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Resumen 

Título: Estudio De Las Propiedades Bioelectroquímicas De La Peroxidasa De La Limonaria 

(Cymbopogon citratus) 

Autor: Ella Sofía Rodríguez Ortiz 

Palabras clase: peroxidasa, limonaria, biosensor, caracterización bioquímica. 

La detección electroquímica de H2O2 por medio de biosensores, particularmente los basados en 

la reducción catalítica por proteínas naturales como las peroxidasas, ha surgido como un método 

alternativo para la detección de dicho analito.  Por lo anterior, surge la necesidad de estudiar las 

propiedades bioelectroquímicas de peroxidasas (PODs) adaptables a estos dispositivos. En este 

trabajo fue extraída y parcialmente purificada la peroxidasa de limonaria (CYPOD) mediante 

reparto bifásico (ATP) con PEG 14% y (NH4)2SO4 10%, y ultrafiltración con amicones de 30 

kDa, obteniendo una actividad específica de 124,37 U/mg en el extracto final. 

La POD de limonaria fue caracterizada bioquímicamente para determinar su estabilidad a 

diferentes pH, encontrando que posee un rango de pH óptimo de 4,0 a 6,0. Estudios de 

termoestabilidad mostraron que de 40°C a 66°C mantiene el 80% de su actividad enzimática. Se 

estudió el efecto del pH y concentración de sustratos en la actividad de la CYPOD con guayacol, 

o-dianisidina, o-fenilendiamina y ABTS estimando las condiciones óptimas para estudiar la 

especificidad sustrática. 

Finalmente, se analizó la respuesta electroquímica de la CYPOD frente al peróxido de hidrógeno 

(H2O2) en electrodos serigrafiados de carbono modificados con óxido de grafeno (SPGE) por 

medio de voltamperometría cíclica (VC), comparando los extractos obtenidos del reparto bifásico 

(RB) y la ultrafiltración (UF). El sistema SPGE/CYPOD mejoró la reversibilidad del proceso 

redox de K3[Fe(CN)6], redujo el H2O2 a potenciales bajos (0,45 V para el RB y 0,43 V vs Ag/Cl 

para el UF) con una respuesta lineal en el intervalo evaluado (0,5 a 4 mM) y presentó un 

comportamiento quasi-reversible. Con estos resultados, alta estabilidad en un rango de pH y 

temperatura, respuesta lineal al peróxido de hidrógeno y favorecimiento del proceso de 

reducción, la peroxidasa de las hojas de limonaria demuestra tener alto potencial biotecnológico, 

en especial para los biosensores de H2O2. 
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Abstract 

Título: Study of bioelectrochemical properties of lemongrass (Cymbopogon citratus) 

peroxidase 

Autor: Ella Sofía Rodríguez Ortiz 

Palabras clase: peroxidase, lemongrass, biosensor, biochemical characterization. 

Hydrogen peroxide electrochemical detection by natural protein-based biosensors like 

peroxidases have arisen as an alternative method for the detection of this analyte. Therefore, there 

is an increasing interest in studying the bioelectrochemical properties of a variety of peroxidases 

that can be adapted to these devices. In this work peroxidase from lemongrass (Cymbopogon 

citratus) was extracted and partially purified through aqueous two-phase separation (ATP) with 

PEG 14% and (NH4)2SO4 10%, and ultrafiltration with 30 kDa amicon, achieving a specific 

activity of 124,37 U/mg for final extract. 

Peroxidase from lemongrass (CYPOD) was bioelectrochemically characterized to determine its 

pH stability, obtaining an optimum range from 4,0 to 6,0. Thermostability studies showed that 

CYPOD maintained activity over 80% between 40 °C and 66°C and that its inactivation constant 

k is 0,00898 min-1. Effect of pH and substrates concentration in CYPOD catalytic activity was 

studied with guaiacol, o-dianisidine, o-phenylenediamine and ABTS, and optimal conditions to 

study its substrate specificity were estimated. 

Additionally, CYPOD extract from the ultrafiltrated (UF) and ATP (RB) phase were deposited in 

screen printed electrodes modified with graphene oxide (SPGE) to analyse the response towards 

H2O2 with cyclic voltammetry. The SCPE/CYPOD electrode enhanced the reversibility of redox 

process of K3[Fe(CN)6], reduced H2O2 at low potentials (045 V for RB and 0,43 V vs Ag/Cl for 

UF) with a linear response in the studied range (0,5 to 4 Mm) and performed a quasi-reversible 

process. With this results, high stability in relative acidic conditions and large temperature range, 

linear response to hydrogen peroxide, and favoring of reduction process, peroxidase from 

lemongrass leaves proves its potential for biotechnological applications, specially, biosensing of 

H2O2 
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Introducción 

Las enzimas son catalizadores biológicos que regulan las transformaciones químicas 

en los organismos vivos, aceleran reacciones que en condiciones biológicas no se 

desarrollarían notoriamente, son específicas sobre los sustratos en que actúan y requieren 

condiciones particulares de pH y temperatura para funcionar óptimamente. Dentro de este 

grupo de enzimas se encuentran las PODs, las cuales son enzimas oxidorreductasas que 

catalizan la oxidación de sustratos por medio de la reducción de peróxido de hidrógeno 

(H2O2) o peróxidos orgánicos. Se destacan por sus notables propiedades redox que se han 

aplicado extensamente en biotecnología en áreas específicas como: la biodetección de 

analitos en muestras ambientales y biológicas, la biorremediación de ecosistemas acuáticos 

y la bioquímica clínica. 

Las peroxidasas se emplean en biosensores para la detección de diversos analitos 

entre los que destacan el glifosato, el peróxido de hidrógeno, algunos compuestos fenólicos 

y tintes textiles (Bódalo et al., 2006; Dave y Sanghvi, 2022; Octobre et al., 2024; Rodionov 

et al., 2016; Songa et al., 2009). También se ha demostrado su eficacia en la degradación de 

contaminantes en aguas residuales provenientes de industrias textiles, petroquímicas y 

farmacéuticas (Sellami et al., 2022; A. K. Singh et al., 2021). Además, son ampliamente 

usadas en kits de ensayos inmunoenzimáticos como los de detección del virus de 

inmunodeficiencia humana (VIH) y metabolitos como glucosa, etanol, ácido úrico, 

colesterol, triglicéridos, entre otros (Krainer y Glieder, 2015; Regalado et al., 2004). 

La peroxidasa de rábano picante (HRP) es la más usada comercialmente para la 

mayoría de las aplicaciones, en especial, los biosensores electroquímicos de peróxido de 

hidrógeno, debido a su alta actividad catalítica. Sin embargo, no es estable a pH extremo o 
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temperaturas elevadas y no soporta altas concentraciones de H2O2 (Chattopadhyay y 

Mazumdar, 2000; Wang et al., 2016). En la búsqueda de alternativas que puedan reemplazar 

o incluso superar la actividad biocatalítica de la HRP se ha aprovechado la biodiversidad de 

flora en Colombia para obtener y estudiar variedad de peroxidasas provenientes de fuentes 

vegetales como la de pasto de guinea (Panicum maximum), palma real (Roystonea regia), 

palma africana (Eleais guineensis) y batata (Ipomea batatas). En un estudio preliminar de 

peroxidasas en plantas tropicales, realizado por Sakharov y col. 1999, se encontró actividad 

peroxidasa significativa en las hojas de limonaria, sugiriendo que puede tener potencial en 

aplicaciones biotecnológicas. 

Por lo expuesto anteriormente, en este proyecto se extrajo la peroxidasa de las hojas 

de limonaria (Cymbopogon citratus), una nueva fuente vegetal de peroxidasa, para estudiar 

algunas de sus propiedades bioquímicas y evaluar su respuesta electroquímica frente al H2O2. 

El estudio se desarrolló en tres etapas, en la primera, se realizó la extracción y semi-

purificación de la peroxidasa; en la segunda, se llevó a cabo una caracterización bioquímica 

que abarcó el análisis de la estabilidad a diferentes pH, la termoestabilidad, la especificidad 

sustrática frente a guayacol, ABTS, o-dianisidina y o-fenilendiamina, y la determinación del 

peso molecular de la CYPOD por electroforesis. En la última etapa se caracterizó 

electroquímicamente, por medio de voltamperometría cíclica, la respuesta de la peroxidasa 

frente al peróxido de hidrógeno en electrodos serigrafiados de carbono modificados con 

óxido de grafeno. 
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1. Marco de Referencia 

A través de técnicas como difracción de rayos X y resonancia magnética nuclear 

(RMN) se ha estudiado la estructura de las peroxidasas. En 1980 fue analizada por primera 

vez la estructura de la peroxidasa citocromo c de la levadura y desde entonces ha sido una 

referencia para el análisis de otras proteínas de este tipo (Poulos et al., 1980). 

Aproximadamente 84% de las peroxidasas conocidas tienen un grupo prostético hemo, es 

decir hierro (III) protoporfirina IX y estas a su vez contienen a la clase III que son aquellas 

principalmente provenientes de plantas (Watanabe et al., 2010). Las peroxidasas vegetales a 

pesar de tener un bajo nivel de homología entre sí en su secuencia de aminoácidos mantienen 

estrecha relación en cuanto a su estructura secundaria (Banci, 1997; El Ichi et al., 2011). 

Además, en su sitio activo comúnmente presentan iones de calcio y contienen en su mayoría 

α-hélices y cuatro enlaces disulfuro, los cuales estabilizan la estructura tridimensional de la 

enzima (Figura 1). 

En la base de datos de oxidorreductasas RedOxiBase (RedOxiBase, 2024) reposan las 

secuencias de más de 8000 peroxidasas de origen vegetal cuya clasificación por familia 

taxonómica se presenta en la Figura 2. Algunas de estas se han estudiado para evaluar su 

aplicación en diferentes ámbitos, en los últimos años se han caracterizado peroxidasas en las 

hojas de Cedrela fissilis(Fritzke et al., 2020), el rábano Raphanus Sativus (Saikia et al., 

2022), el jengibre Zingiber officinale (El-Khonezy et al., 2020) y las plantas de Abelmoschus 

esculentus (Ali y Shaker, 2023) y Lepidium sativum (Altay et al., 2018). 

Los biosensores electroquímicos han basado su funcionamiento en diversas 

peroxidasas de plantas, aprovechando sus propiedades de oxidación-reducción. Entre las 

enzimas más estudiadas para esta aplicación se encuentran la peroxidasa de rábano picante 
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(HRP) y la de cáscara de soya (SBP). La peroxidasa de las hojas de pasto de guineo (Panicum 

maximum) se evaluó para ser utilizada en biosensores de H2O2 y presentó una alta estabilidad 

térmica, condiciones óptimas de pH 8.0 y 66°C y un límite máximo de cuantificación de 3.5 

mM (Centeno et al., 2017).  En la Tabla 1 se resumen algunos de los últimos estudios que se 

han realizado para la detección de peróxido de hidrógeno con biosensores electroquímicos 

usando peroxidasas de plantas. 

Figura 1 

Estructura tridimensional de la peroxidasa de palma real (Roystonea regia) 

 

Nota. Figura 3(a) de Watanabe L. et. al., (2010). 

