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RESUMEN

Las lipasas son biocatalizadores ampliamente usados en diversas ramas industriales
asi como en el sector salud debido a su gran variedad catalitica entre las que se le

atribuyen esterificacion, transesterificacion, acidolisis, alcohdlisis y aminolisis.

Dada su importancia, es el interés de producirlas y obtener de ellas sus mejores
cualidades cataliticas para el fin particular que se persiga, de esta forma también se

hace importante la caracterizacién de estas enzimas.

El objetivo de esté trabajo fue producir, purificar y caracterizar parcialmente una
lipasa fungica extracelular. Para la produccion fue utilizado el microorganismo
Rhizopus microsporus var. chinensis por fermentacién en medio sdlido, al extracto
lipolitico obtenido fue sometido a dos métodos de concentracion preparativa,
precipitacion fraccionada con sulfato de amonio y ultrafiltracion con dos cortes
moleculares 30 kDa y 10 kDa con el fin de determinar cual daba el mayor factor de
purificacion y rendimiento, posterior a la seleccion del método de concentracion se
continuo con la metodologia de purificacion utilizando dos protocolos de separacion
de proteina. El protocolo 1 consistio en la concentracion del extracto por ultrafiltracion
con corte molecular de 10 kDa, el retenido resultante fue aplicado a una
cromatografia de interaccion hidrofébica, las fracciones recuperadas con actividad
lipolitica fueron sometidas a una cromatografia de intercambio anidénico. El protocolo

2 consistio en la concentracién por ultrafiltracion con membrana de 10 kDa, un paso



de cromatografia de intercambio aniénico y un paso de cromatografia de intercambio
cationico. El protocolo 2 fue el que proporciono mejores resultados por lo que la
lipasa parcialmente purificada obtenida fue la que se utilizo para la caracterizacion
parcial, que consisti6 en determinar Ila temperatura y pH 6ptimos de actividad

lipolitica.

La técnica de electroforesis fue empleada para observar el grado de avance del

método de purificacion.

Se analizaron diferentes métodos para la determinacion de actividad lipolitica entre
los que se encuentran los métodos espectrofotométricos oleato de cobre, cinética de
hidrdlisis de p-nitrofenil palmitato e hidrélisis de p-nitrofenil octanoato y el método de

titulacion pHstat, con el fin de seleccionar el mas exacto, preciso, sensible y seguro.

Fue analizada la afinidad por sustrato comparando los sustratos p-nitofenil palmitato
y p-nitrofenil octanoato y el efecto del uso de triton-X100.

Como resultados se obtuvo una mejor resolucién con el protocolo 2 de purificacién
del cual se desprenden un factor de purificacion de 6.0 veces, con un rendimiento de
recuperacion de 4.68 %, la lipasa obtenida tiene mayor afinidad por p-nitrofenil
octanoato y el uso de triton-X100 0.0012 % p/v favorece en un 28 % la actividad
lipolitica.

Con respecto a la caracterizacion, la enzima parcialmente purificada tiene un pH

optimo de 7.0 y una temperatura 6ptima de 40 °C.
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1. INTRODUCCION

Las lipasas, o enzimas lipoliticas (triacilglicerol ester hidrolasas EC 3.1.1.3), catalizan
la hidrolisis de triglicéridos (Fig. 1) en la interfase aceite-agua y son estables en

solventes organicos (Rohit et al. 2001).

I - .
‘R—C—O—CH O L lipasas

CH.—QH ICI) c|;|> ﬁ'
HO—CH + R—C—OH + R—C—OCH + 'R—C—OH
CH.—OH

Figura 1. Hidrdlisis de triglicéridos.

Las lipasas constituyen uno de los grupos mas importantes de biocatalizadores con
aplicacién biotecnologica, con éxito en la sintesis de biopolimeros, biodiesel,
agroquimica, en la elaboracion de detergentes, cosméticos y confiteria. También se
usan en la produccion de enantiomeros farmacéuticos para terapia medica de
reemplazo, como por ejemplo en la administracion de lipasa pancreatica de cerdo en

casos de insuficiencia pancreatica exocrina (Schmid et al.1998).

La mayoria de las lipasas microbianas son extracelulares y, usualmente, las células
se descartan después de la fermentacion tras centrifugacién o filtracién. Para
concentrar el extracto enzimatico se puede ultrafiltrar, precipitar con sulfato de

amonio o extraer con solventes organicos. Como técnica de purificacion,
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generalmente se emplea la combinacion de varios métodos cromatograficos como
filtracion en gel, interaccion hidrofobica o intercambio idnico. Nuevas técnicas como
la utilizacién de membranas y los sistemas de dos fases e inmunopurificacion se han
ido gradualmente utilizando, en la vanguardia de la purificacién de lipasas (Saxena et

al. 2003).

Entre los beneficios particulares que ofrece el uso de las lipasas, se pueden destacar
el aumento en la especificidad de reaccion, presentar actividad a condiciones de
temperatura y pH moderadas, ademas de la baja generacion de residuos.

Las lipasas estan presentes ampliamente en la naturaleza, en plantas, animales y
microorganismos. En células vegetales, las lipasas se encuentran en organelos
celulares de reserva de energia como las mitocondrias (Rohit et al. 2001) y en
animales son encontradas en el pancreas (Hasan et al. 2006). En las células
microbianas las lipasas intervienen en procesos metabdlicos de lipidos como
degradacion, absorcién, reconstruccién y metabolismo lipoproteinico (Rohit et al.

2001).

La produccién de lipasas esta influenciada por el tipo y concentracion de la fuente de
carbono y de nitrogeno, el pH del cultivo, la temperatura de crecimiento y la
concentracion de oxigeno disuelto (Elibol y Ozer. 2001). El uso de carbono lipidico
parece ser generalmente esencial para obtener una alta produccion de lipasa,
ademas, muy pocos autores han observado buena produccidon de lipasas en

ausencia de grasas o aceites (Sharma et al. 2001).
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2. ANTECEDENTES

2.1. Produccion de lipasas

Las enzimas microbianas, son mas utilizadas, en comparacion con las de
procedencia vegetal y animal, debido a su gran variedad catalitica, la posibilidad de
obtener altos rendimientos de produccién en menor tiempo, la facilidad en la
manipulacion genética y la produccion a partir de medios de cultivo econdmicos.
Asimismo, las enzimas microbianas son mas estables que las correspondientes de

plantas y animales.

Las lipasas microbianas son producidas por bacterias y hongos (Rohit et al. 2001).
Actualmente son mas usadas para la produccidn las cepas bacterianas, ya que
ofrecen mayor actividad que las producidas por levaduras, ademas de que, por lo
general, tienen mayor reactividad a un pH neutro o alcalino y son frecuentemente
termoestables (Hasan et al. 2006).

Las lipasas microbianas son generalmente producidas por fermentacion en medio
liquido (FML), aunque también pueden ser producidas por fermentaciéon en medio
sélido (FMS). En pocos casos se ha utilizado cultivo de células inmovilizadas. La
FML tiene como caracteristica principal que los nutrientes y microorganismos se
encuentran en contacto permanente en fase acuosa. En contraste, la FMS consiste

en el crecimiento de microorganismos (principalmente hongos) en materiales sélidos
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huamedos en ausencia de agua libre, procurando que toda el agua presente esté

adsorbida en la matriz del soporte (Lagunas et al. 2006).

2.1.1. Ventajas y desventajas de la fermentacién en medio sélido

Doelle et al. (1992) consideran como ventajas de la FMS los siguientes aspectos:

@

@

@

@

@

@

Los medios de cultivo son simples, generalmente subproductos

agricolas que presentan un alto contenido de los nutrientes necesarios.

La baja actividad del agua es de gran ayuda para evitar la

contaminacion, especialmente por bacterias y levaduras.

La concentracion natural del sustrato permite utilizar reactores mas

pequenos, en comparacion con los utilizados en fermentacion liquida.

La aireacién forzada es facilitada por la porosidad del soporte, lo que

permite una alta transferencia de oxigeno al microorganismo.

Pueden emplearse conidios como indculo en los procesos de
crecimiento de hongos, lo cual disminuye los costos y manipulacién en

la preparacion del indculo.

Algunos subproductos son utilizados integralmente, por ejemplo en
ocasiones la masa fermentada residual puede ser utilizada como
alimento animal, como base para productos para el control biolégico,

como fertilizantes, etc.

10



Especializacién en Biotecnologia

@ Los procesos se consideran generalmente como tecnologias limpias.

@ El bajo contenido de agua reduce drasticamente la capacidad hidrolitica

de las proteasas (Gervais y Molin. 2003).

@ La FMS puede ser trabajada en un cultivo en lote con una rapida
oxigenacion por el bajo suministro de azucar, tiene la ventaja de ser un
proceso estatico sin gasto de energia mecanica. En contraste, la FML
trabaja como sistema homogéneo y requiere una gran cantidad de
energia para suministrar la alta cantidad de oxigeno demandado

(Viniegra et al. 2003).

Sin embargo, entre las principales desventajas de la FMS se encuentran:

@ Su aplicacion se limita a microorganismos que crecen en bajos

contenidos de humedad.

