura. A su vez, la diferencia de intensidad entre la calle 1 y la calle 2, nos 

confirma la diferencia de concentración entre estas dos enzimas.  
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Figura 3. 22: Gel de poliacrilamida 15% (SDS-PAGE). Calle 1: PaDERA C49M C-His; calle 2: PaDERA N-His; 

calle 3: marcador de peso molecular. 

 

La actividad enzimática nuevamente fue determinada por el método de hidrólisis de 

DR5P. Se determinó la Vi como la pendiente del gráfico de absorbancia a 340 nm vs 

tiempo (figura 3.23). 

 

 

Figura 3. 23: Gráfico de absorbancia vs tiempo para la determinación de la Vi de PaDERA C49M C-His . 
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A partir de la Vi obtenida, sabiendo el coeficiente de extinción molar de NADH y 

teniendo en cuenta las diluciones correspondientes, se determinó la actividad 

enzimática de PaDERA C49M C-His dando como resultado una actividad de 28,9 U/mg. 

Al determinar la actividad enzimática a un día de almacenamiento a 4ºC, si bien no 

decayó completamente, disminuyó a 17,19 U/mg. Este resultado indica que, al igual que 

para PaDERA N-His, la enzima debe ser utilizada en el momento.  

Podemos observar entonces que, tanto la actividad como la concentración de la 

enzima aumentan cuando el Tag de histidina se encuentra en el C-terminal respecto al 

clon que posee el Tag de hisitidina en N-terminal. Si bien PaDERA C49M C-His posee 

una mutación en la posición 49, este cambio sólo está comprometido en la reacción de 

síntesis –donde se agregan concentraciones elevadas de acetaldehído- y no en la 

reacción retroaldólica con la que se mide la actividad, por lo que la modificación del 

residuo C-terminal sería la causa del aumento de la actividad. Este resultado está en 

concordancia con lo observado para DERAs como las de Escherichi coli y Rhodococcus 

erythropolis entre otras.1,19 El efecto de la localización del Tag de histidina ha sido 

reportado para otras enzimas, pero con un efecto contrario.20–22  

3.3.10.2. Purificación y actividad de LbDERA C42M E78K C-His  

Empleando el mismo procedimiento con el ELC que contenía LbDERA C42M E78K 

C-His, luego del tratamiento con la resina y el desalado se obtuvieron 500 µL de enzima 

pura con una concentración de 0.64 mg/ml (figura 3.24). La concentración de proteínas 

obtenida fue aproximadamente la misma cantidad que la obtenida para PaDERA N-His.  
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Figura 3. 24: Fracciones obtenidas de la purificación en batch de LbDERA C42M E78K C-His. 

 

Se determinó la Vi como la pendiente del gráfico de absorbancia a 340 nm vs tiempo 

(figura 3.25). Igual que antes, a partir de la Vi obtenida, sabiendo el coeficiente de 

extinción molar de NADH y teniendo en cuenta las diluciones correspondientes, se 

determinó la actividad enzimática de LbDERA C42M E78K C-His dando como resultado 

una actividad de 8,11 U/mg.  

 

 

Figura 3. 25: Gráfico de absorbancia vs tiempo para la determinación de la Vi de LbDERA C42M E78K C-

His. 
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Si bien la actividad enzimática determinada para LBDERA C42M E78K C-His resultó 

ser más baja que la actividad de las otras variantes (PaDERA N-His, PaDERA C49M C-

His, PaDERA C-His y PaDERA AA C-His, las últimas dos caracterizadas por el grupo 

colaborador,23 su actividad solo disminuyó en un 20% al cabo de un día de 

almacenamiento (6,65 U/mg). Dicho resultado puede atribuirse a la estabilidad que le 

confiere la mutación en la posición 78 de la proteína. 

En la tabla 3.4 se puede observar la concentración y la actividad retroaldólica de las 

proteínas PaDERA N-His, PaDERA C-His, PaDERA AA C-His, PaDERA C49M C-His y 

LbDERA C42M E78K C-His, así como también de DERAs aisladas de otros 

microorganismos. Si bien la actividad específica de las DERAs caracterizadas en este 

capítulo resultó menor que algunas de las reportadas en bibliografía, estudios previos 

demuestran que la actividad de clivaje de DR5P puede no estar vinculada con la 

actividad de síntesis, especialmente al utilizar sustratos no naturales, como los que se 

plantearon para este trabajo doctoral. 

 Kim y colaboradores han sobre-expresado una DERA de Yersinia Sp cuya actividad 

es 137 U/mg, aproximadamente 4 veces más activa que PaDERA C49M C-His. Sin 

embargo, cuando esta enzima se empleó como biocatalizador en la síntesis de DR5P a 

partir de G3P y 200 mM de acetaldehído, el rendimiento fue de 2% aproximadamente.24 

Dicho resultado también se observó para DERA de Paenibacillus Sp cuya actividad 

específica fue de 62 U/mg, pero el rendimiento para la síntesis de DR5P fue menor al 

2%.18  

Sakuraba y colaboradores caracterizaron otras DERAs pertenecientes a Termotoga 

maritima25 y Pyrobaculum aerophilum.26 Si bien la actividad específica de las enzimas 

fue baja (1 U/mg y 0.25U/mg, respectivamente), cuando se utilizaron como 

biocatalizadores en la adición aldólica de acetaldehído como único sustrato, se obtuvo 

2,4,6-tridesoxi D-eritro-hexosa como producto con buenos rendimientos.  

Podemos evidenciar que, a pesar de evaluar la actividad específica de cada una de 

las DERAs, este parámetro no caracteriza del todo a la enzima. Por esta razón, es 

necesario evaluar la capacidad sintética de las nuevas DERAs. El desafío más 

importante se centra en obtener una DERA estable en concentraciones elevadas de 
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acetaldehído, así como también en condiciones operacionales aplicables a la 

producción a gran escala.  
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Tabla 3.  4: Características de DERAs aisladas de distintos microorganismos. ne= no especificada 

Fuente de DERA Peso molecular (kDa) 
Actividad específica 

(U/mg) 
Concentración de 
proteínas (mg/ml) 

Referencia 

Pectobacterium atrosepticum 

(PaDERA N-His) 
28,8 9,3 0,66 Este trabajo 

Pectobacterium atrosepticum 

(PaDERA C-His) 
28,8 13,0 2,9 23 

Pectobacterium atrosepticum 

(PaDERA AA C-His) 
28,8 13,7 1,44 23 

Pectobacterium atrosepticum 

(PaDERA C49M C-His) 
28,8 28,9 0,98 Este trabajo 

Lactobacillus brevis 

(LbDERA C42M E78K C-His) 
29 8,11 0,68 Este trabajo 

Pyrobaculum aerophilum 24,5 0,25 n.e. 25 

Termotoga maritima 27,8 1 n.e. 25 

Escherichia coli 28 58 n.e. 25 

Rhodococcus erythropoly 22,9 17 n.e. 19 

Escherichia coli n.e. 16 n.e. 19 

Yersinia Sp. 24,8 137 1,4 24 

Paenibacillus Sp. 24,5 62 4,8 18 

Haemophilus influenzae 23,6 34,1 20,8 27 

Hyperthermus butylicus 26,4 0,5 n.e. 28 

Aeropyrum pernix 24,5 4,4 n.e. 26 

Staphylococcus epidermis 

(wild type) 
29,2 67,1 n.e. 29 

Staphylococcus epidermis 

(T120C, G174I, G213C) 
29,2 32,3 n.e. 29 
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3.4     Conclusiones  

En este primer capítulo, los plásmidos de distintas variantes de DERA (PaDERA N-

His, PaDERA C-His, PaDERA AA C-His, PaDERA C49M C-His y LbDERA C42M E78K 

C-His) se transformaron en Escherichia coli DH5α (cepa de clonado) y posteriormente 

en Escherichia coli BL21 DE3 (cepa de expresión). Debido a que los plásmidos codifican 

para el Tag de histidina, la proteína se purificó por afinidad a los iones de Ni+2. Siendo 

que el Tag de histidina puede estar localizado en el extremo C-terminal o en el N-

Terminal de la proteína, fue conveniente evaluar ambas posibilidades  puesto que la 

determinación de la posición dependía de no generar un efecto negativo en la actividad 

catalítica y en el rendimiento de la purificación.30 Las modificaciones genéticas 

realizadas a DERA fueron en pos de aumentarle la estabilidad y la resistencia a 

acetaldehído. 

En una primera instancia, como las condiciones de expresión de la enzima PaDERA 

N-His no estaban puestas punto, se procedió a seleccionar la mejor condición de 

inducción. Agregando 100 mM de IPTG a 28 °C se obtuvo la mayor concentración de 

proteínas totales y, por lo tanto, una mayor expresión de la enzima. En cuanto a la 

purificación de PaDERA N-His se pudo determinar que al utilizar una columna 

empaquetada IMAC-Ni+2 la enzima pierde su actividad, por lo que se procedió a utilizar 

una resina de Ni-Sefarosa en batch. Se obtuvo una concentración de 0,66 mg/ml de 

enzima para un cultivo de 200 ml con una actividad de 9,3 U/mg.  

Empleando un procedimiento similar con las restantes enzimas, se observó que 

PaDERA C49M C-His resultó ser la variante de DERA que expresó mayor cantidad de 

enzima y con mayor actividad (0,98 mg/ml y 28,9 U/mg, respectivamente). En particular, 

esta enzima se expresó en un 50% más que las otras dos variantes analizadas y es, 

aproximadamente, 2 veces más activa que PaDERA N-His y 4 veces más activa que 

LbDERA C42M E78K C-His. Adicionalmente, comparando la actividad de PaDERA C-

His y PaDERA AA C-His, se pudo comprobar que la incorporación de 5 aminoácidos en 

la proteína no afecta negativamente, sino que la mejora levemente. 

Tres de las variantes caracterizadas se utilizarán como fuente de DERA en el resto 

de la tesis: PaDERA N-His, PaDERA C49M C-His y LbDERA C42M E78K C-His). 
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4.1. Introducción  

Los nucleósidos naturales están involucrados en numerosos procesos biológicos. En 

particular, son componentes esenciales de la síntesis de ADN y ARN. Debido a esto, se 

pueden diseñar modificaciones en su estructura produciendo análogos que mimeticen 

a los nucleósidos naturales y bloqueen el metabolismo de patógenos.1 Actualmente, hay 

más de 30 análogos de nucleósidos aprobados para el tratamiento de virus, cáncer, 

parásitos, así como infecciones bacterianas y fúngicas (figura 4.1).2 Por ejemplo, el uso 

de Gemcitabina, un potente antiviral, fue aprobado también para el tratamiento de 

cáncer de mama y ovario entre otros.3 

  

 

Figura 4. 1: Ejemplos de análogos de nucleósidos utilizados en la industria farmacéutica. 

 

A diferencia de los nucleósidos, los nucleótidos presentan grupos fosfato. Las 

modificaciones de los nucleótidos naturales pueden darse tanto sobre la fracción del 
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fosfato, del azúcar o de la base,4 siendo las dos últimas modificaciones las más 

conocidas y activas (figura 4.2). 

 

 

 

Figura 4. 2: Sitios donde puede ser modificado el nucleótido. 

 

 Durante muchos años, se han utilizado métodos químicos para obtener estas 

modificaciones, pero tanto sus rendimientos como su regio- y estéreo selectividad han 

sido muy bajos, rindiendo una baja productividad. Además, la síntesis química de 

análogos de nucleósidos a menudo implica el uso de sustancias peligrosas (reactivos 

químicos y solventes orgánicos), condiciones operativas ambientalmente agresivas y 

altos costos de energía.5 Asimismo, se necesitan pasos de protección y desprotección 

de grupos funcionales y se generan numerosos subproductos indeseables.6  

La utilización de biocatalizadores, tanto enzimas como células, conduce a la 

obtención de moléculas con la configuración adecuada, empleando tecnologías 

sustentables y en pocos pasos de reacción. Por tales motivos, las síntesis de análogos 

de nucleósidos más actuales se centran en procesos biocatalizados o quimio-

enzimáticos.  

En la estrategia planteada por Taverna-Porro y colaboradores,7 DR5P se sintetizó a 

partir de DR empleando como primer paso una acetilación regioselectiva de la posición 

5 con una lipasa de Candida Antartica (CAL-B), paso fundamental para mantener la 

forma furanosa de DR. Posteriormente, se realizó una acetilación química usando 

anhídrido acético en piridina para proteger las posiciones 1 y 3, obteniendo 

desoxirribosa peracetilada que luego se desacetiló en la posición 5 utilizando CAL-B en 
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etanol. Una vez protegidas las posiciones 1 y 3 se incorporó químicamente el grupo 

fosfato en la posición 5 de 2-desoxirribosa en tres pasos de reacción: i) fosforilación con 

N,N-diisopropilfosforamidita de dibencilo en THF ii) oxidación con hidroperóxido de 

terbutilo y iii) eliminación de los grupos bencilos por hidrogenólisis con paladio (figura  

4.3a). Una vez obtenida DR5P, se procedió a utilizar una fosfopentomutasa (PPM) para 

producir DR1P. Por último, una nucleósido fosforilasa (NP) catalizó la sustitución del 

grupo fosfato por distintas bases (figura 4.3b) para producir 2’-desoxirribonucleósidos. 

 

 

Figura 4. 3: Síntesis quimio-enzimática de 2’-desoxirribonucleosidos a) síntesis química de DR5P b) 

síntesis de enzimática. 

 

Aunque la síntesis de desoxinucleósidos se podría hacer partir de furanosas 1-

fosfato, el fosfato anomérico es muy inestable por la ausencia del grupo hidroxilo en la 

posición 2 y se desfosforila rápidamente.8 Es por este motivo que la metodología 

planteada anteriormente constituye una valiosa alternativa.  

La síntesis química de novo de los grupos 2-desoxirribosilos también puede resultar 

tediosa ya que implica numerosos pasos de protección y desprotección.9 Es por ello que 

obtener enzimáticamente DR5P se presenta como un desafío importante.10 Como ya se 
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había mencionado, su síntesis puede llevarse a cabo utilizando DERA como 

biocatalizador (figura 4.4).  

 

 

Figura 4. 4: Síntesis de DR5P biocatalizada por DERA 

 

Como mencionamos previamente, nuestro laboratorio ha reportado el empleo de 

DERA de Pectobacterium atrosepticum como catalizador en la síntesis de DR5P con 

rendimientos cercanos al 10%.11 La DR5P así formada se utilizó en un proceso 

multienzimático one-pot para la síntesis de 2’-desoxirribonucleósidos difosfato.12 En 

primer lugar, partiendo de glucosa se obtuvo timidina empleando células enteras de 

Pectobacterium atrosepticum, seguido de la acción de una PPM y una timidina 

fosforilasa (TP) para formar timidina (figura 4.5a). En el último paso de reacción el 

nucleósido se convirtió en timidina 5´-difosfato utilizando una fosfatasa ácida no 

específica de Rutella planticola sobreexpresada en Escherichia coli, conjuntamente con 

una timidina monofosfato quinasa (TMPK) de Saccharomyces cerevisiae (figura 4.5b). 

Sin embargo, el cuello de botella para esta síntesis fue también la producción de 

DR5P, debido a que utilizando PaDERA wt solo se obtuvo 14,1 mM de DR5P, un 

rendimiento menor al 1%.  
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Figura 4. 5: Síntesis multienzimática one-pot de timidina 5´-difosfato. 

 

En este capítulo se evalúa la producción de DR5P comparando la actividad sintética 

de los tres biocatalizadores seleccionados en el Capítulo 3: PaDERA N-His, PaDERA 

C49M C-His y LbDERA C42M E78K C-His. 
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4.2. Materiales y métodos  

Los reactivos analíticos y los sustratos se adquirieron en Sigma Aldrich, los solventes 

orgánicos utilizados en Sintorgan y los componentes del medio de cultivo en Britania y 

Biopack. 

Pectobacterium atrosepticum (ATCC 33260) se obtuvo de la Colección Española de 

Cultivos Tipo (CECT), Universidad de Valencia (España) y Escherichia coli BL21 DE3 

se obtuvo de Invitrogen.  

Los medios de cultivo fueron LB, LB-Kana, YDC (extracto de levadura 1% p/v, 

dextrosa 2% p/v y carbonato de calcio 2% p/v) y medio de inducción de DERA (MI) 

(KH2PO4 0.1% p/v, K2HPO4 0.1% p/v, MgSO4·7H2O 0.03% p/v, extracto de levadura 

0.01% p/v, NH4Cl 0.2% p/v y 2-desoxirribosa (DR) 0.3% p/v).  

4.2.1. Cultivo de Pectobacterium atrosepticum  

Se realizó un cultivo líquido de Pectobacterium atrosepticum en 250 ml de medio 

YDC a partir del stock de trabajo conservado a -80ºC. Se lo dejó a 28°C y 200 rpm hasta 

alcanzar la fase exponencial media (4 días). Posteriormente el cultivo se centrifugó a 

4°C durante 15 minutos a 13000 rpm y el pellet bacteriano se utilizó para inocular 250 

ml del medio de inducción (MI). Este último cultivo se mantuvo a 28°C y 200 rpm 

overnigth. Luego se centrifugó a 4°C y 9000 rpm, se descartó el sobrenadante y las 

células enteras húmedas se resuspendieron en buffer fosfato de potasio 100 mM pH 7 

hasta obtener una concentración de 30 g de células en 100 ml de buffer. Se reservaron 

para ser utilizadas como biocatalizadores. 

4.2.2. Cultivo de Escherichia coli BL21 DE3 

Se realizó un cultivo líquido de Escherichia coli BL21 DE3 en 250 ml de medio YDC 

a partir del stock de trabajo conservado a -80ºC. Se lo dejó overnight a 37°C y 200 rpm. 

Al día siguiente, el cultivo se centrifugó a 4°C y 9000 rpm y se descartó el sobrenadante. 

Las células enteras se resuspendieron en buffer fosfato de potasio 100 mM pH 7 hasta 

obtener una concentración de 30 g de células en 100 ml de buffer. Se reservaron para 

ser utilizadas como biocatalizadores.  
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4.2.3. Cultivo de Escherichia coli BL21 DE3 conteniendo los 
plásmidos PaDERA N-His, PaDERA C49M C-His y LbDERA C42M E78K 
C-His 

A partir del stock de trabajo de las bacterias recombinantes se realizó un preinóculo 

en 5 ml de medio LB-kana y se lo dejó overnight a 37°C y 200 rpm. Al día siguiente, se 

utilizaron 2,5 ml del cultivo para inocular 250 ml de medio LB-kana y se lo dejó a 37°C 

200 rpm hasta DO600=0,5. Se agregaron 250 µl de IPT (concentración final 100 mM) y 

se dejó overnight a 28⁰C y 180 rpm. Una vez transcurridas las 16 hs, el cultivo se 

centrifugó a 4°C a 9000rpm y se descartó el sobrenadante. Las células enteras se 

resuspendieron en buffer fosfato de potasio 100 mM pH 7 hasta obtener una 

concentración de 30 g de células en 100 ml de buffer. Se reservaron para ser utilizadas 

como biocatalizadores.  

4.2.4. Células enteras liofilizadas  

Se realizó el cultivo de Escherichia coli BL21 DE3 PaDERA N-His tal como se 

describe en el inciso 4.2.3. Las células enteras se resuspendieron en buffer fosfato y 

se liofilizaron durante 24 hs. Las células liofilizadas se conservaron a -20ºC para su 

posterior uso como biocatalizador. Se obtuvo 0,5 g de células liofilizadas/ 1 g de células 

peso húmedo.  

4.2.5. Extracto libre de células (ELC)  

La suspensión de células (obtenida en el inciso 4.2.3) se sonicó con un sonicador 

de punta (Vibra-Cell VCX 130 PB) cinco ciclos de 20 seg y descanso de 40 seg, se 

centrifugó a 4°C a 9000 rpm durante 15 minutos. El sobrenadante se colectó y se dejó 

en agitación a 4°C durante 1 hora. Se agregó estreptomicina y se dejó en agitación a 

4°C durante 1 hora. Se centrifugó a 4°C, 9000 rpm durante 10 minutos. Se alicuotó en 

eppendorfs conteniendo 500 µl del extracto libre de células (ELC) y se conservó a -80°C. 

4.2.6. Síntesis de DR5P  

4.2.6.1. Utilizando células enteras a partir de G3P  

Las reacciones se llevaron a cabo en un volumen final de 1 ml, conteniendo 15% p/v 

de pellet bacteriano, 98,3 mM de G3P y 200 mM de acetaldehído en buffer fosfato de 

potasio 100 mM pH 7. Se agitó a 200 rpm y 28°C tomando alícuotas de 50 μL cada hora 
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durante 3 h. Las muestras se centrifugaron a 9000 rpm durante 5 minutos, conservando 

el sobrenadante para su posterior análisis.   

4.2.6.2. Utilizando células enteras liofilizadas a partir de G3P  

Las reacciones se llevaron a cabo en un volumen final de 1 ml, conteniendo 7,5% p/v 

de pellet bacteriano, 98,3 mM de G3P y 200 mM de acetaldehído en buffer fosfato de 

potasio 100 mM pH 7. Se agitó a 200 rpm y 28°C tomando alícuotas de 50 μL cada hora 

durante 7 h. Las muestras se centrifugaron a 9000 rpm durante 5 minutos, conservando 

el sobrenadante para su posterior análisis.   

4.2.6.3. Utilizando células enteras a partir de glucosa  

Las reacciones se llevaron a cabo en un volumen final de 1 ml, conteniendo 15%p/v 

de pellet bacteriano, glucosa 500 mM, MgSO4·7H2O 15 mM, adenosina 5’-trifosfato 

(ATP) 15 mM, xileno 1% (v/v), acetaldehído 200 mM y buffer fosfato de potasio 100 mM 

pH 7. Se agitó a 200 rpm y 28°C tomando alícuotas de 50 μL cada hora durante 7 h. Las 

muestras se centrifugaron a 9000 rpm durante 5 minutos, conservando el sobrenadante 

para su posterior análisis.   

4.2.6.4. Utilizando ELC a partir de G3P  

Se utilizaron 250 μL del ELC, se agregó G3P y acetaldehído en una concentración 

final de 98,7 mM y 200 mM respectivamente y se completó a un volumen de 1 ml con 

buffer fosfato de potasio 100 mM pH 7. Se agitó a 200 rpm y 28°C tomando alícuotas 

de 50 μL cada hora durante 3 h. Se agregaron 100 μL de acetona fría para cortar la 

reacción. Las muestras se centrifugaron a 12000 rpm durante 5 minutos, conservando 

el sobrenadante para su posterior análisis.   

4.2.7. Métodos analíticos  

Las muestras de reacción se analizaron cualitativamente por cromatografía en capa 

delgada (CCD) y cuantitativamente por el método colorimétrico de Burton. 13 Se 

utilizaron placas de sílica gel 60 F254 (Merck).  

4.2.7.1. Análisis cualitativo de DR5P 

El análisis cualitativo de DR5P se llevó a cabo mediante CCD usando n-butanol:2-

propanol:H2O, 3:12:4 (v/v/v) como fase móvil. Como revelador de azúcares y sus 
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correspondientes productos fosforilados se utilizó 1% (v/v) anisaldehído y 2% (v/v) 

H2SO4 en ácido acético.  