(Sakharov et al., 1999) determinó la actividad enzimática de algunas peroxidasas 

encontradas en plantas tropicales de la región de Santander, entre ellas la limonaria 

(Cymbopogon citratus) y encontró que la enzima presente en sus hojas exhibe una actividad 

enzimática de 290 U/g hoja. 
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Figura 2 

Superfamilias de peroxidasas de clase III 

 

Nota. Gráfica de elaboración propia con información encontrada en la Figura 1(E) de 

Cleverson et. al., (2024). 

Tabla 1 

Biosensores electroquímicos para detección de H2O2 con peroxidasas 

Fuente de la peroxidasa 
Rango lineal 

[µM] 

Límite de 

detección 
Referencia 

Raíz de rábano picante 

(Armoracia rusticana) 
0.175 a 6.125 58 nM 

(Tamborelli et al., 

2024) 

Hojas de Mastuerzo 

(Lepidium sativum) 
0.2 a 10 70 nM (Caglar et al., 2021) 

Cáscara de soya (Glycine 

max) 
20 a 100 0.19 µM 

(Bhapkar et al., 

2023) 

Hojas de tabaco (Nicotiana 

tabacum) 
6 a 900 1.8 µM (Ciogli et al., 2021) 

Hojas de pasto guinea 

(Panicum maximum) 
100 a 3500 84 µM (Centeno et al., 2017) 

Hojas de palma real 

(Roystonea regia) 
100 a 5000 87 µM 

(Villamizar et al., 

2016) 

 

2021
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2. Marco teórico  

7.1 Enzimas  

Las enzimas son catalizadores biológicos, en su gran mayoría proteínas, que regulan 

transformaciones químicas y procesos de conversión de energía en seres vivos. Las enzimas 

son importantes por su poder catalítico, debido a que pueden llegar a aumentar la velocidad 

de las reacciones hasta en un millón de veces, reacciones que en condiciones biológicas se 

desarrollarían muy lentamente. Además, presentan alta especificidad, es decir, que una 

enzima actúa solo sobre algunas reacciones o sustratos estrechamente relacionados (Nelson 

y Cox, 2009; Stryer et al., 2012). 

La actividad catalítica de la mayoría de las enzimas depende de un cofactor que 

facilita la catálisis de las reacciones y este puede ser un ion inorgánico o una pequeña 

molécula orgánica (coenzima). Según la reacción que catalizan, las enzimas se clasifican en 

seis grupos principales presentados en la Tabla 2. 

2.1 Oxidorreductasas 

Son enzimas que catalizan la transferencia de electrones de un sustrato a otro. En las 

reacciones que catalizan, el sustrato oxidado se identifica como donador de electrones, en 

contraste, el sustrato reducido es el aceptor de electrones. Hay 26 subclases de las 

oxidorreductasas diferenciadas con base en las moléculas aceptoras o donadoras sobre las 

que actúan (ExplorEnz - the Enzyme Database, 2024). 

Algunas categorías reconocidas son las oxidasas, que utilizan el O2 como aceptor de 

electrones (Motoyama et al., 2022); las deshidrogenasas, que transfieren hidrógenos en 
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reacciones reversibles (Zhao y Kaldis, 2022); las oxigenasas, las cuales introducen oxígenos 

en los sustratos sobre los que actúan (Song et al., 2022); y las peroxidasas, cuyo aceptor de 

electrones es el peróxido de hidrógeno o los hidroperóxidos.  

Tabla 2  

Clasificación de las enzimas según la reacción que catalizan. Tomado de Nelson (2009, p. 

185) 

Nombre de la clase Tipo de reacción catalizada 

Oxidorreductasas Transferencia de electrones (iones hidruro o átomos de H). 

Transferasas Transferencia de grupos. 

Hidrolasas 
Reacciones de hidrólisis (transferencia de grupos funcionales al 

agua). 

Liasas 
Adición de grupos a dobles enlaces, o formación de dobles 

enlaces por eliminación de grupos. 

Isomerasas 
Transferencia de grupos dentro de moléculas dando formas 

isoméricas. 

Ligasas 

Formación de enlaces C-C, C-S, C-O y C-N mediante 

reacciones de condensación acopladas a la rotura de ATP o a un 

cofactor similar. 

 

2.2 Peroxidasas 

Las peroxidasas (EC 1.11.1) son una familia de enzimas que hacen parte de las 

oxidorreductasas. Se encuentran en organismos de todos los reinos conocidos y tienen un 

peso molecular entre 30000 y 150000 Da. Catalizan la oxidación de sustratos (AH2) 
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orgánicos e inorgánicos como fenoles, aminas aromáticas, hidrocarburos aromáticos 

policíclicos, compuestos azoicos (Elmetwalli et al., 2023; Ivanec-Goranina, 2024; Yoo et al., 

2022), entre otros, usando el peróxido de hidrógeno o hidroperóxidos orgánicos como aceptor 

de electrones de acuerdo con la siguiente ecuación: 

2AH2 + H2O2 → 2●AH+ 2H2O (1) 

En las plantas, las peroxidasas cumplen funciones elementales (Freitas et al., 2024): 

• Regulan el metabolismo de especies reactivas de oxígeno (ROS) evitando el estrés 

oxidativo. 

• Biosintetizan las proteínas de las paredes celulares siendo las enzimas más 

abundantes en las células para esta función. 

• Participan en el crecimiento de las plantas por su papel esencial en el metabolismo de 

auxinas. 

• Forman una parte crucial del sistema de defensa vegetal ante estrés biótico y abiótico. 

2.2.1 Clasificación de las peroxidasas 

Las peroxidasas se clasifican inicialmente con base en la presencia o ausencia de un 

grupo hemo en su núcleo, las peroxidasas no hemo contienen en cambio selenio, vanadio o 

flavín en su sitio activo. Una siguiente división las discrimina en seis superfamilias para el 

caso de las hemo y cinco para el caso de las no hemo (Figura 3). 

A su vez las peroxidasas hemo no animales se dividen en tres clases dependiendo del 

organismo del que provienen. Las de clase I no tienen puentes disulfuro, iones de calcio, ni 
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péptidos terminales que faciliten su secreción a diferencia de las clases II y III. En la Tabla 3 

se resumen algunas características y ejemplos de cada clase. 

Figura 3 

Clasificación filogenética de las peroxidasas 

 

Tabla 3  

Clasificación de las peroxidasas hemo no animales 

Clase Origen Características Ejemplos 

I 

Intracelulares en 

plantas, hongos y 

procariotas 

No están glicosiladas ni tienen 

iones de calcio o puentes 

disulfuro 

Citocromo C peroxidasa 

(CcP), catalasa 

peroxidasa, ascorbato 

peroxidasa  

II 
Extracelulares en 

hongos 

Están relacionadas con la 

degradación de lignina 

Lignina peroxidasa 

(LiP), manganeso 

peroxidasa (MnPs) 

III 
Extracelulares en 

plantas 

Pueden tomar una ruta de 

reacción diferente de a la 

peroxidativa llamada 

hidroxílica 

HPR, SBP, peroxidasa 

de limonaria 
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2.2.2 Ciclo catalítico 

El mecanismo de reacción de las peroxidasas hemo es una oxidación con 

transferencia de dos electrones. Un proceso en común para todas las peroxidasas de este tipo 

es la formación del Compuesto I, un complejo catiónico radicalario oxo-ferril. Sin embargo, 

a partir de este compuesto la reacción puede tomar diferentes rutas dependiendo del sustrato 

presente (Gamenara et al., 2012). Por eso, se enfocará la explicación del mecanismo 

peroxidativo, el cual es el más recurrente en las reacciones con peroxidasas. El proceso se 

desarrolla en los siguientes tres pasos (Longoria et al., 2010; Poulos, 2014). 

1) Fe3+R + H2O2 → Fe4+=O R●+ + H2O 

                                         Compuesto I 

2) Fe4+=O R●+ + AH2 → Fe4+=O R + ●AH 

 Compuesto II 

3) Fe4+=O R + AH2 → Fe3+ R + ●AH + H2O 

1. Formación del Compuesto I: El H2O2 se enlaza al ion de hierro (Fe3+) desde uno 

de los oxígenos y se forma un complejo hierro-peróxido con tiempo de vida extremadamente 

corto, a veces llamado Compuesto 0, seguidamente, el enlace entre oxígenos y entre el O1-H 

sufre una ruptura heterolítica y a su vez la porfirina (o residuo aminoácido en algunas 

peroxidasas) transfiere un electrón para formar un doble enlace FeIV=O. Este paso da como 

productos una molécula de agua y el Compuesto I, un complejo oxo-ferril hemoradical 

catiónico: (FeIV=O)R●+. 
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Figura 4 

Mecanismo catalítico de las peroxidasas hemo 

 

Nota. Gráfica de elaboración propia con información de Gamenara D. (2012) y Torres y 

Ayala (2010) 

2. Formación del Compuesto II: En este paso una molécula de sustrato reduce el 

catión de porfirina dando como resultado el Compuesto II (FeIV=O)R y una molécula de 

sustrato oxidado. 

3. Retorno de la enzima nativa: Finalmente otra molécula de sustrato reduce al 

Compuesto II liberando una segunda molécula de agua, otra molécula de sustrato oxidada y 

regresa la peroxidasa a su estado nativo. Los dos radicales del sustrato pueden experimentar 

diferentes reacciones. 
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2.3 Propiedades moleculares de las peroxidasas 

La actividad biológica y funcionalidad de una enzima es su capacidad para inducir 

una reacción química, y esta depende de la estructura de la proteína, como esta es sensible a 

la temperatura, pH y concentración de sal del medio en el que se encuentra, las peroxidasas, 

al ser enzimas, también son susceptibles a cambios por las condiciones del ambiente. De esta 

manera, las enzimas también tienen condiciones óptimas en las que alcanzan su mayor 

actividad catalítica. 

2.3.1 Estabilidad en pH 

El pH indica la cantidad de iones hidronio presentes en una solución. Ante los 

cambios de pH, los aminoácidos que componen el sitio activo de las peroxidasas se protonan 

o desprotonan dependiendo de su naturaleza, cambiando así su estado de ionización y esto 

puede afectar el enlace con el sustrato y su catálisis (Stryer et al., 2012). En el análisis de la 

actividad de las peroxidasas a diferente pH se ha evidenciado que cada una tiene rangos de 

pH óptimos distintos, independientemente de su clase, pero normalmente se encuentran entre 

pH 4,5 y 7,0 (Alneyadi et al., 2018; Saud Al-Bagmi et al., 2019). 

2.3.2 Estabilidad en temperatura 

Aumentar la temperatura del medio en el que una enzima cataliza un sustrato facilita 

que se alcance la energía de activación, acelerando así la reacción hasta un punto de máxima 

actividad. Sin embargo, seguir incrementando la temperatura genera la desnaturalización de 

la enzima. Las peroxidasas, en comparación con otras enzimas, ostentan una alta estabilidad 

térmica debido a la gran cantidad de residuos de cisteína, los enlaces disulfuro, los iones de 
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calcio y la extensa red de puentes de hidrógeno que conforman su estructura (Chattopadhyay 

y Mazumdar, 2000; Deepa y Arumughan, 2002). 