@ La extraccidon de calor metabdlico puede ser un problema, sobre todo
cuando se trabaja a gran escala y no se puede controlar la temperatura

del proceso.

@ La naturaleza sélida dificulta la medicién de pH, temperatura, contenido

de humedad y concentracion del sustrato y productos.

@ Muchos aspectos de ingenieria, como el disefio de reactores y el

escalamiento, estan muy poco caracterizados.

11
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Las lipasas microbianas han sido producidas por ambos tipos de cultivo (FMS y

FML). Diversos estudios se han realizado para definir la composicion éptima del

medio de cultivo. Varias lipasas obtenidas a partir de Rhizopus sp. han sido

producidas, purificadas, cristalizadas y caracterizadas bioquimicamente. Se ha

reportado que Rhizopus. delemar produce una lipasa que hidroliza y sintetiza esteres

primarios con regioselectividad para 1,3-glicéridos (Haas et al. 1999). Asimismo, la

lipasa obtenida de Rhizopus. niveus mostré también una gran regioselectividad 1,3-

(Kohno et al. 1996).

2.1.2. Microorganismos utilizados en la produccién de lipasas

Una extensa variedad de microorganismos son capaces de producir lipasas, lo que

permite tener un amplio rango de propiedades lipoliticas con respecto a una posicion

especifica, especificidad de acidos

grasos, temperatura,

pH Optimos

y

termoestabilidad. Algunos de los microorganismos utilizados se enlistan en la tabla 1.

Tabla 1. Microorganismos productores de lipasas (Sharma et al. 2001).

Origen Genero Especie Referencia(s)
Bacterias Bacillus B. acidocaldarius Manco et al. 1998
(Gram-positivas) B. brevis Hou. 1994

12
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B. cereus El-Shafei y Rezkallah.
1997

B. coagulans El-Shafei y Rezkallah.
1997

B. stearothermophilus

Gowland et al. 1987;
Kim et al. 1998

B. subtilis

Kennedy y Rennarz.
1979

B. megaterium

Godtfredsen. 1990

Bacillus sp.

Helisto y Korpela.
1998

Bacillus sp. IHI-91

Becker et al. 1997

Bacillus sp. J 33

Nawani y Kaur. 2000

Bacillus sp.RS-12

Sidhu et al. 1998a,b

Bacillus WAI 28A5

Janssen et al. 1994

B. thermocatenulatus

Rua et al. 1998

B. thermoleovorans 1D-1

Lee et al. 1999

Burkholderia B. glumae El Khattabi et al. 2000
Burkholderia sp. Yeo et al. 1998
Lactobacillus L. delbruckiisub sp. El-Sawah et al. 1995
bulgaricus
Lactobacillus sp. Meyers et al. 1996
Micrococcus M. freudenreichii Hou. 1994
M. luteus Hou. 1994
Propionibacterium P. acne Sztajer et al. 1988
P. granulosum Sztajer et al. 1988
Staphylococcus S. aureus Lee y Yandolo. 1986
S. canosus Tahoun et al. 1985
S. epidermidis Farrell et al. 1993;
Simons et al. 1998
S. hyicus Van Oort et al. 1989;
Meens et al. 1997,
Van Kampen et al. 1998
S. warneri Talon et al. 1995
Streptococcus S. lactis Sztajer et al. 1988
Actinomicetos Streptomyces S. cinnamomeus Sommer et al. 1997
S. coelicolor Hou. 1994
S. fradiae NCIB 8233 Sztajer et al. 1988
Streptomyces sp. CCM 33 Sztajer et al. 1988
Streptomyces sp. PCB27 Sztajer et al. 1988
Bacterias Acinetobacter A. pseudoalcaligenes Sztajer et al. 1988
(Gram-negativas) A. radioresistens Chen et al. 1999
Hongos Aeromonas A. hydrophila Anguita et al. 1993
A. sorbia LP004 Lotrakul y Dharmsthiti.
1997
Chromobacterium C. viscosum Rees y Robinson. 1995;
Helisto y Korpela. 1998;
Jaeger y Reetz. 1998;
Diogo et al.1999
Continua tabla 1
Origen Genero Especie Referencia(s)
Bacterias Pseudomonas P. aeruginosa Aoyama et al. 1988;

(Gram-negativas)

Hou, 1994;
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Hongos Ito et al. 2001
P. aeruginosa KKA-5 Sharon et al. 1998
P. cepacia Penereac’h y Baratti.
1996;
Lang et al. 1998;
Hsu et al. 2000
P. fluorescens Maragoni. 1994;
Lacointe et al. 1996
P. fluorescens MFQ Guillou et al. 1995
P. fragi Mencher y Alford.1967
P. glumae Frenken et al. 1993;
Noble et al. 1994
P. mendocina Jaeger y Reetz. 1998
P. putida 3SK Lee y Rhee. 1993
P. pseudoalcaligenes F-111 Lin et al. 1995, 1996
Pseudomonas sp. Sin et al. 1998;
Miyazawa et al. 1998;
Reetz y Jaeger. 1998;
Dong et al. 1999
Pseudomonas sp. KWI56 Yang et al. 2000
Acremonium A. strictum Okeke y Okolo. 1990
Alternaria A. brassicicola Berto et al. 1997
Aspergillus A. carneus Helisto y Korpela.
1998
A. flavus Long et al. 1996,
1998
A. fumigatus Satyanarayan y Johri.
1981
A. japonicus Satyanarayan y Johri.
1981
A. niger Chen et al. 1995
A. nidulans Mayordomo et al. 2000
A. oryzae Ohnishi et al. 1994a,b
A. repens Kaminishi et al. 1999
Beauveria B. bassiana Hegedus y
Khachatourians.1988
Eurotrium E. herbanorium Kaminishi et al. 1999
Fusarium F. oxysporum Rapp. 1995
Hongos Geotrichum G. candidum Sugihara et al. 1994;
Ghosh et al. 1996
Geotrichum sp Macedo et al. 1997
Mucor M. circinelloides Balcdo et al. 1998
M. hiemalis Ghosh et al. 1996
M. javanicus Ishihara et al. 1975
M. miehei Rantakyla et al. 1996;
Lacointe et al. 1996;
Plou et al. 1998
M. racemosus Ghosh et al. 1996
Continua tabla 1
Origen Genero Especie Referencia(s)
Hongos Ophiostoma O. piliferum Brush et al. 1999
Penicillium P. camambertii Ghosh et al. 1996

14
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P. citrinum Sztajer y Maliszewska.
1989
P. cyclopium Chabhinian et al. 2000
P. fumiculosum Hou. 1994
P. roqueforti Petrovic et al. 1990
Penicillium sp. Helisto y Korpela.
1998
P. wortmanii Costa y Peralta. 1999
Rhizomucor R. miehei Merek y Bednasski.
1996;

Weber et al. 1999;
Jaeger y Reetz.

1998;
Dellamora et al. 1997
Rhizopus R. arrhizus Elibol y Ozer. 2001
R. chinensis Ghosh et al. 1996;

Nakashima et al. 1988
Yang et al. 2009
R. delemar Klein et al. 1997;
Espinosa et al. 1990;
Haas et al. 1992;
Lacointe et al. 1996

R. honothallicus Mateos et al. 2006
R. microsporous Ghosh et al. 1996
R. nigricans Ghosh et al. 1996
R. niveus Kohno et al. 1994, 1999
R. nodosus Nakashima et al. 1988
R. oryzae Salleh et al. 1993;

Coenen et al. 1997;
Beer et al. 1998;
Essamri et al. 1998;
Takahashi et al.
1998;

Hiol et al. 2000

Levaduras Candida C. antarctica Weber et al. 1999;

Jaeger y Reetz.
1998; Arroyo et al.

1999
C. curvata Ghosh et al. 1996
C. cylindracea Kamiya y Gotto. 1998,;
Helisto y Korpela. 1998
C. deformans Lacointe et al. 1996
C. parapsilosis Lacointe et al. 1996
C. rugosa Wang et al. 1995;

Frense et al. 1996;
Yee et al. 1995;
Brocca et al. 1998;
Xie et al. 1998

C. valida Ghosh et al. 1996
Continua tabla 1
Origen Genero Especie Referencia(s)
Levaduras Pichia P. bispora Hou. 1994
P. burtonii Sugihara et al. 1995

15
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P. maxicana Hou. 1994
Rhodotorula R. glutinis Papaparaskevas et al.
1992
R. pilimornae Tahoun et al. 1985
Saccharomyces S. crataegenesis Hou. 1994
S. lipolytica Tahoun et al. 1985
Torulospora T. globora Hou. 1994
Trichosporon T. asteroides Dharmsthiti y
Ammaranond. 1997
Yarrowia Y. lipolytica Merek y Bednasski. 1996;
Pignede et al. 2000

Gran parte de la produccién industrial de lipasas microbianas es obtenida a partir de

hongos y bacterias, en la tabla 2 se muestran algunas de sus caracteristicas.