 Rf Color del revelado 

G3P 0 Amarillo 

DR5P 0,25 Violeta 

DR 0,66 Violeta 

Glucosa 0,4 Marrón 

 

4.2.7.2. Análisis cuantitativo de DR5P  

Se utilizó el método colorimétrico de Burton, usando 100 µl de reactivo recién 

preparado [20 ml de la solución A (1,5 g difenilamina, 98,5 ml ácido acético glacial, 1,5 

ml H2SO4) + 100 µl de la solución B (16 mg/ml acetaldehído aq.)] y 50 µl de muestra. 

Las muestras se midieron en placas de 96 Wells a 600 nm usando BioTek Cytation 5. 

Todas las mediciones se realizaron por duplicado. El ajuste de datos se realizó utilizando 

Prism (GraphPad). 

Los resultados se compararon frente a una curva de calibración de DR5P (0 mM-1,25 

mM). Todas las soluciones se hicieron por triplicado. Cada una de estas fue analizada 

mediante el método de Burton descripto anteriormente. Utilizando el programa Excel se 

graficó absorbancia vs concentración y se obtuvo una recta de regresión lineal con su 

respectiva ecuación. 

 

Figura 4. 6: Curva de calibración de DR5P;  curva de regresión lineal: 0,6747x + 0,2879; R² = 0,9855 
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4.2.7.3. Análisis cuantitativo de 2,4,6-tridesoxi D-eritro-hexapiranosa   

4.2.7.3.1. Aislamiento  

Al sobrenadante de las muestras obtenidas en 4.2.6 se le agregaron dos volúmenes 

de acetonitrilo y 2 mg de NaCl. Se llevó a frío durante 5 minutos. Se separaron las fases 

y la fase orgánica se conservó para su posterior análisis por GC.   

4.2.7.3.2. Cuantificación  

Para el análisis cuantitativo se empleó un cromatógrafo gaseoso (Thermo Trace 

1300) acoplado a un detector de ionicación de llama (CG-FID). Se empleó una columna 

TRACE TR-5MS (0,25 µm, 0,25 mm, 30 m). Las condiciones de corrida fueron: 

temperatura del inyector 200 °C, temperatura de la columna: 5 minutos a 50 °C, un 

gradiente de 10 °C/min hasta 250 °C y 5 minutos a 250 °C. El tiempo total de corrida fue 

30 min. Volumen de inyección 1 µl, split: 1:50, calentador: 280 °C. (Tr: 13,9 minutos). Se 

utilizó como estándar interno dioxano en una concentración de 6 mM.  

                       

 

Figura 4. 7: Curva de calibración de Dioxano. y=1,668X + 0,1510; R2 = 0,9933. 
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Figura 4. 8: Curva de calibración de 2,4,6-tridesoxi D-eritro-hexapiranosa. y= 8,600 X -1,610; R2: 0,9839. 

 
 

 

 

Figura 4. 9: Cromatograma de 2,4,6-tridesoxi D-eritro-hexapiranosa. 
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4.3. Resultados y discusión  

4.3.1. Síntesis de DR5P a partir de G3P 

En primera instancia se emplearon las tres variantes de DERA y G3P como 

material de partida (figura 4.4) para sintetizar DR5P. Adicionalmente, se empleó 

la cepa wild-type para comparar con los resultados previos. Los biocatalizadores 

fueron empleados en forma de célula entera, célula entera liofilizada, ELC y 

enzima libre.   

4.3.1.1. Utilizando células enteras de PaDERA wt 

DERA forma parte de la ruta de las pentosas fosfato y, por ser una enzima no 

constitutiva, es inducible sólo en presencia de DR. Inicialmente, Pectobacterium 

atrosepticum se hizo crecer en su medio óptimo (no selectivo y enriquecido con 

carbonato de calcio). A diferencia de lo ya reportado,11 el cultivo se dejó crecer hasta 

saturación (4 días) y la biomasa obtenida se utilizó para inocular el medio de inducción, 

el cual contiene DR como única fuente de carbono. Las bacterias inducidas se 

centrifugaron luego de un día en el medio de inducción y se utilizaron como 

biocatalizador.  

La reacción aldólica entre G3P y acetaldehído, catalizada por DERA, se siguió por el 

método colorimétrico descripto por Burton.14 Si bien este método se utiliza para 

cuantificar DNA, el verdadero sustrato de la reacción colorimétrica es DR5P, producido 

por  hidrólisis ácida y térmica del material genómico.  

Como se puede ver en la figura 4.10, DR5P se oxida y desfosforila por el medio 

ácido de la reacción. Posteriormente, 5-hidroxi-4-oxopentanal se dimeriza y reacciona 

con difenilamina produciendo un compuesto coloreado que puede ser medido a una 

longitud de onda de 600 nm. Las absorbancias obtenidas se convirtieron en 

concentración utilizando la curva de calibración de DR5P descripta en el inciso 4.2.7.2. 
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Figura 4. 10: Método colorimétrico descripto por Burton. 

 

El método de Burton también es sensible a la presencia de desoxirribosa (DR) que 

se puede formar por la desfosforilación espontánea de DR5P. Para descartar su 

formación, se realizó el seguimiento de la reacción mediante CCD utilizando como 

revelador anisaldehído en ácido sulfúrico. En este método, los grupos hidroxilos 

reaccionan con anisaldehído en reacciones de acetalización produciendo un catión 

altamente conjugado (figura 4.11). Esta estructura catiónica, cuyo color depende de la 

estructura del compuesto a detectar, es factible en las condiciones altamente ácidas de 

la tinción. 

 

 

Figura 4. 11: Reacción implicada en el método de revelado con anisaldehído. 
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Empleando este método de revelado, se observó la formación de DR5P como una 

mancha violeta, y la disminución de una señal amarillenta en la línea de base, 

correspondiente a G3P (figura 4.12). La reacción se siguió hasta las 4 h, tiempo en el 

que se observó la formación de DR por la aparición de una señal de color violeta a mayor 

Rf.  

 

 

Figura 4. 12: CCD correspondiente al curso de síntesis de DR5P utilizando G3P como sustrato y PaDERA 

wt como biocatalizador. 

 

Se obtuvo un rendimiento máximo de 13,5% correspondiente a 13,2 mM a las 3 h de 

reacción. En la figura 4.13 se puede ver el curso de la reacción.  

 

Figura 4. 13: Síntesis de DR5P utilizando PaDERA wt como biocatalizador y G3P y acetaldehído como 

sustratos. 

Comparando con los datos previos de nuestro laboratorio, se incrementó levemente 

el rendimiento respecto al obtenido en el trabajo de la Dr. Ana Valino (10%, 10,1 mM). 
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Este resultado podría atribuirse al cambio del buffer de reacción ya que en este trabajo 

se utilizó buffer fosfato, en lugar del buffer Tris-HCl originalmente reportado. 

4.3.1.2. Utilizando Escherichia coli BL21 DE3 PaDERA N-His 

Escherichia coli BL21 DE3 PaDERA N-His fue utilizada como modelo para 

seleccionar la forma de uso de los biocatalizadores recombinantes. Esta bacteria se 

testeó como células enteras, células enteras liofilizadas, extracto libre de células o 

enzima libre. En las siguientes secciones se discuten los resultados obtenidos.  

4.3.1.2.1. Como células enteras  

Para evaluar la actividad sintética de PaDERA N-His en la reacción de síntesis de 

DR5P a partir de G3P, las células enteras de Escherichia coli BL21 DE3 conteniendo el 

plásmido correspondiente se resuspendieron en buffer fosfato. La reacción se inició con 

el agregado de acetaldehído, y se tomaron alícuotas a distintos tiempos (0, 1, 2, 3, 4 h).  

El análisis cualitativo de las reacciones se realizó mediante CCD utilizando como 

revelador anisaldehído en ácido sulfúrico. Se observó la formación de DR5P, como una 

mancha violeta, y la disminución de una señal amarillenta en la línea de base, 

correspondiente a G3P. El análisis cuantitativo de cada muestra se llevó a cabo 

mediante el método colorimétrico descripto por Burton, comparando las absorbancias 

obtenidas a 600 nm con la curva de calibración de DR5P descripta en el inciso 4.2.7.2. 

Empleando este biocatalizador se obtuvo un rendimiento máximo de 41,9% (42,9 mM 

de DR5P) a las tres horas de reacción. Este resultado fue dos veces más alto que el 

obtenido para la misma reacción, pero utilizando células enteras de la bacteria wild-type 

(PaDERA wt) (13,5%). Si bien la cantidad de células que se utilizan de ambos 

biocatalizadores es la misma (15% p/v), en Escherichia coli BL21 DE3 PaDERA N-His 

la enzima se encuentra sobre-expresada y, por lo tanto, hay mayor disponibilidad de 

DERA. Este aumento en la cantidad de enzima generó una mayor cantidad de producto, 

lo cual podría deberse a que el consumo más rápido de G3P impide que este sustrato 

sea desfosforilado o que pueda redirigirse a otras rutas metabólicas naturales de las 

células. En la figura 4.14 se puede observar el curso de la reacción.  
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Figura 4. 14: Síntesis de DR5P utilizando Escherichia coli PaDERA N-His como biocatalizador y G3P y 

acetaldehído como sustratos. 

 

Cuando se utilizaron células enteras de Escherichia coli BL21 DE3 sin el plásmido, 

no hubo consumo de G3P y por lo tanto no se produjo DR5P. Este resultado nos 

demuestra que no existe una producción basal de DR5P por la cepa de expresión 

seleccionada, ni existe reacción química no catalizada. 

4.3.1.2.2. Como células liofilizadas 

Con el fin de reducir el tiempo en el proceso de obtención del biocatalizador al utilizar 

células enteras, se decidió liofilizar las células para conservarlas hasta el momento de 

su uso. Para ello, las células se resuspendieron en mínimo volumen de buffer y se 

liofilizaron durante 24 hs para eliminar toda el agua. Sin embargo, cuando se utilizaron 

como biocatalizador no hubo conversión de G3P a DR5P. Este resultado podría 

atribuirse a que DERA no logró reconstituirse a su forma activa luego de la 

deshidratación. Esto nos indicó que esta metodología de almacenamiento no podía ser 

utilizada. 

4.3.1.2.3. Como ELC  

El extracto libre de células (ELC), como su nombre lo indica, es una solución que 

contiene las proteínas solubles de una bacteria, entre ellas las enzimas. El empleo de 

ELC en síntesis biocatalizadas ha tomado un gran impulso en los últimos años debido 

a que presenta ciertas ventajas respecto al empleo de las células enteras. Al utilizar ELC 

se reducen problemas asociados con transferencia de masas y permeabilidad de las 

paredes celulares.15 El ELC de bacterias conteniendo DERA ya fue utilizado por Ručigaj 

y colaboradores demostrando buenos rendimientos.16 
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Con el fin de probar esta metodología, células enteras de Escherichia coli BL21 DE3 

PaDERA N-His resuspendidas en buffer se sometieron a una lisis física utilizando un 

sonicador de punta. El ELC obtenido fue utilizado como biocatalizador en la síntesis de 

DR5P, empleando G3P y acetaldehído como sustratos.  

Se tomaron alícuotas a distintos tiempos (0, 1, 2 y 3 h), y se les agregó acetonitrilo 

frío para precipitar las proteínas y cortar la reacción.17 Las muestras se centrifugaron, el 

pellet se descartó y el sobrenadante se analizó igual que antes, cualitativamente por 

CCD y cuantitativamente por el método de Burton.   

El utilizar ELC de Escherichia coli BL21 DE3 PaDERA N-His se obtuvo un 

rendimiento máximo de 32,9 % (32,4 mM de DR5P) al cabo de 3 h de reacción, tiempo 

estándar empleado para comparar con el rendimiento obtenido con células enteras 

(figura 4.15). Este rendimiento fue menor al obtenido cuando se utilizó el biocatalizador 

como células enteras (32,9% y 42,9%, respectivamente), lo que puede deberse a que 

la enzima dentro la célula se encuentra en un ambiente protegido que le confiere cierta 

estabilidad.16 Además, la síntesis empleando ELC no fue reproducible, dando 

mediciones de absorbancia muy dispersas entre reacciones realizadas en distintos días. 

Siendo que la producción del ELC involucra un paso experimental extra de lisis física y 

no mejora el rendimiento obtenido por las células enteras, su utilización se descartó 

como forma de biocatalizador.  

 

 

Figura 4. 15: síntesis de DR5P utilizando ELC de Escherichia coli PaDERA N-His como biocatalizador y G3P 

y acetaldehído como sustratos. 
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4.3.1.2.4. Como enzima libre  

Como se describe en el capítulo 3, la enzima libre PaDERA N-His se purificó a partir 

del ELC utilizando resina de Ni+2 Sefarosa y un gradiente de imidazol. Las fracciones 

enriquecidas con la proteína fueron concentradas y desaladas. Posteriormente, se midió 

su actividad específica (9,3 U/mg) y la concentración proteica (0,66mg/ml).  

Se utilizó 1 mg/ml de enzima purificada como biocatalizador para sintetizar DR5P a 

partir de G3P, en condiciones de reacción similares a las descriptas para células enteras 

y ELC. Se inició la reacción con el agregado de la enzima y se tomaron alícuotas a 

distintos tiempos (0, 15, 30, 60, 120 y 180 minutos). Las reacciones se siguieron por 

CCD frente a un patrón de DR5P, pero no se observó la formación del producto. Estos 

resultados pueden deberse a la exposición directa de la enzima al acetaldehído, siendo 

esta exposición suficiente para inhibir completamente a la enzima.   

4.3.1.2.5. Comparación de los distintos formatos 

La tabla 4.1 resume los resultados obtenidos utilizando PaDERA N-His en sus cuatro 

formas de biocatalizador.  

Tabla 4. 1: Síntesis de DR5P utilizando distintas formas del biocatalizador PaDERA N-His. 

Variante Forma del biocatalizador DR5P (%R) 

PaDERA N-His 

Células enteras 42,9% 

ELC 32,9% 

Enzima pura 0% 

 Células liofilizadas 0% 

 

Utilizando células enteras de Escherichia coli BL21 DE3 PaDERA N-His, la 

concentración de DR5P obtenida fue mayor que al utilizar ELC en las mismas 

condiciones de reacción, mientras que cuando el biocatalizador se utilizó como células 

enteras liofilizadas o enzima libre no hubo reacción. Esta mayor eficiencia del 

biocatalizador en forma de células enteras se justifica pues, además de brindar un 

entorno natural para la enzima, la membrana semipermeable de la célula permite 

administrar el ingreso del acetaldehído, haciendo que la inhibición de la enzima sea más 

lenta.18 
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Estos resultados concuerdan con la mayoría de los reportes existentes en donde, 

empleando la enzima aislada, los rendimientos suelen ser muy bajos. Por ejemplo, Kim 

y colaboradores han obtenido un rendimiento menor al 3% utilizando una DERA 

purificada de Paenibacillus sp y G3P como sustrato.19 Adicionalmente, se reportaron 

otras DERAs de Haemophilus influenzae y de Escherichia coli con rendimientos 

menores al 5% y al 3%, respectivamente.20 

Teniendo en cuenta los rendimientos y/o los problemas que se presentaron a utilizar 

PaDERA N-His en los distintos formatos, se prosiguió utilizando células enteras con las 

otras dos variantes.  

4.3.1.3. Utilizando células enteras de Escherichia coli BL21 DE3 

PaDERA C49M C-His  

La variante PaDERA C49M C-His se encuentra sobre-expresada en Escherichia 

coli contiendo el Tag de histidina en el C-terminal. A su vez, presenta un cambio 

de la cisteína en la posición 49 por una metionina, que le permite soportar 

concentraciones altas de acetaldehído. Acorde a los resultados anteriores, una 

suspensión de células de Escherichia coli BL21 DE3 PaDERA C49M C-His se utilizó 

como biocatalizador para sintetizar DR5P.  

De manera habitual, se inició la reacción con el agregado de acetaldehído, y se 

tomaron alícuotas a distintos tiempos (0, 1, 2 y 3 hs). Las células fueron separadas del 

medio de cultivo mediante centrifugación y el sobrenadante se sometió al análisis 

cualitativo mediante CCD utilizando como revelador anisaldehído en ácido sulfúrico. Se 

observó la formación de DR5P, como una única mancha violeta, y la disminución de la 

señal correspondiente a G3P.  

El análisis cuantitativo de cada muestra se llevó a cabo mediante el método 

colorimétrico descripto por Burton y en la figura 4.16 se puede observar el curso de la 

reacción. Al utilizar este biocatalizador, se obtuvo un rendimiento casi cuantitativo 

(98,1 mM) a las dos horas de reacción, el cual se mantuvo constante a mayor 

tiempo.  
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Figura 4. 16: Síntesis de DR5P utilizando células enteras de Escherichia coli PaDERA C49M C-His como 

biocatalizador y G3P y acetaldehído como sustratos. 

En la figura 4.17 se muestra el resultado de la síntesis de DR5P utilizando las tres 

variantes de DERA. En comparación con el resultado obtenido con la bacteria wild-type, 

cuando se utilizaron las bacterias recombinantes, el rendimiento en la síntesis de DR5P 

fue mayor. Este incremento se puede relacionar con la sobre-expresión de la enzima en 

la célula. Como ya mencionado, una mayor cantidad de enzima activa disponible genera 

un consumo más rápido de los sustratos, lo cual restringe la disponibilidad de consumo 

de G3P por ingresar a cualquier ruta metabólica que la bacteria pueda realizar. 

Comparando las dos bacterias recombinantes, puede observarse que Escherichia 

coli BL21 DE3 PaDERA C49M C-His es dos veces más activa, lo que concuerda con el 

mayor nivel de expresión de la enzima y la estabilidad que le confiere la mutación C49M. 

La Met49 no puede formar la unión covalente irreversible de DERA con crotonaldehído, 

por lo que la enzima no se inhibe fácilmente y sigue activa a lo largo de la reacción.   
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Figura 4. 17: Comparación de la síntesis de DR5P utilizando las tres variantes de PaDERA.  



Capítulo 4: Síntesis biocatalizada de 2-desoxirribosa 5-fosfato 

 
 

152 
 

4.3.1.4. Utilizando células enteras de Escherichia coli BL21 DE3 

LbDERA C42M E78K C-His.  

La otra variante de DERA testeada pertenece a Lactobacillus brevis. LbDERA C42M 

E78K está sobre-expresada con el tag de histidina en el C-terminal y posee dos 

mutaciones que le confieren mayor resistencia a acetaldehído y mayor estabilidad.  

Las células enteras de Escherichia coli BL21 DE3 LbDERA C42M E78K C-His se 

resuspendieron en buffer fosfato para ser utilizadas como biocatalizadores y se procedió 

de la manera habitual. Se observó la formación de DR5P por CCD como una única 

mancha violeta y se cuantificó por el método de Burton. En la figura 4.18 se puede ver 

el avance de reacción luego de cuantificar las muestras a distintos tiempos. Utilizando 

este biocatalizador se obtuvo un 99% de rendimiento (98,2mM de DR5P) a las dos horas 

de reacción. Al comparar este resultado con la concentración de DR5P obtenida con 

Escherichia coli BL21 DE3 PaDERA C49M C-His (figura 4.19), se observa que la 

concentración fue similar en todos los tiempos testeados, dando rendimientos mayores 

al 98%. Sin embargo, debido a que el nivel de expresión de LbDERA C42M E78K C-His 

en la célula es menor respecto a la expresión de PaDERA C49M C-His, estaríamos en 

presencia de un biocatalizador más activo.  

 

 

Figura 4. 18: Síntesis de DR5P utilizando Escherichia coli LbDERA C42M E78K C-His como biocatalizador  y 

G3P y acetaldehído como sustratos. 

 

 



Capítulo 4: Síntesis biocatalizada de 2-desoxirribosa 5-fosfato 

 
 

153 
 

Cabe mencionar que la actividad hidrolítica determinada para Escherichia coli BL21 

DE3 LbDERA C42M E78K C-His fue menor que para Escherichia coli BL21 DE3 

PaDERA C49M C-His (28,9 U/mg y 5,9 U/mg, respectivamente). Sin embargo, la 

actividad sintética para estas dos variantes fue similar. Esta comparación nos demuestra 

que la actividad hidrolítica de la enzima no siempre está relaciona con su actividad 

sintética.  

Resultados parecidos fueron reportados por el grupo de Horinouchi para DERA de 

Klebsiella pneumoniae sobre-expresada en Escherichia coli.10 Si bien uno de los clones 

presentó una actividad específica de 2,5 U/mg, la síntesis de DR5P utilizando células 

enteras alcanzó un 63% de rendimiento. Caso similar sucedió con la variante wild type 

de Klebsiella pneumoniae que, con solo una actividad de 0,77 U/mg, se obtuvo un 52% 

de rendimiento.21 
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Figura 4. 19: Síntesis de DR5P utilizando Escherichia coli PaDERA C49M y Escherichia coli LbDERA C42M 

E78K C-His y G3P y acetaldehído como sustratos. 
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4.3.2. Síntesis de DR5P a partir de glucosa  

Debido al elevado valor comercial que tiene G3P, generarlo in-situ a partir de un 

sustrato económico como glucosa (figura 4.20) resulta una alternativa favorable para 

disminuir el costo inicial de las reacciones. La glucosa puede ingresar a la glucólisis 

generando fructosa-1,6-difosfato, la cual se escinde en una molécula de G3P y una 

molécula de dihidroxiacetona-fosfato a través de la enzima Fructosa 1,6-difosfato 

aldolasa.9 

 

 

Figura 4. 20: Síntesis in-situ de DR5P a partir de glucosa. 

 

El medio de reacción utilizado para la síntesis de G3P in-situ ya había sido puesto a 

punto en el trabajo doctoral de la Dr. Ana Valino.11 Este medio (MR) contiene ATP y 

MgSO4 en cantidades catalíticas, y xileno como agente porante para favorecer el ingreso 

de ATP a las células.  

Con el fin de buscar la reacción de síntesis de DR5P a partir de glucosa más eficiente, 

se utilizaron las tres variantes de Pectobaterium atrosepticum (PaDERA wt, Escherichia 

coli BL21 DE3 PaDERA C49M C-His y Escherichia coli BL21 DE3 PaDERA N-His) y la 
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variante de Lactobacillus brevis (Escherichia coli BL21 DE3 LbDERA C42M E78K C-

His).  

4.3.2.1. Utilizando células enteras de PaDERA wt 

Las células enteras de PaDERA wt se resuspendieron en el MR hasta obtener una 

concentración de 15% p/v. El inicio de la reacción se marcó con el agregado de 

acetaldehído, y se tomaron alícuotas a distintos tiempos (0, 1, 2 y 3 h). Las células de 

PaDERA wt fueron separadas del medio de cultivo mediante centrifugación, el pellet 

bacteriano se descartó y el sobrenadante se analizó cuali- y cuantitativamente.  

El análisis por CCD utilizando como revelador anisaldehído en ácido sulfúrico mostró 

la formación de DR5P, como una única mancha violeta, y la disminución de la señal de 

glucosa. El análisis cuantitativo de cada muestra se llevó a cabo mediante el método 

colorimétrico descripto por Burton y en la figura 4.21 se puede ver el avance de la 

reacción graficado como la concentración de DR5P en el tiempo. Al utilizar células 

enteras de PaDERA wt se obtuvo un máximo de concentración de 23,4 mM de DR5P a 

las tres horas de reacción. Los resultados obtenidos cuando se utiliza glucosa como 

sustrato se presentaron como concentración (mM) debido a que, si bien uno sabe la 

cantidad de glucosa que se emplea, no se puede calcular la cantidad de G3P que se 

genera en la célula. En el caso de calcular rendimiento deberíamos referenciarlo a la 

cantidad de acetaldehído agregado en la reacción, pero dada su alta volatilización no 

conduce a una medida muy precisa.    