2.4 Electroforesis 

La electroforesis en gel de poliacrilamida con dodecilsulfato de sodio, o SDS-PAGE, 

es una técnica usada para separar mezclas de proteínas según su relación carga/masa al 

hacerlas desplazar a través de un campo eléctrico (Nelson y Cox, 2009). El SDS, un 

detergente aniónico, desnaturaliza la estructura secundaria y terciaria, y las recubre con una 

carga negativa que se correlaciona con su tamaño (Brunelle y Green, 2014), mientras el gel 

de poliacrilamida actúa como un tamiz molecular, retrasando la migración de las proteínas 

dependiendo de su carga y masa. La concentración del gel se varía dependiendo del tamaño 

de las proteínas que se requieran separar, para masas de 10 a 200 kDa una concentración del 

8 al 12 % de acrilamida es suficiente (Banga, 1998). 

Después de la electroforesis, se adiciona una solución de tinción que contiene azul de 

Coomasie, este colorante se fija a las proteínas selectivamente por interacciones hidrofóbicas 

y uniones heteropolares entre aminoácidos (Georgiou, C. D., et. al., 2008), lo que permite 

observar las bandas resultantes de la separación de las proteínas. Para identificar el tamaño, 

se cargan estándares de proteínas de un tamaño conocido junto con las muestras y se analizan 

en las mismas condiciones. 

2.5 Generalidades de la limonaria (Cymbopogon citratus) 

La limonaria (Cymbopogon citratus) es originaria de India, pero se cultiva en países 

tropicales. Pertenece a la familia de las gramíneas. Es una planta perenne de rápido 
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crecimiento, alcanza una altura de 1 a 2 metros. Sus hojas son largas y lineales con una 

extensión de 30 a 100 cm, poseen una lígula corta, muchos bulbos, pequeños rizomas y su 

inflorescencia se da en espiguillas (Lawal et al., 2017). Ha demostrado tener diversas 

propiedades farmacológicas, como ser antimicrobiana, antiinflamatoria, antidiabética, y 

anticancerígena, por esto, sus hojas son usadas con fines medicinales en infusión (GBIF 

Secretariat, 2023). Hasta el momento no se reportan estudios que evalúen las propiedades 

bioelectroquímicas de la peroxidasa de esta planta. 

Figura 5 

Limonaria (Cymbopogon citratus) 

 

Nota. Fuente: inaturalist.org [Citado 25 de marzo de 2024] Recuperado de: 

https://colombia.inaturalist.org/observations/202603093 

2.6 Biosensores 

Los biosensores son dispositivos de reconocimiento que detectan y cuantifican 

moléculas químicas o biológicas en matrices complejas a través de la conversión de una 

interacción biomolecular a una señal cuantificable con ayuda de un transductor. El 

https://colombia.inaturalist.org/observations/202603093
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biorreceptor es la molécula con la capacidad de capturar selectivamente el analito target y 

puede ser una enzima, un anticuerpo o un ácido nucleico. La interacción entre el biorreceptor 

y el target genera un cambio en una propiedad medible (luz, pH, carga, masa) produciendo 

así una señal que es recibida por el transductor y que además es proporcional a la 

concentración del analito (Y.-C. Zhu et al., 2019). Existen diferentes tipos de biosensores 

dependiendo del tipo de transductor o de biorreceptor que se utilicen. Considerando el tipo 

de transductor pueden ser ópticos, piezoeléctricos, magnéticos, nanomecánicos y 

electroquímicos, y dependiendo del biorreceptor pueden ser biocatalíticos o de afinidad. 

Figura 6 

Estructura general de un biosensor. 

 

Nota. Tomado de Lechuga, L. M. (2023) 

2.6.1 Biosensores electroquímicos 

Los biosensores electroquímicos se fundamentan en cambios en la corriente eléctrica 

producidos por la interacción del biorreceptor electroactivo y el target (Lechuga, 2023). La 
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carga eléctrica generada se transporta a través de electrodos, los cuales, son componentes 

esenciales en este tipo de dispositivos. Son el soporte sólido en el que se inmoviliza el 

biorreceptor brindando estabilidad a la molécula y permitiendo la transferencia de la carga 

eléctrica a través del circuito del sensor (Wanjari et al., 2023). La detección en estos 

dispositivos necesita de tres electrodos, el de referencia, que mantiene una referencia estable 

del potencial redox; el de trabajo, que actúa como transductor y el auxiliar que soporta la 

conexión entre la solución electrolítica con el electrodo de trabajo. El material de los 

electrodos depende de los analitos, no obstante, generalmente se usa oro, carbono, silicio y 

platino (Grieshaber et al., 2008). 

Figura 7 

Mecanismo del biosensor electroquímico de glucosa basado en glucosa oxidasa 

 

Las enzimas son los biorreceptores más usados para este tipo de sistemas debido a su 

especificidad y actividad biocatalítica. Estas catalizan la formación de la especie 

electroactiva que es detectada en el dispositivo de diferentes maneras (Ronkainen et al., 

2010). El inicio del estudio de biosensores electroquímicos basados en enzimas se dio con la 

creación de un biosensor que usaba glucosa oxidasa (GOx) para la detección de glucosa en 

sangre (Clark Jr y Sachs, 1968). En el biosensor (Figura 7) la GOx se une selectivamente con 
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la glucosa y la oxida a gluconolactona, seguidamente, la enzima reducida vuelve a su estado 

nativo transfiriendo los electrones a una molécula mediadora que en este caso es el oxígeno, 

el cual se reduce a peróxido de hidrógeno. Finalmente, el mediador reducido pierde los 

electrones en la superficie del electrodo produciendo la corriente eléctrica. Este biosensor es 

de tipo amperométrico, sin embargo, según el mecanismo de medición de la señal los 

biosensores electroquímicos basados en enzimas pueden ser además voltamétricos, 

potenciométricos, conductimétricos o impedimétricos (Rafaqat et al., 2024; S. Singh et al., 

2020) . 

2.6.2 Biosensores electroquímicos con peroxidasas. 

Las peroxidasas han encontrado un campo de aplicación en biosensores 

electroquímicos de diversos analitos, principalmente el peróxido de hidrógeno, peróxidos 

orgánicos, aminas aromáticas, compuestos fenólicos, y compuestos inhibidores de la enzima 

como cianuro, fluoruro e hidroxilamina (Ruzgas et al., 1996). El interés en el desarrollo de 

este tipo de biosensores se fundamenta en la propiedad de las peroxidasas de transferir 

electrones a bajos potenciales de trabajo (Sukma et al., 2023). 

2.6.3 Voltamperometría cíclica 

La voltamperometría cíclica es una técnica electroquímica de barrido de potencial 

extensamente usada en la caracterización de electrodos debido la facilidad que brinda para 

estudiar propiedades fundamentales de los procesos redox en los sistemas 

electrodo/electrolito. En un ensayo de voltamperometría cíclica se mide la corriente en 

función del potencial aplicado al electrodo de trabajo a velocidad de barrido constante. El 

barrido se realiza en un rango definido dentro del cual tiene lugar el proceso de oxidación y 
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reducción de interés, partiendo de un potencial Ei, en el que no ocurren procesos farádicos 

significativos, hasta alcanzar un potencial Eλ en el que se invierte la dirección del barrido tras 

lo cual se retorna al potencial de partida Figura 8. 

El comportamiento de la corriente en función del voltaje aplicado se reporta 

gráficamente en un voltamperograma cíclico (VC) para el cual existen dos convenciones que 

se pueden emplear (Figura 9). En la convención de Estados Unidos los potenciales positivos 

se encuentran a la izquierda y los negativos a la derecha, y en la convención IUPAC es lo 

contrario, potenciales positivos a la derecha y negativos a la izquierda. 

Figura 8 

Esquema del barrido de potencial en la voltamperometría cíclica 

 

Un VC contiene información cinética y termodinámica del sistema medido y su forma 

dependerá de la constante de velocidad electroquímica y el potencial formal del par redox 

del sistema, de los coeficientes de difusión de las especies y de la velocidad de barrido 

(Compton et al., 2014). Durante el barrido de potenciales positivos a potenciales negativos, 

electrones del electrodo se transfieren al LUMO del agente oxidante en el electrolito, 
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reduciéndose, y a la corriente producida se le llama corriente catódica; en el barrido inverso, 

al pasar de potenciales negativos a potenciales positivos, la especie reductora transfiere los 

electrones del HOMO al electrodo, oxidándose, y se genera una corriente anódica (Elgrishi 

et al., 2018). 

𝑂 ⇌ 𝑅 + 𝑒−                                                        (1) 

Figura 9 

Notación de los voltamperogramas cíclicos 

 

Nota. Tomado de Elgrishi et al., (2018) 

Si se considera una reacción de un paso con transferencia de un solo electrón como 

la de la ecuación 1 el voltamperograma medido tendrá una forma similar a la de la Figura 10. 

En los puntos C y F la corriente alcanza sus valores mínimo y máximo, estos picos se 

denominan picos de corriente anódica y catódica (Ipa, Ipc) respectivamente, y el signo de la 

corriente simplemente indica la dirección del flujo de electrones y depende de la notación, 

como ya se mencionó anteriormente. Estos picos están a determinados valores de voltaje que 
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se identifican como Epa para el voltaje en el que está el pico anódico y Epc para el que está en 

el pico catódico. 

Figura 10 

Forma de un voltamperograma cíclico 

 

Nota. Tomado de Yamada et al., (2022) 

Una de las características importantes de un sistema que permite estudiar la 

voltamperometría cíclica es la reversibilididad, que puede ser química, cuando el producto 

de la reacción es estable y puede re-oxidarse tras su reducción, y electroquímica, que se 

refiere a la cinética de la transferencia electrónica entre el electrodo y el electrolito. La 

velocidad de transferencia de electrones y la velocidad de transporte de masa son los dos 

procesos que controlan esta propiedad, y dependiendo de la relación que tienen entre sí el 

sistema se puede clasificar en: 

• Reversible: velocidad transferencia electrónica >> velocidad transporte de masa 

• Quasi-reversible: Intermedio 

• Irreversible: velocidad transporte de masa >> velocidad transferencia electrónica
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3. Metodología 

3.1 Reactivos 

Los reactivos utilizados fueron adquiridos de: SIGMA-ALDRICH: guayacol C7H8O2, 

o-dianisidina C14H16N2O2, o-fenilendiamina C6H8N2, ABTS (ácido 2,2′-acino-bis(3-

etilbenzotiazolina-6-sulfónico)) C18H18N4O6S4 ; PanReac AppliChem ITW Reagents: sulfato 

de amonio (NH4)2SO4, ácido acético glacial CH3COOH, ácido bórico H3BO3; J.T. Baker: 

peróxido de hidrógeno H2O2 (30% p/p), fosfato de potasio monobásico K2HPO4, fosfato de 

potasio dibásico KH2PO4, ferricianuro de potasio K3Fe(CN)6; Carlo Erba Reagents: ácido 

ortofosfórico H3PO4, cloruro de potasio KCl. 