Tabla 2. Caracteristicas de lipasas comerciales (Sharma et al. 2001).

Tipo Origen Aplicaciéon Compaiiia productora
Hongos C. rugosa Sintesis organica Amano, Biocatalysts, Boehringer
Mannheim, Fluka, Genzyme,
Sigma
C. antarctica Sintesis organica Boehringer Mannheim, Novo
Nordisk
T. lanuginosus Aditivo en detergentes Boehringer Mannheim, Novo
Nordisk
R. miehei Procesado de Novo Nordisk, Biocatalysts,
alimentos Amano
Bacterias Burkholderia Sintesis organica Amano, Fluka, Boehringer
cepacia Mannheim
P. alcaligenes Aditivo en detergentes Genencor
P. mendocina Aditivo en detergentes Genencor
C. viscosum Sintesis organica Asahi, Biocatalysts

16
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2.1.3. Medios de cultivo utilizados en la produccién de lipasas

La produccién de lipasas es fuertemente influenciada por el tipo y la concentracion
de las fuentes de carbono y nitrogeno, el pH del cultivo, la temperatura de
crecimiento y la concentracion de oxigeno disuelto. A continuacion se describen
algunos ejemplos de cultivos empleados para la produccidon de lipasas partir de

Rhizopus sp.

Yang et al. (2009) produjeron dos lipasas de R. chinensis (LIP 1y LIP 2) por FMS en
un medio de cultivo que contenia: 10 g salvado de trigo y harina de trigo (2:3 p/p),
lactosa 1 % p/p, peptona 2 % p/p, KzHPO4 0.2 % p/p, MgSO4 0.05 % p/p y aceite de
oliva 2 % p/v, con un ajuste de humedad del 70 % y pH 6.5. Se inoculé con 1 mL de
suspension de esporas (10" esporas/mL) y se incubé a 30 °C durante 72 h. En la

tabla 3 se muestran las caracteristicas de las lipasas producidas.

Tabla 3. Caracteristicas de dos lipasas obtenidas a partir de R. chinensis.

Caracteristica LIP 1 LIP 2
Peso molecular 62 kDa 33 kDa
pH optimé 8.0 8.0y 8.5
pH de estabilidad (1 h) 6.0-9.0 5.5-7.0
Temperatura optima (°C) 40 °C 40 °C
Temperatura de estabilidad (1 h) 50 °C 35°C
Inductor enzimatico K* Mn?*
Especificidad de sustrato p-Nitrofenil p-Nitrofenil
palmitato laurato
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En otro estudio (Hiol et al. 2000), R. oryzae fue cultivado en un fermentador de 2 L
(CMF 100 Basic, B. Braun, France). El medio contenia corn steep liquor 4 % plv,
peptona 1 % p/p, KH2PO4 1.4 % p/p, KoHPO4 0.24 % p/p y MgSO4 0.04 % p/p y fue
ajustado a pH 5.6. Una reja metalica fue utilizada como soporte de crecimiento en el
fermentador, el cual fue autoclavado a 120 °C durante 30 min. Después fue inoculado
con 10 mL de una suspensién 10° esporas/L Al cultivo se le administro
abundantemente oxigeno durante 2 min, con agitacion de 100 rpm. La temperatura
de crecimiento se mantuvo a 35 °C durante el primer dia de cultivo y fue reducida a
28 °C para el resto del periodo de fermentacién, que fue de siete dias. Se produjo
una lipasa de 32 kDa con actividad especifica de 8800 U/mg, pH optimo de 7.5,
temperatura optima de 35 °C, estabilidad a pHs de 4.5 a 7.5 y estabilidad a

temperaturas de 20 a 35 °C.

Rodriguez et al. 2006 evaluaron el efecto de diferentes fuentes de nitrégeno, carbono
y energia en la produccion de lipasas a partir de R. homothallicus por FMS.
Encontraron que el uso de urea como fuente de nitrégeno da la mayor produccion de
lipasas, en contraste con las sales de amonio (donde la produccion es muy baja o
nula). También encontraron que el uso de aceite de oliva y la adicion de
oligoelementos da los mayores rendimientos de produccién de lipasas. A partir de
este estudio, la composicion del medio que dio el mayor rendimiento de produccién
de lipasas fue (en g/L): aceite de oliva 40; lactosa 5, urea 4; K;HPO4 5, K;HPO4 1; el

medio fue concentrado 1.5 veces manteniendo un pH 6.5 y se utiliz6 como soporte
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bagazo de cafia de azticar. El medio fue inoculado con 3x10” esporas/g y ajustado a

75 % de humedad. Se incubd a 40 °C, con 40 mL/min de aireacion durante 20 h.

Para la produccién de lipasas de R. niveus por FML (Kohno et al. 1994) se utilizd un
medio de cultivo que contenia: peptona 5 % p/v, glucosa 2 % pl/v, extracto de
levadura 0.02 % p/v, KH2PO4 0.1 % p/v y MgSO4 0.05 % p/v, ajustando el medio a
pH 6.5. La fermentacion se realizé a 27 °C durante 4 dias, con agitacién constante.
Se obtuvieron dos lipasas, la lipasa | que gradualmente se convirtié en la lipasa Il (50
%) después de que fue incubada la solucion de lipasa | pura durante varios dias a 37
°C. Esta conversion fue debida a la serin proteasa presente en pequenas cantidades
en la preparacion de lipasa |. lo que fue comprobado al adicionar un inhibidor
especifico para serin proteasa (PMSF, fluoruro de fenilmetilsulfonilo). En la tabla 4 se

muestran las caracteristicas de las dos lipasas.

Tabla 4. Caracteristicas de dos lipasas obtenidas a partir de R. niveus.

Caracteristica Lipasa | Lipasa
Peso molecular 34 kDa 30 kDa
Actividad lipolitica 5000 U/mg 6200 U/mg
pH 6ptimo 6.0a6.5 6.0
Temperatura 6ptima 35°C 40 °C
Estabilidad a temperatura (30 min) 28 a 38 °C 23a43°C
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2.2. Métodos de extraccion de lipasas

Se han empleado diferentes métodos para obtener un extracto crudo lipolitico
después de la fermentacion, ya sea realizada por FMS o FML. Algunos ejemplos se

describen a continuacion:

La extraccion de lipasas producidas por FMS a partir de R. chinensis fue llevada a
cabo a 4 °C, como se describe a continuacion. Los soélidos colectados fueron lavados
dos veces con agua para eliminar los residuos de la fermentacidén, después fueron
lavados por barrido usando detergente aséptico para eliminar el sustrato unido al
micelio. Posteriormente, 100 g de micelio fue suspendido en 1 L de solucién
amortiguadora de fosfato de sodio 50 mM a pH 6.5 y se sometid a presién hidraulica
de 8000-12000 psi. Después se centrifugd a 15000 rpm durante 30 min y el
precipitado se resuspendioé en solucién amortiguadora de fosfato de sodio 50 mM y
pH 6.5. Se adiciond Triton X-100 1 % p/v manteniendo agitacién suave durante 8 h 'y
posteriormente fue centrifugado a 15000 rpm durante 20 min. El sobrenadante fue

considerado como el extracto crudo (Yang el al. 2009).

La extraccién de lipasas producidas a partir de R. oryzae incubado en FML se llevo a
cabo a 4 °C. El micelio fue eliminado tras filtracion con papel Whatman No 1; el
filtrado fue centrifugado a 10000 xg durante 25 min. El sobrenadante fue considerado

como el extracto crudo y se afadieron benzamida 2 mM y azida de sodio 0.02 %
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para prevenir la degradacion proteolitica y el crecimiento microbiano (Hiol et al.

2000).

Las lipasas obtenidas por FMS a partir de R. homothallicus fueron extraidas de la
materia solida fermentada por presién mecanica. El extracto fue centrifugado a 5000
xg durante 5 min a 4 °C y el sobrenadante fue considerado como el extracto crudo

(Rodriguez et al. 2006).

El extracto lipolitico producido por FMS a partir de R. homothallicus fue obtenido a 4
°C adicionando a cada columna de fermentacion 125 mL de soluciéon amortiguadora
Tris-HCI 20 mM y pH 8, con Triton X-100 0.5 % p/v y benzamida 2 mM. Después de
40 min con un chorro constante de aire saturado inyectado por la parte superior de la
columna el extracto fue recuperado por la parte inferior de ésta. El contenido de la
columna fue removido suavemente de forma manual para recuperar el resto del
extracto. Ambas fracciones fueron mezcladas, siendo consideradas como el extracto

crudo (Mateos et al. 2006).