 

Figura 4. 21: Síntesis de DR5P utilizando PaDERA wt como biocatalizador  y glucosa y acetaldehído como 

sustratos 
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4.3.2.2. Utilizando células enteras de Escherichia coli BL21 DE3 

PaDERA N-His 

Similar a lo ocurrido anteriormente, las células enteras de Escherichia coli BL21 DE3 

PaDERA N-His se resuspendieron en el MR y se inició la reacción con el agregado de 

acetaldehído. Se tomaron alícuotas a distintos tiempos (0, 1, 2 y 3 h).  

El mismo procedimiento se realizó con células enteras de Escherichia coli BL21 DE3 

para realizar el blanco de la reacción y verificar la ausencia de actividad DERA en la 

célula huésped.  

En el análisis cualitativo del curso de la reacción por CDD, se observó la formación 

de DR5P, como una única mancha violeta, y la disminución de la señal de glucosa. 

Además, en el análisis cuantitativo por Burton se determinó que, a las 3 h de reacción 

la concentración de DR5P fue 37 mM. En la figura 4.22 se puede ver el avance de la 

reacción.  

 

 

Figura 4. 22:Síntesis de DR5P utilizando Escherichia coli PaDERA N-His como biocatalizador y glucosa y 

acetaldehído como sustratos 

 

Debido a la sobre-expresión de la enzima en Escherichia coli BL21 DE3 PaDERA N-

His, la concentración de DR5P obtenida fue mayor que la sintetizada por PaDERA wt 

(23,4 mM). Sin embargo, resultó menos eficiente que cuando se empleó G3P como 

sustrato. Esto puede deberse a que, como hemos mencionado anteriormente, la glucosa 

debe ingresar a la vía de la glucólisis para producir G3P y, posiblemente, la cantidad de 
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G3P producida no es la suficiente para equiparar la cantidad incorporada en las 

reacciones donde se utiliza el sustrato directamente.  

4.3.2.3. Utilizando células enteras de Escherichia coli BL21 DE3 

PaDERA C49M C-His  

Con el fin de evaluar la síntesis de DR5P utilizando glucosa como sustrato y 

Escherichia coli BL21 DE3 PaDERA C49M C-His como biocatalizador, se procedió de 

manera similar a lo descripto anteriormente.  

Inesperadamente, en el análisis cualitativo del curso de reacción se observó una gran 

cantidad de glucosa remanente y, consecuentemente, una muy baja formación de DR5P 

(figura 4.23). Además, a la hora de reacción se observó la producción de 2,4,6- tridesoxi 

D-eritro-hexapiranosa (TDHP), producto de la doble adición aldólica de 3 moléculas de 

acetaldehído.  

 

 

Figura 4. 23: CCD correspondiente a la síntesis de DR5P utilizando glucosa como sustrato y células 

enteras de Escherichia coli BL21 DE3 PaDERA C49M C-His. 

 

Al realizar el análisis cuantitativo se corroboró que el rendimiento obtenido de DR5P 

en esta reacción fue despreciable (<4%, <2 mM). Esto nos llevó a pensar que este 

resultado podría estar relacionado con una baja cantidad de G3P formado a causa de 

una diminución de la actividad metabólica normal de la célula. La síntesis in-situ de G3P 
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a partir de glucosa se realiza mediante el proceso metabólico de la glucólisis, el cual 

podría estar afectado por la alta expresión de la enzima recombinante. Para la expresión 

de una proteína exógena, la célula huésped emplea una gran cantidad de recursos 

eliminándolos del metabolismo normal (enzimas del metabolismo, cofactores, etc.). 

Como consecuencia, la bioquímica del microorganismo huésped puede verse 

drásticamente alterada.22 Por lo tanto, podría haber una menor cantidad de G3P en el 

medio al momento de iniciar la reacción.   

Por otro lado, la falta de G3P hace que el acetaldehído presente desde el inicio, 

reaccione consigo mismo produciendo THDP, si bien la cantidad que se obtiene resultó 

también muy baja. En la figura 4.24 se puede observar la producción de DR5P y de 

TDHP para esta reacción. La concentración de DR5P obtenida fue analizada 

cuantitativamente por el método colorímetro de Burton; mientras que el TDHP, extraído 

del medio acuoso de reacción, se analizó utilizando GC-FID en las condiciones 

descriptas en materiales y métodos.  

 

 

Figura 4. 24: Síntesis de DR5P y TDHP utilizando células enteras de Escherichia coli BL21 DE3 PaDERA 

C49M C-His. 

 

 La baja actividad metabólica en la célula por causa de la producción de la proteína 

exógena, nos hizo pensar que el tiempo que pasan las células en presencia de glucosa, 

podría no ser suficiente para la producción de G3P in-situ. Por tal motivo, se incubaron 

las células enteras de Escherichia coli BL21 DE3 PaDERA C49M C-His con el medio de 

reacción (MR) durante media hora, una hora o tres horas, antes de agregar acetaldehído 

y dar inicio a la reacción. Dicho tiempo serviría para acumular suficiente cantidad de 
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G3P y, consecuentemente, elevar la producción de DR5P. Así, luego del agregado de 

acetaldehído se tomaron alícuotas a diferentes tiempos (0, 0.5, 1, 2, 3, 5 y 7 h) y se 

trataron de la manera habitual.  

A partir de los resultados obtenidos en la cuantificación de DR5P, realizada por el 

método colorimétrico descripto por Burton, se realizó un análisis de regresión lineal en 

GraphPad Prism, y se determinó las pendientes de las mismas, que se corresponden 

con el valor de velocidad inicial (Vo) de reacción (figura 4.25). Vo nos dio una idea de 

la cantidad de G3P que se encontraba disponible en el medio de reacción en el momento 

de agregar acetaldehído. Una mayor Vo nos indicaría que se produjo G3P por glucolisis 

y que se acumuló conforme pasó el tiempo de incubación con MR.  
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Figura 4. 25: Variación de la actividad de Escherichia coli PaDERA C49M C-His en la síntesis de DR5P,  

producida  por el agregado de acetaldehído a distintos tiempos. 

 

Al analizar estos resultados, pudimos observar que pre-incubando las células enteras 

de Escherichia coli BL21DE3 PaDERA C49M C-His durante 0,5 h hubo un incremento 

significativo en la velocidad de reacción respecto a la reacción donde no se incubó con 

el medio de reacción. Cuando las bacterias se incuban durante 1 h, la velocidad de 

reacción fue 5 veces mayor respecto a la reacción sin preincubar y luego de tres horas 

de incubación, teniendo cuenta el error del cálculo, podríamos decir que no hubo un 

incremento en la Vo respecto a la preincubación durante 1 h. Sin embargo, si 
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comparamos el resultado de Vo obtenido en estas condiciones (Vo entre 0,17 y 

0,64mM/h) con el resultado obtenido para la reacción catalizada por Escherichia coli 

BL21 D3E PaDERA N-His (9,9 mM/h)  y la catalizada por PaDERA wt (5,13mM/h) los 

valores no son significativos por lo que no impactan en la concentración de DR5P 

máxima obtenida (3,5 mM) 

Los resultados obtenidos, podrían explicarse de 2 formas: (i) el G3P producido 

cuando acetaldehído no está presente para reaccionar es re-direccionado hacia las 

otras vías metabólicas o (ii) que la glucosa o algún intermediario interfiera en la actividad 

de la enzima inhibiéndola.  

Para comprobar de qué manera los componentes del medio de reacción afectan a la 

síntesis de DR5P, las células enteras de Escherichia coli BL21 DE3 PaDERA C49M C-

His se pre-incubaron durante 30 min con el medio de reacción de glucosa. Pasado ese 

tiempo se agregó G3P y acetaldehído, esperando obtener un rendimiento elevado antes 

de las dos horas de reacción, tiempo en el que se obtuvo el máximo rendimiento 

utilizando G3P como sustrato. De esta manera, la cantidad de G3P producido por la 

bacteria en la glucolisis - sumada a la cantidad de G3P adicionada - generaría un 

desplazamiento de la reacción hacia la formación de DR5P. Sin embargo, la cantidad 

de DR5P producida en estas condiciones fue de 4,6 mM (en lugar de 98,1 mM). Este 

resultado nos muestra que el problema no fue la falta de G3P, sino que podría existir 

una inhibición de Escherichia coli BL21 DE3 PaDERA C49M C-His por algún 

componente del medio de reacción o de algún intermediario de la ruta metabólica de 

degradación de glucosa (figura 4.20). Esta última hipótesis se condice con los 

resultados obtenidos para la formación de TDHP en esta reacción, que también fueron 

mucho más bajos que los esperados (ver capítulo 5).  

Para comprobar si la glucosa era la causa de la inhibición, se incubaron las células 

únicamente con glucosa sin el resto de los componentes del medio de reacción. Dichas 

células se emplearon luego para realizar la reacción en condiciones normales. En este 

experimento, la producción de DR5P fue nula, lo que nos indicó que la glucosa agregada 

en el medio de reacción estaría inhibiendo a Escherichia coli BL21 DE3 PaDERA C49M 

C-His.  

Por último, para comprobar si la actividad de la enzima purificada se ve afectada por 

el agregado de la glucosa, se midió la actividad enzimática en presencia de este 
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sustrato. Para tal fin la enzima se preincubó con glucosa durante 30 minutos y, 

posteriormente, se midió la actividad enzimática con el método acoplado a la oxidación 

de NADH. La actividad retro aldólica de DR5P fue reducida en un 50%. Estos resultados 

avalan la hipótesis de la inhibición de DERA por parte de glucosa, aunque esta inhibición 

afectaría más en la dirección de la síntesis que en la reacción inversa. Debido a que la 

glucosa se encuentra en equilibrio con su estado abierto (aldehído) la inactivación de la 

enzima podría estar relacionado a la cantidad de aldehído en el medio de reacción, 

puesto que está comprobado que no sólo acetaldehído inhibe la enzima, sino que los 

aldehídos en general reaccionan irreversiblemente con residuos de lisina de la superficie 

de la proteína.23,24 

Debido a que esta inhibición no se presentó al utilizar células enteras de Escherichia 

coli BL21 DE3 PaDERA N-His, se podría pensar que está relacionada con la 

modificación en el extremo C-terminal. Como habíamos mencionado en el capítulo 1 

este extremo funciona como una “tapadera” del sitio activo que hace variar a esta 

enzima entre un estado abierto y uno cerrado para producir la catálisis. La modificación 

de este extremo podría afectar las características de esta enzima, en cuanto a su 

estabilidad o su actividad sintética. Sin embargo, para comprender esta inhibición, se 

deberían realizar ensayos de docking y dinámica molecular.  

4.3.2.4. Utilizando Escherichia coli BL21 DE3 LbDERA C42M E78K C-

His 

Finalmente, se probó la síntesis de DR5P a partir de glucosa con células enteras de 

LbDERA C42M E78K C-His. En la figura 4.26 se puede ver el avance de reacción. Se 

obtuvo un máximo de concentración de 71,6 mM de DR5P a las dos horas de reacción, 

el mejor resultado entre las variantes testeadas. Teniendo en cuenta la actividad 

específica de las enzimas, este análisis también nos muestra que la actividad sintética 

de esta enzima es mayor y que la misma no puede relacionarse con su actividad 

hidrolítica.  
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Figura 4. 26: Síntesis de DR5P utilizando Escherichia coli LbDERA C42M E78K C-His como biocatalizador  y 

glucosa y acetaldehído como sustratos 

 

4.3.3. Resultados comparativos 

 Comparando las cuatro variantes de DERA utilizadas en la síntesis de DR5P a partir 

de glucosa podemos observar que los mejores rendimientos se obtuvieron con 

Escherichia coli BL21 DE3 PaDERA N-His y Escherichia coli BL21 DE3 LbDERA C42M 

E78K C-His, lo que podría estar relacionado con la cantidad de proteína exógena 

producida por la célula. Como analizamos en el capítulo 3, la concentración de enzima 

pura obtenida para estas dos variantes fue aproximadamente 0,7 mg/ml.  

Estos resultados superan los reportados en bibliografía y en particular por el grupo 

de Horinouchi.10 Utilizando DERA de Klebsiella pneumoniae wild-type estos autores 

obtuvieron una concentración de 3,4 mM a las 5 h de reacción, mientras que para las 

variantes sobre-expresadas de Klebsiella pneumoniae se obtuvo una concentración de 

6,3 mM. De esta forma, las DERAS recombinantes testeadas en este capítulo pueden 

ser utilizadas como catalizadores eficientes en la síntesis de DR5P.  

Por otro lado, al emplear Escherichia coli BL21 DE3 PaDERA C49M C-His se 

obtuvieron rendimientos de DR5P muy bajos. Los ensayos realizados nos demuestran 

que existiría una inhibición de PaDERA C49M C-His por glucosa causada por la 

modificación estructural de la enzima. 

La tabla 4.2 muestra un resumen de los resultados obtenidos en la síntesis de DR5P 

en las reacciones llevadas a cabo con células enteras.  
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Tabla 4. 2: Análisis de las reacciones con células enteras, a. reactivo limitante G3P; b. reactivo limitante 

acetaldehído.  

 

Como se puede observar en la tabla, partiendo de G3P, debido a la cantidad de 

enzima que se encuentra en la célula los resultados fueron mejores para todas las 

células recombinantes que para PaDERA wt.  

Si se comparan los resultados obtenidos cuando se emplea glucosa como sustrato, 

a diferencia de lo que ocurre con PaDERA wt, en las bacterias recombinantes la 

concentración de DR5P obtenida siempre fue menor respecto a la cantidad obtenida a 

cuando se parte de G3P. Este resultado podría estar relacionado una baja cantidad de 

G3P disponible a la hora de realizar la reacción. En particular, en el caso de las bacterias 

recombinantes, el metabolismo se ve ralentizado por la producción exacerbada de la 

proteína recombinante, afectando los procesos bioquímicos normales en la célula como 

la glucólisis.  

Empleando Escherichia coli BL21 DE3 LbDERA C42M E78K C-His y Escherichia coli 

BL21 DE3 PaDERA C49M C-His se obtuvieron los mejores rendimientos de reacción 

cuando el sustrato fue G3P en tiempo cortos de reacción. Sin embargo, Escherichia coli 

BL21 DE3 LbDERA C42M E78K C-His se muestra como un biocatalizador más eficiente 

porque permite también el empleo de glucosa como material de partida más económico, 

con un rendimiento mayor al 70% y en un tiempo corto de reacción.  

 

Células enteras Sustrato aceptor DR5P (mM) DR5P (%) Tiempo (h) 

PaDERA wt 
G3P 13,2 13,5a 3 

Glucosa 23,4 11,7 b 3 

PaDERA N-His 
G3P 42,9 41,9 a 4 

Glucosa 37 18,5 b 4 

PaDERA  C49M C-His  
G3P 98,1 >99 a 2 

Glucosa <2 <1 b 7 

LbDERA  C42M E78K C-His  
G3P 98,2 >99 a 2 

Glucosa 71,6 35,8 b 2 
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(Esta página se ha dejado en blanco intencionalmente)   
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4.4. Conclusiones  

Como hemos mencionado anteriormente, la síntesis de análogos de nucleósidos 

puede ser llevada a cabo por diversas metodologías químicas o quimioenzimáticas. En 

particular, para producir la porción del azúcar químicamente, son necesarios varios 

pasos de protección y desprotección que involucran métodos no amigables con el medio 

ambiente. Es por tales motivos que, en este capítulo, se llevó a cabo el testeo de las 

variantes de DERA para obtener DR5P biocatalíticamente con buenos rendimientos.  

Con el fin de seleccionar la mejor forma de emplear el biocatalizador, se utilizó la 

variante Escherichia coli BL21 DE3 PaDERA N-His como células enteras, células 

enteras liofilizadas, ELC o enzima libre, y G3P como sustrato. Mientras que con enzima 

libre o células enteras liofilizadas no se obtuvo DR5P, cuando se emplearon células 

enteras o ELC los resultados fueron buenos comparados con la variante wild-type. 

Debido a que los rendimientos obtenidos con células enteras fueron levemente mayores 

que los obtenidos por ELC y, teniendo en cuenta que el proceso para obtener ELC tiene 

un costo de tiempo mayor, se eligió esta forma de biocatalizador para continuar con el 

resto de las variantes. 

Al comparar las cuatro variantes pudimos seleccionar a Escherichia coli BL21 DE3 

PaDERA C49M C-His y Escherichia coli BL21 DE3 LbDERA C42M E78K C-His como 

buenos catalizadores en la síntesis de DR5P a partir de G3P, ya que sus conversiones 

fueron mayores al 99%. Cabe destacar que a pesar de la baja actividad de hidrolisis y 

de expresión de Escherichia coli BL21 DE3 LbDERA C42M E78K C-His, su actividad 

sintética fue muy alta.  

La utilización de glucosa implicó utilizar un material de partida económico para la 

producción de DR5P. Para este sustrato la variante más activa resultó ser Escherichia 

coli BL21 DE3 LbDERA C42M E78K C-His con una conversión del 35,8%, en 

comparación con PaDERA wt y Escherichia coli BL21 DE3 PaDERA N-His donde las 

conversiones fueron menores al 20%. Inesperadamente, utilizando células enteras de 

PaDERA C49M C-His no se obtuvo DR5P. Se puede presumir una inhibición de esta 

variante cuando la glucosa se encuentra en el medio de reacción, ya que no solo la 

síntesis de DR5P sino también la reacción retroaldólica, se vieron disminuidas en 

presencia de dicho sustrato.   
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5.1. Introducción  

La reacción aldólica es una de las reacciones más utilizadas para llevar a cabo la 

formación de enlaces C-C. En la actualidad se ha dado gran relevancia a aquellos 

procedimientos en los cuales la asimetría de la reacción no depende de la estructura o 

estereoquímica del sustrato, sino que es controlada por el catalizador. A diferencia de 

la reacción química, la estereoselectividad de la reacción aldólica catalizada por 

aldolasas cumple con dicha característica ya que, en general, es controlada por la 

enzima y no depende de la estructura del sustrato, lo que hace que la estereoquímica 

del producto, algunas veces, sea muy predecible.1 La aplicación de las aldolasas como 

biocatalizadores puede, por lo tanto, rendir productos enantioméricamente puros a partir 

de sustratos no quirales. Como mencionamos anteriormente, aunque DERA cataliza 

naturalmente la síntesis de DR5P a partir de G3P, su empleo puede extenderse a una 

amplia variedad de sustratos aceptores electrofìlicos produciendo centros quirales con 

configuración S.2 Otra característica importante de esta enzima es su capacidad de 

catalizar adiciones aldólicas secuenciales, debido a que tanto sus sustratos como sus 

productos son aldehídos. Dicha reacción se realiza con un completo control 

estereoquímico y, cuando se utiliza acetaldehído tanto como sustrato dador como 

aceptor, esta reacción rinde 2,4,6-tridesoxiD-eritro-hexapiranosa (TDHP). Como se 

puede observar en la figura 5.1, la TDHP puede formarse como una mezcla anomérica 

(α/β). El producto de esta biotransformación puede ser utilizado como un precursor de 

la cadena lateral de las estatinas.3 

 

Figura 5. 1: Síntesis de 2,4,6-tridesoxi D-eritro-hexapiranosa. 

 

El empleo de DERA en la síntesis de TDHP conduce a reacciones limpias, de alto 

rendimiento y de bajo costo, con una elevada pureza química y estereoquímica de sus 
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dos centros quirales. Sin embargo, una de las limitaciones del empleo de esta enzima 

es que se inhibe a altas concentraciones de acetaldehído, lo que supone un problema 

para realizar reacciones a gran escala. La búsqueda de nuevas DERAs resistentes a 

altas concentraciones de acetaldehído, se encuentra en expansión.4  

Dick y colaboradores han reportado una DERA de Corynebacterium bovis modificada 

genéticamente en la cisteína de la posición 47 para mejorar su tolerancia a acetaldehído. 

La actividad remanente, tanto de la enzima recombinante como de la wild-type, fue 

analizada.5 Para tal fin la enzima se incubó durante 18 h con 100 mM, 200 mM o 300 

mM de acetaldehído y luego se midió la actividad hidrolítica de la enzima con el método 

acoplado a la oxidación de NADH. La figura 5.2 muestra que para la enzima wild-type, 

luego de dos horas de incubación con acetaldehído a 200mM y 300mM, la actividad se 

redujo al 50 %. Sin embargo, luego de 18 h de incubación con acetaldehído, la enzima 

recombinante (DERA C47) siguió siendo activa.  

 

 

Figura 5. 2: Actividad remanente para DERA de Corynebacterium bovis luego de la incubación con 

acetaldehído. Extraído de Dick et al. 5 

 

 La actividad remanente de la variante PaDERA C49M C-His fue determinada por el 

grupo holandés colaborador de la misma manera descripta anteriormente.6 Como se 

puede observar en la figura 5.3, la actividad se conserva en un 100%, luego de 100 min 
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de incubación con las tres concentraciones de acetaldehído. Estos ensayos se hicieron 

con la enzima aislada.  

 

 

Figura 5. 3: Actividad remanente para PaDERA C49M  C-His luego de la incubación con acetaldehído. 

Extraído de Haridas et al.6 

 

Esta variante fue, además, testeada por este grupo en la síntesis de TDHP utilizando 

3 mg/ml de células y 100 mM de acetaldehído, obteniendo una conversión máxima de 

50 % a las 48 h de reacción.  

 En este capítulo se describe la puesta a punto del método de obtención de TDHP 

como modelo de síntesis de acetales cíclicos. Para tal fin se utilizaron las bacterias 

recombinantes, desarrolladas en el capítulo 3: Escherichia coli conteniendo PaDERA N-

His, PaDERA C49M C-His, LbDERA C42M E78K C-His. Estas bacterias se utilizaron 

como células enteras.  
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5.2.  Materiales y métodos  

Los reactivos analíticos y los sustratos fueron adquiridos en Sigma Aldrich. Los 

solventes orgánicos utilizados, fueron de Sintorgan. Los componentes del medio de 

cultivo fueron de Britania y Biopack. 

Escherichia coli BL21 DE3 se obtuvo de Invitrogen. Se utilizaron las cepas 

recombinantes Escherichia coli BL21 DE3 conteniendo los plásmidos: PaDERA N-His, 

PaDERA C49M C-His y LbDERA C42M E78K C-His. 

Los medios de cultivo utilizados fueron: LB y LB-Kana 

5.2.1 Cultivo de Escherichia coli BL21 DE3 

A partir del stock de trabajo de Escherichia coli BL21 DE3 se realizó un cultivo en 250 

ml de medio LB y se dejó overnight a 37°C y 200 rpm. Al día siguiente el cultivo se 

centrifugó a 4°C y 9000 rpm y se descartó el sobrenadante. Las células enteras se 

resuspendieron en buffer fosfato de potasio pH 7 100 mM hasta obtener una 

concentración de 30 g de células en 100 ml de buffer para ser utilizadas como 

biocatalizadores.  