3.2 Obtención de la peroxidasa 

Para la extracción de la peroxidasa de las hojas de limonaria (Cymbopogon citratus) 

comercializada en plazas de mercado de la ciudad de Bucaramanga se empleó una 

metodología similar a la descrita por Sakharov (2001) con algunas modificaciones como el 

tiempo de extracción y pH de la solución buffer de fosfatos. 

3.2.1 Recolección y extracción de la peroxidasa 

Las hojas de limonaria fueron adquiridas en plazas de mercado de la ciudad de 

Bucaramanga. Las hojas se lavaron con agua desionizada y se cortaron en trozos de 

aproximadamente 3 cm de longitud. Para determinar el pH óptimo de extracción inicialmente 

se pesaron 30 g de hojas a los que se le añadieron 120 mL de buffer de fosfatos (PBS) en 

proporción 1:4. La mezcla se dejó agitando por 24 horas a 160 rpm y temperatura ambiente. 

Se realizaron tres ensayos usando buffer de fosfatos (PBS) 100mM a pH 6.0, 7.0 y 8.0; para 
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los cuales el pH 6.0 presentó mayor actividad enzimática por lo que se seleccionó para hacer 

la extracción principal. 

Para obtener el extracto de la limonaria se pesaron 100 g de hojas que se dividieron 

en dos partes iguales, a una parte se le agregaron 400 mL de PBS 100 mM a pH 6.0 y se dejó 

agitando por 24 horas a 160 rpm y temperatura ambiente. Seguidamente, se filtró el extracto 

obtenido con un filtro de tela de algodón y al sobrenadante se le agregaron los 50g de hojas 

restantes. Para concentrar la enzima en el extracto se dejó agitando 24 horas más y se filtró 

bajo las condiciones previamente descritas. Para eliminar sólidos el extracto obtenido se 

centrifugó a 5000 rpm por 15 minutos a 4°C. 

Al finalizar la extracción y en cada etapa de la semi-purificación se midieron la 

concentración de proteínas, por el método de BCA (sección 3.5), y la actividad enzimática 

(sección 3.6).  

3.3 Eliminación de pigmentos por reparto bifásico 

Para eliminar los fenoles, polifenoles y sus productos de oxidación, se adicionó al 

extracto polietilenglicol (PEG, peso molecular 12000 Da) 14% p/v y sulfato de amonio 

((NH4)2SO4) 10% p/v y se agitó a temperatura ambiente hasta su completa disolución con la 

ayuda de un agitador magnético. Se dejó reposar en un embudo de decantación por una hora, 

hasta que se formaron dos fases insolubles. Se midió la actividad enzimática de ambas fases 

y la fase inferior de color claro que contenía la peroxidasa se recolectó y se le determinó la 

concentración de proteínas. 
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3.4 Ultrafiltración 

Como último paso de la semi-purificación se centrifugó el extracto a 5000 rpm y 4°C 

por 30 minutos usando amicones de 30000 Da. Se midió la actividad enzimática del filtrado 

y del concentrado para determinar el que contenía la peroxidasa y se recolectó el concentrado 

para las etapas posteriores. Al finalizar la obtención de la peroxidasa se construyó la tabla de 

purificación según (Burgess, 2009). 

3.5 Medición de la concentración de proteínas por el método BCA 

La cuantificación de proteínas en los extractos de cada etapa de la purificación se 

realizó por medio del método de BCA (Thermo Scientific, 2024) construyendo una curva de 

calibración usando como patrón a la albúmina de suero bovino (BSA) en el rango de 20 a 

2000 µg/mL y por medio del lector de microplacas Multiskan Sky (Thermo Scientific). 

3.6 Determinación de la actividad enzimática  

La actividad enzimática del extracto se determinó a través del seguimiento de las 

velocidades iniciales de reacción utilizando un espectrofotómetro de doble haz (UV-1800 

SHIMADZU). Para medir la cantidad de tetraguayacol (ε=26.6 mM-1cm-1) formado de la 

reacción entre el peróxido de hidrógeno (H2O2) y el sustrato guayacol, que es catalizada por 

la peroxidasa, se cuantificó la variación de absorbancia a 470 nm durante los primeros 120 

segundos. Se preparó la solución de sustratos en 20 mL de PBS 100mM a pH 6.0 adicionando 

40 µL de guayacol y 10 µL de peróxido de hidrógeno 30% (p/p). Para la medición en la celda 

del espectrofotómetro se añadieron 33 µL de extracto diluido y 1 mL de solución de sustratos. 
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Una unidad de actividad peroxidasa (U) se define como la cantidad de enzima 

necesaria para oxidar 1 μmol de guayacol por minuto bajo condiciones de pH 6.0 y 

temperatura de 25 °C. La actividad específica será expresada como unidades de actividad de 

peroxidasa por miligramo de proteína total. 

3.7 Determinación de la masa molecular por electroforesis 

Para determinar la masa molecular de la CYPOD se analizaron los extractos de tres 

etapas (extracción, reparto bifásico y ultrafiltración) a través de electroforesis con dodecil 

sulfato de sodio en gel de poliacrilamida (SDS-PAGE) al 10% según el procedimiento de 

(Laemmli, 1970). Los geles de separación y stacking se prepararon en Tris-SDS buffer a pH 

8,9 y 6,8 respectivamente con la adición de persulfato de amonio (APS) y TEMED en ambos 

casos. La electroforesis se realizó a 150 V durante 1 hora, y se usó como patrón de referencia 

el marcador de peso molecular obtenido de Thermo Scientific (PageRuler Plus Prestained 

Protein Ladder, 10 a 250 kDa) y HRP (75kDa). Los marcadores de masa de visualizaron 

usando azul de Coomassie. 

3.8 Estudio de la estabilidad de la peroxidasa a diferentes pH 

Para el estudio del efecto del pH sobre la actividad enzimática de la peroxidasa se 

incubaron 10 µL del extracto semi-purificado en un volumen de 990 µL de buffer universal 

compuesto por ácido bórico, ácido acético y ácido fosfórico 100mM e hidróxido de sodio 10 

mM en un rango de pH de 2.0 a 12.0. La incubación se realizó durante 2 horas a temperatura 

ambiente. Finalmente, se determinó la actividad enzimática tomando 33 µL del extracto 

incubado y 1 mL de solución de sustratos preparada tomando 5 mL del buffer universal a pH 

correspondiente y añadiéndole 2,5 µL de H2O2 y 10 µL de guayacol. 
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3.9 Estudio de la estabilidad de la peroxidasa a diferentes temperaturas 

Se realizó un primer ensayo para determinar la temperatura de inactivación de la 

peroxidasa. En un baño termostatado se calentaron simultáneamente tubos de ensayo con 2 

mL de una solución de extracto 1:100 en PBS pH 6.0 100mM. Cuando cada uno de estos 

alcanzó una temperatura determinada en el rango de 40 a 80°C, se dejó enfriar a temperatura 

ambiente y se determinó su actividad enzimática (sección 3.6). Para el siguiente ensayo se 

identificó la última temperatura donde la actividad enzimática reportó altos valores antes de 

disminuir por el calentamiento (66°C). 

Para determinar la constaste de inactivación se calentaron 25 mL de solución de 

extracto 1:100 en PBS pH 6.0 100 mM hasta alcanzar 66° C y se dejó incubar por 15 minutos. 

Se mantuvo el calentamiento a dicha temperatura y se fueron sacando alícuotas de 2 mL cada 

10 minutos, se dejaron enfriar a temperatura ambiente y se les midió su actividad enzimática. 

3.10 Estudio preliminar de la especificidad sustrática de la peroxidasa 

Para estudiar la especificidad sustrática de la CYPOD frente a diferentes sustratos 

agentes reductores (guayacol, o-dianisidina, o-fenilendiamina y ABTS) se analizó el efecto 

de la concentración de sustrato, la concentración de H2O2 y el pH en la actividad catalítica 

de la enzima. Para el análisis se utilizó el software STATPGRAPHICS 19 y el resumen de 

los intervalos, longitud de onda y coeficiente de absortividad molar con los que se ensayaron 

los factores se presentan en la Tabla 4. 

Tabla 4  

Condiciones para el análisis de la especificidad sustrática 
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Sustrato 
Longitud de 

onda [nm] 
ɛ [M-1cm-1] 

[AH2]       

mM 

[H2O2]   

mM 
pH 

Guayacol 470 26600 0.1 a 10.0 0.7 a 10.0 4.0 a 8.0 

o-dianisidina 420 2640 0.08 a 0.5 1.0 a 9.0 4.0 a 8.0 

o-fenilendiamina 445 11100 0.1 a 5.0 0.7 a 8.0 4.0 a 8.0 

ABTS 414 31000 0.016 a 0.15 0.2 a 5.0 3.0 a 6.0 

 

3.11 Inmovilización de la peroxidasa en electrodos serigrafiados de carbono 

modificados con óxido de grafeno 

La inmovilización de la peroxidasa en los electrodos serigrafiados de carbono 

modificados con óxido de grafeno (SPGE) se realizó por medio de adsorción física. Se 

depositaron 10 µL de extracto en el electrodo de trabajo del SPGE y se dejó secar por 24 

horas en un lugar oscuro. En todos los ensayos de caracterización posteriores se utilizaron 

controles (electrodos sin modificar) para comparar la respuesta del electrodo modificado. 

El potenciostato/galvanostato utilizado para los experimentos fue el AUTOLAB 

PGSTAT302N y el software para el procesamiento de datos fue el NOVA (NOVA 1.10.1.9 

software para instrumentos Autolab). Los electrodos utilizados (110GPHOX Metrohm 

Dropsens) cuentan con el electrodo de trabajo de carbono modificado con óxido de grafeno, 

el electrodo auxiliar de carbono y el electrodo de referencia de Ag/AgCl, y fueron obtenidos 

de Metrohm. En la figura 11 se muestra el montaje utilizado para los ensayos 

electroquímicos. 
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Figura 11 

Montaje experimental para las mediciones de voltamperometría cíclica 

 

3.12 Caracterización de electrodos modificados por medio de voltamperometría cíclica 

con ferricianuro de potasio 

Como electrolito modelo para la caracterización de los electrodos modificados se 

utilizó el ferricianuro de potasio K3[Fe(CN)6] 10 mM en solución con 0,1 M KCl como 

electrolito de soporte. Se depositaron 40 µL de la solución de K3[Fe(CN)6] en los electrodos 

modificados y sin modificar y se registraron los VCs a una velocidad de barrido de 100 mVs-

1 en un rango de potencial de 0.6 a -0.6 V. 
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3.13 Evaluación de la respuesta del electrodo modificado frente al peróxido de 

hidrógeno 

Se evaluó cualitativamente la respuesta del SPGE/CYPOD-RB y SPGE/CYPOD-UF 

frente al peróxido de hidrógeno usando voltamperometría cíclica para comparar la señal del 

electrodo a diferentes concentraciones del H2O2. Para ello se tomaron VCs de los electrodos 

previamente modificados en una solución de PBS 100 mM pH 6,0 con 0,1 M KCl y 

concentraciones de H2O2 en el rango de 0,5 a 5,0 mM. La medición se realizó a una velocidad 

de barrido 50 mVs-1 y en un rango de potencial de 1.0 V a –1.0 V. Con esto se determinó el 

potencial de reducción del H2O2 en el sistema. 