El extracto lipolitico producido por FML a partir de R. niveus se extrajo por filtracion,
el extracto fue ajustado a pH 6.0 adicionando solucion amortiguadora de fosfato de
sodio 10 mM y pH 6.0. La solucion resultante permanecié por 1 h a 4 °C, y el
precipitado se elimind tras centrifugacion. El sobrenadante fue considerado como el

extracto crudo (Kohno et al. 1994).
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2.3. Purificacion de lipasas

Yang et al. (2009) purificaron la lipasa producida a partir de R. chinensis precipitando
el extracto crudo lipolitico con (NH4),SO4 al 70 % de saturacién. Tras centrifugacién a
12000 rpm durante 15 min, el precipitado fue resuspendido en solucidn
amortiguadora de sulfato de sodio 20 mM y pH 6.5 hasta alcanzar la cuarta parte del
volumen original. La solucién fue dializada contra solucion amortiguadora de fosfatos
de sodio 20 mM / (NH4)2SO4 0.5 M, Triton X-100 0.1 % p/v, a pH 6.5. El concentrado
fue aplicado a una columna de Butyl-Sepharosa 4 Fast Flow (1.6 x 20 cm) pre-
equilibrado con la solucién amortiguadora antes mencionada. Las proteinas fueron
eluidas por disminucion de la concentracion de (NH4)>SO4 desde 0.5 a 0 M con una
velocidad de flujo de 1.2 mL/min (las fracciones con actividad fueron eluidas con una
concentracion de (NH4)>.SO4 0.3 M. Las fracciones fueron reunidas, concentradas y
cargadas en una columna de exclusion molecular (Superdex 75 (26/60), Amersham
Biosciences) la cual fue pre-equilibrada con solucién amortiguadora de fosfato 20
mM / Triton X-100 0.1 % p/v, a pH 6.5. La lipasa fue eluida con la misma solucion
amortiguadora, con un flujo de 2 mL/min. Todos los pasos de purificacién fueron

realizados a 4 °C.

Hiol et al. (2000) precipitaron el extracto lipolitico producido a partir de R. oryzae con
(NH4)2SO4 al 30 % de saturacion a 0 °C. Después se centrifugo a 12000 xg durante
15 min y el precipitado fue descartado. El sobrenadante se precipitd con (NH4)2SO4

al 75 % de saturacién a 0 °C, centrifugandose a 10000 xg durante 15 min. El
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precipitado fue resuspendido en 30 mL de solucion amortiguadora Tris-HCI / azida de
sodio 0.02 % y benzamida 2 mM, a pH 6.8. La solucion enzimatica fue dializada toda
la noche contra la misma solucion amortiguadora y el material insoluble fue
descartado por centrifugacion. La solucién enzimatica fue cargada en una columna
de Sulfopropil-Sepharosa (2.6 x 10 cm) previamente equilibrada con la misma
solucién amortiguadora, la enzima unida a la matriz fue eluida con un gradiente lineal
de NaCl de 0 a 0.5 M en la misma solucién amortiguadora, con un velocidad de flujo
de 0.8 mbL/min (las fracciones con actividad lipolitica fueron eluidas con
concentraciones de aproximadamente 0.15 M). Estas fracciones fueron reunidas y
dializadas contra la misma solucién amortiguadora. El dializado fue cargado en una
columna de Q-Sepharose equilibrada con la misma soluciéon amortiguadora, aunque
la lipasa no fue adsorbida. La soluciéon enzimatica fue entonces concentrada por
ultrafiltracién con una celda Amicon, usando una membrana de corte molecular de 10
kDa. El concentrado fue cargado en una columna de Sephadex G75 (2.6 x 10 cm)
previamente equilibrada con solucion amortiguadora Tris-HCI 20 mM / NaCl 0.15 M,
a pH 6.8. La elucion fue hecha con la misma solucibn amortiguadora, con una
velocidad de flujo de 0.4 mL/min. Las fracciones que presentaban actividad lipolitica
fueron reunidas y dializadas contra solucién amortiguadora Tris-HCI 20 mM y pH 6.8.
La muestra fue aplicada a una columna de Sulfopropilo (2.6 x 10 cm), equilibrada con
solucion amortiguadora Tris-HCI 20 mM y pH 6.8 y la lipasa fue eluida con Tris-HCI
20 mM / NaCl 0.15 M, a pH 6.8. Todos los pasos de purificacion fueron llevados a 4

°C.
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El extracto enzimatico obtenido por FMS a partir de R. homothallicus fue concentrado
por ultrafiltraciéon en un aparato Minitan con membrana de corte molecular de 10 kDa.
El exceso de Triton X-100 usado en la extraccion de la lipasa fue eliminado usando
una columna empacada con el absorbente polimérico Amberlita XAD-2 (Supelco). La
solucion enzimatica fue cargada a una columna de butil-sepharosa equilibrada con
solucion amortiguadora Tris-HCI 20 mM / (NH4).SO4 1 M, a pH 8.0. La lipasa fue
eluida con un gradiente de (NH4)>;SO4 de 1 a 0 M un flujo de 2 mL/min. Las
fracciones con actividad lipasa fueron reunidas, concentradas y cargadas en una
columna de Superdex G-200 (26/26, Amersham) equilibrada con una solucién
amortiguadora Tris-HCI 10 mM / NaCl 150 mM, a pH 8.0, con un flujo de 1 mL/min.

Todos los pasos de purificacion fueron llevados a 4 °C (Mateos et al. 2006).

El extracto crudo lipolitico obtenido por FML a partir de R. niveus fue cargado en una
columna de DEAE-Toyopearl (5 x 35 cm), previamente equilibrada con solucién
amortiguadora de fosfato de sodio 10 mM a pH 6.0. La actividad lipolitica fue
encontrada en las fracciones no adsorbidas, las cuales fueron colectadas y puestas
en una columna de CM-Toyopearl (5.0 x 35.0 cm) previamente equilibrada con la
misma solucion amortiguadora. La proteina fue eluida con un gradiente lineal de
NaCl de 0 a 0.5 M. Dos fracciones con actividad lipasa (lipasa | y lipasa Il) fueron

colectadas y precipitadas con (NH4),SO4 al 70 % de saturacion.

La lipasa | precipitada fue disuelta en agua desionizada, y la solucién fue desalada

con una columna de Sephadex G-25 (2.0 x 120 cm). Para el desalado, una solucién
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amortiguadora de fosfato de sodio 0.1 M, pH 6.0 fue adicionada hasta alcanzar una
concentracion de 10 mM. Esta solucion fue puesta en una columna CM-Toyopearl
equilibrada con la misma solucién amortiguadora. La elucién fue hecha por
incremento de pH de la solucion amortiguadora de fosfato de sodio 10 mM pasando
de pH 6.0 a 7.0. La fraccién con actividad lipasa fue eluida a pH 6.8.

La lipasa Il fue desalada con el mismo método usado para la lipasa |. Después fue
afiadida a una columna CM-Toyopearl equilibrada con solucién amortiguadora de
fosfato de sodio 10 mM, a pH 6.8. La lipasa Il fue eluida con un gradiente lineal de

NaCl de 0 a 0.3 M (Kohno et al. 1994).

En la tabla 5 se muestran los pesos moleculares y la actividad especifica de las

lipasas purificadas con los distintos métodos de purificacion descritos.

Tabla 5. Caracteristicas de lipasas purificadas producidas a partir de varias especies

de Rhizopus.
Peso molecular Actividad Método de determinacion
especifica de actividad Referencia

(kDa) (U/mg)

33 96.8 Espectrofotométrico Yang et al.2009

32 8800 Titulacion Hiol et al.2000
29.5 10700 Titulacion Mateos et a/.2006

34 5000

30 6200 Titulacion Kohno et al.1994
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2.4. Determinacion de actividad lipasa

Hay numerosos métodos para medir la actividad hidrolitica, asi como la deteccion de

lipasas. Estos métodos pueden ser clasificados de la siguiente manera (Beisson et

al. 2000):
I Titulacion
1. Espectroscopia (fotometria, fluorometria, infrarrojo)

1. Cromatografia

V. Radiactividad

V. Tensiometria interfacial
Vi Turbidimetria

VIl. Conductimetria

VIll. Inmunoquimica

IX. Microscopia

La hidrdlisis de triglicéridos por lipasas consiste en la liberacién por hidrolisis de cada

uno de los acidos grasos que forman un triglicérido hasta dejar sélo el glicerol, como

se muestra en la figura 2.
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TAG TDAG —> MAG ——>Glicerol
AGL AGL AGL

Figura 2. Hidrdlisis de triglicéridos.
TAG = Triacilglicerol
DAG = Diacilglicerol
MAG = Monoacilglicerol

AGL = 4cidos grasos libres

Usando varios métodos fisicoquimicos, se puede monitorear la desaparicion de

sustrato o la aparicion de producto.

I. Titulacion

El método conocido como pHstat es usado para la caracterizacion de actividad y
especificidad lipasa, asi como el fendmeno de activacion interfacial. Este método
involucra la titulacion continua de los acidos grasos liberados durante la hidrdlisis
enzimatica de los triglicéridos que se encuentran en la emulsién de reaccion (Jurado

et al. 2006).

El método consiste en la neutralizacion con NaOH de los acidos grasos liberados
mediante la accion lipolitica. La actividad es medida bajo agitacion constante y se
emplean triacilgliceroles naturales o sintéticos, con un pH y tiempo de reaccion

determinados (Beisson et al. 2000).
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Il. Espectroscopia

@ Fotometria
El método espectrofotométrico de oleato de cobre consiste en la cuantificacion de los
acidos grasos liberados durante la hidrdlisis de triglicéridos de aceite de oliva por
accion de las lipasas. Estos acidos grasos, en presencia de iones de cobre, dan
origen a la formacién de una sal colorida (verde esmeralda) y cuya intensidad es
medida en un espectrofotdmetro a una longitud de onda de 715 nm (Kwon et al.