5.2.2 Cultivo de  bacterias recombinantes 

A partir del stock de trabajo de Escherichia coli BL21 conteniendo los plásmidos 

(PaDERA N-His, PaDERA C49M C-His y LbDERA C42M E78K C-His) se realizó un 

preinóculo de 5 ml de medio LB-kana y se dejó overnight a 37°C y 200 rpm. Al día 

siguiente, se utilizaron 2,5 ml del cultivo para inocular 250 ml de medio LB-Kana y se lo 

dejó a 37°C y 200 rpm hasta DO600=0,5. Se agregó IPTG en una concentración final de 

50 mM, 100mM, 400 mM o 1 M y se dejó overnight a 28 ⁰C y 180 rpm. Una vez 

transcurridas las 16 hs, el cultivo se centrifugó a 4°C y 9000 rpm y se descartó el 

sobrenadante. Las células enteras se resuspendieron en buffer fosfato de potasio 100 

mM pH 7 hasta obtener una concentración de 30 g de células en 100 ml de buffer para 

ser utilizadas como biocatalizadores. 
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5.2.3 Tolerancia a acetaldehído de los biocatalizadores  

La suspensión de células enteras de Escherichia coli BL21 DE3 PaDERA N-His, 

PaDERA C49M C-His o LbDERA C42M E78K C-His (obtenidas en el inciso 5.2.2) se 

diluyó en buffer fosfato de potasio 100 mM pH 7 hasta obtener una concentración de 

15% v/v. A 1 ml de células en suspensión se le agregó acetaldehído en una 

concentración 0 mM, 100 mM, 200 mM, 300 mM o 500 mM y se agitó a 200 rpm a 28ºC 

por 48 h. La suspensión se centrifugó, se descartó el sobrenadante y el pellet bacteriano 

se resuspendió en 500 μl de buffer fosfato pH 7 100mM. 20 μl de esta suspensión se 

plaquearon en medio sólido de LB-Kana. Las placas se incubaron durante un día a 37ºC.  

5.2.4 Síntesis de 2,4,6-tridesoxi D-eritro-hexapiranosa, reacción 

estándar 

Las reacciones se llevaron a cabo en un volumen final de 1 ml, conteniendo 15% p/v 

de pellet bacteriano (Escherichia coli BL21 DE3 conteniendo PaDERA N-His, PaDERA 

C49M C-His o LbDERA C42M E78K C-His) y acetaldehído (200 mM) en buffer fosfato 

de potasio 100 mM pH 7 y la reacción se dejó en agitación a 28ºC y 200 rpm. Al cabo 

de 24 h las muestras se centrifugaron a 9000 rpm durante 5 minutos, se descartó el 

pellet y se conservó el sobrenadante.   

Al sobrenadante obtenido se le agregaron dos volúmenes de acetonitrilo y 2 mg de 

NaCl. Se llevó a frío durante 5 minutos, se separaron las fases y la fase orgánica se 

conservó para su posterior análisis. 

5.2.5 Optimización de tiempo de reacción y concentración de 

acetaldehído 

Las reacciones se llevaron a cabo en un volumen final de 1 ml, conteniendo 15% p/v 

de pellet de Escherichia coli BL21 DE3 conteniendo los plásmidos PaDERA C49M C-

His o LbDERA C42M E78K C-His en buffer fosfato de potasio 100 mM pH 7. Se agregó 

acetaldehído en una concentración de 100 mM, 200 mM, 300mM o 500 mM y se siguió 

durante 48 h tomando alícuotas de 50 µL a las 3 h, 6 h, 12 h, 24 h y 48 h. Las muestras 

se centrifugaron a 9000 rpm durante 5 minutos, se descartó el pellet y se conservó el 

sobrenadante.  
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5.2.6 Síntesis de 2,4,6-tridesoxi D-eritro-hexapiranosa, escala 

preparativa  

Las reacciones se llevaron a cabo en un volumen final de 4 ml, conteniendo 15% p/v 

de pellet de Escherichia coli BL21 PaDERA C49M C-His y acetaldehído (200 mM) en 

buffer fosfato de potasio 100 mM pH 7. La reacción se dejó en agitación a 28ºC. La 

reacción se centrifugó a 9000 rpm durante 5 minutos, se descartó el pellet y se conservó 

el sobrenadante.  

Al sobrenadante obtenido se le realizaron tres extracciones con 2 ml de acetato de 

etilo. Se separaron las fases, se evaporó el solvente de la fase orgánica preparando una 

pastilla con Sílica gel 60: 0,040 – 0,063 mm (Sigma Aldrich). Se empaquetaron 

aproximadamente 1 g de Sílica gel 60 en una columna de vidrio con acetonitrilo, se 

sembró la pastilla y se eluyó con acetonitrilo:éter etílico (50:50 v/v). Se colectaron 

fracciones de 1 ml y se verificó la purificación mediante CCD. Las alícuotas se 

conservaron para su posterior análisis. 

5.2.7 Analisis de las muestras  

5.2.7.1 Cromatografía en capa delgada 

Las muestras se analizaron mediante cromatografía en capa delgada (CCD) sobre 

placa de sílica gel (con un soporte de aluminio) con un indicador F254 (Merck).  usando 

dos fases móviles: a) acetonitrilo:éter etílico, 50:50 (v/v) o b) acetato de etilo: éter de 

petróleo, 50:50 (v/v). Las placas se revelaron mediante exposición a ácido sulfúrico al 

5% en etanol y posteriormente se sometieron a calor. Rf de 2,4,6-tridesoxi D-eritro-

hexapiranosa: a) 0,6; b) 0,15.  

5.2.7.2 Resonancia magnética nuclear  

Para los experimentos de 1HRMN se utilizaron dos equipos: Avance Neo 500 (Bruker) 

a 500 MHz y AVIII 600 (Bruker Biospin) a 600 MHz. Para los experimentos de 13CRMN 

se utilizó Avance II 500 (Madison, WI, EE.UU.) a 126 MHz. Las soluciones se prepararon 

disolviendo el compuesto en 700 µL de CDCl3. Se observan las siguientes señales:  

1H RMN (500 MHz, CDCl3) δ 5.50 – 5.42 (m, 1H), 5.35 (d, J = 3.6 Hz, 1H), 4.44 (dqd, 

J = 12.5, 6.3, 2.4 Hz, 1H), 4.29 – 4.03 (m, 4H), 3.87 (tt, J = 11.1, 4.7 Hz, 1H), 3.56 (dqd, 
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J = 12.5, 6.3, 2.1 Hz, 1H), 2.38 – 2.26 (m, 1H), 2.14 (ddt, J = 12.6, 4.7, 1.8 Hz, 1H), 1.95 

(ddt, J = 12.5, 4.8, 2.0 Hz, 1H), 1.88 – 1.81 (m, 2H), 1.60 – 1.47 (m, 1H), 1.31 – 1.29 (m, 

3H), 1.23 (dd, J = 6.3, 3.7 Hz, 6H). 

13C RMN (126 MHz, CDCl3) δ 94.32 C-1, 93.04 C-1´, 68.35 C-5, 66.84 C-5´, 65.11 C-

3, 64.17 C-3´, 42.85 C-2, 42.31 C-2´, 39.92 C-4, 39.11 C-4´, 21.48 C-6, 21.26 C-6´.  

1H RMN (600 MHz, CDCl3) δ 5.34 (t, J = 4.7 Hz, 1H, H-1 α), 5.22 – 5.12 (m, 1H, H-2 

β), 4.35 (q, J = 3.1, Hz, 1H, H-5 α), 4.24 (dt, J = 6.4, 3.1 Hz, 1H, H-5 β), 3.17 (d, J = 6.1 

Hz, 1H, H-3 β), 3.01 (d, J = 6.5 Hz, 1H, H-3 α), 2.05 – 1.95 (m, 2H, H-2 α/β), 1.83 (tq, J 

= 12.1, 3.1 Hz, 2H, H-2 α/β), 1.68 - 1.52 (m, 4H,H-4 α/β), 1.26 (d, J = 6.3 Hz, 3H, H-6 β), 

1.24 (d, J = 6.3 Hz, 3H, H-6 α). 

 
 

5.2.7.3 Cromatografía gaseosa  

Para el análisis cualitativo se utilizó un cromatógrafo gaseoso (Bruker micrOTOF-Q 

II) acoplado a un detector de masa (CG-MS). Se empleó una columna Rxi-5ms (0,25 

µm, 0,25 mm, 30 m). Las condiciones de corrida fueron: temperatura del inyector 200°C, 

temperatura de la columna: 5 minutos a 50°C, un gradiente de 10°C/min hasta 250°C y 

5 minutos a 250°C. El tiempo total de corrida fue 30 min. Volumen de inyección 1 µl, 

split: 1:50, calentador: 280°C.  

Para el análisis cuantitativo se empleó un cromatógrafo gaseoso (Thermo Trace 

1300) acoplado a un detector de llama (CG-FID). Se empleó con una columna TRACE 

TR-5MS (0,25 µm, 0,25 mm, 30 m). Las condiciones de corrida fueron descriptas en el 

inciso 4.2.7.3.2 junto con las curvas de calibración del estándar interno y de TDHP.  
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5.3.  Resultados y discusión  

5.3.1 Tolerancia a acetaldehído de los biocatalizadores  

Debido a que los resultados reportados por el grupo colaborador solo muestran la 

tolerancia de la enzima libre en acetaldehído,6 se planteó estudiar dicha tolerancia en 

células enteras. Escherichia coli BL21 DE3 conteniendo los plásmidos PaDERA N-His, 

PaDERA C49M C-His o LbDERA C42M E78K C-His se incubaron durante 48 hs en 

distintas concentraciones de acetaldehído. Las bacterias se separaron del medio por 

centrifugación y el pellet bacteriano se resuspendió en buffer. La suspensión de células 

se plaqueó en medio sólido y al cabo de 24 hs se vio crecimiento para todas las 

condiciones (figura 5.4). Dichos resultados nos demuestran que el crecimiento de la 

célula no se ve inhibido hasta 500 mM de acetaldehído 

Si bien medir la actividad enzimática de DERA en las bacterias recombinantes 

hubiese sido mejor parámetro, el método utilizado solo es compatible con la enzima 

libre. Como mencionamos en el capítulo 3, la actividad enzimática se mide por el 

consumo de DR5P que, en una célula, puede ser redirigido a otras rutas metabólicas 

interfiriendo con el resultado final.  Es por este motivo que se decidió utilizar el 

crecimiento de la bacteria como un parámetro de la tolerancia de la misma hacia 

acetaldehído, sabiendo que las enzimas en su forma aislada lo eran hasta 300 mM.  

 

 

Figura 5. 4: Crecimiento de las bacterias luego de incubar con 500 mM de acetaldehído a. Escherichia 

coli BL21 DE3 PaDERA N-His b. Escherichia coli BL21 DE3 PaDERA C49M C-His, c. Escherichia coli BL21 

DE3 LbDERA C42M E78K C-His. 
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Como se puede deducir, en comparación con las enzimas aisladas, las células 

enteras suelen ser más estables debido al entorno natural y, evitar la purificación de la 

enzima, reduce tiempos y costos en la biotransformación.7,8 Si bien el uso de células 

enteras como biocatalizadores es más común que el uso de la enzima aislada, esta 

metodología puede presentar algunos problemas que afectan el rendimiento de la 

reacción. Por ejemplo, problemas difusionales a través de la membrana de la célula o 

bien la posibilidad de una mayor degradación de los productos por otras enzimas 

presentes en la célula.9 Por lo cual es importante optimizar el tiempo de reacción, la 

cantidad de sustrato, entre otros. 

La tolerancia a acetaldehído de PaDERA wt ya había sido testeada en un trabajo 

previo en el laboratorio. Utilizando la misma metodología, se determinó que la tolerancia 

de la bacteria wild-type tenía el máximo en 200 mM.10 

5.3.2 Síntesis de 2,4,6-tridesoxi D-eritro-hexapiranosa 

5.3.2.1 Empleando Escherichia coli BL21 DE3 PaDERA N-His y 

Escherichia coli BL21 DE3 PaDERA C49M C-His 

5.3.2.1.1. Reacción en condiciones estándar, escala analítica  

Para evaluar la actividad sintética de Escherichia coli BL21 DE3 conteniendo los 

plásmidos PaDERA N-His y PaDERA C49M C-His en la síntesis de TDHP se llevó a 

cabo la biotransformación empleando acetaldehído como único sustrato.11 El 

acetaldehído se agregó a la suspensión de células en una concentración de 200 mM y 

la reacción se dio por finalizada a las 24 h. Se utilizaron como controles las células 

enteras de Escherichia coli BL21 DE3 sin plásmido y PaDERA wt. 

Para la purificación de cada muestra se utilizó acetonitrilo (ACN) y NaCl, según una 

metodología descripta en bibliografía.12 Debido a que TDHP es bastante soluble en 

agua, la adición de NaCl produce un efecto salting-out, lo que disminuye la solubilidad 

de los compuestos orgánicos en la fase acuosa. De esta forma, una mayor cantidad de 

TDHP se disuelve en la fase orgánica. Dado que la solubilidad de ACN en agua es 

dependiente de la temperatura, la mezcla obtenida se llevó a un baño de hielo para 

lograr la separación completa de las fases. La fase orgánica superior se analizó 

cualitativamente mediante CCD utilizando como revelador ácido sulfúrico en etanol, el 

cual oxida los restos orgánicos dando manchas oscuras.  
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Al utilizar la cepa wild type (PaDERA wt) y Escherichia coli BL21 DE3 sin plásmido 

no se observó formación de producto. Este resultado nos demostró que no existe 

producción basal de TDHP para estas dos bacterias, ni existe reacción química no 

catalizada. 

En cambio, al utilizar las bacterias recombinantes se observó la formación de TDHP 

como dos manchas de Rf cercanos, que corresponderían a los anómeros del producto 

(figura 5.5). Cabe aclarar que el acetaldehído no se observa en la placa a las 

concentraciones de trabajo. A partir del análisis cualitativo por CCD, se determinó la 

mayor conversión a TDHP para Escherichia coli BL21 DE3 PaDERA C49M C-His.  

 

  

Figura 5. 5: CCD correspondiente a la síntesis de TDHP utilizando 200 mM de acetaldehído y a) 

Escherichia coli BL21 DE3 PaDERA N-His b) Escherichia coli BL21 DE3 PaDERA C49M C-His. 

 

El análisis cuantitativo de cada muestra se realizó mediante CG-FID y, utilizando las 

curvas de calibración del producto (incluidas en el inciso 4.2.7.3.2.), se calculó el 

porcentaje de conversión.  

Mientras que utilizando células enteras de Escherichia coli BL21 DE3 PaDERA N-His 

se obtuvo una conversión menor al 5% a las 24 hs de reacción, cuando se utilizaron 

células de Escherichia coli BL21 DE3 PaDERA C49M C-His, la conversión obtenida a 

las 24 h de reacción fue aproximadamente diez veces mayor (66,2%). Similarmente a lo 
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obtenido en la síntesis de DR5Pa partir de G3P, el incremento en este valor, respecto 

de las otras variantes, puede atribuirse a su mayor nivel de expresión y actividad. 

Además, la mutación en cisteína 49 contribuye con la estabilidad de la enzima frente al 

acetaldehído. A la misma concentración de acetaldehído, la enzima no se inhibe y, por 

lo tanto, se genera mayor cantidad de producto al mismo tiempo de reacción. En la tabla 

5.1 se resumen los valores de conversión determinado para las reacciones ensayadas.  

Tabla 5. 1: Resultados obtenidos para los biocatalizadores de PaDERA para la síntesis de TDHP en 

condiciones estándar. Nr: no reacciona.   

Biocatalizador Condiciones 
Concentración 

TDHP 
Conversión 

PaDERA wt 

Acetaldehído 

200mM, 24 h,  

28 ºC 

Nr Nr 

Escherichia coli BL21 DE3 

PaDERA N-His 
1,6 mM <5 % 

Escherichia coli BL21 DE3 

PaDERA C49M C-His 
44,2 mM 66,3% 

  

Los resultados antes descriptos indican que tanto PaDERA wt como Escherichia coli 

BL21 DE3 PaDERA N-His no son biocatalizadores adecuados para la síntesis de TDHP, 

debido a las bajas conversiones obtenidas. En cambio, utilizando Escherichia coli BL21 

DE3 PaDERA C49M C-His se obtuvieron conversiones elevadas que permiten 

seleccionar a esta bacteria para seguir con las biotransformaciones planteadas para 

esta tesis.  

5.3.2.1.2. Reacción en condiciones estándar, escala preparativa  

A causa de los resultados obtenidos en el inciso anterior, se escaló la síntesis de 

TDHP utilizando Escherichia coli BL21 DE3 PaDERA C49M C-His en condiciones 

estándar (200mM de acetaldehído, 24 h de reacción, 28ºC) para obtener cantidades 

significativas de producto y realizar los correspondientes análisis cromatográficos y 

espectrofotométricos.  

En este caso, se realizó la extracción de TDHP utilizando acetato de etilo, una 

metodología más sencilla que la descripta para la escala analítica. La fase orgánica se 

concentró y el producto de interés se purificó mediante cromatografía en columna. Las 
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fracciones enriquecidas con TDHP se secaron al vacío hasta obtener un peso constante. 

El cálculo del rendimiento de TDHP nos dio como resultado 75% del producto purificado.  

5.3.2.1.3. Optimización de las condiciones experimentales, utilizando 

células enteras de Escherichia coli BL21 DE3 PaDERA C49M C-His 

La reacción en condiciones estándar nos brindó las primeras ideas sobre la síntesis 

de TDHP y cómo llevar a cabo la purificación del producto. Sin embargo, fue necesario 

evaluar el tiempo de la reacción y la concentración de acetaldehído máxima permitida 

por el biocatalizador.  

Con el fin de optimizar estos parámetros, se llevaron a cabo biotransformaciones con 

100 mM, 200 mM, 300 mM y 500 mM de acetaldehído y se tomaron alícuotas a distintos 

tiempos. Las muestras se extrajeron con ACN como se describió anteriormente.    

En este caso también se observó por CCD la formación de TDHP como dos manchas 

de Rf cercanos, correspondientes a los anómeros del producto y una mancha de Rf 

menor que correspondería a la forma abierta de la TDHP (figura 5.6).  

 

Figura 5. 6: CCD correspondiente a la reacción con 300 mM de acetaldehído. *Blanco sin acetaldehído. 

 

El análisis cuantitativo de cada muestra se realizó mediante CG (figura 5.7, 5.8, 5.9, 

5.10) y, comparando con las curvas de calibración del producto y del estándar interno 

(incluidas en el inciso 4.2.7.3.), se calculó el porcentaje de conversión para cada 

condición.  

TDHP 
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Figura 5. 7: Cromatogramas correspondientes a la reacción con 100 mM de acetaldehído. a) 6 h b) 12 h 

c) 24 h d) 48 h. la señal marcada correspondiente a TDHP. 
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Figura 5. 8: Cromatogramas correspondientes a la reacción con 200 mM de acetaldehído. a) 6 h b) 12 h 

c) 24 h d) 48 h. la señal marcada correspondiente a TDHP. 
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Figura 5. 9: Cromatogramas correspondientes a la reacción con 300 mM de acetaldehído. a) 6 h b) 24 h 

c) 48 h. la señal marcada correspondiente a TDHP. 
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Figura 5. 10: Cromatogramas correspondientes a la reacción con 500 mM de acetaldehído. a) 6 h b) 24 h 

c) 48 h. la señal marcada correspondiente a TDHP. 
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En la figura 5.11 se puede observar el curso de cada una de las reacciones.  

 

 

Figura 5. 11: Curso de la reacción de síntesis de TDHP utilizando acetaldehído en una concentración de 

a) 100 mM b) 200 mM c) 300 mM y d) 500 mM. 

 

En la figura 5.11a. se observa el curso de la reacción utilizando 100 mM de 

acetaldehído. Al cabo de 6 h de reacción se obtuvo una conversión del 100% (33 mM). 

Podemos notar también que, transcurridas las 48 h, la cantidad de producto decae al 

10% de conversión (2mM). A pesar de que TDHP es un hemiacetal muy estable frente 

a la reacción retroaldólica catalizada por DERA 13, es posible que parte del producto sea 

utilizado por la bacteria en reacciones secundarias disminuyendo así la conversión.  

Al utilizar 200 mM de acetaldehído (figura 5.11b), se obtiene una conversión máxima 

de 66,3% (44,2 mM) al día de reacción. Al igual que utilizando 100 mM de acetaldehído, 

la conversión de TDHP decae (a las 48 h).  



Capítulo 5: Síntesis biocatalizada de 2,4,6-tridesoxi D-eritro-hexapiranosa 

 
 

189 
 

La figura 5.11c muestra el curso de la reacción utilizando 300 mM de acetaldehído. 

Al cabo de 24 h de reacción se obtuvo una conversión >99%, correspondiente a 99,5 

mM de TDHP. Si bien se tardó más en llegar a la conversión máxima respecto a las 

otras dos concentraciones de acetaldehído ensayadas (100 mM y 200 mM), la cantidad 

de TDHP obtenida fue mayor.  

Notablemente, cuando se utiliza 500 mM de acetaldehído se obtuvo una conversión 

del 100% (166 mM de TDHP) a las 24 h de reacción. Si bien es la misma conversión 

que la obtenida para 300 mM, al partir de una mayor concentración de acetaldehído la 

concentración de TDHP es mayor, lo que es una ventaja con miras a un escalado de la 

reacción. La figura 5.11d muestra el curso de la reacción utilizando 500 mM de 

acetaldehído.  

En la figura 5.12 se puede observar el rendimiento de las reacciones usando 

PaDERA C49M C-His con las distintas concentraciones de acetaldehído. En la mayoría 

de las reacciones analizadas, se llega a un máximo de conversión a las 24 h. 

Adicionalmente podemos mencionar que, al utilizar células enteras se incrementa la 

tolerancia a acetaldehído respecto a los datos reportados para la enzima purificada, 

probablemente por encontrarse la enzima en un microentorno más favorable. La 

actividad de la enzima purificada se mantiene solo hasta 300mM, mientras que para las 

células enteras la actividad se mantuvo hasta 500mM.6  

 

Figura 5. 12: Rendimiento de TDHP utilizando Escherichia coli PaDERA C49M C-His. 
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5.3.2.2 Empleando Escherichia coli BL21 DE3 LbDERA C47M E78K C-

His  

5.3.2.2.1. Reacción en condiciones estándar, escala analítica  

Con el fin de evaluar la actividad sintética de Escherichia coli BL21 DE3 LbDERA 

C42M E78K C-His en la síntesis de TDHP, se llevó a cabo la biotransformación 

empleando acetaldehído como único sustrato, tal como se describió anteriormente. Las 

células se incubaron durante 48 h con 200 mM de acetaldehído tomando alícuotas a 

distintos tiempos. Posteriormente la mezcla de reacción se purificó utilizando ACN y 

NaCl y se analizaron mediante CCD. En el análisis cualitativo de la reacción se observó 

la máxima formación de TDHP a las 48 h de reacción (figura 5.13).  

 

  

Figura 5. 13: CCD correspondiente a la síntesis de TDHP utilizando Escherichia coli BL21 DE3 LbDERA 

C42M E78K C-His. 

 

Al momento de realizar estas reacciones y por problemas con el detector del GC-FID 

perteneciente a nuestro laboratorio durante el período de emergencia sanitaria 

COVID19, no fue posible obtener el valor de conversión de la reacción, es por ello que 

se tomaron en cuenta los valores de los ensayos cualitativos por CCD. 

 

 

TDHP 
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5.3.2.2.2. Reacción en condiciones estándar, escala preparativa  

Debido a los resultados positivos obtenidos en la escala analítica, se decidió escalar 

la reacción empleando las condiciones estándar (200 mM y 28ºC), con el fin de obtener 

cantidades significativas de producto y realizar los correspondientes análisis 

cromatográficos y espectrofotométricos.  