3.14 Efecto de la velocidad de barrido sobre la respuesta bioelectrocatalítica del 

peróxido de hidrógeno 

Se registraron los VCs de los electrodos modificados a diferentes velocidades de 

barrido, en 40 µL de solución PBS 100 mM pH 6.0 con 0.1 M KCl en presencia de 3.0 mM 

H2O2 en un intervalo de velocidades de barrido de 10 mVs-1 a 450 mVs-1. 



40 

4. Análisis y resultados 

4.1 Extracción y semi-purificación de la peroxidasa de limonaria 

Para comparar la calidad de la extracción y de las etapas de semi-purificación se tomó 

como referencia la actividad enzimática de los extractos. Para calcularla, se utiliza la fórmula 

resultante de derivar la ecuación de la ley de Lambert-Beer (Ecuación 2) con respecto al 

tiempo, ya que esta relaciona la absorbancia con la concentración del analito en una muestra. 

Así, se obtiene la fórmula utilizada (Ecuación 3) donde 𝑉𝑇 es el volumen total de la celda en 

mL, 𝐹𝐷 es el factor de dilución del extracto, 𝑑𝐴/𝑑𝑡 está en s-1, 𝜀 en mM-1cm-1 y 𝑏 en cm. 

𝐴 = 𝜀𝑏𝑐                                                               (2) 

𝑑𝐴

𝑑𝑡
= 𝜀𝑏

𝑑𝑐

𝑑𝑡
 

𝑑𝑐

𝑑𝑡
=

𝑑𝐴/𝑑𝑡

𝜀𝑏
 

𝐴𝑐𝑡𝑖𝑣𝑖𝑑𝑎𝑑 𝑒𝑛𝑧𝑖𝑚á𝑡𝑖𝑐𝑎 =
𝑑𝐴/𝑑𝑡

𝜀𝑏
× 60 × 𝐹𝐷 × 𝑉𝑇      [𝑈]                        (3) 

En un ensayo preliminar se determinó el mejor pH de extracción en el intervalo de 

6.0 a 8.0. Para esto se realizaron extracciones a diferentes pH (6.0, 7.0 y 8.0) y se compararon 

los valores de actividad enzimática de cada extracto. En la Figura 12 se evidencia que a pH 

6.0 la actividad fue 33% mayor que a pH 7.0 y 8.0, por lo tanto, las extracciones de la 

peroxidasa de limonaria para los estudios de este proyecto se realizaron a pH 6.0. 
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Figura 12. 

Actividad relativa a diferentes pH de extracción 

 

Nota. Se usó solución de sustratos con guayacol y H2O2 a pH 7.0 

 

En la preparación de la extracción se escogieron hojas de la planta que mostraran 

estrés oxidativo para así obtener un extracto rico en la enzima (H. Zhu et al., 2017). Los 

tejidos de las plantas contienen compuestos como fenoles, lípidos, pigmentos, ácidos 

orgánicos, carbohidratos, etc. (Du et al., 2022), que pueden interferir en los análisis de la 

enzima que se desea extraer, por lo tanto, una vez obtenido el extracto concentrado en 

solución 100 mM de PBS a pH 6.0, se centrifugó a 5000 rpm y 4°C por 15 minutos para 

eliminar material particulado y restos celulares intactos. Seguidamente, se llevó a cabo el 

procedimiento de separación en sistema acuoso de dos fases (reparto bifásico) con PEG 

12000 Da al 10% y (NH4)2SO4 al 14 % (Centeno et al., 2017) en la que se recolectó la fase 

clara acuosa inferior (fase con actividad peroxidasa) tras una hora de separación. Por último, 

se llevó el extracto a centrifugación en filtros amicones de 30kDa por 30 minutos a 5000 rpm 
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y 4°C, y se reservó el concentrado que contenía las especies de mayor tamaño, que fue donde 

se detectó actividad enzimática. En la Figura 13 se muestras los procedimientos de las etapas 

de extracción y en la Figura 14 se presentan las imágenes del extracto en las distintas etapas 

de la purificación. 

Figura 13 

Etapas de obtención de la peroxidasa 

 

Nota. (A) y (B) Extracción, (C) Reparto bifásico, (C) Ultrafiltración 

En la tabla de purificación (Tabla 5) se observa que a medida que avanza la 

purificación, se concentra más la enzima, aumentando su actividad total, volumétrica y 

específica, y disminuyendo la cantidad de proteína total y el volumen. En la centrifugación, 

la actividad disminuye debido a que una pequeña fracción de la enzima se pierde en el 

precipitado. En el reparto bifásico, la separación se da debido a interacciones moleculares 

débiles entre la proteína y el PEG o el sulfato (Bonner y Bonner, 2007), permitiendo así, 

concentrar la enzima de interés mientras se mantiene su actividad catalítica, gracias a que no 

se encuentra en condiciones desnaturalizantes (Nadar et al., 2017). Además, se eliminan 

interferencias, de manera que el resultado de la separación es un aumento de la actividad total 

en el extracto enriquecido de CYPOD. Por último, la ultrafiltración separa las moléculas del 

 

A

t 

B

t 

C

t 

D

t 
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extracto a través de una membrana semipermeable según su tamaño, dejando pasar al filtrado 

las moléculas de peso molecular menor a 30k Da y concentrando las de mayor tamaño donde 

se encontró a la CYPOD. 

Figura 14 

Etapas de extracción y semi-purificación de la peroxidasa de limonaria (A) Extracción (B) 

Centrifugación (C) Fase clara del reparto bifásico (D) Concentrado de la ultrafiltración. 

 

Tabla 5 

Tabla de purificación para la peroxidasa extraída de las hojas de limonaria 

Etapa de 

purificación 

Volumen 

[mL] 

Proteína 

total 

(mg/mL) 

Actividad 

total [U] 

Actividad 

volumétrica 

[U/mL] 

Actividad 

específica 

[U/mg] 

Factor de 

purificación 
Rendimiento 

Extracción 278 10,58 0,31 9,47 0,89 1 100 

Centrifugación 268 8,93 0,31 9,56 1,07 1 101 

Reparto 

bifásico 
135 1,21 0,77 23,44 19,30 22 248 

Ultrafiltración 98 1,20 4,92 149,09 124,37 139 1575 

De un extracto inicial con proteína total de 10,58 mg/mL y actividad específica de 

1,98 U/g, se obtuvo un extracto final con factor de purificación de 63, que presentó 1,20 

mg/mL de proteína, 4,92 U de actividad total y 124,37 U/mg de actividad específica 

A B C D 
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En los últimos años, nuevas PODs de fuentes vegetales han sido extraídas, purificadas 

y caracterizadas, en la Tabla 6 se presentan las características más importantes de cada una 

de ellas en comparación con la CYPOD estudiada en este trabajo. 

4.2 Caracterización bioquímica de la peroxidasa de limonaria 

4.2.1 Estabilidad a diferentes pH 

La CYPOD presentó un rango de pH óptimo de 4,0 a 6,0 como se muestra en la Figura 

15; allí mantiene aproximadamente el 100% de su actividad enzimática. Por lo general, las 

peroxidasas de plantas muestran actividad en un rango de pH de 4,0 a 7,0, ya que fuera de 

este rango se pierde el grupo hemo del sitio activo debido a la desnaturalización de la proteína 

(Saikia et al., 2022) 

Figura 15 

Actividad enzimática de la CYPOD a diferentes pH 
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La HRP presenta un pH óptimo de 7,0 y a pH 8,0 ya ha perdido significativamente su 

actividad enzimática (Lavery et al., 2010), a otras peroxidasas extraídas recientemente 

también se les ha estudiado su estabilidad en pH, por ejemplo, la Brassica rapa, el 

Abelmoschus esculentus y la zanthoxylum armatum presentan pH óptimo en 5,0 (Dahdouh 

et al., 2022), 6,0 y 8,0 (Yang et al., 2023) respectivamente. A pesar de que la CYPOD a pH 

8,0 pierde el 70% de su actividad, en comparación con otras PODs se destaca por su alta 

estabilidad a pH 4.0, lo que permite su uso en medios ácidos. 

Si bien el rango de pH en el que la CYPOD es estable es relativamente estrecho 

comparado con otras peroxidasas estudiadas, mantiene el máximo de actividad 

uniformemente en todo el rango. Algunas peroxidasas también presentan rangos de pH en 

donde la actividad se mantiene en su máximo como es el caso de la Zingiber officinale que 

conserva más del 90% de actividad de pH 6,0 a 7,5 (El-Khonezy et al., 2020) y la Lolium 

perenne que de pH 5,0 a 6,0 la mantiene por encima del 95% (Langsdorf et al., 2023). 

4.2.2 Termoestabilidad 

En el estudio de la termoestabilidad se calentó una solución de enzima y se midió la 

actividad enzimática una vez se alcanzaban las temperaturas determinadas entre 40 y 82°C. 

En la Figura 15 se presenta la actividad enzimática relativa para cada temperatura donde se 

muestra que la CYPOD se mantuvo estable y conservó el 80% de su actividad enzimática 

hasta los 66°C, después de esta temperatura la actividad enzimática se reduce notoriamente 

indicando que la enzima se desnaturaliza. PODs de diferentes fuentes vegetales han mostrado 

rangos de estabilidad similares, la Luffa acutangula se mostró estable hasta los 60°C 
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(Basumatary et al., 2023), la Raphanus sativus hasta los 55°C (Saikia et al., 2022) y la 

Lepidium sativum sub sp. Sativum hasta los 62°C (Altay et al., 2018). 

Para estudiar el proceso de inactivación térmica de la CYPOD se calentó una solución 

de extracto hasta alcanzar 66°C y se dejó incubar por 15 minutos, seguidamente, cada 10 

minutos se extrajeron alícuotas de 2 mL que se dejaron enfriar a temperatura ambiente para 

medir su actividad enzimática; la gráfica del porcentaje de actividad en función del tiempo 

se presenta en la Figura 17. 

El proceso de inactivación térmica se puede analizar considerándolo como una 

transformación de un paso, en el que la enzima nativa se convierte en la enzima 

desnaturalizada debido a la acción de la temperatura (Aymard y Belarbi, 2000). Se puede 

estudiar como un proceso de primer orden cuya cinética se describe por la ecuación (3), en 

donde 𝐴𝑡 es la actividad enzimática a un tiempo t, 𝐴0 es la actividad enzimática inicial, 𝑡 es 

el tiempo y 𝑘 es la constante de inactivación térmica que sencillamente es la velocidad con 

la que se desactiva térmicamente la enzima. 