1986; Rodriguez et al. 2006).

También pueden usarse ésteres carboxilicos sintéticos, como [I-nafthol, p-nitrofenol
o 2,4-dinitrofenol, cuya hidrdlisis a alcoholes puede ser monitoreada continua y
cuantitativamente usando un espectrofotdmetro. La aparicion de la coloracion
amarilla del p-nitrofenol (pKa 7.15) puede ser monitoreada a una longitud de onda de
405 nm. La formacion de 2,4-dinitrofenol (pKa 3.96) puede ser monitoreada a 360 nm

(Beisson et al. 2000).

@ Fluorometria
En los métodos de fluorescencia se usa como sustrato un triacilglicerol sintético con
un grupo pirano unido al grupo acilo. EI método permite determinar la cantidad de
marcador relacionado con los acidos grasos libres relacionados, observandose un
cambio de la intensidad fluorescente a una longitud de onda determinada. La dansil-
fosfatidiletanolamina y los NBD-fosfolipidos han sido usados como substratos para

detectar actividad lipasa (Beisson et al. 2000).
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@ Infrarrojo
La lipdlisis es monitoreada en un espectroscopio infrarrojo (Fourier transform infrared
spectroscopy). Los ésteres de acidos grasos y los acidos grasos pueden ser

cuantificados utilizando la ley de Beer (Beisson et al. 2000).

lll. Cromatografia

Varias técnicas cromatograficas son empleadas para detectar acidos grasos
relacionados con la actividad lipolitica, como por ejemplo las columnas de florisilo o
acido silicico, la cromatografia en capa fina y la cromatografia de gas o liquida

(Beisson et al. 2000).

IV. Radiactividad
Este método esta basado en unir el acido graso libre extraido con solvente organico
con ®*Ni, aunque requiere primero quitar el solvente para adicionar la solucion de ®*Ni

(Beisson et al. 2000).

V. Tensiometria interfacial

Una técnica, que involucra la formacion de una monocapa de lipido en una interfase
aire-agua, consiste en un plato Wilhelmy que tiene un canal de teflén lleno de
solucion acuosa. Un delgado plato de platino es sumergido en la superficie de la fase
acuosa el cual tiene implementado un electromicrobalance para medir la presion

superficial (). Esta directamente relacionada con la tensién superficial (y) por la
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relacion & = yo - vy, donde yo es el valor de referencia de la tension interfacial de la
interfase aire-agua. Una capa monomolecular de una solucion de lipidos en un
solvente poco soluble en agua es extendida en la superficie de la fase acuosa. El
area ocupada por la capa lipidica puede ser limitada y ajustada con una barra de
teflon que barre la superficie de la fase acuosa, por lo que la presion superficial
puede ser mantenida automaticamente constante usando el dispositivo de teflon, que
es controlado y regulado dependiendo de la potencia del microbalance. Al inyectar la
solucion de lipasa debajo de la capa monomolecular de la fase acuosa, se da la
disminucién de la presion superficial debido a la solubilidad del los acidos grasos
liberados por la accién lipolitica al hidrolizar el lipido. Cuando la barra se mueve para
mantener la presion constante, la cinética de la reaccidén puede ser monitoreada por

el movimiento de la barra con respecto del tiempo.

Otro método es el de gotas de aceite En éste, la tension interfacial dada por un perfil
de gota de aceite es medida automaticamente usando la ecuacion de Laplace. La
acumulacioén del producto de la hidrdlisis en la superficie de las gotas de aceite es
responsable de la disminucién de la tension superficial, con lo que se obtiene una

cambio del perfil de gota con respecto del tiempo (Beisson et al. 2000).
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VI. Turbidimetria
El método turbidimétrico consiste en medir la densidad optica, que aumenta debido a
la hidrdlisis del sustrato en presencia de CaCls,, el cual precipita al irse hidrolizando el

sustrato (Beisson et al. 2000).

VIl. Conductimetria
En este método se mide el incremento de la conductividad eléctrica relacionada con

los acidos grasos liberados debida a la accion lipolitica (Beisson et al. 2000).

VII. Inmunoquimica

La prueba de ELISA (enzyme-linked immuno sorbent assay) es un sistema altamente
sensible y especifico para detectar y cuantificar lipasas. Este método inmunoldgico
puede ser usado para detectar tanto las lipasas activas como las inactivas, aunque
se requiere que las lipasas estén puras. Este ensayo consiste primero en la unién de
un anticuerpo policlonal (captor) a un soporte sélido. El antigeno (lipasa) interactua
con el primer anticuerpo, antes de adicionar un segundo anticuerpo (detector) el cual

reconoce el epitope del antigeno (Beisson et al. 2000).

IX. Microscopia

La cinética de la hidrdlisis lipolitica es monitoreada usando un microscopio de fuerza
atomica. Una imagen en tiempo real de la hidrdlisis es obtenida y analizada por el
software, que muestra el aumento del area que deja libre el lipido en la interfase al

ser hidrolizado en funcién del tiempo (Beisson et al. 2000).
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3. JUSTIFICACION

La actividad catalitica de una enzima esta influenciada por la temperatura y pH del
medio, por lo que la purificacion parcial y caracterizacion de la temperatura y pH
optimos de actividad de la lipasa producida por Rhizopus microsporus var. chinensis

permitira proponer aplicaciones para la enzima estudiada.

4. HIPOTESIS

La caracterizacion del efecto de temperatura y pH en la actividad de un extracto

lipolitico parcialmente puro permitira mejorar su eficiencia lipolitica.

5. OBJETIVO GENERAL

Producir, purificar y caracterizar parcialmente una lipasa fungica extracelular.

6. OBJETIVOS PARTICULARES

@ Aprender la técnica de produccion de enzimas por fermentacién en medio

solido.

@ Aprender las técnicas de purificaciéon de enzimas.

32



Especializacién en Biotecnologia

©

Aprender criterios de toma de decisidén en el desarrollo experimental de un

proyecto de investigacion.

©

Producir un extracto fungico lipolitico por fermentacion en medio sdlido.

©

Purificar parcialmente un extracto lipolitico.

©

Caracterizar en términos de temperatura y pH 6ptimos de actividad el

extracto parcialmente purificado.

7. METODOLOGIA

7.1. Microorganismo

7.1.1. Conservacion del inoculo

Se utilizo una cepa de Rhizopus microsporus var. chinensis de la coleccion
microbiana de la Universidad Autonoma Metropolitana (México). La cepa se sembré
por estria en tubos de agar papa dextrosa (APD) con 12 mL por tubo y se incubé a

30 °C durante 7 dias. Se conservo a 4 °C.
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7.1.2. Propagacion de esporas.

Las esporas se cosecharon con 10 mL de Tween 80 0.01 % v/v por tubo de
conservacion (previamente esterilizado), mediante agitacion en vortex. Se
adicionaron alicuotas de 0.5 mL a matraces Erlenmeyer de 250 mL con 60 mL de

APD, incubandose durante 7 dias a 30 °C.

7.1.3. Cosecha de esporas

Posterior a la esporulacion, las esporas se cosecharon con 12.5 mL de Tween 80 al

0.01% v/v por matraz, previamente esterilizado.

7.1.4. Conteo de esporas

Se hizo conteo de esporas en una camara de Neubauer, utilizando un microscopio
de contraste de fases (Olympus BX40), para ajustar a una relacién de 3 x10 esporas

por gramo de soporte inerte.

7.2. Preparacién del soporte

Se utilizé6 agrolita como soporte inerte, la cual se tamizé6 en mallas de 16 y 20

(tamano de particula), se lavo y seco a 60 °C.
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7.3. Preparacién del medio de fermentacién

El medio de fermentacion utilizado fue el reportado por Rodriguez et al. (2006)

concentrado 1.25 veces (Anexo 1).

7.4. Fermentacion en medio sélido (FMS)

Se mezclé la agrolita con el medio de fermentacion y se inoculd con una
concentracion de 3 x 107 esporas/g de soporte y se ajustd a un valor del 55 % de

humedad (materia humeda).

La mezcla se empaco en columnas de vidrio de 20 x 2.5 cm con 20 g de materia
humeda y se incubo6 a 40 °C con un flujo de aire de 40 mL/min durante 16 h (Angel

2008; Rodriguez et al. 2006).

7.5. Conservacion de materia fermentada

Concluida la fermentacién, la materia fermentada contenida en las columnas se secé
con aire a un flujo de de 10 L/min hasta alcanzar un contenido de humedad final
menor al 10 %. La materia seca fermentada (msf) se almacend protegida de la luz a

temperatura ambiente.
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7.6. Métodos de concentracién preparativa

El extracto lipolitico se recuperd de la msf adicionando solucién amortiguadora de
fosfatos 25 mM y pH 7.0 en una relacion 1:10 p/v. La extraccién se realiz6 con
agitacion suave durante 10 min a 4 °C (bafio de hielo), posteriormente se centrifugd a
15000 xg a 4 °C durante 15 min; el sobrenadante se filtré al vacio y se considero
como el extracto lipolitico (EL), al cual se le adicion6 cocktail inhibidor de proteasas 2

mM.