La extracción de TDHP se realizó utilizando acetato de etilo, la fase orgánica se 

concentró y se purificó el producto de interés mediante una cromatografía en columna. 

Las fracciones enriquecidas con TDHP se secaron al vacío hasta obtener un peso 

constante. El cálculo del rendimiento de TDHP dio como resultado un 62%, ligeramente 

menor que el obtenido con Escherichia coli BL21 DE3 PaDERA C49M C-His.  

5.3.2.2.3. Optimización de las condiciones experimentales, utilizando 

células enteras de Escherichia coli BL21 DE3 LbDERA C42M E78K C-His 

Para evaluar la concentración de acetaldehído máxima permitida por Escherichia coli 

BL21 DE3 LbDERA C42M E78K C-His, se utilizó este biocatalizador frente a distintas 

concentraciones de acetaldehído (100 mM, 200 mM, 300 mM o 500 mM). Para tal fin, 

se procedió de la misma manera que utilizando Escherichia coli BL21 DE3 PaDERA 

C49M C-His. 

El análisis cualitativo de las reacciones por CCD demostró que utilizando este 

biocatalizador también se obtuvieron los dos anómeros de TDHP como dos manchas 

de Rf cercanos. Además, al comparar la reacción de formación de TDHP a las 48 h 

(figura 5.14), se puede observar que cuando se utiliza 500 mM la señal correspondiente 

a TDHP es menor respecto a cuándo se utiliza 100 mM o 300 mM. Sin embargo, como 

mencionamos anteriormente, no fue posible realizar el análisis cuantitativo de cada 

muestra a distintos tiempos, lo cual nos daría un valor claro sobre la conversión obtenida 

y el tiempo óptimo de reacción. 
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Figura 5. 14: CCD correspondiente a la síntesis de TDHP utilizando Escherichia coli BL21 DE3 LbDERA 

C42M E78K C-His. Concentración de acetaldehído: 1 = 0 mM, 2 = 100 mM, 3 = 200 mM, 4 = 300 mM y     

5 = 500 mM. 

 

5.3.3 Determinación estructural de TDHP 

5.3.3.1 Por análisis de masas  

Debido a que, como se ha reportado en bibliografía, en los cromatogramas también 

se pueden observar las señales correspondientes a la estructura abierta en equilibrio 

del hemiacetal  y a productos intermedios (Compuestos 1 y 2 figura 5.1),13 se utilizó 

GC-MS para identificar la señal correspondiente a TDHP en un crudo de reacción sin 

purificar (figura 5.15).  

Siguiendo las rupturas comunes para piranosas descriptas por Lönngren 14 se analizó 

el cromatograma 5.15 y se asignaron las rupturas para la señal de tr= 13,9 minutos. En 

el espectro de masas obtenido para esta señal (figura 5.16) se observa una ruptura de 

m/z=114 correspondiente a la perdida de una molécula de agua. Además, se observan 

las señales en m/z= 68 y m/z= 70, con una abundancia relativa mayor, correspondientes 

a la pérdida de una molécula de agua y de una molécula de etanol. Esta última ruptura 

es una de las más características para piranosas. Estos resultados nos permitieron 

identificar la señal correspondiente a TDHP.  
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Figura 5. 15: GC correspondiente a la reacción de síntesis de TDHP. 

 

 

Figura 5. 16: Espectro de masas para la señal de Tr= 13,9 min. 

 

TDHP 
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5.3.3.2 Por RMN 

5.3.3.2.1. Del crudo  

Debido a que la purificación por columna puede alterar la proporción original de 

anómeros, con el propósito de determinar inequívocamente dicha proporción, se realizó 

un análisis espectroscópico de RMN de una muestra de la mezcla de reacción.  

En primer lugar, en este espectro protónico (figura 5.17) no se aprecia ninguna señal 

característica correspondiente a hidrógeno del grupo funcional aldehído (10-11 ppm), lo 

que demuestra la ausencia del acetaldehído y de las especies intermediarias (figura 

5.1). En segundo lugar, se observan las señales correspondientes a cada uno de los 

hidrógenos de los carbonos anoméricos (α y β) de TDHP (figura 5.18): un doblete a 

5,35 ppm y un multiplete a 5,42-5,5 ppm, ambas señales con una integración para un 

solo hidrógeno. Además, todas las señales se observan por duplicado, lo que evidencia 

la presencia de estos dos anómeros.  

 

 

Figura 5. 17: 1H-RMN 500mHz correspondiente a la mezcla de reacción. 
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Figura 5. 18: Proporción de anómeros. 

 

La proporción de anómeros en esta reacción resultó ser 1:1 α/β (figura 5.17). Este 

resultado no es habitual de encontrar en la síntesis de TDHP catalizada por DERA. 

Según lo reportado en bibliografía, DERA resultaba ser selectiva para sintetizar un 

anómero respecto al otro, pero este resultado parece estar vinculado a que el análisis 

de la proporción de anómeros siempre se realizó luego de la purificación, donde se 

separan y se concentran las fracciones más enriquecidas en el producto de interés 

alterando la proporción original. Por ejemplo, Haridas y colaboradores han reportado 

una proporción anómerica de 2:1 α/β utilizando PaDERA C49M C-His en las mismas 

condiciones de reacción.2 Adicionalmente, otros investigadores han reportado 

proporciones anoméricas totalmente distintas; para Sakuraba y colaboradores la 

proporción obtenida - utilizando DERA de Thermotoga marítima - resultó ser 4:3 α/β y 

para Wong y colaboradores - de origen desconocido – resultó ser 1:8 α/β.  

Paralelamente, también se realizó un análisis por 13C-RMN de dicha muestra. Como 

también se observó en el espectro protónico de esta mezcla, se distinguen todas las 

señales por duplicado. Se observan un total de 12 señales, correspondientes a los 

carbonos de los anómeros α y β de TDHP. Entre ellas podemos destacar las señales 

correspondientes a los carbonos anoméricos C1-α (94,32 ppm) y C1-β (93 ppm) y las 

señales correspondientes a los C2 de ambos anómeros (42,85 ppm y 42,31 ppm). Estas 

señales resultan importantes en el análisis debido a que, en el caso de no haberse 
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formado TDHP, las señalas se desplazarían a campos menores (C1= 199 ppm y C2= 

52 ppm).  

.  

 

Figura 5. 19: 13C-RMN correspondiente a TDHP. 

 

5.3.3.2.2. De una muestra pura  

Una vez determinada la proporción de anómeros para la reacción catalizada por 

Escherichia coli BL21 DE3 PaDERA C49M C-His, se realizó una purificación en columna 

y se tomaron las fracciones más enriquecidas en el producto de interés. Estas se 

concentraron en evaporador rotatorio y se analizaron mediante espectroscopia de RMN 

en un equipo con una resolución de 600 MHz. Se obtuvo un espectro del producto limpio 

y sin interferencias. En la figura 5.20 se observa el espectro; las señales concuerdan 

con los datos bibliográficos.6 Se pueden observar las señales correspondientes al 

hidrógeno del carbono anomérico en 5,12-5,22 ppm y 5,34 ppm en proporción 

anomérica 3:1 α/β. Adicionalmente se pueden observar las señalas correspondientes a 
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los hidrógenos de C2 entre 1,8 ppm  y 2 ppm que, en el caso de que la  molécula no se 

hubiese ciclado, las señales serían cercanas a 2,5 ppm.   

 

 

Figura 5. 20: 1H-RMN 600 mHz correspondiente a TDHP. 
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5.4.  Conclusiones 

En este capítulo se desarrolló el trabajo realizado en relación a la síntesis de TDHP 

utilizando las distintas variantes de DERA como biocatalizadores. Debido a que no 

existen muchos reportes bibliográficos que involucren la síntesis de este compuesto 

utilizando células enteras, en un primer lugar se testeó la tolerancia de las bacterias 

recombinantes frente a distintas concentraciones de acetaldehído. Escherichia coli BL21 

DE3 PaDERA N-His Escherichia coli BL21 DE3 PaDERA C49M C-His y Escherichia coli 

BL21 DE3 LbDERA C42M E78K C-His, presentaron viabilidad luego de ser incubadas 

en una elevada concentración de su sustrato dador (500 mM). Esta concentración fue 

mayor que la soportada por la bacteria Pectobacterium atrosepticum wt.10 

Estas tres variantes se utilizaron en condiciones estándar de reacción (200 mM de 

acetaldehído, 28ºC, 24 h) obteniéndose buenos resultados con el empleo de Escherichia 

coli BL21 DE3 PaDERA C49M C-His y Escherichia coli BL21 DE3 LbDERA C42M E78K 

C-His, tanto en condiciones analíticas como en preparativas, con rendimientos de 75% 

y 62%, respectivamente. En contraposición, cuando se utilizó Escherichia coli BL21 DE3 

PaDERA N-His la conversión a TDHP fue menor al 5%, la cual no se consideró 

relevante.  

La optimización de la reacción permitió determinar que la mejor condición para la 

síntesis de TDHP fue utilizar 15% p/v de células enteras de Escherichia coli BL21 DE3 

PaDERA C49M C-His, 500 mM de acetaldehído y 24 h de reacción con 100% de 

conversión. Dado que la enzima aislada tiene una tolerancia de 300 mM de 

acetaldehído, este resultado confirma la ventaja de utilizar células enteras en cuanto a  

la protección de las enzimas de entornos desfavorables.  

Además. empleando técnicas espectroscópicas fue posible confirmar la estructura de 

TDHP y, en particular, empleando 1H-RMN se pudo establecer la proporción anómerica 

α:β, 1:1.  
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(Esta página se ha dejado en blanco intencionalmente) 

 



Capítulo 5: Síntesis biocatalizada de 2,4,6-tridesoxi D-eritro-hexapiranosa 

 

201 
 

5.5.  Referencias bibliográficas 

1. Clapés, P., Fessner, W.D., Sprenger, G.A., and Samland, A.K. (2010). Recent 
progress in stereoselective synthesis with aldolases. Curr. Opin. Chem. Biol. 14, 
154–167. 

2. Haridas, M., Abdelraheem, E.M.M., and Hanefeld, U. (2018). 2-Deoxy-d-ribose-5-
phosphate aldolase (DERA): applications and modifications. Appl. Microbiol. 
Biotechnol. 102, 9959–9971. 

3. Grabner, B., Pokhilchuk, Y., and Gruber-Woelfler, H. (2020). DERA in flow: 
Synthesis of a statin side chain precursor in continuous flow employing 
deoxyribose-5-phosphate aldolase immobilized in alginate-luffa matrix. Catalysts 
10, 137. 

4. Švarc, A., Findrik Blažević, Z., Vasić-Rački, Đ., Szekrenyi, A., Fessner, W.D., 
Charnock, S.J., and Vrsalović Presečki, A. (2019). 2-Deoxyribose-5-phosphate 
aldolase from Thermotoga maritima in the synthesis of a statin side-chain 
precursor: characterization, modeling and optimization. J. Chem. Technol. 
Biotechnol. 94, 1832–1842. 

5. Dick, M., Hartmann, R., Weiergräber, O.H., Bisterfeld, C., Classen, T., Schwarten, 
M., Neudecker, P., Willbold, D., and Pietruszka, J. (2016). Mechanism-based 
inhibition of an aldolase at high concentrations of its natural substrate 
acetaldehyde: Structural insights and protective strategies. Chem. Sci. 7, 4492–
4502. 

6. Haridas, M., Bisterfeld, C., Chen, L.M., Marsden, S.R., Tonin, F., Médici, R., 
Iribarren, A., Lewkowicz, E., Hagedoorn, P.L., Hanefeld, U., et al. (2020). 
Discovery and engineering of an aldehyde tolerant 2-deoxy-d-ribose 5-phosphate 
aldolase (Dera) from pectobacterium atrosepticum. Catalysts 10, 883. 

7. Wang, Z., Xu, J.H., and Chen, D. (2008). Whole cell microbial transformation in 
cloud point system. J. Ind. Microbiol. Biotechnol. 35, 645–656. 

8. de Carvalho, C.C.C.R. (2017). Whole cell biocatalysts: essential workers from 
Nature to the industry. Microb. Biotechnol. 10, 250–263. 

9. Wachtmeister, J., and Rother, D. (2016). Recent advances in whole cell 
biocatalysis techniques bridging from investigative to industrial scale. Curr. Opin. 
Biotechnol. 42, 169–177. 

10. Valino, A.L., Palazzolo, M.A., Iribarren, A.M., and Lewkowicz, E. (2012). Selection 
of a new whole cell biocatalyst for the synthesis of 2-deoxyribose 5-phosphate. 
Appl. Biochem. Biotechnol. 166, 300–308. 

11. Li, J., Yang, J., Men, Y., Zeng, Y., Zhu, Y., Dong, C., Sun, Y., and Ma, Y. (2015). 
Biosynthesis of 2-deoxysugars using whole-cell catalyst expressing 2-deoxy-d-
ribose 5-phosphate aldolase. Appl. Microbiol. Biotechnol. 99, 7963–7972. 

12. Ručigaj, A., and Krajnc, M. (2013). Optimization of a crude deoxyribose-5-
phosphate aldolase lyzate-catalyzed process in synthesis of statin intermediates. 
Org. Process Res. Dev. 17, 854–862. 



Capítulo 5: Síntesis biocatalizada de 2,4,6-tridesoxi D-eritro-hexapiranosa 

 

202 
 

13. Ošlaj, M., Cluzeau, J., Orkić, D., Kopitar, G., Mrak, P., and Časar, Z. (2013). A 
highly productive, whole-cell DERA chemoenzymatic process for production of 
key lactonized side-chain intermediates in statin synthesis. PLoS One 8, e62250. 

14. Lönngren, J., and Svensson, S. (1974). Mass spectrometry in structural analysis 
of natural carbohydrates. Adv. Carbohydr. Chem. Biochem. 29, 41–106.  

 

 



 

203 
 

 

  

 

Capítulo 6 

Síntesis biocatalizada de 2,4,6-tridesoxi  

D-eritro-hexapiranosas 6-sustituidas 

  



 

204 
 

(Esta página se ha dejado en blanco intencionalmente)



Capítulo 6: Síntesis biocatalizada de 2,4,6-tridesoxi D-eritro-hexapiranosas 6-sustiutidas 

 
 

 
 

6.1. Introducción  

Como mencionamos anteriormente, una aplicación interesante de DERA es en la 

producción de estatinas, drogas que reducen el nivel de colesterol en sangre. El empleo 

de esta enzima como biocatalizador proporciona una ruta simple para sintetizar la 

cadena lateral que les confiere actividad biológica. Sin duda, una de las ventajas más 

prometedoras de DERA y su alta estereoselectividad es la incorporación de los dos 

centros quirales característicos de dicha cadena lateral en un solo paso, a través de 

reacciones aldólicas secuenciales (figura 6.1).1  

 

Figura 6. 1: Producción de intermediarios de estatinas mediante adición aldólica catalizada por DERA. 

 

Las síntesis de estatinas descriptas en bibliografía que involucran a DERA en la 

producción de la cadena lateral activa, introducen un grupo suficientemente reactivo 

(grupo R de la figura 6.1) para su posterior unión al heterociclo mediante diversas 

metodologías químicas complejas como se muestra en la figura 1.45 (capítulo 1) para 

la síntesis de Atorvastatina. Si bien DERA presenta un gran potencial para obtener estos 

productos quirales, la poca tolerancia de la enzima cuando se la somete a 

concentraciones elevadas de aldehídos limita su aplicación en la industria.2 Es por ello 

que, constantemente, se buscan nuevas DERAs (wild-type o recombinantes) capaces 

de aceptar un amplio rango de aldehídos en grandes concentraciones y condiciones 

suaves de reacción. Por ejemplo, Grabner y colaboradores clonaron con éxito una 

DERA que demostró una gran tolerancia a cloroacetaldehído (500 mM) y a acetaldehído 

(1000 mM).3 La modificación genética en esta DERA (C47M) permitió la formación en 

grandes cantidades de 6-cloro-2,4,6-tridesoxi D-eritro-hexapiranosa , compuesto que 

constituye un excelente material de partida para la síntesis de super-estatinas.4,5 
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Por otro lado, no existen reportes de super-estatinas conteniendo bases nucleosídicas 

como heterociclo, aun sabiendo que Eritadenina – y sus derivados- (figura 6.2), un 

nucleósido acíclico cuya cadena lineal posee similitudes estructurales con las cadenas 

laterales de las estatinas, posee efectos anticolesterolémicos.6 

Además, hasta donde alcanza nuestro conocimiento, no existen estrategias en las 

cuales el aldehído aceptor de DERA ya contenga el heterociclo, y la cadena lateral se 

construya a partir del mismo.  

 

 

Figura 6. 2:Eritadenina  y sus derivados. 

 

Es por ello que se planteó estudiar la aceptación como sustratos electrofílicos de las 

dos variantes de DERA seleccionadas en el capítulo 5 (Escherichia coli BL21 DE3 

PaDERA C49M C-His y Escherichia coli BL21 DE3 LbDERA C42M E78K C-His) a 

derivados aldehídicos de bases nitrogenadas, cuya síntesis ya había sido puesta a 

punto en nuestro laboratorio.7,8  
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6.2.  Materiales y métodos  

Los reactivos analíticos y los sustratos fueron adquiridos en Sigma Aldrich. Los 

solventes orgánicos utilizados fueron de Sintorgan. Los componentes del medio de 

cultivo fueron de Britania y Biopack. 

Se utilizaron las cepas recombinantes Escherichia coli BL21 DE3 conteniendo los 

plásmidos PaDERA C49M C-His y LbDERA C42M E78K C-His. 

El medio de cultivo utilizado fue LB-Kana 

6.2.1 Alquilación de bases nitrogenadas  

6.2.1.1 Síntesis de 2,2-dimetoxietil derivados de bases nucleosídicas 

Se colocaron 6 mmoles de base nitrogenada (timina, adenina y citosina) y 12 mmoles 

de K2CO3 en un balón de doble entrada conteniendo 30 ml de DMF. Se calentó a reflujo 

en atmósfera de N2 con agitación magnética durante 1 h a 50°C en un baño de glicerina. 

Luego se aumentó la temperatura a 90°C y se adicionaron gota a gota 12 mmoles de 1-

bromo-2,2-dimetoxietano (previamente purgados con N2). Al cabo de 24 hs se filtró la 

reacción en caliente, se lavaron los sólidos retenidos con 1 volumen del solvente 

utilizado y el líquido resultante se evaporó a presión reducida. 

Se obtuvieron como productos de reacción N-1-(2,2-dimetoxietil) y N-1,N-3-bis(2,2-

dimetoxietil) timina; N-3- y N-9-(2,2-dimetoxietil) adenina; N-1-(2,2-dimetoxietil) y O-2-

(2,2-dimetoxietil) citosina.  

6.2.1.2 Síntesis de N-1-(2,2-dimetoxietil) benzimidazol 

Se colocaron 10 mmoles de benzimidazol y 15 mmoles de Cs2CO3 en un balón de 

doble entrada conteniendo 30 ml de DMF. Se calentó a reflujo en atmósfera de N2 con 

agitación magnética durante 1 h a 50°C en un baño de glicerina. Luego se aumentó la 

temperatura a 90°C y se adicionaron gota a gota 15 mmoles de 1-bromo-2,2-

dimetoxietano (previamente purgados con N2). Al cabo de 1,5 h se filtró la reacción en 

caliente, se lavaron los sólidos retenidos con 1 volumen del solvente utilizado y el líquido 

resultante se evaporó a presión reducida. Se obtuvo N-1-(2,2-dimetoxietil)-benzimidazol 

como único producto de la reacción. 
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6.2.1.3 Análisis de las reacciones  

Las muestras se analizaron mediante CCD y se detectaron con lámpara UV-visible. 

En la tabla 6.1 se detallan las fases móviles y los Rf de cada compuesto analizado. 

Tabla 6. 1: Análisis de Acetales de bases nitrogenadas por CCD. 

Base nitrogenada Fase móvil Compuesto Rf 

Timina EtOAc 

Timina 0.3 

N-1-(2,2-dimetoxietil)-timina 0.5 

N-1,N-3-bis(2,2-dimetoxietil)-timina 0.6 

Adenina CH2Cl2 :MeOH (85 :15) 

Adenina 0.25 

N-3-(2,2-dimetoxietil)-adenina 0.4 

N-9-(2,2-dimetoxietil)-adenina 0.6 

Citosina CH2Cl2 :MeOH (85 :15) 

Citosina 0.1 

N-1-(2,2-dimetoxietil)-citosina 0.4 

O-2-(2,2-dimetoxietil)-citosina 0.6 

Benzimidazol CH2Cl2 :MeOH (95 :5) 
Benzimidazol 0.3 

N-1-(2,2-dimetoxietil)-benzimidazol 0.5 

 

6.2.1.4 Purificación 

Se purificaron los productos de reacción mediante cromatografía en columna de sílica 

gel (Merck) con un volumen de columna de 40 ml. En la tabla 6.2 se detalla la fase móvil 

que se utilizó para cada reacción.   

Tabla 6. 2: Condiciones de purificación de productos de alquilación. 

Derivado  Método de purificación (VC= volumen de columna) 

N-1-(2,2-dimetoxietil)-timina 

Hexano :EtOAc ; 8 Vc (80:20), 2 Vc (75:25), 2 Vc 

(70:30), 2 Vc (65:35), 2 Vc (60:40), 4 Vc (50:50), 2 Vc 

(0:100) 

N-9-(2,2-dimetoxietil)-adenina CH2Cl2 :MeOH ; 2 Vc (99:1), 10 Vc (98:2) 

N-1-(2,2-dimetoxietil)-citosina 
CH2Cl2 :MeOH ; 2 Vc (100:0), 2 Vc (99:1), 4 Vc (97:3), 

4 Vc (95:5), 4 Vc (90:10), 2Vc (85:15), 2 Vc (80:20) 

N-1-(2,2-dimetoxietil)-

benzimidazol 
CH2Cl2 :MeOH ; 2 Vc (100:0), 3 Vc (98:2), 1 Vc (95:5) 
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6.2.1.5 Análisis estructural de los acetales 

Para los experimentos de 1HRMN se utilizó un Avance Neo 500 (Bruker) a 500 MHz. 

Para los experimentos de 13CRMN se utilizó Avance II 500 (Madison, WI, EE.UU.) a 126 

MHz. Las soluciones se prepararon disolviendo el compuesto en 700 µL de DMSO-d6
 o 

CDCl3 

N-1-(2,2-dimetoxietil)-timina (4a)  

1H-RMN (500 MHz, DMSO-d6)  (ppm):11.28 (s, 1H, NH), 7.43 (d, 1H, J=1.21 Hz, H6), 

4.53(t, 1H, J=5.37 Hz, H8), 3.71 (d, 2H, J=5.37 Hz, H7), 3.29 (s, 6H, H9), 1.74 (d, 3H, 

J=1.16 Hz, CH3 exocíclico). 

 

 

Figura 6. 3: 1H-RMN de 4a 

 

13C-RMN (125 MHz, DMSO-d6)  (ppm):163.2 (C2), 150.09 (C4), 142.1 (C6), 108.1 (C5), 

101.3 (C8), 54.0 (C9), 48.5 (C7), 11.9 (C10, CH3). 
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Figura 6. 4: 13C-RMN de 4a. 