𝐴𝑡

𝐴0
= 𝑒−𝑘𝑡 (3) 

Al aplicar logaritmo natural a esta ecuación podemos determinar la constante de 

inactivación graficando 𝑙𝑛(𝐴𝑡/𝐴0) en función del tiempo. En la Figura 18 se muestra la recta 

obtenida, cuya ecuación es 𝑙𝑛(𝐴𝑡/𝐴0) = −3,02794 − 0,00989𝑡 con R2 = 0,99468. La 

constante de inactivación k es la pendiente (0,00989 min-1) e indica que la CYPOD pierde 

ese valor de unidades de actividad cada minuto al incubarse a 66°C. 
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Figura 16 

Actividad relativa de la CYPOD a diferentes temperaturas 

 

Figura 17 

Actividad residual de la CYPOD en función del tiempo 

 

La POD del Panicum maximum presentó una constante de inactivación similar de                

0,008 min-1 tras incubarse a 65°C (Centeno et al., 2017), la de Manilkara zapota fue de 
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0.0384 min-1 a 70°C (Vishwasrao et al., 2017), y la de Brassica chinesis 0.474 min-1 a 60°C. 

Un valor bajo en la constante indica que la enzima se inactiva a menor velocidad a 

determinada temperatura, lo que corresponde a mayor estabilidad térmica, por lo que, en 

comparación con otras PODs, se podría decir que la CYPOD posee alta estabilidad térmica 

al tener una menor constante de inactivación. 

Figura 18 

Cinética de la inactivación térmica de la CYPOD 

 

4.2.3 Determinación de la masa molecular por electroforesis 

Se aplicó electroforesis SDS-PAGE al 10% al extracto de la última etapa de la semi-

purificación (ultrafiltración con amicones de 30 kDa) para observar las posibles bandas 

presentes. En la Figura 19 se muestra el gel donde se puede observar una mancha en una 

masa de 33,4 kDa con respecto al marcador de tris-glicina, la cual podría ser la CYPOD. Las 

PODs por lo general se encuentran en un rango de masa de 30 a 150 kDa (Hamid y Khalil-
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ur-Rehman, 2009), en la Tabla 6 presentan los pesos moleculares de algunas que han sido 

estudiadas recientemente. 

Figura 19 

SDS-PAGE al 10% del extracto final 

 

Nota. Carril de la izquierda: marcador de peso molecular Tris-Glicina, carril de la derecha: 

extracto ultrafiltrado. 

4.3 Estudio preliminar de la especificidad sustrática de la CYPOD 

La velocidad de reacción de las enzimas depende de la concentración de sustrato. 

Dicho fenómeno puede ser estudiado por medio de la cinética del estado estacionario, en la 

que se miden las velocidades iniciales (𝑉0) de la reacción en condiciones tales que, el 

intermedio enzima-sustrato se mantiene constante (Lorsch, 2014). La relación entre la 

velocidad inicial y la concentración de sustrato ([S]) se describe según la ecuación de 

Michaelis-Menten (ecuación 4) en donde 𝑉𝑚𝑎𝑥 representa la velocidad máxima que alcanza 
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la reacción, es decir, cuando se satura de sustrato y 𝐾𝑚 que es la concentración a la cual la 

velocidad de reacción es igual a 
1

2
𝑉𝑚𝑎𝑥 (Nelson y Cox, 2009). 

𝑉0 =
𝑉𝑚𝑎𝑥[𝑆]

𝐾𝑚 + [𝑆]
 

(4) 

Esta ecuación también describe el comportamiento cinético de enzimas bisustráticas 

como las PODs si se mantiene constante uno de los sustratos mientras se varía el otro y 

viceversa (Pérez Galende et al., 2015). Los parámetros 𝐾𝑚 y 𝑉𝑚𝑎𝑥 son útiles para comparar 

la especificidad de una enzima frente a varios sustratos, sin embargo, determinarlos 

experimentalmente requiere de la medición de la 𝑉0 en un rango adecuado, en el que se tomen 

concentraciones de sustrato menores y mayores a la Km, y en condiciones de saturación del 

sustrato que permanece constante (Punekar, 2018). 

Por lo anterior, en esta etapa se estudió la dependencia de la actividad enzimática, que 

es una medida de la velocidad de reacción, de la CYPOD con diferentes sustratos agentes 

reductores (guayacol, o-dianisidina, o-fenilendiamina y ABTS) frente a variaciones de la 

concentración de peróxido de hidrógeno, concentración de sustrato y pH. Esto con el fin de 

estimar los factores que más influyen en la cinética de la reacción y las condiciones para la 

determinación de los parámetros cinéticos de la CYPOD con cada sustrato. 

4.3.1 Estudio preliminar de la especificidad sustrática de la CYPOD frente al guayacol 

En el estudio preliminar de la especificidad sustrática se analizaron los efectos de pH, 

concentración de H2O2 y concentración de guayacol en la actividad enzimática de la CYPOD. 

En la figura 20 se presenta la actividad enzimática en función de la concentración de guayacol 
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manteniendo constante la concentración de peróxido, aquí se observa que al aumentar la 

concentración de guayacol aumenta la actividad. 

En la región de bajas concentraciones, el aumento de la actividad es grande respecto 

al aumento del guayacol, pero a medida que se avanza a concentraciones mayores, los 

cambios de actividad empiezan a disminuir, es decir, la pendiente va disminuyendo, esto 

indica que la enzima está próxima a alcanzar el punto de saturación, con guayacol, sin 

alcanzar su velocidad máxima, por lo que la concentración de saturación no se encontró en 

el rango estudiado. También se evidencia que al disminuir el pH disminuye la actividad 

enzimática, de modo que a pH 7.0 la actividad es aproximadamente el 50% de lo que era a 

pH 4.0. 

Por otro lado, en la Figura 21 se muestra la actividad en función de la concentración 

de H2O2 manteniendo constante la concentración de guayacol. En este caso, adiciones de 

peróxido de 2 a 10 mM no generan grandes cambios en la actividad enzimática, por lo que 

se puede inferir que la peroxidasa ya se encuentra saturada de H2O2 a estas concentraciones. 

Sin embargo, para la determinación de los parámetros cinéticos sería necesario ampliar el 

rango a concentraciones menores para alcanzar a incluir a la Km. 
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Figura 20 

Actividad enzimática de la CYPOD en función de la concentración de guayacol 
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Figura 21 

Actividad enzimática de la CYPOD en función de la concentración de peróxido de 

hidrógeno con guayacol como segundo sustrato. 

 

El diagrama de Pareto (Figura 22) presenta los efectos estimados y las interacciones 

más significativas, mostrando la contribución de cada factor a la variabilidad de la respuesta. 

Los signos representan el sentido del efecto, el (+) indica que al aumentar el factor aumenta 

la actividad enzimática, el (–) que disminuye. Al comparar el peso de la influencia de los 
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factores en la actividad catalítica de la peroxidasa se encontró que los que más efecto tienen 

sobre la CYPOD son la concentración de guayacol, que al aumentar favorece la acción 

catalítica, y el pH, que al aumentar disminuye la actividad. 

 

Figura 22 

Diagrama de Pareto para los factores que influyen en la actividad enzimática de la 

CYPOD en presencia de H2O2 y guayacol. 

 

 

4.3.2 Estudio preliminar de la especificidad sustrática de la CYPOD frente a la o-

dianisidina 

También se analizó la influencia de los factores mencionados sobre la actividad 

catalítica de la enzima en la reacción entre o-dianisidina, H2O2 y CYPOD. En la Figura 23 

se presenta la actividad enzimática en función de la concentración de o-dianisidina 

manteniendo constante la concentración de peróxido. Se evidencia un aumento de la 

actividad al aumentar la concentración de o-dianisidina y disminuir el pH en los intervalos 

ensayados. El pH óptimo es 4,0 y en el intervalo de concentraciones de o-dianisidina no se 

alcanza la saturación, por lo que se propone explorar a concentraciones mayores a 0,5 mM. 
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Figura 23 

Actividad enzimática de la CYPOD en función de la concentración de o-dianisidina 

 

Nota. La concentración de H2O2 se mantiene constante según los colores indicados en la 

leyenda inferior. 

En la Figura 24 se presenta la actividad enzimática en función de la concentración de 

H2O2 a concentración de o-dianisidina constante. De manera general, la actividad disminuye 

al aumentar la cantidad de peróxido, por lo que en este rango de concentraciones, el H2O2 ya 

alcanzó el umbral en el que empieza a desactivar la enzima, como se sabe que sucede con las 

peroxidasas (Cuadrado et al., 2011; Galende et al., 2015). Además, a medida que el pH 
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aumenta, la actividad disminuye más fácilmente con las mismas cantidades de peróxido, por 

lo que se podría decir que la inactivación de la CYPOD por exceso de pH es dependiente del 

pH, este efecto también se ha evidenciado y estudiado en otras peroxidasas como la HRP 

(Malomo et al., 2011).  

Figura 24 

Actividad enzimática de la CYPOD en función de la concentración de peróxido de 

hidrógeno con o-dianisidina como segundo sustrato. 
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Nota. La concentración de o-dianisidina se mantiene constante según los colores indicados 

en la leyenda inferior. 

También, puede que se esté dando un efecto de “protección” debido a la presencia del 

segundo sustrato, como lo han demostrado Arnao et al., (1990) y Hiner et al., (2000), porque 

a pesar de que va disminuyendo la actividad por el exceso de H2O2, se mantiene que, a mayor 

concentración de o-dianisidina mayor actividad, indicando que la inactivación depende de la 

relación de concentraciones de H2O2 y sustrato reductor simultáneamente. A 5 mM de 

peróxido se alcanza la saturación y se recomiendo extender las concentraciones para ensayar 

a valores menores para incluir a la Km en el intervalo de estudio. 

En el diagrama de Pareto (Figura 25) en este caso, nuevamente se evidencia que los 

factores que más influyen en la actividad catalítica son el pH y la concentración del sustrato 

reductor   (o-dianisidina), sin embargo, en comparación con el guayacol, la concentración de 

H2O2 presenta mayor influencia, además de ser negativa, esto puede ser por el rango de 

concentraciones de peróxido en las que se trabajó, que resultó ser en la zona de inactivación 

de la enzima. 

Figura 25 

Diagrama de Pareto para los factores que influyen en la actividad enzimática de la 

CYPOD en presencia de H2O2 y o-dianisidina. 
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4.3.3 Estudio preliminar de la especificidad sustrática de la CYPOD frente a la o-

fenilendiamina 

Para la o-fenilendiamina se observa un comportamiento similar a los anteriores 

sustratos, para los cuales, al aumentar la concentración de sustrato reductor, manteniendo 

constante el H2O2 aumenta la actividad, no obstante, para este sustrato se observa que a partir 

de 4mM de o-fenilendiamina alcanza la saturación, en donde añadir más sustrato no aumenta 

la velocidad de reacción (Figura 26). Además, a menores pH aumenta la actividad, 

presentando un máximo a pH 4,0, al igual que los anteriores sustratos. 

Figura 26 

Actividad enzimática de la CYPOD en función de la concentración de o-fenilendiamina 
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Nota. La concentración de H2O2 se mantiene constante según los colores indicados en la 

leyenda inferior. 

Figura 27 

Actividad enzimática de la CYPOD en función de la concentración de peróxido de 

hidrógeno con o-fenilendiamina como segundo sustrato. 

 

Nota. La concentración de o-fenilendiamina se mantiene constante según los colores 

indicados en la leyenda inferior. 