Al concentrar se reduce el volumen del EL; lo que facilita la manipulacién del mismo.
Se usaron dos métodos de concentracion para determinar cual ofreceria el mejor
rendimiento de actividad enzimatica. Los métodos probados fueron: precipitacion

fraccionada y ultrafiltracion, ambos se realizaron a 4 °C.

7.6.1. Precipitacion fraccionada.

La precipitacion con (NH4).SO4 depende de la fuerza idnica que ejerce el medio en
donde esta inmersa la proteina. Al aplicar la precipitacion fraccionada al EL se busca
el corte de saturacion que proporcione el mayor rendimiento lipolitico. Se realizaron

los siguientes cortes: de 0 a 60, 60 a 65,0a 70, 70 a75y 75 a 80 % de saturacion.
El (NH4).SO, fue adicionado al EL lentamente, hasta obtener la saturacion deseada.
Se dejé homogeneizar durante 4 h a 4 °C y posteriormente se centrifugd a 15000 xg

a 4°C durante 15 min. El sobrenadante se separé por decantacion y el precipitado se
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resuspendiéo en solucion amortiguadora de fosfato 25 mM y pH 7.0. Se tomaron
muestras de sobrenadante y del precipitado resuspendido y se dializaron contra
solucion amortiguadora de fosfatos 1.5 mM, pH 7.0, para posteriormente analizar
proteina, actividad lipolitica y realizar electroforesis (SDS-PAGE) con ambas

fracciones.

7.6.2. Ultrafiltracion

El EL se ultrafiltr6 con una membrana de 30 kDa durante 2 h a 4 °C, el retenido
obtenido se ultrafiltr6 nuevamente a través de una membrana de 10 kDa durante 3 h
a 4 °C. En ambos cortes se tomaron muestras del filtrado y del retenido para

determinar proteina, actividad lipolitica y realizar electroforesis (SDS-PAGE).

7.7. Purificacion parcial

7.7.1. Protocolo 1.

El extracto lipolitico se recuperd de la msf adicionando solucién amortiguadora de
fosfatos 25 mM / CaCl; 10 mM, pH 7.0 en una relacién 1:10 (p/v). La extraccion se
realizd con agitacion suave durante 10 min a 4 °C (bafio de hielo). Tras filtrar con
papel Whatman No 1, se consideré al filtrado como el extracto crudo lipolitico, al cual

se le adiciono cocktail inhibidor de proteasas (2 mM).
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El extracto lipolitico se ultrafiltré con un corte molecular de 10 kDa a 4 °C, el retenido
fue cargado en una columna HiTrapTM Phenyl (Hig sub) de 1 mL, con solucion
amortiguadora Tris-HCI 20 mM, pH 7.0 / (NH4)2SO4 1 M. La elucion se hizo con un
gradiente de concentracion de (NH4).SO,4 de 1 a 0 M. Las fracciones con actividad se
reunieron y se dializaron contra solucién amortiguadora Tris-HCI 20 mM, pH 7.0, a 4
°C y se cargaron en una columna Econopac High Q cartridge. La solucion
amortiguadora fue Tris-HCI 20 mM (pH 7.0) y la elucion se realizdé con un gradiente

de 0 a 1 M de (NH4)2SOx.

7.7.2. Protocolo 2.

La extraccién se realizé como se describio en la seccion 7.7.1. El EL se ultrafiltré con
un corte molecular de 10 kDa a 4 °C y el retenido se cargé a una columna Econo-Pac
High Q cartridge con solucién amortiguadora Tris-HCI 20 mM a pH 7.0. La elucion se
realizd con un gradiente de NaCl de 0 a 1 M, las fracciones con actividad lipolitica se
reunieron y se concentraron mediante liofilizacién. El concentrado se dializdé contra
solucion amortiguadora Tris-HCI 20 mM, pH 7.0, y se inyect6 en una columna Econo-
Pac High S cartridge pre-equilibrada con solucién amortiguadora Tris-HCI 20 mM a

pH 7.0. La elucién de proteina se realizd con un gradiente de NaClde 0 a 1 M.
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7.8. Técnicas analiticas

7.8.1. Determinacion de proteina

La concentracion de proteina se determind mediante microensayo Bradford con Bio-
rad Dye Reagent (Bradford 1976). Se usé como referencia proteica la albumina

serica bovina (BSA) (Anexo 2).

7.8.2. Determinacién de actividad lipasa

Se analizé la actividad lipolitica de las muestras obtenidas en cada procedimiento al
que se sometid el extracto lipolitico. Para ello se emplearon métodos
espectofotométricos y el método de titulacion, describiéndose a continuacion el

procedimiento de cada uno de ellos.

7.8.2.1. Métodos espectrofotométricos

Los métodos espectofotométricos utilizados en la determinacion de actividad lipolitica
fueron: oleato de cobre, cinética de hidrélisis de p-nitrofenil palmitato (p-NPP) e

hidrdlisis de p-nitrofenil octanoato (p-NPO).
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7.8.2.1.1. Oleato de cobre
| Reaccion enzimatica

El método se baso en el reportado por Hernandez et al. (2009).

Emulsién

Se prepararon 100 mL de una solucién amortiguadora Tris-HCI 0.1 M / CaCl, 10 mM,
alcohol polivinilico 0.25 % p/v y goma arabiga 0.3 % p/v, a pH 8.0. La emulsion se
realizé adicionando 20 g de aceite de oliva a 10000 rpm durante 10 min y 40 °C,
usando un Ultra-Turrax (IKA-WERK®). La homogeneizacion se realiz6 en el

momento de su uso.

Solucioén colorida
La solucion colorimétrica fue preparada con acetato de cobre a una concentracion de

50 g/L, ajustando el pH a un valor de 6.1 con piridina.

Desarrollo

El desarrollo de color se llevd a cabo mezclando 40 mg de msf con 3 mL de la
emulsién en un tubo (por duplicado), e incubando la mezcla de reaccién a 40 °C
durante 15 min. La reaccion se detuvo con la adicion de 0.6 mL de solucion HCI 6 M.
La extraccion de los acidos grasos se realiz6 con 3 mL de n-heptano y se agitd
durante 30 s en vortex. La mezcla se centrifugd a 7505 xg durante 10 min a 4 °C. A
2.5 mL de la fase organica recuperada se le adicionaron 0.5 mL de solucién de color
y se agitd durante 30 s. Se leyd la absorbancia a 715 nm en un espectrofotometro
SHIMADZU® UV-160. El blanco fue preparado con msf previamente inactivada con

0.6 mL de HCI 6 M.
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Il Calculo de actividad lipolitica
Una unidad de lipasa (U) se define como la cantidad de enzima necesaria para
liberar el equivalente a 1 pmol de acido oleico por minuto bajo las condiciones de

ensayo (pH 8.0 y 40 °C).

Las U fueron calculadas a partir de la siguiente ecuacion:

U/ gms =[(abs - b/m)}1.2(3/x)=(1/ )< (1/15)
Donde:
abs es la absorbancia a 715 nm
b corresponde al blanco
m es el valor de la pendiente de la curva estandar (mL pmol™) (Anexo 3)
1.2 es el factor de correccion (3.0/2.5=1.2); 3 mL es el volumen total de reaccion y
2.5 mL es el volumen de extraccion de los acidos grasos relacionados con la
reaccion lipolitica
x son los gramos de biocatalizador (gs)

y son los gramos de materia seca por gramo de biocatalizador (gms gs")

15 es el tiempo de reaccion (min)
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7.8.2.1.2. Cinética de hidrolisis de p-nitrofenil palmitato (p-NPP)

El método fue realizado de acuerdo con lo reportado por Pencreac’h y Baratti,

(1996), con algunas modificaciones.

| Reaccién enzimatica
Se preparo una solucion de p-nitrofenil palmitato (p-NPP) 10 mM la cual se diluy6 en
solucion amortiguadora Tris-HCI 100 mM / alcohol polivinilico 0.25 % p/v, a pH 8.0 en

una relacion 1:9 (solucion A).

Desarrollo colorimétrico

La reaccion se inicio mezclando 50 uL de muestra con 100 uL de soluciéon A a 40 °C,
con agitacion al inicio de la reaccién, se dejé reaccionar durante 10 minutos y se
hicieron lecturas de absorbancia cada 20 s a una longitud de 405 nm en un ultra

microplate reader bio_tek ELx808.

Il Calculo de actividad lipolitica
Una unidad de lipasa (U) se define como la cantidad de enzima que libera el
equivalente a 1 ymol de p-NP por minuto bajo las condiciones de ensayo (40 °C, pH

8.0).