 

N-9-(2,2-dimetoxietil)-adenina (4b) 

1H-RMN (500 MHz, DMSO-d6)  (ppm): 8.15 (s, 1H, H2), 8.07 (s, 1H, H8), 7.24 (s, 2H, 

NH2exocíclico), 4.76 (t, 1H, J=5.38 Hz, H11), 4.25 (d, 2H, J= 5.38 Hz, H10), 3.29(s, 6H, 

H12). 
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Figura 6. 5: 1H-RMN de 4b. 

 

13C-RMN (125 MHz, DMSO-d6)  (ppm):155.9 (C4), 152.5 (C2), 149.7 (C6), 141.2 (C8), 

116.7 (C5), 101.2 (C11), 53.8 (C12), 44.1 (C10). 
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Figura 6. 6: 13C-RMN de 4b 

 

N-1-(2,2-dimetoxietil)-citosina (4c) 

1H-RMN (500 MHz, DMSO-d6)  (ppm):7.45 (d, 1H, J=7.2 Hz, H6), 7.09 (d, 2H, J=5.52 

Hz, NH2exocíclico), 5.63 (d, 1H, J=7.2 Hz, H5), 4.51 (t, 1H, J=5.4 Hz, H8), 3.69 (d, 2H, 

J=5.4 Hz, H7), 3.27 (s, 6H, H9). 
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Figura 6. 7: 1H-RMN de 4c. 

 

13C-RMN (125 MHz, DMSO-d6)  (ppm):166.1 (C2), 155.9 (C4), 145.9 (C6), 101.5 (C8), 

93.1 (C5),54.1 (C9), 50.3 (C7). 
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Figura 6. 8: 13C-RMN de 4c. 

 

N-1-(2,2-dimetoxietil)-benzimidazol (4d) 

1H RMN (500 MHz, CDCl3) δ 7.94 (s, 1H, H8), 7.87 – 7.75 (m, 1H, H6), 7.52 – 7.40 (m, 

1H, H3), 7.40 – 7.21 (m, 2H, H1, H2), 4.56 (t, J = 5.2 Hz, 1H, H11), 4.24 (d, J = 5.3 Hz, 

2H, H10), 3.37 (s, 6H, H14, H15). 
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Figura 6. 9: 1H-RMN de 4d. 

 

13C RMN (126 MHz, CDCl3) δ 143.74 (C8), 143.60 (C5), 134.06 (C4), 123.01 (C2), 

122.16 (C1), 120.38 (C6), 109.52 (C3), 102.74 (C11), 55.15 (C14, C15), 47.25 (C10). 
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Figura 6. 10: 13C-RMN de 4d. 

 

6.2.2 Desprotección de acetales 

6.2.2.1. Preparación de derivados aldehídicos de bases nitrogenadas 

Se colocaron los acetales purificados de timina, adenina, citosina y benzimidazol (4a-

d) (0,2 mmol) obtenidos según lo descripto anteriormente, en 200 µl de HCl 1N. Se tapó 

con septum y se colocó una aguja para liberar los gases que se produjeran. Se incubó 

durante 1,5 h con agitación magnética en un baño de glicerina a 90°C. Luego, las 

soluciones se dejaron enfriar y se neutralizaron utilizando 100 µl de NaOH 2N 

aproximadamente. El pH fue monitoreado con papel indicador (Merck). El consumo de 

los acetales y la formación de aldehído fueron verificados por CCD (Merck) como se 

muestra en la tabla 6.3.  
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Tabla 6. 3: Análisis de la formación de aldehído por CCD. 

 Fase móvil Compuesto Rf 

Timina EtOAc 
N-1-(2-oxoetil)  timina 0,15 

N-1-(2,2-dimetoxietil) timina 0,5 

Adenina CH2Cl2:MeOH 85:15 
N-9-(2-oxoetil) adenina 0,2 

N-9-(2,2-dimetoxietil)-adenina 0,6 

Citosina CH2Cl2:MeOH 85:15 
N-1-(2-oxoetil) citosina 0,15 

N-1-(2,2-dimetoxietil)-citosina 0,4 

Benzimidazol CH2Cl2:MeOH 90:10 
N-1-(2-oxoetil) benzimidazol 0,22 

N-1-(2,2-dimetoxietil)-benzimidazol 0,38 

 

6.2.2.2 Preparación de 2- cloroacetaldehído 

Se calentaron a reflujo 10 mmol de cloroacetaldehído dimetilacetal comercial en 10 

ml de HCl 1 N con agitación magnética en un baño de glicerina durante 24 h. La reacción 

se neutralizó utilizando NaOH 2 N. El consumo del acetal y la formación de aldehído 

fueron verificados por GC-FID (Thermo Trace 1300) hasta la desaparición completa del 

acetal. Se empleó una columna TRACE TR-5MS (0,25 µm, 0,25 mm, 30 m). Las 

condiciones de corrida fueron: temperatura del inyector 200°C, temperatura de la 

columna 50°C, tiempo total de corrida 15 min, Volumen de inyección 1 µl, split: 1:50, 

calentador: 280°C. Tr: cloroacetaldehído dimetilacetal= 7,09 min y cloroacetaldehído = 

7,46 minutos. 

 

6.2.3 Biotransformaciones con DERA 

6.2.3.1 Síntesis de 2,4,6-tridesoxi D-eritro-hexapiranosas 6-sustituidas 

utilizando células enteras  

Las reacciones se llevaron a cabo en un volumen final de 4 ml, conteniendo 15%p/v 

de pellet bacteriano (Escherichia coli BL21 DE3 conteniendo los plásmidos PaDERA 

C49M C-His o LbDERA C42M E78K C-His), 200 mM de acetaldehído y 100 mM de 

aldehído [propanaldehído, dimetoxiacetaldehído, fenilacetaldehído, benzaldehído, N-1-

(2-oxoetil) timina, N-9-(2-oxoetil) adenina, N-1-(2-oxoetil) citosina o N-1-(2-oxoetil) 

benzimidazol] en buffer fosfato de potasio 100 mM pH 7. Al cabo de 24 hs de reacción, 
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las muestras se centrifugaron a 9000 rpm durante 5 minutos, conservando el 

sobrenadante.  

6.2.3.2 Síntesis de 2,4,6-tridesoxi-D-eritro-hexapiranosas 6-sustituidas 

utilizando ELC.   

Las reacciones se llevaron a cabo en un volumen final de 4 ml, conteniendo 500 µl 

ELC de Escherichia coli BL21 DE3 conteniendo PaDERA C49M C-His o LbDERA C42M 

E78K C-His, 200 mM de acetaldehído y 100 mM de aldehído [N-1-(2-oxoetil) timina, N-

9-(2-oxoetil) adenina, N-1-(2-oxoetil) citosina o N-1-(2-oxoetil) benzimidazol] en buffer 

fosfato de potasio 100 mM pH 7. Se tomaron alícuotas a 1 h, 2 h y 3 h, las muestras se 

centrifugaron a 12000 rpm durante 5 minutos, conservando el sobrenadante.  

6.2.3.3 Síntesis de 2,4,6-tridesoxi-D-eritro-hexapiranosas 6-sustituidas 

utilizando enzima libre.  

Las reacciones se llevaron a cabo en un volumen final de 4 ml, conteniendo 3 mg/ml 

de PaDERA C49M C-His, 200 mM de acetaldehído y 100 mM de aldehído [N-1-(2-

oxoetil) de timina, N-9-(2-oxoetil) de adenina, N-1-(2-oxoetil) citosina o N-1-(2-oxoetil) 

benzimidazol] en buffer fosfato de potasio 100 mM pH 7. Al cabo de 24 hs de reacción, 

las muestras se centrifugaron a 13000 rpm durante 5 min, conservando el sobrenadante.  

6.2.4 Purificación de 2,4,6-tridesoxi D-eritro-hexapiranosas 6-

sustituidas 

Se agregaron dos volúmenes de acetonitrilo y 2 mg de NaCl al sobrenadante 

conservado descripto en el inciso 6.2.3 y se llevó a frío durante 5 minutos. Se 

conservaron 10 µl de la fase orgánica para su posterior análisis. La fase orgánica 

remanente se concentró al vacío. Se purificaron los productos de reacción mediante 

cromatografía en columna de sílica gel (Merck) con un volumen de columna de 5 ml 

utilizando ACN:éter etílico 50:50 o AcOEt:éter de petróleo (50:50) para la reacción con 

cloroacetaldehído.  

6.2.5 Análisis de las biotransformaciones 

Las muestras de reacción se analizaron cualitativamente por CCD y GC-FID o un 

HPLC con detector UV y/o acoplado a un detector de masas.  
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6.2.5.1. Análisis por CCD  

En la tabla 6.4 se detallan las fases móviles y los métodos de detección utilizados en 

las reacciones.  

Tabla 6. 4: Condiciones para el análisis por CCD de las reacciones de condensación aldólica. 

Sustrato Fase móvil Detección Compuesto Rf 

Cloroacetaldehído 
ACN:éter 

etílico 50:50 

H2SO4 5% 

etanol  

6-cloro-2,4,6-tridesoxi D-

eritro-hexapiranosa 

0,5 

Cloroacetaldehído - 

Dimetoxiacetaldehído 
ACN:éter 

etílico 50:50 

H2SO4 5% 

etanol  

6,6-dimetoxi-2,4,6-

tridesoxi D-eritro 

hexapiranosa 

0,81 

2,2-

Dimetoxiacetaldehído 

0,18 

Propanaldehído 
ACN:éter 

etílico 50:50 

H2SO4 5% 

Etanol 

6-metil-2,4,6-tridesoxi D-

eritro-hexapiranosa 

0,75 

Propanaldehído - 

Benzaldehído 
ACN:éter 

etílico 50:50 
UV 

 6-feniltetrahidro-2,4-

piranodiol 

0,81 

Benzaldehído 0,18 

Fenilacetaldehído 
ACN:éter 

etílico 50:50 
UV 

6-fenil-2,4,6-tridesoxi D-

eritro-hexapiranosa 

0,85 

Fenilacetaldehído 0,33 

N-1-(2-oxoetil) timina  
CH2Cl2:MeOH 

90:10 
UV 

6-timinil-2,4,6-tridesoxi 

D-eritro-hexapiranosa 

0,17 

N-1-(2-oxoetil)  timina 0,3 

N-1-(2-oxoetil)  

adenina  

CH2Cl2:MeOH 

85:15 
UV 

6-adenil-2,4,6-tridesoxi 

D-eritro-hexapiranosa 

0,38 

N-1-(2-oxoetil) adenina 0,2 

N-1-(2-oxoetil)  

citosina 

CH2Cl2:MeOH 

80:20 
UV 

6-citosil-2,4,6-tridesoxi 

D-eritro-hexapiranosas 

0,8 

N-1-(2-oxoetil) citosina 0,44 
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N-1-(2-oxoetil)  

benzimidazol 

CH2Cl2:MeOH 

90:10 
UV 

6-benzimidazoil-2,4,6-

tridesoxi D-eritro-

hexapiranosa 

0,93 

N-1-(2-oxoetil)  

benzimidazol 

0,69 

 

6.2.5.2. Análisis por HPLC 

Para las reacciones con los sustratos derivados de bases nitrogenadas se 

emplearon dos HPLC con detectores diferentes. 

 Para identificar el compuesto por peso molecular: HPLC con detector UV/MS 

dejando fija la longitud de onda del detector a 254nm. Se empleó una columna 

de sílica gel C18 (1,7 μm, 1 mm x 100 mm). Utilizando 0,1 % TFA en agua (A) y 

0,1 % TFA en ACN. Flujo 0,05ml/min. Condiciones: 5 min, 95% A, 5% B; 10 min, 

25% A, 75% B; 11 min, 25% A, 75% B; 12 min, 95% A, 5% B; 15 min, 95% A, 

5% B.  

 Para cuantificar: HPLC con detector UV (Siliachrom) con longitud de onda del 

detector a 254nm. Se empleó una columna de sílica gel C18 (5 μm, 150 mm × 

4.6 mm) Utilizando Agua (A) y ACN (B). Flujo 0,9 ml/min. Condiciones: 4 min, 

99% A, 1% B; un gradiente de 3 min hasta 88% A, 12% B; 5 min, 88% A, 12% 

B; un gradiente de 3 min hasta 99% A, 1% B. Se obtuvieron las curvas de 

calibración que se muestran en la figura 6.11. 
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Figura 6. 11: curvas de calibración a) timina y=3x106 x + 543802, R² = 0,9963 b) adenina y = 6x106 x + 

763838, R² = 0,9991 c) citosina y=2x106 x + 95552, R² = 0,9981  d) benzimidazol y = 2 x106 x + 261648, R² 

= 0,9942 

 

6.2.5.3. Análisis por GC-FID 

Para el análisis de los productos 3.g y 3.e se empleó un cromatógrafo gaseoso 

(Thermo Trace 1300) acoplado a un detector de llama (CG-FID). Se empleó con una 

columna TRACE TR-5MS (0,25 µm, 0,25 mm, 30 m). Las condiciones de corrida fueron: 

temperatura del inyector 200°C, temperatura de la columna: 5 minutos a 50°C, un 

gradiente de 10°C/min hasta 250°C y 5 minutos a 250°C. El tiempo total de corrida fue 

30 min. Volumen de inyección 1 µl, split: 1:50, calentador: 280°C.  

6.2.5.4. Análisis por RMN  

Para los experimentos de 1HRMN se utilizó un Avance Neo 500 (Bruker) a 500 MHz. 

Para los experimentos de 13CRMN se utilizó Avance II 500 (Madison, WI, EE.UU.) a 126 

MHz. Las soluciones se prepararon disolviendo el compuesto en 700 µL de CDCl3.  
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6-Cloro-2,4,6-trideoxi D-eritro-hexapiranosa  (3.e) 

 

1H RMN (500 MHz, CDCl3): δ 5.51 (d, J = 3.5 Hz, 1H, β), 5.41 (d, J = 3.6 Hz, 1H, α), 4.53 

(dd, J = 9.0, 4.2 Hz, 1H, H-5), 4.32 (m, 1H, H-5´), 4.28 – 4.18 (m, 1H, H-3´), 3.91 (dq, J 

= 11.7, 6.2 Hz, 1H, H-3), 3.63 – 3.55 (m, 4H, H’s-6), 2.22 – 1.74 (H-4, H-4´, H-2b, H-2´b), 

1.55 (td, J = 12.0, 3.6 Hz, 1H, H-2a), 1.47 – 1.28 (m, 1H, H-2´a). 

13C RMN (126 MHz, CDCl3) α -  13C RMN (126 MHz, CDCl3) δ 93.16 C-1, 64.60 C-5, 

63.16 C-3, 47.75 C-6, 39.07 C-2, 35.49 C-4. β -  δ 92.92 C-1, 68.00 C-5, 63.12 C-3, 47.28 

C-6, 38.34 C-2, 34.84 C-4. 

 

6-Timidil-2,4,6-trideoxi D-eritro-hexapiranosa  (3.a) 

 

1H RMN (500 MHz, DMSO-d6) 7.17 (s, 1H, H-7), 5.71 (d, J = 12.7 Hz, 1H, H-1), 4.27 (dd, 

J = 11.7 Hz, 1H, H-5), 3.84-3.70 (m, 3H,H-3 e H-6), 1.13 (d, J =7.0 Hz, 4H, H-2 e H-4), 

13C RMN (126 MHz, DMSO-d6) δ 165.51 (C-9), 148.18 (C-10), 137.93 (C-7), 114.31 (C-

8), 95.53 (C-1), 65.83 (C-5), 62.14 (C-3), 54.31 (C-6), 39.69 (C-4), 26.84 (C-2), 12.60 

(C-CH3). 
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6.3.  Resultados y discusión  

La estrategia innovadora planteada para obtener nuevos análogos de estatinas 

derivados de las bases nitrogenadas (figura 6.12) consiste en un proceso 

quimioenzimático en el cual el primer paso implica la síntesis de derivados aldehídicos 

a partir de las correspondientes bases, y el segundo el empleo de estos compuestos 

como sustratos de DERA. Para ello, se emplearon las dos variantes de DERA 

seleccionadas en el capítulo anterior. Debido a las características de DERA, la 

formación de los lactoles se realiza con un completo control estereoquímico creando los 

estereocentros 3R, 5S, requeridos para la actividad de la cadena lateral de estatinas. 

Además, durante la ciclación espontánea se forman los dos anómeros del producto.  

Por otro lado se propuso evaluar la aceptación de sustrato de dichas DERAs, 

empleando aldehídos comerciales cuyos productos (figura 6.13), podrían ser utilizados 

como sustratos en la síntesis tradicional de estatinas. Finalmente, las características de 

cada sustrato en cuanto a tamaño e hidrofilicidad, llevaron a tener que aplicar los 

biocatalizadores en distinto formato (células enteras o enzima libre). 

 

Figura 6. 12: Síntesis de derivados aldehídicos de bases nitrogenadas. 
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Figura 6. 13: Adiciones aldólicas cruzadas ensayadas con DERA. 

 

6.3.1. Preparación de los sustratos 

6.3.1.1. Desprotección de cloroacetaldehído dimetilacetal 

A pesar de que el cloroacetaldehído se encuentra disponible comercialmente, su 

precio elevado y su baja estabilidad hicieron que se adquiera como cloroacetaldehído 

dimetilacetal. Por tal motivo, para obtener 2.e se llevó a cabo la desprotección del 

reactivo comercial mediante una hidrólisis ácida.  

Cloroacetaldehído dimetilacetal se calentó a reflujo hasta observar la desaparición 

completa del sustrato (24 h). Debido a que ni el sustrato ni el producto se observan por 

CCD, se realizó el seguimiento de la reacción mediante GC-FID observando la 

formación del producto 2.e. como un único producto, el cual fue utilizado como sustrato 

de DERA (figura 6.14). 
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Figura 6. 14: Cromatograma de cloroacetaldehído. 

 

6.3.1.2. Alquilación de bases nucleosídicas 

Con el fin de obtener los derivados aldehídicos de las bases nitrogenadas como 

material de partida para la reacción con DERA, inicialmente se llevó a cabo la síntesis 

de acetales por N-alquilación de timina (1.a), adenina (1.b) y citosina (1.c). Se utilizaron 

las condiciones ya puestas a punto en nuestro laboratorio, empleando una proporción 

1:2:2 de base nitrogenada: 1-bromo-2,2-dimetoxietano: K2CO3 en DMF (figura 6.15). El 

curso de la reacción se siguió por CCD.  

 

 

Figura 6. 15: Síntesis química de derivados aldehídicos de bases nitrogenadas. 
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Si bien las bases nitrogenadas pueden alquilarse en distintas posiciones (figura 

6.16), las especies mayoritarias obtenidas fueron las adecuadas para continuar hacia la 

obtención de los análogos nucleosídicos planteados. En el caso de timina se observó la 

alquilación mayoritaria en la posición N-1 y la formación minoritaria del producto 

bisalquilado (N-1, N-3). Cuando se utilizó citosina, se obtuvieron los productos 

monoalquilados en posición N-1 y O-2 y utilizando adenina en posiciones N-3 y N-9, 

siendo este último el necesario para continuar con las reacciones posteriores. A 

diferencia del caso de timina, en la N- alquilación de adenina no se observaron 

productos bisalquilados, lo cual coincide con lo reportado previamente.7–9 Esto puede 

explicarse por verse desfavorecida la segunda N-alquilación ya sea por problemas 

electrónicos o estéricos.  

 

 

Figura 6. 16:Reacción de alquilación de las distintas bases nucleosídicas. 
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Los productos de interés fueron aislados por columna cromatográfica y el rendimiento 

obtenido se observa en la figura 6.16. Mediante el estudio por RMN se confirmó la 

identidad de los productos, y en todos los casos, los espectros obtenidos concuerdan 

con los reportados en bibliografía.7,8 

6.3.1.3. Alquilación de benzimidazol 

A diferencia de las bases nucleosídicas, la reacción de alquilación de benzimidazol 

(4d) se llevó a cabo utilizando Cs2CO3 - en vez de KCO3 -,  una base más fuerte capaz 

de substraer el hidrogeno del anillo imidazólico cuyo pKa es más alto que en las bases 

nitrogenadas mencionadas anteriormente (figura 6.17). Al cabo de 1,5 h la reacción se 

completó obteniendo N1-(2,2-dimetoxietil)-benzimidazol como único producto, el cual es 

el apropiado para continuar con las reacciones subsiguientes.10   

 

 

Figura 6. 17: Reacción de alquilación de benzimidazol. 

 

El producto fue purificado por columna cromatográfica y el rendimiento obtenido se 

observa en la figura 6.17. Mediante el estudio por RMN se confirmó la identidad del 

producto, el cual coincide con datos de bibliografía.11 

6.3.1.4. Desprotección de acetales 

La formación de los aldehídos es importante para continuar con las reacciones 

aldólicas, debido a que son los verdaderos sustratos de la reacción. A diferencia de los 

aldehídos, los acetales son muy estables y pueden almacenarse hasta el momento de 

la reacción. Los aldehídos se prepararon in situ al momento de usarlos, por hidrólisis 

ácida en caliente para acelerar el proceso de desprotección (figura 6.18). La reacción 

se siguió por CCD y, cuando se observó la desaparición completa del reactivo por UV, 
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se cortó neutralizando con NaOH 2N. El aldehído resultante se usó en el momento para 

evitar su degradación.  

 

 

Figura 6. 18: Reacción de desprotección de aldehídos. 

 

6.3.2. Síntesis de 2,4,6-tridesoxi D-eritro-hexapiranosas 6-

sustituidas a partir de aldehídos comerciales 

Con el fin de testear la aceptación de sustrato de las dos variantes de DERA, se 

llevaron a cabo adiciones aldólicas entre acetaldehído y diversos aldehídos comerciales 

con distintas características. Cloroacetaldehído (2.e) es el sustrato modelo de interés en 

las reacciones catalizadas por DERA debido a su gran reactividad. Las reacciones con 

dimetoxiacetaldehído (2.f) y propanaldehído (2.g) están discutidas en bibliografía ya que 

los productos 3f y 3g pueden ser sintones quirales de interés en la síntesis tradicional 

de estatinas.  Adicionalmente, fenilacetaldehído (2.i) y benzaldehído (2.h) nos 

permitieron tener una idea de la aceptación de sustratos voluminosos por DERA.  

Teniendo en cuenta los resultados obtenidos en los capítulos anteriores, en primer 

lugar se utilizaron los biocatalizadores en forma de células enteras (Escherichia coli 

BL21 DE3 conteniendo los plásmidos PaDERA C49M C-His y LbDERA C42M E78K C-

His). Los resultados de las biotransformaciones de los distintos aldehídos con 

acetaldehído se presentan a continuación. En todos los casos se llevaron a cabo 

controles con células enteras de Escherichia coli BL21 DE3 sin plásmido y los 

biocatalizadores sin sustrato, así como de sustratos sin biocatalizador, no 

encontrándose formación de productos en ninguno de ellos.  
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6.3.2.1 Síntesis de 6-cloro-2,4,6-tridesoxi D-eritro-hexapiranosa  (3.e)  

La reacción de adición aldólica entre acetaldehído y 2.e se llevó a cabo utilizando un 

15% p/v de células enteras en buffer y el doble de la concentración de acetaldehído que 

de 2.e. La reacción se dio por finalizada a las 24 h, y la fase acuosa se separó de las 

células por centrifugación. La extracción del producto se realizó utilizando acetonitrilo 

(ACN) y NaCl, tal como se describió en el capítulo anterior. La fase orgánica superior se 

analizó cualitativamente mediante CCD utilizando como revelador ácido sulfúrico en 

etanol (figura 6.19).  