A su vez, en los ensayos de variación de la concentración de H2O2 con o-

fenilendiamina constante se observa que la CYPOD se encuentra entre el límite de saturación 
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e inactivación por el peróxido (Figura 27) y que, en general, en 2 mM de H2O2 alcanza la 

saturación y más allá de esta concentración empieza la inactivación. 

En el diagrama de Pareto (Figura 28) se muestra que el orden descentente de factores 

con mayor efecto en la actividad enzimática son: pH, concentración del sustrato reductor   (o-

fenilendiamina) y concentración de H2O2, siendo negativos el primero y el último, y positiva 

solo la concentración de o-fenilendiamina. 

Figura 28 

Diagrama de Pareto para los factores que influyen en la actividad enzimática de la 

CYPOD en presencia de H2O2 y o-fenilendiamina. 

 

 

4.3.4 Estudio preliminar de la especificidad sustrática de la CYPOD frente al ABTS 

En el estudio de la especificidad sustrática con el ABTS al variar la concentración de 

sustrato reductor manteniendo constante la concentración de H2O2 (Figura 29) se observa 

una relación aproximadamente lineal, indicando que, en el intervalo de concentraciones 

ensayadas, la CYPOD no se encuentra saturada por lo que se recomienda ensayar a 

concentraciones mayores a 0,15 mM. Esta reacción presenta alta sensibilidad al pH ya que a 

pHs diferentes a 3,0 la CYPOD posee apenas un 2% de la actividad que muestra a pH 3,0 
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bajo las mismas condiciones, esto se apoya de otros estudios en los que las reacciones de 

PODs con ABTS han demostrado mayor actividad en ambientes ácidos en estrechos rangos 

de pH (Drozd et al., 2016; Sáez-Jiménez et al., 2015). 

Figura 29 

Actividad enzimática de la CYPOD en función de la concentración de ABTS 

 

Nota. La concentración de H2O2 se mantiene constante según los colores indicados en la 

leyenda inferior. 
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Figura 30 

Actividad enzimática de la CYPOD en función de la concentración de peróxido de 

hidrógeno con ABTS como segundo sustrato. 

 

Nota. La concentración de ABTS se mantiene constante según los colores indicados en la 

leyenda inferior. 

En la Figura 30 donde se grafica la actividad en función de la concentración de H2O2 

a ABTS constante se evidencia que nuevamente la CYPOD se encuentra en la zona de 

inactivación por exceso de peróxido de pH 4,0 a pH 6,0 y que el ABTS también llega a ejercer 

cierto efecto de protección. A pH diferentes a 3,0, se presenta una mayor actividad catalítica 

a concentraciones de H2O2 más bajas, pero a pH 3,0 la tendencia cambia siendo más activa 
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con concentraciones de H2O2 más altas, de manera que, a dicho pH se estabiliza lo suficiente 

para ampliar el rango de concentraciones de H2O2 en el que posee actividad catalítica 

significativa. Adicionalmente, la CYPOD alcanza la saturación de H2O2 a 3mM. El diagrama 

de Pareto para el ABTS mostró tendencias similares a los otros sustratos y se observa en la 

Figura 31. 

Figura 31 

Diagrama de Pareto para los factores que influyen en la actividad enzimática de la 

CYPOD en presencia de H2O2 y ABTS. 

 

Tabla 7 

Condiciones estimadas para obtener las curvas de Michaelis Menten 

Sutrato 
AH2  

[mM] 

H2O2  

[mM] 

Rango AH2  

[mM] 

Rango H2O2  

[mM] 

guayacol >10 2 a 10 0,1 a >10 <2 a 7 

o-dianisidina >0,5 5 0,08 a >0,5 <2 a 5 

o-fenilendiamina 4 4 0,1 a 5,0 <0,7 a 4 

ABTS >0,15 3 0,016 >0,15 <0,2 a 3 
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En la Tabla 7 se resumen las observaciones y estimaciones de las concentraciones y 

rangos de concentraciones apropiados para la determinación de los parámetros cinéticos de 

la enzima frente a los cuatro sustratos estudiados. 

4.4 Modificación y caracterización de los electrodos por métodos electroquímicos 

A través de adsorción física (Figura 32) se inmovilizó la peroxidasa de las hojas de 

limonaria (CYPOD) en electrodos serigrafiados de carbono modificados con óxido de 

grafeno (SPGE). Esto se hizo depositando 10 µL del extracto enzimático sobre el electrodo 

de trabajo y dejando secar a la oscuridad y a temperatura ambiente por 24 horas. De esta 

manera se modificaron los electrodos SPGE/CYPOD-RB con el extracto tras el reparto 

bifásico y el SPGE/CYPOD-UF con el extracto ultrafiltrado. 

Figura 32 

Modificación de los SPGE con CYPOD 

 

Para confirmar la adsorción de la peroxidasa al electrodo, se midieron los VCs de los 

SPGE/CYPOD en una solución 100 mM de PBS pH 6,0 y 0,1M KCl (Figura 33). Se observa 

que los electrodos modificados con peroxidasa presentan una pareja de picos catódico y 

anódico a 68,3 mV y 349,1 mV, respectivamente para ambos extractos (Tabla 8), que se 

pueden atribuir a la oxidación y reducción del hierro del grupo hemo de la peroxidasa, este 

par de picos presenta una ΔEp de 280 mV. 
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Tabla 8  

Valores de corriente y voltaje de los picos en los voltamperogramas cíclicos con PBS 

Sistema 
Epa 

[mV] 

Epc  

[mV] 

Ipa  

[μA] 

Ipc  

[μA] 

ΔEp  

[mV] 
Ipc/Ipa 

SPGE/CYPOD-RB 349,1 68,3 -41,16 44,5 280,7 1,0811 

SPGE/CYPOD-UF 349,1 68,3 -36,52 38,5 280,7 1,0542 

Según la ecuación de Nernst, si una reacción con transferencia de un electrón es 

electroquímica y químicamente reversible la separación entre picos (ΔEp) será de 59 mV 

(Bard y Faulkner, 2000), si es mayor, significa que la velocidad de transferencia de electrones 

es más lenta que la velocidad de transferencia de masa en el electrolito. 

Figura 33 

Voltamperogramas cíclicos medidos a 100mVs-1 en solución de PBS 100 mM pH 6.0 y 

0,1M KCl en (a) SPGE (b) SPGE/CYPOD-UF (c) SPGE/CYPOD-RB 
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Seguidamente, para estudiar la reversibilidad de los electrodos modificados, estos se 

analizaron por medio de voltamperometría cíclica con ferricianuro de potasio (K3[Fe(CN)6]), 

un electrolito modelo para la caracterización de sistemas electroquímicos, debido a la alta 

definición de sus picos redox y al carácter reversible de su reacción. En la Figura 34 se 

observan los VCs tomados para el electrodo modificado con la peroxidasa y para un electrodo 

sin modificar en una solución 10 mM K3[Fe(CN)6] y 0,1M KCl. 

Los voltamperomagras presentan picos de oxidación y reducción bien definidos para 

ambos sistemas (Figura 34), el resumen de los parámetros identificados se muestra en la 

Tabla 9. Para el electrodo sin modificar aparece un pico anódico a 261 mV correspondiente 

a la reducción del [Fe(CN)6]
-3, y un pico catódico a -27 mV correspondiente a la oxidación 

del [Fe(CN)6]
-4 según la reacción de la ecuación 4. Por otro lado, los electrodos modificados 

los presentan a 173 mV y 81 mV para el SPGE/CYPOD-RB y a 322 mV y 285 mV para el 

SPGE/CYPOD-UF, respectivamente. 

[𝐹𝑒(𝐶𝑁)6]−3 + 𝑒− ⇌  [𝐹𝑒(𝐶𝑁)6]−4 (4) 

 

El ΔEp para el SPGE fue de 285 mV, para el SPGE/CYPOD-RB 93 mV y para el 

SPGE/CYPOD-UF 58 mV. Los electrodos modificados presentaron menor separación de 

picos que el electrodo sin modificar, demostrando que la acción de la peroxidasa mejora la 

reversibilidad del sistema [Fe(CN)6]
-3/[Fe(CN)6]

-4 al facilitar la transferencia electrónica 

entre el electrodo y el electrolito. 
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Figura 34 

Voltamperogramas cíclicos medidos a 100 mVs-1 en solución 10 mM K3[Fe(CN)6] y 0,1M 

KCl de (a) SCPE (b) SPGE/CYPOD-UF (c) SPGE/CYPOD-RB 

 

Tabla 9  

Valores de corriente y voltaje de los voltamperogramas cíclicos con K3[Fe(CN)6] 

Sistema 
Epa 

[mV] 

Epc  

[mV] 

Ipa  

[μA] 

Ipc  

[μA] 

ΔEp  

[mV] 
Ipc/Ipa 

SPGE 261 -27 84 -112 285 1,324 

SPGE/CYP

OD-RB 
173 80 128 -159 93 1,241 

SPGE/CYP

OD-UF 
156 97 87 -114 58 1,320 
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La relación de las corrientes de los picos anódicos y catódicos para el SPGE fue de 

1,324, para el SPGE/CYPOD-RB 1,241 y para el SPGE/CYPOD-UF 1,320. En un proceso 

reversible la relación Ipc/Ipa es igual a 1, esto es debido a que los máximos de los gradientes 

de concentración en la superficie del electrodo, para las especies correspondientes en cada 

pico, son iguales y que, además, el transporte de masa no dirige el proceso (Yamada et al., 

2022). De esta manera, se confirma que el proceso en los electrodos modificados, al tener 

valores cercanos pero diferentes a 1, es quasi-reversible y está controlado por el transporte 

de masa. Otra pareja de señales aparece para los dos electrodos modificados entre 250 mV y 

400 mV, las cuales podrían ser interferencias electroactivas presentes en el extracto que no 

se lograron eliminar en el proceso de purificación.  

4.5 Reducción bioelectrocatalítica del peróxido de hidrógeno 

Se realizó un primer ensayo para evaluar si los electrodos modificados con los 

extractos de peroxidasa tenían respuesta frente al peróxido de hidrógeno, para esto se 

tomaron VCs de los electrodos modificados y el electrodo sin modificar en una solución de 

H2O2 1mM y 0,1M KCl a 50 mVs-1 (Figura 35). Se observa que en los electrodos modificados 

surgen unas señales a -0,42 V para el SPGE/CYPOD-UF y a -0,53 V para el SPGE/CYPOF-

RB que no se presentan en el electrodo sin modificar por lo que se atribuyen a la reducción 

del H2O2 mediada por la enzima. 

Lo anterior posiblemente se de a través del mecanismo de transferencia electrónica 

directa de las peroxidasas sobre electrodos (Figura 36), en el cual, durante un primer paso 

del ciclo catalítico, la enzima reduce al H2O2 y, a su vez, este oxida a la enzima mediante una 

reacción de transferencia de dos electrones. Seguidamente, la reducción del compuesto I, un 

complejo oxoferril unido a un catión de porfirina (estado de oxidación +5), al compuesto II 
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(estado de oxidación +4) genera la corriente catódica que se observa en la Figura 34 (Ruzgas 

et al., 1996). 