La ecuacion lineal de la curva estandar fue utilizada para el calculo de actividad

lipolitica (Anexo 4).
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7.8.2.1.3. Hidrdlisis de p-nitrofenil octanoato (p-NPO)

El método fue realizado de acuerdo con lo reportado por Chakraborty et al. (2009)

con algunas modificaciones.

| Reaccién enzimatica

100 pL de una solucién de p-nitrofenil octanoato en 2-propanol 20 mM se adicionaron
en una solucién amortiguadora de fosfatos 50 mM / CaCl, 10 mM, Triton X-100 0.4 %
p/v y goma arabiga 0.1 % p/v, a pH 7.0. Se sonicé durante 5 min y se atemperé a 40
°C durante 5 min. A continuacién se adicionaron 20 yL de muestra enzimatica, y
rapidamente se agité en vortex; inmediatamente se incubd6 a 40 °C, con un tiempo de
reaccion de 3 min. Para detener la reaccion se usaron 2.2 mL de solucién acetona-

etanol 1:1 v/v fria.

Para la muestras testigo una alicuota se incubé a 100 °C durante 5 minutos,

realizandose a continuacién un choque térmico en bafo de hielo (Liu et al. 2008).

El volumen final de reaccion se centrifugo a 15000 xg a 4 °C durante 10 minutos y al

sobrenadante se le determiné la absorbancia a 410 nm en un espectrofotometro

SHIMADZU® UV-160.
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ll. Calculo de actividad lipolitica
Una unidad de lipasa (U) se define como la cantidad de enzima necesaria para

liberar 1 mM de p-NP por minuto bajo las condiciones de estudio (40 °C, pH 7.0).

La lectura de absorbancia de cada muestra se sustituyé en la ecuacion lineal

obtenida de la curva patron de p-NP (Anexo 5).

7.8.2.2. Método de titulacion: hidrélisis enzimatica de tributirina (pHstat)

El método fue realizado de acuerdo con lo reportado por Jurado et al. (2006), con

algunas modificaciones.

| Reaccién enzimatica

Emulsion

Se prepard la emulsion con cloruro de sodio (NaCl) 17.90 g/L; fosfato dihidrogeno
potasico (KH2PO4) 0.410 g/L; glicerina (C3sHgO3) 540 mL/L; goma arabiga en una
relacion 0.1 g/mL de tributirina, el pH se ajusté a 6.8. Se emulsificé a 10000 rpm

durante 10 min a 30 °C, usando un Ultra-Turrax (IKA-WERK®).

Actividad enzimatica
La actividad enzimatica se evalud con el titulador automatico Mettler DL21/DL25; el
agente titulante fue NaOH 0.1 N. La emulsién se atemper6 a 30 °C, y 28 mL fueron

adicionados en el vaso de reaccion con temperatura controlada a 30 °C. Se realizé
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una pretitulacion y posteriormente se agregaron 2 mL de la solucion de EL, dando

inicié la titulacion de la mezcla de reaccion durante 2 min con un flujo de 10 mL/min.

Il Calculo de actividad lipolitica
Una unidad de lipasa (U) se define como la cantidad de enzima necesaria para
liberar el equivalente a 1 ymol de acido butirico por minuto bajo las condiciones de

ensayo (30 °C, pH 6.8).

Las U fueron calculadas a partir de la siguiente ecuacion (Jurado et al. 2006).

N 10°
U=(v* NaOH ¥ %Xp

Donde:
U son las unidades de lipasa por gramos de extracto (U/Q)
v es la velocidad de adiciéon del NaOH en mL/min

N.on €S lanormalidad del titulante

€., ©8 la concentracion de enzima en pmol/L

7.8.3. Perfil de temperatura y pH éptimos

La evaluacién del efecto de la temperatura y pH en la actividad lipolitica obtenida en

el ultimo paso de purificacion parcial (protocolo 2) se ensayé a diferentes
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temperaturas (30, 40 y 50 °C) y pH (5, 6, 7 y 8), con el método de hidrdlisis de p-

nitrofenil octanoato (p-NPO).

7.8.4. Electroforésis SDS PAGE

Se uso SDS PAGE (poliacrilamida al 12 %), como se describe en la metodologia de

Laemmli (1976).

8. RESULTADOS Y DISCUSION

8.1. Fermentacion en medio soélido

Se realizaron 6 lotes de fermentacion con los cuales se produjeron un total de 995.89
g de materia humeda fermentada, a partir de los cuales se obtuvieron 447.85 g de

materia seca fermentada (Anexo 6).

El crecimiento microbiano se midi6é indirectamente con un sistema de monitoreo en
linea de CO; con un cromatégrafo GOWMAC conectado a una computadora
personal con un software desarrollado por Saucedo et al (1994). En la figura 3 se
muestra el perfil de la produccién y en la figura 4 se muestra la biomasa, evaluada

como miligramos de CO; producido.
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Los datos obtenidos de la cinética de crecimiento se derivaron y se utilizaron para
calcular el coeficiente de crecimiento (), la velocidad maxima de crecimiento
(dx/dtmax) y el tiempo de maxima produccion celular (t dx/dtmax), la fase lag (t) se
obtuvo mediante la integracion de los datos de CO,. Estos resultados se muestran en

la tabla 6.

8.1.1. Conservacion de materia fermentada

La materia fermentada fue conservada con una humedad menor al 10 %, para evitar
la contaminacion por otros microorganismos, ademas de evitar la pérdida de
actividad por protedlisis. Las muestras fueron almacenadas en recipientes ambar,

para evitar la oxidacion de las lipasas.
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Tabla 6. Parametros de crecimiento de Rhizopus microsporus var. chinensis.
Parametro Medicion* Y%Error

6.77 £0.24 3.55
5.41+0.16 2.88
129+ 042 3.29
0.48 £ 0.04 7.47

Tiempo de letargo, tiag (h)

Velocidad de produccién maxima (dX/dtmax)

Tiempo maximo de produccion (t dx/dtmax)

Coeficiente de crecimiento, p (h™)

* La medicion se realizé por duplicado

8.1.2. Determinacion de actividad de la materia sélida fermentada (msf)

Se puso a punto el método colorimétrico del oleato de cobre (Hernandez et al.

2009). En la tabla 7 se muestran los resultados de actividad lipolitica obtenidos.

Hernandez et al. (2009) obtuvieron para el microorganismo utilizado en este trabajo
resultados muy similares a los que aqui se reportan. La comparacion de resultados
obtenidos en ambos trabajos se muestra en la tabla 8, y las diferencias en las

condiciones de fermentacién se muestran en la tabla 9.

Tabla 7. Actividad enzimatica obtenida por el método de acetato de cobre.

Actividad Promedio % Error
Muestra Abs (U/gmst) (U/gmss)
1 0.605 77.8
2 0.608 77.5 7741048 0.006
3 0.599 76.9

*Unidad (U) es la cantidad de enzima necesaria para liberar 1 umol de acido oleico.
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Tabla 8. Comparacién de parametros de crecimiento microbiano y actividad lipolitica®.

Parametro Hernandez et al. 2009 Este trabajo

Coeficiente de crecimiento; p (h™) 0.40 £ 0.005 0.48 £ 0.004
Tiempo de letargo, tiag (h) 8.0+05 6.77 £ 0.24
Ugmst 724+ 57 81.2 +0.51

La actividad fue medida en ambos trabajos por el método de oleato de cobre.

Tabla 9. Diferencias en los métodos de fermentacién

Condiciéon Hernandez et al. 2009 Esté trabajo
Concentracién del medio 15 1.25%x
Temperatura de fermentacion 45 °C 40 °C
Tiempo de fermentacion 20 h 16 h

El medio de fermentacion usado fue el reportado por Rodriguez et al.2006.

En el presente trabajo, la concentracion del medio de fermentacién reportado por
Rodriguez et al. (2006) fue concentrado 1.25 veces, debido a que alrededor del 20 %
del volumen total es la cantidad de inoculo que se ajustaba a la concentracion de
esporas necesaria, fijada en 3 x 10" esporas por gramo de soporte (anexo 1). La
temperatura de fermentacion empleada en este trabajo fue de 40 °C, debido a que
Angel (2008) reportd un mejor coeficiente de crecimiento y produccion de lipasa a
esta temperatura empleando el mismo microorganismo y métodos analiticos
(medicion de CO, y oleato de cobre). Los resultados mostrados en la tabla 8
muestran un pequefio aumento del coeficiente de crecimiento obtenido en este
trabajo en comparacioén con el de Hernandez et al. (2009). Este dato estéa relacionado
con las condiciones de fermentacion, lo que indica que la temperatura y la
concentracion del medio de fermentacion usadas en este trabajo favorecen el

crecimiento microbiano en un tiempo de fermentacion menor. Ademas, la produccién
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de lipasa también se ve favorecida, obteniéndose un 12 % mas de actividad lipolitica,

con desviaciones estandar menores a las reportadas por Hernandez et al. (2009).