 

 

Figura 6. 19: CCD de las reacciones utilizando 2.e. Reacciones catalizadas por  Escherichia coli BL21 DE3 

PaDERA C49M C-His (PaC) o Escherichia coli BL21 DE3 LbDERA C42M E78K C-His (LB). 

 

Como se puede observar en la figura 6.19, al emplear 2.e como sustrato se observó 

la formación del producto de interés como dos manchas de Rf cercanos, 

correspondientes a los anómeros. Adicionalmente, y en concordancia con lo descripto 

en bibliografía,5 se observó también la señal correspondiente a formación de los dos 

anómeros de TDHP, el cual se genera como producto secundario de la reacción por la 

adición aldólica de tres acetaldehídos. El producto fue purificado empleando 

cromatografía en columna. Las fracciones de interés se secaron hasta obtener un peso 

constante y se calculó el rendimiento tomando como referencia a 2.e como el reactivo 

limitante de la reacción.  
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Si bien en el análisis cualitativo de la reacción se observó la producción de 3.e por 

las dos bacterias, al momento de purificar la reacción catalizada por Escherichia coli 

PaDERA C49M C-His el rendimiento fue menor al 5%, considerándose despreciable. En 

cambio, cuando se utilizó Escherichia coli LbDERA C42M E78K C-His se obtuvo un 

rendimiento del 33%. Dicho resultado es aproximadamente la mitad de lo obtenido 

recientemente por Xuan y colaboradores, en las mismas condiciones de reacción, pero 

utilizando DERA perteneciente a Streptococus sius purificada12. Además, la enzima libre 

LbDERA E78K reportada por Jiao13 rindió 3.e en un 85%, partiendo de 700 mM de 

cloroacetaldehído.  

La figura 6.20 muestra el espectro 1H-RMN correspondiente a 3.e. Como se puede 

observar, se evidencian las señales correspondientes a los hidrógenos unidos a los 

carbonos anoméricos de los dos anómeros en 5,41 ppm y en 5,51 ppm. La proporción 

entre los anómeros encontrada mediante la integración de las señales es de 7:3 (α/β). 

Se pueden observar también las señales correspondientes a los hidrógenos de los 

metilenos C6 de ambos anómeros, α y β, entre 3,63 y 3,55 ppm. La integración de estas 

señales es para 4 hidrógenos. Además, las señales correspondientes a los hidrógenos 

del C5 se presentan en forma de multiplete debido a que acopla con los hidrógenos de 

C6 (3,63 – 3,55 ppm, m, H6 y H6’) y C4 (H4 y H4’). También, podemos observar que 

todas las señales se presentan por duplicado lo que muestra la existencia de los dos 

anómeros. Por otro lado, no se observa la señal del metilo C6 correspondiente al TDHP, 

lo que indica que la purificación fue eficiente. 

Por otra parte, se realizó un análisis por 13C-RMN (figura 6.21). El espectro presenta 

un total de 12 señales, correspondientes a los carbonos de los anómeros alfa y beta. 

Asimismo, en este espectro no se observa la presencia de señales características de 

carbonos carbonílicos, por lo que se puede inferir que la muestra no contiene reactivos 

ni intermediarios de reacción.  

Las señales fueron asignadas según lo reportado en bibliografía por Xuan y 

colaboradores.12 

.  
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Figura 6. 20: 1H-RMN de 3.e. 

 

 

Figura 6. 21: 13C-RMN de 3.e. 
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6.3.2.2 Síntesis de 6,6-dimetoxi-2,4,6-tridesoxi D-eritro-hexapiranosa (3.f) 

De igual forma, la reacción de adición aldólica entre dimetoxiacetaldehído (2.f) y 

acetaldehído se llevó a cabo utilizando células enteras de ambas variantes 

recombinantes. En la figura 6.22 se puede observar la presencia de una señal muy 

tenue de mayor Rf que TDHP, la cual correspondería al producto de interés. Sin 

embargo, al momento de purificar la reacción, el rendimiento fue despreciable. El bajo 

resultado puede ser por una posible reacción retroaldólica o por la apertura del aldol por 

el medio ácido de la sílica. Este aldehído aceptor ya había sido testeado como sustrato 

de DERA por Gijsen y Wong, sin obtener resultados favorables.14 No obstante, Ošlaj y 

colaboradores obtuvieron 3.f utilizando células enteras de Escherichia coli 

sobreexpresando EcDERA, aunque el rendimiento de la reacción no fue reportado.5  

 

 

Figura 6. 22: CCD correspondiente a la reacción con 2.f. PaC: Escherichia coli  Bl21 DE3 PaDERA C49M C-

His; Lb: Escherichia coli  Bl21 DE3 LbDERA C42M E78K C-His. 

 

6.3.2.3 Síntesis de 6-metil-2,4,6-tridesoxi D-eritro-hexapiranosa  (3.g) 

La reacción de adición aldólica entre propanaldehído (2.g) y acetaldehído se llevó a 

cabo en las condiciones antes descriptas. En el análisis cualitativo de la reacción se 

evidenció la formación del producto de interés como dos manchas de Rf cercanos, 

correspondientes a los anómeros. En concordancia con lo descripto en bibliografía,5 

también se observó la formación de los dos anómeros de TDHP (figura 6.23). Al igual 
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que el acetaldehído, el propanaldehído no se observa en la CCD en la concentración 

utilizada.  

   

Figura 6. 23: CCD correspondiente a la reacción con 2.g. PaC: Escherichia coli PaDERA C49M C-His Lb: 

Escherichia coli LbDERA C42M E78K C-His 

 

Adicionalmente, se llevó a cabo un análisis cualitativo por GC-FID (figura 6.23), 

donde se observó la presencia de dos productos: la señal correspondiente a TDHP (Tr: 

13,9 min) y otra señal que correspondería a 3.g (Tr: 15,3 min) con concentraciones 

similares.  

 

 

Figura 6. 24: GC-FID correspondiente a la reacción con 3.g. 

El producto fue purificado empleando cromatografía en columna. Las fracciones de 

interés se secaron hasta obtener un peso constante y se calculó en rendimiento 

tomando como referencia a 2.g, el reactivo limitante de la reacción.  
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Para esta biotransformación, ambos biocatalizadores presentaron un rendimiento 

relativamente bajo. Utilizando Escherichia coli BL21 DE3 PaDERA C49M C-His se 

obtuvo un rendimiento 22,3% mientras que utilizando Escherichia coli BL21 DE3 

LbDERA C42M E78K C-His el rendimiento fue del 18%. Esto podría atribuirse a 

problemas en la purificación dado que, siendo TDHP y 3.g estructuralmente similares, 

fue muy difícil aislar el producto y obtener fracciones puras de 3.g, lo que impactó en el 

rendimiento final. Debido a estos problemas de purificación, en los espectros 1H-RMN y 

13C-RMN correspondientes a 3.g fue complicado asignar las señales correspondientes 

al compuesto, ya que se cree que parte de TDHP también fue arrastrado en la 

purificación por columna. La purificación de este compuesto debe continuar con su 

puesta a punto.  

La síntesis de 3.g empleando DERA, sólo se encuentra reportada bajo patente.15 

Esto es debido a que los esfuerzos en la aceptación de 2.g como sustrato se centran en 

emplearlo como sustrato dador nucleofílico y no como aceptor, con el fin de obtener 

sintones quirales y construir estructuras complejas quirales, como nuevos candidatos a 

fármacos,16 y en particular azúcares raros cuando se utiliza propanaldehído y G3P como 

sustratos. 

6.3.2.4. Síntesis de 6-feniltetrahidro-2,4-piranodiol (3.h) 

La reacción de adición aldólica entre benzaldehído (2.h) y acetaldehído se llevó a 

cabo en las condiciones antes descriptas, realizando el análisis cualitativo de la reacción 

mediante CCD.  

Como se puede observar en la figura 6.25, al utilizar 2.h se observó la aparición de 

una señal tenue de un producto de mayor Rf que TDHP- del cual se observaron las 

señales correspondientes a ambos anómeros-. Sin embargo, al momento de la 

purificación, su recuperación fue despreciable. La baja reactividad de 2.h puede estar 

dada por problemas estéricos o bien debido al bajo carácter electrofílico del carbono 

carbonílico al ser el benzaldehído un compuesto aromático. Grabner y colaboradores ya 

habían testeado la aceptación de este sustrato utilizando DERA con un rendimiento de 

reacción nulo.3 Dado que, aunque en muy baja proporción, este sustrato fue aceptado 

por nuestras DERAs, la optimización de las condiciones de reacción es una opción  para 

plantear a futuro. 
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Figura 6. 25: CCD correspondiente a la reacción con 2.h. PaC: Escherichia coli PaDERA C49M C-His Lb: 

Escherichia coli LbDERA C42M E78K C-His 

 

6.3.2.5 Síntesis de 6-fenil-2,4,6-tridesoxi D-eritro-hexapiranosa  (3.i) 

Se utilizaron las condiciones antes descriptas para llevar a cabo la adición aldólica 

entre fenilacetaldehído (2.i) y acetaldehído. En el análisis cualitativo de la reacción se 

observó la formación del producto de interés como dos manchas de Rf cercanos, 

correspondientes a los anómeros. Acorde a lo sucedido anteriormente y a lo reportado 

en bibliografía, también se observó la formación de los dos anómeros de TDHP (figura 

6.26).  
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Figura 6. 26: CCD correspondiente  a la reacción con 3.i. PaC: Escherichia coli PaDERA C49M C-His Lb: 

Escherichia coli LbDERA C42M E78K C-His. 

 

Adicionalmente, se llevó a cabo un análisis cualitativo por GC-FID (figura 6.27). En 

correlación con lo antes mencionado, en el cromatograma también se observa la 

presencia de los dos productos: la señal correspondiente a TDHP (Tr: 13,9 min) y la 

señal que correspondería a 3.i (Tr: 18,7 min).  

 

 

Figura 6. 27: GC-FID correspondiente a la reacción con 3.i empleando Escherichia coli BL21 DE3 PaDERA 

C49M C-His. 

 

El producto fue purificado empleando cromatografía en columna. Las fracciones de 

interés se secaron hasta obtener un peso constante y se calculó en rendimiento 

tomando como referencia a 2.i - el reactivo limitante de la reacción. 
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Al utilizar Escherichia coli BL21 DE3 LbDERA C42M E78K C-His como catalizador 

se obtuvo un rendimiento de 62%, un poco más del doble de lo obtenido por la otra 

variante (28,3%). Al igual que para 3.g, poco se conoce sobre la síntesis de 3.i utilizando 

DERA debido a que se encuentra reportada sólo bajo patente.15 Sin embargo, el análisis 

por RMN mostró una gran cantidad de señales correspondientes a los distintos 

intermediarios de la reacción indicando la baja estabilidad del compuesto luego de su 

purificación, lo que requiere de una optimización de la misma, que se llevará a cabo 

próximamente. 

 

6.3.3 Síntesis de 2,4,6-tridesoxi D-eritro-hexapiranosas 6-sustituidas con 

bases nitrogenadas  

6.3.3.1. Empleando células enteras 

Para llevar a cabo las reacciones de adición aldólica entre 2.a - 2.d y acetaldehído 

se utilizaron las mismas condiciones antes descriptas. El análisis cualitativo por CCD 

demostró que no se formaron los productos de interés con ninguno de los dos 

biocatalizadores.  

Esto podría atribuirse o bien a problemas en la permeabilidad de las células que 

pueden presentarse cuando se utilizan células enteras como biocatalizadores o bien a 

que los sustratos no sean aceptados por DERA. Por tales motivos, se procedió a realizar 

las reacciones utilizando el ELC de las bacterias recombinantes o bien las enzimas 

aisladas.  

6.3.3.2. Empleando ELC 

Con el fin de comprobar el motivo por el cual no se obtuvo producto en las reacciones 

con célula entera, se probó emplear como biocatalizador el ELC de las bacterias 

recombinantes, el cual se preparó utilizando la metodología ya descripta en el capítulo 

3. Cabe aclarar que el ELC se realizó conservando la misma concentración de bacterias 

que las utilizadas en forma de células enteras para poder comparar los resultados.  

Se agregaron los aldehídos derivados de las bases y el acetaldehído y se tomaron 

alícuotas a distintos tiempos para seguir la reacción. En el análisis cualitativo por CCD 
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se observó, para todos los sustratos, la formación de un producto de Rf mayor al sustrato 

aldehídico cuya identidad podría atribuirse a los lactoles de interés.  

Sin embargo, al cabo de 3 h de reacción el producto se degradó, viéndose por placa 

una señal difusa muy cercana a la línea de base. Dicho inconveniente podría estar 

vinculado a que los productos poseen estructuras similares a los nucleósidos naturales 

y podrían ser sustratos de otras enzimas contenidas en el ELC. Por tal motivo, se 

consideró no continuar con este formato de biocatalizador. De cualquier forma, este 

resultado nos hizo pensar que el problema no se encontraba en la aceptación del 

sustrato por DERA, sino que la metodología utilizada no era la correcta. Es por ello que, 

en una última instancia, se realizaron las reacciones de adición aldólica empleando 

enzima purificada. 

6.3.3.3. Utilizando enzima libre  

Si bien teníamos como objetivo probar las dos variantes de DERA (PaDERA C49M 

C-His y LbDERA C42M E78K C-His), al momento de comenzar con las reacciones se 

restringió el acceso al laboratorio por las medidas sanitarias por COVID-19. Este 

inconveniente nos llevó a avanzar en las reacciones empleando PaDERA C49M C-His, 

dejando para un futuro las reacciones catalizadas por LbDERA C42M E78K C-His. Para 

llevar a cabo la reacción, la enzima PaDERA C49M C-His se purificó tal como se 

describió en el capítulo 3. Luego de la determinación de la concentración y de la 

actividad, se procedió a realizar la reacción de adición aldólica entre los derivados 

aldehídicos (2.a- 2.d) y acetaldehído (en una relación 1:2) utilizando 3 mg/ml de enzima. 

Se tomaron alícuotas a distintos tiempos cada 0,5 h durante 5 h, las cuales se 

centrifugaron a máxima velocidad para obtener el sobrenadante libre de enzima. Las 

muestras se analizaron cualitativamente y cuantitativamente utilizando HPLC-UV, 

observándose el consumo del sustrato y la aparición del producto. Los resultados se 

describen a continuación. 

6.3.3.3.1. Síntesis de 6-timinil-2,4,6-tridesoxi D-eritro-hexapiranosa  (3.a) 

En la figura 6.28 se muestra un análisis de masas utilizando un HPLC-MS. En el 

espectro obtenido se observa una señal de m/z= 257,11 correspondiente a la molécula 

de interés. Una vez identificado el producto, se cuantificó utilizando una curva de 
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calibración de timina (inciso 6.2.5.2) dando como resultado una conversión de 42% (42 

mM) a las 4 h de reacción.  

 

 

Figura 6. 28: Espectro de masas correspondiente a 3a. 

 

El producto 3.a se aisló empleando cromatografía en columna y se analizó por 13C-

RMN y 1H-RMN. En la figura 6.29 se muestra el espectro protónico donde se puede 

observar la señal correspondiente al hidrógeno del C-5 como un multiplete por el 

acoplamiento con los hidrógenos de C-6 y C-4. Los doble dobletes de los hidrógenos de 

C-6, que muestran un comportamiento diasterotópico característico de la unión al 

carbono quiral del ciclo, se solapan con el multiplete del hidrógeno del C-3. También es 

posible observar el típico doblete del hidrógeno del C-1 y los hidrógenos 

correspondientes a la timina, el singulete del metilo y el hidrogeno vinílico (H-7).  
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Figura 6. 29: 1H-RMN de 3.a. 

 

Sin embargo, luego de analizar el espectro de RMN, nos dimos cuenta que aparte de 

las señales del compuesto de interés también se observan señales correspondientes al 

sustrato y a otras especies intermediarias. Como se puede visualizar en la figura 6.30, 

existe la posibilidad de que solo se dé la adición aldólica entre un acetaldehído y el 

derivado aldehídico de la timina formando el compuesto 5.a. A su vez, la eventual 

formación del hidrato 7.a ya había sido discutido en un trabajo previo del laboratorio.17 

Las formas aldehído e hidrato de los derivados de las bases nitrogenadas se encuentran 

en equilibrio en medios acuosos, muchos de ellos estabilizados por interacciones puente 

hidrógeno con los heteroátomos de las bases.7 Por tales motivos, se cree necesario 

escalar la reacción para una mejor purificación  del producto de interés; esto, por 

cuestiones de tiempo, no se logró hacer al momento de escribir esta Tesis.  
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Figura 6. 30: Reacción de síntesis de 3.a 

 

En el 13C-RMN (figura 6.31) se ven las señales típicas del anillo aromático y se 

pueden apreciar que las señales de los carbonos del ciclo concuerdan con lo esperado. 

Como habíamos mencionado anteriormente, también se observan señales que 

corresponden a los compuestos intermediarios de la reacción. 

Los resultados obtenidos nos indican que se formó el producto de interés 3.a, aunque 

deben realizarse algunas modificaciones tanto en el protocolo de síntesis como de 

purificación para evitar la presencia de las otras especies.  
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Figura 6. 31: 13C-RMN de 3.a. 

 

6.3.3.3.2. Síntesis de 6-adenil-2,4,6-tridesoxi D- eritro-hexapiranosa (3.b) 

En la figura 6.32 se muestra el análisis de masas utilizando un HPLC-MS. En el 

espectro obtenido se observa una señal de m/z= 266,12 correspondiente a la molécula 

de interés.  
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Figura 6. 32: Espectro de masas correspondiente a 3.b. 

 

Una vez identificado el producto, se calculó la conversión a las 2 h utilizando una 

curva de calibración de adenina, obteniéndose un resultado menor al 5%. Al no obtener 

cantidad suficiente de muestra, no se pudo realizar aun la determinación estructural de 

3b. 

 

6.3.3.3.3. Síntesis de 6-citosil-2,4,6-tridesoxi D-eritro-hexapiranosa  (3.c) 

En la figura 6.33 se muestra el cromatograma obtenido utilizando un HPLC-MS. Se 

observó la señal correspondiente a Tr= 3,19 min, la cual sometió a un análisis de masas 

dando como resultado una señal de m/z= 242,11 coincidente con masa de 3.c. Si bien 

hasta el momento no se pudo calcular el porcentaje de conversión, se pudo comprobar 

la existencia del producto de interés.  
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Figura 6. 33: Espectro de masas correspondiente a 3.c. 

 

6.3.3.3.4. Síntesis de 6-benzimidazoil-2,4,6-tridesoxi D-eritro-

hexapiranosa (3.d) 

Al igual que en los casos anteriores, mediante HPLC-MS fue posible determinar la 

existencia del producto 3.d. El análisis de masas de la señal correspondiente a un Tr= 

9,9 min, dio como resultado una señal de m/z= 249,12 coincidente con la masa de 

nuestro producto de interés (figura 6.34). 
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Figura 6. 34: Espectro de masas correspondiente a 3.d. 

 

6.3.4 Resultados comparativos  

En la tabla 6.5 se resumen las reacciones llevadas a cabo en este capítulo utilizando 

los sustratos 2.a - 2.i.  

Tabla 6. 5: Rendimientos de reacción. Nr: no reacciona. Nd: resultado positivo, pero rendimiento no 

determinado 

ESCHERICHIA COLI  

BL21 DE3 

3.A 3.B 3.C 3.D 3.E 3.F 3.G 3.H 3.I 

PADERA C49M C-HIS  42% 5% Nd Nd <5% Nr 22,3% Nr 28,3% 

LBDERA C42M E78K C-

HIS  

- - - - 33,2% Nr 18% Nr 62% 

 

En primer lugar, y acorde a lo estudiado en los capítulos anteriores, se utilizaron 

células enteras como biocatalizadores, obteniéndose resultados aceptables para tres de 

los sustratos propuestos (2.e, 2.g y 2.i). El rendimiento se calculó llevando a peso 

constante los productos obtenidos y tomando como referencia los aceptores 

electrofílicos, ya que estos eran los reactivos limitantes en cada reacción. En particular, 

utilizando Escherichia coli BL21 DE3 LbDERA C42M E78K C-His se obtuvo un 

rendimiento de 62% cuando el sustrato fue 2.i. En contraposición, y acorde con lo 

reportado en bibliografía, el empleo de 2.f y 2.i como sustratos no rindieron cantidades 

suficientes de los productos para ser purificados. 
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Cuando se utilizaron los sustratos 2.a – 2d y las células enteras de las bacterias 

recombinantes, no se produjo reacción. No obstante, al utilizar el ELC de ambas 

variantes se observó la formación de producto, pero al poco tiempo de reacción se 

degradó imposibilitando su análisis. Esto nos indicó que el problema no era la 

aceptación de los sustratos, sino que, al ser moléculas voluminosas, podrían existir 

problemas de transferencia de masas que impidan el paso del sustrato a través de la 

membrana de la célula. Para evitar las reacciones secundarias que pueden darse por 

las enzimas en el ELC y, por ende, la degradación de los productos, se decidió trabajar 

con enzima libre. Hasta el momento, solo fue posible realizar las reacciones utilizando 

PaDERA C49M C-His obteniendo resultados prometedores para todos los sustratos.  

Si bien se comprobó la formación de los productos 3.a – 3.d, el aislamiento de los 

productos no se pudo realizar correctamente, por lo que queda pendiente la optimización 

de la purificación y la confirmación estructural de todos los productos por RMN. 

Podemos decir entonces que estos biocatalizadores son adecuados para ser utilizados 

en la síntesis de estos productos.  
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6.4.    Conclusiones  

En este capítulo se demuestra que utilizando las dos variantes de DERA fue posible 

síntetizar 2,4,6- tridesoxi D-eritro-hexapiranosa 6-sustituidas, utilizando acetaldehído y 

diversos sustratos aceptores electrofílicos, entre ellos los derivados de bases 

nucleosídicas propuestos en esta Tesis.  

En una primera instancia, y acorde con los resultados previos, se llevaron a cabo 

biotransformaciones utilizando células enteras de Escherichia coli BL21 DE3 PaDERA 

C49M C-His y Escherichia coli BL21 DE3 LbDERA C42M E78K C-His, con buenos 

rendimientos para tres de los sustratos ensayados (cloroacetaldehído, propanaldehído 

y fenilacetaldehído).  

Es por esto último que se decidió probar con otras formas de biocatalizador ya 

ensayadas en los capítulos anteriores (ELC o enzima libre) con los restantes sustratos 

aldehídicos derivados de las bases nitrogenadas (2a – 2d). Debido a que estos 

compuestos son estructuralmente similares a moléculas comunes del metabolismo de 

las células, el empleo de ELC no brindó buenos resultados. Sin embargo, cuando se 

empleó la enzima libre, se lograron sintetizar los productos 3.a - 3.d, restando la 

optimización de las condiciones de reacción que permita el escalado de la misma a fin 

de realizar los estudios estructurales correspondientes.  

La metodología empleada resulta novedosa en cuanto a la síntesis de estatinas, ya 

que la cadena lateral, al construirse a partir del sustrato conteniendo el heterociclo, se 

evitan acoplamientos posteriores que conducen a procesos menos productivos.   
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7.1. Introducción  

Como hemos mencionado anteriormente, todas las estatinas poseen una cadena 

lateral quiral, en forma de lactona o hidrolizada, que le confiere actividad biológica 

(figura 7.1). Esta cadena lateral 3,5-dihidroxiheptanoica puede ser obtenida a partir de 

la oxidación de los hemiacetales cíclicos obtenidos por adición aldólica catalizada por 

DERA.  