Figura 35 

Voltamperograma cíclico de los electrodos con solución 1.0 mM de H2O2 y 0.1 M KCl a 50 

mV/s de (a) SPGE (b) SPGE/CYPOD-RB (c) SPGE/CYPOD-UF 

 

A mayor factor de purificación del extracto, el potencial de reducción del H2O2 en el 

sistema con la CYPOD se desplaza a potenciales menos negativos, reduciendo el 

sobrepotencial, lo cual representa una ventaja para la detección del peróxido de hidrógeno, 

puesto que se minimiza el riesgo de tener reacciones de interferencia, y la corriente de fondo 

y los niveles de ruido serán menores (Ghindilis et al., 1997). Por ende, el sistema 

SPGE/CYPOD-UF al mostrar un sobrepotencial menor que SPGE/CYPOD-RB presenta una 

mejor respuesta frente a la reducción del H2O2. 
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El potencial de reducción del H2O2 en los sistemas con CYPOD es prometedor 

comparando con otros estudios de electrodos modificados con peroxidasas, por ejemplo, con 

la Lepidium sativum se construyó un biosensor amperométrico modificado con BiFeO3 que 

presentó el potencial de reducción a -0,8 V vs Ag/AgCl. Con un biosensor de POD de pasto 

guinea (Panicum maximum) sobre electrodos se obtuvo a -0,65 V vs Ag/AgCl (Uribe et al., 

2019) y otro modificado con peroxidasa de tabaco redujo el peróxido a 0,65 vs SCE (Ciogli 

et al., 2021). 

Figura 36 

Mecanismo de la reducción bielectrocatalítica directa del peróxido de hidrógeno en 

electrodos modificados con peroxidasa 

 

Nota. Adaptado de (Ruzgas et al., 1996) 

Figura 37 

Voltamperogramas cíclicos en solución de peróxido de hidrógeno a 0.5 mM, 1.0 mM, 2.0 
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mM, 3.0 mM y 4.0 mM en KCl 0.1 M a 50 mVs-1 para (A) SPGE/CYPOD-RB y (B) 

SPGE/CYPOD-UF 

 

Figura 38 

Curva de calibración para el peróxido de hidrógeno a 0.5 mM, 1.0 mM, 2.0 mM, 3.0 mM y 

4.0 mM en KCl 0.1 M para (A) SPGE/CYPOD-RB y (B) SPGE/CYPOD-UF 

 

Al ensayar midiendo los VCs de los electrodos modificados para diferentes 

concentraciones de H2O2 (Figura 36) se observó una relación lineal entre la corriente del pico 
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catódico y las concentraciones del peróxido, arrojando las ecuaciones presentadas en la 

Figura 38, IpH2O2=0,02976+0,0086[H2O2] para el CYPOD-RB con R2 de  0,98128 y 

IpH2O2=0,0281+0,00953[H2O2] para el CYPOD-UF con R2 de 0,98008. Ambos electrodos 

muestran resultados congruentes, con desviaciones estándar de 0,0012 y 0,0007 para el corte 

con y y la pendiente respectivamente. Esto demuestra que la peroxidasa de limonaria tiene 

potencial para la detección cuantitativa del peróxido de hidrógeno en soluciones acuosas. 

 

4.6 Efecto de la velocidad de barrido sobre la respuesta bioelectrocatalítica del peróxido 

de hidrógeno 

Para evaluar las mejores condiciones para la detección de H2O2 con los 

SPGE/CYPOD se estudió el efecto de la velocidad de barrido midiendo los VCs de 10 a 450 

mVs-1 como se muestra en la Figura 38. 

Al comparar los valores de corriente y voltaje de los VCs a diferentes velocidades de 

barrido para el SPGE/CYPOD-RB (Tabla 10) se evidencia que al aumentar la velocidad de 

barrido aumenta la separación de picos y disminuye la relación de corrientes. La relación 

Ipc/Ipa disminuye con el aumento de la velocidad de barrido porque el grosor de la capa de 

difusión cerca al electrodo se vuelve más pequeña, reduciendo el efecto de la velocidad del 

transporte de masa en las señales de corriente. 

En la Tabla 11 se presentan las características de los VCs a diferentes velocidades de 

barrido para el SPGE/CYPOD-UF. En este sistema también se observa una disminución de 

la relación de corriente a medida que aumenta la velocidad de barrido, por otro lado, la 

separación de picos inicialmente en 806 mV a 10 mVs-1 en principio se reduce hasta alcanzar 
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un mínimo en 200 mVs-1 con 732 mV en el que se podría decir que se alcanza la mayor 

reversibilidad. A mayores velocidades la tendencia de la ΔEp es aumentar, desviándose más 

del comportamiento reversible. Como para un proceso reversible ΔEp se mantiene constante 

al variar la velocidad de barrido, y en ambos sistemas SPGE/CYPOD ΔEp varía se infiere 

que son sistemas quasi-reversibles. 

Figura 39 

Voltamperogramas cíclicos a diferentes velocidades de barrido en solución 3 mM de H2O2 

0,1 M KCl de (A) SPGE/CYPOD-RB y (B) SPGE/CYPOD-UF 

 

 

La relación entre los picos catódico y anódico, y la raíz cuadrada de la velocidad de 

barrido también brinda información importante de un sistema electroquímica. La ecuación 

de Randles-Sevick predice una dependencia lineal entre estas dos variables tanto para los 

sistemas reversibles como para los irreversibles. 
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Tabla 10  

Valores de corriente y voltaje de los picos de los VCs a diferentes velocidades de barrido 

para el SPGE/CYPOD-RB 

v [mVs-1] 
Epa 

[mV] 

Epc  

[mV] 

Ipa  

[μA] 

Ipc  

[μA] 

ΔEp  

[mV] 
Ipc/Ipa 

10 107 -474 3,8 -21,1 581 5,624 

50 242 -500 16,7 -50,3 742 3,019 

100 137 -547 40,1 -79,4 684 1,979 

150 149 -564 61,7 -106,8 713 1,730 

200 156 -576 83,0 -132,6 732 1,597 

250 156 -593 104,6 -156,4 750 1,496 

300 156 -598 125,4 -180,7 754 1,441 

350 159 -615 146,5 -203,7 774 1,390 

400 168 -618 166,3 -228,8 786 1,376 

450 171 -623 187,2 -250,6 793 1,339 

 

Tabla 11  

Valores de corriente y voltaje de los picos de los VCs a diferentes velocidades de barrido 

para el SPGE/CYPOD-UF 

v [mVs-1] 
Epa 

[mV] 

Epc  

[mV] 

Ipa  

[μA] 

Ipc  

[μA] 

ΔEp  

[mV] 
Ipc/Ipa 

10 315 -491 4,1 -22,1 806 5,406 

50 315 -449 16,8 -59,0 764 3,510 

100 315 -486 38,7 -91,7 801 2,367 

150 225 -503 58,1 -114,8 728 1,976 

200 215 -518 78,6 -138,6 732 1,764 

250 222 -527 99,3 -160,3 750 1,615 

300 220 -544 119,5 -182,8 764 1,530 

350 222 -557 138,3 -212,0 779 1,533 

400 234 -566 157,6 -235,8 801 1,497 

450 237 -583 178,6 -253,2 820 1,418 

 

Para el SPGE/CYPOD-RB, la linealización de la gráfica de Ipc/Ipa versus v1/2 (Figura 

40) tiene un R2 de 0,95693 para los picos anódicos y 0,97751 para los catódicos; mientras 
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que el SPGE/CYPOD-UF presenta R2 de 0,95448 y 0,9827 para los picos anódicos y 

catódicos respectivamente. Se observa que para ambos electrodos modificados no existe la 

tendencia lineal característica de procesos reversibles e irreversibles, permitiendo confirmar 

que la reducción del H2O2 mediada por la peroxidasa de limonaria sobre el SPGE es un 

proceso quasi-reversible.  

Figura 40 

Intensidad de corriente de los picos anódicos y catódicos en función de la raíz cuadrada de 

la velocidad de barrido en solución 3 mM de H2O2 0,1 M KCl de (A) SPGE/CYPOD-RB y 

(B) SPGE/CYPOD-UF 
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5. Conclusiones 

Se logró extraer y semi-purificar la peroxidasa de las hojas de limonaria por medio 

de reparto bifásico y ultrafiltración obteniendo una actividad enzimática específica de 124,37 

U/mg. Al estudiar la estabilidad en pH de la CYPOD se encontró que su pH es óptimo en el 

rango de 4,0 a 6,0 y mantiene hasta el 50% de su actividad hasta pH 7,0. En el estudio de 

termoestabilidad la peroxidasa mantuvo el 80% de su actividad de 40 a 60°C y se determinó 

que su constante de inactivación es de 0,00989 min-1. Su masa molecular se determinó a 

través de electroforesis SDS-PAGE y fue de 30 kDa. Se analizaron los efectos de la 

concentración de sustratos y pH en la actividad enzimática de la CYPOD con diferentes 

sustratos y se determinó que el pH óptimo para guayacol, o-dianisidina y o-fenilendiamina 

es 4,0, mientras que para el ABTS fue de 3,0, por otro lado, la concentración de los sustratos 

reductores influyó más en la actividad enzimática que la de H2O2, además se observó un 

posible efecto protector de todos los sustratos en la inactivación de la POD por exceso de 

H2O2. 

En el estudio de la respuesta electroquímica de la CYPOD frente al peróxido de 

hidrógeno en electrodos serigrafiados de carbono modificados con óxido de grafeno (SPGE), 

por medio de voltamperometría cíclica, se encontró que la peroxidasa disminuye el 

sobrepotencial de la reducción del H2O2, presentándose en voltajes de 0,45 V vs Ag Ag/Cl 

para el extracto tras el reparto bifásico y 0,43 V vs Ag Ag/Cl para el extracto ultrafiltado, por 

lo que en comparación el extracto más purificado y concentrado es más idóneo para la 

detección. También, el sistema SPGE/CYPOD mostró una respuesta lineal de la corriente 

frente a la concentración del peróxido en el intervalo evaluado de 0,5 a 4 mM. Finalmente, 
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la CYPOD favoreció la reversibilidad del proceso redox del K3[Fe(CN)6] y se confirmó un 

proceso quasi-reversible en la reducción del H2O2. En conclusión, la caracterización 

bioelectroquímica de la peroxidasa de las hojas de limonaria evidenció su potencial para 

aplicarse en biosensores para la detección de peróxido de hidrógeno y es un aporte para el 

estudio de peroxidasas provenientes de nuevas fuentes vegetales de plantas tropicales de la 

región. 
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6. Recomendaciones 

• Complementar el proceso de semi-purificación para establecer un protocolo con el 

que obtenga un extracto con menos impurezas. 

• A partir del estudio preliminar de la especificidad sustrática, determinar las constantes 

cinéticas Vmax, Km y Kcat de la enzima purificada con guayacol, o-dianisidina, o-

fenilendiamina, ABTS y H2O2. 

• Analizar la respuesta del electrodo frente a la reducción del H2O2 por medio de 

cronoamperometría, ya que esta técnica permite realizar una cuantificación más 

confiable con relación a las señales de corriente, y en presencia de interferencias, para 

evaluar el desempeño que el electrodo podría tener en muestras reales. 
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