 

 

Figura 7. 1: Estructura general de las estatinas. En azul se muestra la cadena quiral conservada. 

 

Una vez obtenidas las lactonas correspondientes, para continuar hacia la síntesis de 

las super-estatinas, es necesario que se hidrolice y se protejan adecuadamente los 

grupos hidroxilo para el ensamblaje de la cadena lateral con el heterociclo, como se 

ejemplifica en la figura 7.2.1  

 

Figura 7. 2: Síntesis de Atorvastatina y Rosuvastatina. a) NaCN, DMF, 5% H2O, 40ºC, 16 h; b) 
Dimetoxipropano, DMF, H2SO4, seguido de trimetilsilil diazometano; c) NaOH, H2O, 40ºC, 16 h 

 

Existen varias metodologías, químicas y biocatalizadas, ya descriptas en bibliografía, 

para realizar la oxidación del hemiacetal cíclico a lactona. Una de las primeras 

reacciones químicas para oxidar el oxhidrilo del carbono anómerico, fue llevada a cabo 
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por Lee en la década de los 80s.2 Esta metodología utilizaba N-iodosuccinimida/ yoduro 

de tetrabutilamonio para oxidar TDHP a la correspondiente lactona a temperatura 

ambiente. Posteriormente, Rajagopal y colaboradores3 desarrollaron una metodología 

que incluía el empleo de RuCl2(PPh3)3 como catalizador de transferencia de electrones 

desde glucosa a ciclohexanona, produciendo así la correspondiente lactona 

(gluconolactona) y ciclohexanol como subproducto (figura 7.3). Sin embargo, las 

condiciones experimentales involucraban temperaturas elevadas (100ºC) y el empleo 

de una atmosfera de N2, lo que hacía que las reacciones no fueran sustentables.  

 

 

Figura 7. 3: Oxidación del glucosa empleando RuCl2(PPh3)3 como catalizador. 

 

En un caso similar, la oxidación publicada por Wong y Gijsen4 implicaba una reacción 

con bromo y carbonato de bario, con buenos resultados a escala laboratorio en la 

oxidación de TDHP. Sin embargo, el costo y la toxicidad del bromo imposibilitarían su 

uso en un proceso a gran escala.  

Debido a que la mayoría de las metodologías antes descriptas no son posibles de 

aplicar en procesos industriales, las oxidaciones más actuales proporcionan métodos 

fácilmente escalables y menos contaminantes. Por ejemplo, Greenberg y 

colaboradores,1 identificaron un método económico para la oxidación selectiva de 6-

cloro-2,4,6-tridesoxi D-eritro-hexapiranosa a la correspondiente lactona utilizando 

hipoclorito de sodio acuoso (lavandina) y ácido acético. Debido a que la lactona es un 

sólido cristalino, la purificación se realizó por recristalización, dando un producto con 

una alta pureza enantio- y diasteromérica.  

En una metodología más reciente, Ošlaj y colaboradores5 emplearon hipoclorito de 

calcio para reemplazar la solución acuosa de hipoclorito de sodio, de esta forma se evita 

la incorporación de un volumen grande de agua que dificulta la purificación posterior de 

la lactona. Adicionalmente, esta metodología resultó innovadora debido a que la 
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oxidación se realizó directamente en el sobrenadante del medio de reacción sin el 

aislamiento del lactol, dando como resultado un rendimiento elevado, 84%, para la 

oxidación de acetiloximetil lactol (figura 7.4).  

 

 

Figura 7. 4: Oxidación de acetiloximetil lactol, empleando hipoclorito de calcio 

 

En cuanto a las metodologías biocatalíticas, hasta el momento solo dos enzimas 

pertenecientes al grupo de las oxidorreductasas fueron empleadas para la oxidación 

regioselectiva de 2,4,6-tridesoxihexopiranosas 6-sustituidas. Estas enzimas catalizan 

oxidaciones o reducciones, mediante la transferencia de electrones, o la incorporación 

de Oxígeno desde O2 o H2O2, empleando en general co-sustratos o cofactores. Ciertos 

cofactores actúan como co-sustratos y se consumen de manera equimolar.6 Debido a 

esto último, cuando se emplean enzimas aisladas es necesario desarrollar un sistema 

para su regeneración, puesto que, de otra forma, haría al proceso económicamente 

desfavorable.7 

Una de las oxidorreductasas estudiadas en la oxidación de lactoles fue Glucosa 

deshidrogenasa, la cual se expresó en Escherichia coli como una proteína de 

membrana.8 Estas células enteras recombinantes fueron utilizadas en la oxidación de 

acetiloximetil lactol. Debido a que el cofactor de la enzima es pirroloquinolin quinona 

(PQQ), el cual tiene un costo elevado, fue necesario incluir un sistema para su 

regeneración. Esto último, sumado a la baja expresión obtenida de glucosa 

deshidrogenasa, hicieron que esta metodología no pueda ser empleada en una escala 

industrial.  

A diferencia de lo ocurrido con PQQ, el empleo de cofactores como NADH o NADPH 

es un poco más barato, pero principalmente más fácil de regenerar. Por lo tanto, Jiao y 

colaboradores,9 sobre-expresaron la enzima aldehído deshidrogenasa de 

Lodderomyces elongisporus, dependiente de NAD(P)H para llevar a cabo la oxidación 
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de 6-cloro-2,4,6-tridesoxi D-eritro-hexapiranosa, acoplado a un sistema de regeneración 

con NAD(P) oxidasas (SmNOX), obteniendo conversiones mayores a 95% (figura 7.5). 

 

 

 

Figura 7. 5: Oxidación de 6-cloro-2,4,6-trideoxi D-eritro-hexapiranosa  empleando aldehído 

deshidrogenasa.  

 

En este capítulo se describe la oxidación de los compuestos obtenidos en los 

capítulos 5 y 6, llevada a cabo químicamente basándose en la metodología propuesta 

por Ošlaj y colaboradores.5 
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7.2. Materiales y métodos  

Los reactivos analíticos y los sustratos fueron adquiridos en Sigma Aldrich. Los 

solventes orgánicos utilizados fueron de Sintorgan. Los componentes del medio de 

cultivo fueron de Britania y Biopack. 

El medio de cultivo empleado fue LB-Kana 

7.2.1. Oxidación química  

La reacción se llevó a cabo en un volumen final de 4 ml, conteniendo 15% p/v de 

pellet bacteriano (Escherichia coli BL21 DE3 conteniendo PaDERA C49M C-His) en 

buffer fosfato de potasio 100 mM pH 7 y 500 mM de acetaldehído o 200 mM de 

acetaldehído y 100 mM de 3.f, 3.g y 3.i. Al cabo de 24 h, la reacción se centrifugó a 

9000 rpm durante 5 minutos. Al sobrenadante se le agregó 1,4 g de NaCl y se dejó 

agitando a temperatura ambiente hasta disolución completa de la sal. Posteriormente, 

se agregaron 1,4 ml de acetato de etilo y se dejó en baño de hielo. En un tiempo total 

de 3 h se agregó 640 mg de Ca(ClO)2. La reacción se continuó por 2 h más. Se tomaron 

muestras cada hora. El acetato de etilo se evaporó y la fase acuosa resultante se filtró 

utilizando celite y se lavó con agua destilada. La solución acuosa filtrada se extrajo con 

CH2Cl2, se concentró y se conservó para su análisis.  

7.2.2. Análisis de la reacción 

7.2.2.1. Análisis por CCD  

Las muestras se analizaron CCD sobre placa de sílica gel (con un soporte de 

aluminio) con un indicador F254 (Merck), usando como fase móvil acetato de etilo: éter 

de petróleo, 10:90 (v/v). Las placas se revelaron mediante exposición a ácido sulfúrico 

al 5% en etanol y posterior calentamiento.  
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Tabla 7. 1: Rf correspondiente a las lactonas sintetizadas. 

Lactona Rf 

TDHP 0,8 

3.e 0,07 

3.g 0,22 

3.i 0.16 

 

7.2.2.1. Análisis por GC-FID  

Se empleó un cromatógrafo gaseoso (Thermo Trace 1300) acoplado a un detector 

de llama (CG-FID). Se empleó con una columna TRACE TR-5MS (0,25 µm, 0,25 mm, 

30 m). Las condiciones de corrida fueron: temperatura del inyector 200°C, temperatura 

de la columna: 5 minutos a 50°C, un gradiente de 10°C/min hasta 250°C y 5 minutos a 

250°C. El tiempo total de corrida fue 21 min. Volumen de inyección 1 µl, split: 1:50, 

calentador: 280°C. Tr TDHP= 13,9 min; Tr Lactona= 9,5 min 

7.2.2.2. Análisis por RMN 

Para los experimentos de 1H-RMN se utilizó un equipo Avance Neo 500 (Bruker) a 

500 MHz. Para los experimentos de 13C-RMN se utilizó un equipo Avance II 500 

(Madison, WI, EE.UU.) a 126 MHz. Las soluciones se prepararon disolviendo el 

compuesto en 700 µL de CDCl3.  

(4R,6R) 4-Hidroxi-6-metiltetrahidro-2H-piran-2-ona 

 

1H-RMN (500 MHz, Cloroformo-d) δ 4.16 – 4.12 (m, 1H), 3.78 – 3.70 (m, 1H), 1.86 – 

1.81 (m, 1H), 1.70 – 1.41 (m, 3H), 1.27 (dd, J = 4.3, 2.9 Hz, 3H). 

13C-RMN (126 MHz, CDCl3) δ 171.25, 65.01, 64.04, 37.68, 35.29, 28.68. 
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7.3. Resultados y discusión 

Debido a que los verdaderos sintones quirales de las estatinas son las lactonas, en 

este último capítulo se describe el trabajo realizado en cuanto a la oxidación de los 

hemiacetales cíclicos empleando la reacción con hipoclorito de calcio ya descripta en 

bibliografía.5 Por una cuestión de practicidad se decidió iniciar con  TDHP como  sustrato 

modelo para poner a punto las técnicas de purificación y aislamiento del producto. 

Posteriormente, el estudio de extendió a los sustratos 3.e, 3.g y 3.i obtenidos en el 

capítulo 6, los cuales fueron oxidados en las mismas condiciones de reacción (figura 

7.6).  

 

 

 

Figura 7. 6: Oxidación de lactoles.  

 

Debido al cierre del laboratorio por las medidas sanitarias tras la pandemia de 

Covid19, la oxidación de los lactoles 3a - 3d aún sigue en proceso. Una de las limitantes 

afrontadas fue la baja producción de los lactoles, por lo cual todavía se siguen 

optimizando las reacciones de síntesis para obtener cantidad suficiente de sustrato de 

partida y oxidar a las correspondientes lactonas de interés.  

7.3.1. Oxidación de TDHP  

Como mencionamos anteriormente, se utilizó TDHP como sustrato modelo. En 

primer lugar, se realizó la síntesis de TDHP descripta en el capítulo 5 utilizando 500 

mM de acetaldehído y células enteras del biocatalizador. Al cabo de 24 h, se separó el 

pellet bacteriano del sobrenadante mediante centrifugación.  
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A dicho sobrenadante se le agregó Ca(ClO)2, sin necesidad de aislar el lactol. Esto 

favorece al rendimiento ya que evita los pasos de purificación. Debido a que la reacción 

es exotérmica, la incorporación de este compuesto se realizó en baño de hielo y de a 

porciones, tomando muestras regularmente. En el análisis por CCD de la reacción se 

observó la desaparición completa de TDHP a las 5 h y la aparición de una señal de 

mayor Rf (figura 7.7).  

 

 

Figura 7. 7: CCD de la lactona correspondiente a la oxidación de TDHP. 

 

Adicionalmente, se realizó el análisis mediante GC-FID (figura 7.8). En el 

cromatograma se puede observar una señal mayoritaria de menor tiempo de retención 

que TDHP que correspondería a la lactona.  
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Figura 7. 8: GC-FID de la lactona correspondiente a la oxidación de TDHP. 

 

El producto se aisló tal como se describe en la bibliografía5 obteniéndose 7 mg del 

compuesto, lo cual implica un rendimiento de 23,3% respecto de la cantidad de 

acetaldehído inicial. Posteriormente su estructura fue identificada por técnicas 

espectroscópicas.  

En la figura 7.9 se muestra el espectro 13C-RMN, donde se evidencia la señal 

correspondiente al carbono carbonílico (C1) en 171,25 ppm, demostrando que TDHP se 

oxidó. También se pueden observar las señales de 95 ppm y 92 ppm, entre otras, 

correspondientes al lactol (TDHP) aunque en bajas proporciones. En el espectro de 1H-

RMN de la figura 7.10, se puede observar que señales concuerdan con la formación de 

la lactona, aunque observa, similar a lo ocurrido en el espectro 13C-RMN, al H del C-1 

del TDHP. Esto nos indica que, el método de purificación no fue eficiente y debe seguir 

poniéndose a punto para la eficiencia del resto de las reacciones. Las señales se 

asignaron de acuerdo a lo reportado por bibliografía.5   
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Figura 7. 9: 13C-RMN: correspondiente a la oxidación de TDHP. Flechas señalando señales 

correspondientes al remanente de TDHP  

 

 

Figura 7. 10: 1H-RMN: correspondiente a la oxidación de TDHP. Flecha señalando la señal 

correspondiente a TDHP 
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7.3.2. Oxidación de 3.e, 3.g y 3.i  

Debido a los resultados prometedores empleando esta metodología, se procedió a 

realizar la oxidación con Ca(ClO)2 del hemiacetal derivados del sustrato 3e, 3g o 3i. Una 

vez sintetizados los lactoles correspondientes, al medio de reacción sin purificar se le 

agrego el agente oxidante tomando alícuotas a distintos tiempos controlando la 

desaparición total del sustrato y la aparición del producto. En la figura 7.10 se pueden 

observar el tiempo inicial de las reacciones y luego de 5 h de reacción. Aunque el 

resultado de las oxidaciones fue favorable, el producto de la reacción aún no ha podido 

aislarse para su análisis por RMN. 

 

 

Figura 7. 11: CCD correspondientes a las oxidaciones de 3.e, 3.g y 3.i. 

 

 

  



Capítulo 7: Oxidaciones 

 
 

264 
 

(Esta página se ha dejado en blanco intencionalmente)       

 

 

  



Capítulo 7: Oxidaciones 

 
 

265 
 

7.4. Conclusiones 

Realizando la reacción de oxidación con Ca(ClO)2 se pudo obtener la lactona 

derivada de TDHP, cuya formación fue confirmada por RMN. Si bien aún se sigue 

optimizando la metodología empleada, al extender la aplicación a varios de los lactoles 

sintetizados en el capítulo 6 de esta Tesis se dieron indicios de la formación de las 

correspondientes lactonas. Actualmente, se aguardan los análisis por RMN para 

confirmar los productos de oxidación obtenidos.  

Si bien debido a los retrasos causados por la emergencia sanitaria COVID 19, aún 

no se han obtenido las lactonas sustituidas con bases nitrogenadas (7.a - 7.d), 

compuestos potencialmente análogos de estatinas propuestos como objetivo de esta 

Tesis, los logros obtenidos con los demás sustratos y los ensayos preliminares nos 

alientan a continuar con la metodología empleada y nos auguran un resultado exitoso.  
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Conclusiones generales 

El trabajo realizado, expuesto en los distintos capítulos de esta Tesis, ha permitido 

cumplir con los objetivos propuestos, la obtención de 2-desoxirribosa-5-fosfato (DR5P) 

como intermediario en la síntesis de nucleósidos con actividad antitumoral o antiviral, 

como así también la síntesis de derivados de bases nucleosidicas como novedosos 

compuestos para ser testeados como fármacos con actividad anticolesterolémica. En 

ambos casos, se empleó una estrategia quimioenzimática utilizando biocatalizadores 

basados en 2-desoxirribosa-5-fosfato aldolasa (DERA). 

En primer lugar, DERAs pertenecientes a Pectobaterium atrosepticum y Lactobacillus 

brevis fueron sobre-expresadas y/o modificadas genéticamente con el fin de aumentar 

la tolerancia a concentraciones elevadas de acetaldehído. Las variantes de DERA 

fueron obtenidas gracias a una colaboración con el grupo de investigación a cargo del 

Prof. Ulf Hanefeld (Universidad Tecnológica de Delft, Países Bajos) en el marco de un 

Proyecto de la Unión Europea (ERACo BioDiMet) del cual fui una de las estudiantes de 

doctorado participante. Se obtuvieron cuatro variantes de DERA de Pectobacterium 

atrosepticum: PaDERA N-His, PaDERA C-His, PaDERA C49M C-His y PaDERA AA C-

His. Adicionalmente, se obtuvo de dicha colaboración otra DERA perteneciente a 

Lactobacillus brevis sobre-expresada y modificada genéticamente para aumentarle no 

solo la resistencia a acetaldehído sino también su estabilidad.  

La puesta a punto de la expresión y purificación de cada enzima se realizó en el 

marco de una pasantía de investigación en el Instituto de Investigaciones Médicas Dr. 

Alfredo Lanari bajo la supervisión del Dr. Claudio Pereira. La determinación de la 

concentración de enzima obtenida luego de la optimización, como así también de la 

actividad enzimática nos permitió seleccionar tres de las variantes caracterizadas como 

fuentes de DERA para emplear en esta Tesis: PaDERA N-His, PaDERA C49M C-His y 

LbDERA C42M E78K C-His. Los resultados más notables fueron los obtenidos para 

PaDERA C49M C-His, cuya expresión y actividad fueron de 0,98 mg/ml y 28,9 U/mg, 

respectivamente. Esto corresponde a un 50% más de expresión que las otras dos 

variantes analizadas y, a la vez, esta enzima resultó ser 2 veces más activa que 

PaDERA N-His y 4 veces más activa que LbDERA C42M E78K C-His.  
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Los biocatalizadores antes descritos fueron inicialmente evaluados para la síntesis 

de DR5P a partir de acetaldehído y gliceraldehido-3-fosfato (G3P) o glucosa. Estos 

biocatalizadores fueron empleados en tres formatos: enzima libre, extracto libre de 

células (ELC) o células enteras, siendo esta última seleccionada para continuar con las 

biotransformaciones. Utilizando células enteras, se obtuvieron conversiones mayores al 

90% para las tres variantes de DERA cuando el sustrato de la reacción fue G3P. Cuando 

se empleó glucosa como sustrato se obtuvieron rendimientos mayores al 20% al 

emplear PaDERA N-His y LbDERA C42M E78K C-His. Sin embargo, uno de los 

resultados que llamó la atención en esta reacción fue que la variante Escherichia coli 

BL21 DE3 PaDERA C49M C-His produjo una conversión despreciable de DR5P. Debido 

a los valores altos de actividad y de expresión y a las pruebas realizadas, se puede 

presumir una inhibición de la enzima por glucosa, hipótesis que requerirá de pruebas 

bioinformáticas que avalen el trabajo experimental realizado.  

Por otro lado, el empleo de DERA como biocatalizador permitió llevar a cabo una 

adición aldólica secuencial empleando acetaldehído como único sustrato, generando 

2,4,6-tridesoxi D-eritro-hexapiranosa (TDHP), el cual resulta muy útil como precursor en 

la síntesis de la cadena lateral de fármacos tipo estatinas. Dado que la síntesis de TDHP 

utilizando células enteras no se encuentra ampliamente reportada en bibliografía, se 

decidió buscar las condiciones apropiadas para obtener dicho compuesto en cantidades 

suficientes para seguir con el resto de los ensayos planificados. Empleando Escherichia 

coli BL21 DE3 PaDERA C49M C-His y Escherichia coli BL21 DE3 LbDERA C42M E78K 

C-His en condiciones estándar se obtuvieron rendimientos del 75% y 62%, 

respectivamente; un poco más de 10 veces del rendimiento obtenido al emplear 

Escherichia coli BL21 DE3 PaDERA N-His. Este resultado era de esperarse debido a 

que PaDERA N-His no posee mutaciones que hagan a la enzima más tolerante a 

acetaldehído y como consecuencia no fue tomada en cuenta para seguir con el resto de 

las biotransformaciones. Se determinaron como condiciones óptimas de reacción para 

Escherichia coli BL21 DE3 PaDERA C49M C-His y Escherichia coli BL21 DE3 LbDERA 

C42M E78K C-His, 500 mM de acetaldehído y 24 h de reacción, con las cuales se obtuvo 

un 100% de conversión a TDHP. Similares condiciones de reacción se emplearon para 

posteriormente llevar a cabo las síntesis de TDHP 6-sustituidas, empleando distintos 

aldehídos - comerciales o sintetizados a partir de bases nitrogenadas - como sustratos 

electrofílicos en la reacción con acetaldehído catalizada por DERA.  
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En la primera etapa se llevaron a cabo las biotransformaciones con células enteras 

de Escherichia coli BL21 DE3 PaDERA C49M C-His y Escherichia coli BL21 DE3 

LbDERA C42M E78K C-His, empleando sustratos comerciales. Al utilizar 

fenilacetaldehído, cloroacetaldehído y propanaldehído ambos biocatalizadores 

catalizaron la adición aldólica con rendimientos mayores al 15% para la mayoría de las 

reacciones. Sin embargo, benzaldehído y dimetoxiacetaldehído no reaccionaron. 

Con el fin de preparar los nuevos derivados conteniendo bases nucleosídicas, en una 

primera instancia se llevó a cabo la síntesis de los sustratos aldehídicos adecuados a 

partir de las bases nitrogenadas: adenina, citosina, timina y benzimidazol. Debido a la 

analogía que presentan estos sustratos con las bases nitrogenadas naturales, la 

reacción con células enteras no fue eficiente, por lo que se decidió realizar la reacción 

la síntesis empleando PaDERA C49M C-His y LbDERA C42M E78K C-His como 

enzimas libres. De esta forma, se lograron obtener los respectivos productos de cada 

uno de los derivados aldehídicos de las bases nitrogenadas, cuya síntesis se verificó 

por HPLC-MS. Llegado a este punto, y debido al contexto de la pandemia de Covid-19, 

la obtención de cantidades suficientes de producto puro necesario para realizar los 

análisis por RMN se vió frenada y actualmente se continúa trabajando en esa dirección 

teniendo resultados preliminares muy favorables. Es importante destacar que esta 

metodología de sintetizar nuevos análogos de estatinas es novedosa debido a que, 

hasta donde alcanza nuestro conocimiento, no existen estrategias en las cuales el 

aldehído aceptor de DERA ya contenga el heterociclo, y la cadena lateral se construya 

a partir del mismo. Además, hasta el momento no existen reportes de estatinas 

conteniendo bases nucleosídicas como heterociclo, aun sabiendo que Eritadenina - un 

nucleósido acíclico - posee efectos anticolesterolémicos por lo que los compuestos 

obtenidos son moléculas nuevas.    

Por último, y para obtener la cadena lateral 3,5-dihidroxiheptanoica conservada y 

resonsable de la actividad farmacológica de las estatinas, es necesario oxidar el 

hemiacetal cíclico obtenido luego de la adición aldólica catalizada por DERA. En el final 

de esta tesis, se comenzaron a ensayar oxidaciones químicas de las TDHP 6-sustituidas 

empleando Ca(ClO)2 como agente oxidante. Hasta el momento solo se han obtenido 

resultados cualitativos de la presencia de las correspondientes lactonas las cuales 

también serían compuestos novedosos. Se planea continuar desarrollando en el 



Capítulo 8: Conclusiones generales 

 
 

274 
 

laboratorio tanto oxidaciones químicas como reacciones empleando biocatalizadores 
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