8.2. Extraccion de lipasa extracelular

Se decidié realizar la extraccion con una solucién amortiguadora de fosfatos 25 mM,
pH 7.0, ya que sélo permite extraer la lipasa extracelular. Otra opcion era el uso de
Triton X-100, sin embargo es ampliamente usado para desorcién de lipasas de la
matriz y aislamiento de lipasas asociadas con la membrana (Mateos et al. 2007), por
lo que también se obtendrian lipasas intracelulares. Esto ultimo desviaria el objetivo

general de este trabajo, que se centra en las lipasas extracelulares.

8.3. Comparacion de métodos de concentracidon preparativa

En la tabla 10 se muestran los pesos moleculares de las lipasas producidas a partir
de varias especies de Rhizopus, en general proximas a los 30 kDa. Estos datos

permitieron seleccionar el tamafio de corte de la membrana de ultrafiltracion.

En las tabla 11 y 12 se muestran los resultados del método de concentracion por
precitacion fraccionada con (NH4).SO4 y el de ultrafiltracion, respectivamente. Se
aprecia que el factor de purificacion mas alto (Fp 3.2) se obtuvo con el método de

precipitacion fraccionada en un corte de 0 a 70 % de (NH4)2SO4, en contraste con el
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método de ultrafiltracién (con el cual se alcanzd un factor de purificacion de 1.1 con

un corte de 30 kDa).

El método de precipitacion fraccionada resulté dar el mejor factor de purificacién, en
comparacién con la ultrafiltracién, debido a que la ionizacion que proporciona al
medio el (NH4)>,SO4 permite separar con mayor selectividad las lipasas, que
presentan alrededor de un 46 % de aminoacidos hidrofobicos, de acuerdo con lo
reportado por Hiol et al. 2000. En la tabla 13 se muestra la composicion porcentual
de los aminoacidos presentes en lipasas producidas por Rhizopus sp. Sin embargo,
al comparar ambos métodos de concentracion preparativa se decidid usar la
ultrafiltracién (30 kDa) ya que se obtiene la mayor actividad especifica (2 U/mg), asi
como el mayor rendimiento (20 %), ademas de que el desarrollo del método es mas

rapido, en comparacién con la precipitacion.

En los perfiles electroforéticos que se muestran en las figuras 5 y 6 aparece una
banda concentrada en el carril 3 y 4 del gel de precipitacion y en el carril 4 del gel de
ultrafiltracién, con un peso molecular aproximado de 30 kDa. Esta banda podria ser
la lipasa de interés, dado que como ya se comenté anteriormente otras lipasas

purificadas muestran pesos moleculares de alrededor de 30 kDa (Tabla 10).

La obtencion de factores de purificacion mayores con la precipitacion fraccionada con
(NH4)2SO4 tiene su reflejo en el numero de bandas que aparecen en el gel

electroforético de los extractos enzimaticos obtenidos con este método de
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concentracion (Fig. 5). En la figura se puede ver la presencia de bandas mas
definidas alrededor de 30 kDa en los carriles 3 y 4, que corresponden a los cortes de
0-60 % y 0-70 % de saturacion con (NH4)>SO4, respectivamente. De igual manera, el
factor de purificacion relevante del método de ultrafiltracion (que corresponde al corte
de peso molecular de 30 kDa, Fp 1.1) se refleja en el gel electroforético de las
muestras obtenidas mediante ultrafiltracién (Fig. 6). En este gel se puede apreciar,
en el carril 4 que corresponde al retenido en la membrana de 30 kDa, una banda de

alrededor de 30 kDa.

Tabla 10. Pesos moleculares de lipasas reportadas.

Microorganismo Peso molecular de la lipasa
(kDa)
Rhizopus homothallicus 29.5
(Mateos et al. 2006)
Rhizopus oryzae 32
(Hiol et al. 2000)
Rhizopus chinensis 32
(Yang et al. 2009)
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Tabla 11. Resultados de precipitacion fraccionada.

Volumen
Muestra total Proteina Proteina total Actividad* Actividad total Actividad especifica Rendimiento Factor de purificacion

(mL) (mg/mL) (mg) (U/mL) ) (U/mg) % (Fp)

Extracto 114 0,039 4,46 0,017 1,9 0,4 100 1
precipitado 60% 17 0,024 0,41 0,014 0,2 0,6 12,8 1,4
precipitado 65% 5,3 0,005 0,03 0,002 0,01 0,5 0,7 1,1
Extracto 100 0,039 3,91 0,017 1,67 0,43 100,0 1,0
precipitado 70% 3,6 0,022 0,08 0,031 0,11 1,39 6,7 3,2
precipitado 75% 4,3 0,010 0,04 0,004 0,02 0,38 1,0 0,9
precipitado 80% 3,3 0,006 0,02 0,002 0,01 0,44 0,5 1,0

"La actividad fue determinada con el método de p-NPP

Tabla 12. Resultados de ultrafiltracion con cortes moleculares de 30 y 10 kDa

Volumen
Muestra total Proteina Proteina total Actividad* Actividad total Actividad especifica Rendimiento Factor de purificacion
(mL) (mg/mL) (mg) (U/mL) ) (U/mg) % (Fp)
Extracto 228 0,008 1,88 0,016 3,63 1,9 100 1,0
Retenido de 30 kDa 13 0,028 0,36 0,057 0,74 2,0 20 1,1
Retenido de 10 kDa 9,3 0,005 0,04 0,002 0,02 0,2 0,6 0,1

"La actividad fue determinada por el método de p-NPP
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Figura 6. Gel de ultrafiltracion

Donde:

1. Marcador de PM

2. Extracto enzimatico

3. Retenido en membrana de 10 kDa

4. Retenido en membrana de 30 kDa

Los resultados obtenidos a partir de los métodos de concentracion preparativa
descritos en la seccion 7.6 permitieron establecer como preferente para nuestros
intereses el método de concentracién del extracto lipolitico basado en la ultrafiltracién

con membrana de 30 kDa, por ser un método rapido y dar el mayor rendimiento.
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8.4. Purificacion parcial

8.4.1. Protocolo 1

En la tabla 13 se muestran los resultados de la purificacién parcial obtenida con el
protocolo 1 de purificacion descrito en la seccion 7.7.1. Con este método se obtuvo
una reduccioén significativa de proteina del 67 % en el paso de cromatografia de
interaccion hidrofébica (CIH). Se observé que a pesar de que la lipasa no fue
retenida en la columna, posiblemente por la concentracion de sal usada (NH4)2SO4, 1
M, se obtuvo un rendimiento del 96 % y un factor de purificacion de 10.5. Tomando
en cuenta la composicion de aminoacidos que conforman la lipasa producida por tres
diferentes especies de Rhizopus (tabla 15) y la alta proporcion de aminoacidos
hidrofébicos que contienen, una concentracion mayor de (NH4),SOs seguramente
favoreceria la exposicion de los grupos hidrofébicos de la lipasa. Por otra parte, esto
explicaria por qué el corte de 0-70 % de saturacién con (NH4)>SO4 en el que se uso6
una concentracion de 3.7 M de (NH4)2:SO., fue el que permiti6 obtener un mayor
factor de purificacion. Al pasar la muestra con actividad lipolitica recuperada de la
CIH por una cromatografia de intercambio anidnico (CIA), se obtuvo una
desfavorable disminucion, tanto en el rendimiento como en el factor de purificacion.
La lipasa no se retuvo en la matriz al momento de la carga, y tomando en cuenta el
porcentaje de alrededor del 36 % de aminoacidos con carga negativa reportada por
Hiol et al. (2000), un aumento en la fuerza i6nica por encima del punto isoeléctrico
(pl) favoreceria la interaccién de estos grupos aniénicos con la matriz, obteniéndose

una mejor separacion. Hiol et al. (2000) reportaron para R. oryzae un pl de 7.6. Por
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otra parte esta la posibilidad de que a la muestra inyectada en esta ultima columna
(CIA) no se le elimin6 por completo la sal presente (se dializdé durante 2.5 h, con un
recambio), por lo que parte de la lipasa podria encontrarse aglomerada y

posiblemente no fue cuantificada.

8.4.2. Protocolo 2

En la tabla 14 se muestran los resultados de la purificacidén parcial obtenida con el
protocolo 2 descrito en la seccion 7.7.2. La muestra concentrada por ultrafiltracion
(UF) no se retuvo en la columna de CIA. Aun asi se redujo la cantidad de proteina,
dando un rendimiento de 5.5 % y un factor de purificacion de 5.8. La fracciones con
actividad lipolitica se pasaron a continuacion por una columna de intercambio
cationico (CIC); y en esta ocasién parte de la actividad fue encontrada en el volumen
muerto y otra parte se eluyd dentro del gradiente de NaCl 0.1 a 0.3 M. Posiblemente,
parte de la lipasa quedo6 fuertemente unida a la matriz, ya que un 63 % de los
aminoacidos que componen las lipasas obtenidas a partir de varias especies de
Rhizopus tiene carga positiva (tabla 15) y requieren una mayor fuerza iénica para ser
despegadas de la matriz. Esto explica el factor de purificacion obtenido en este
ultimo paso de purificacion, que es de 6.0, y el rendimiento obtenido, que es de 4.7.
Ambos resultados estan muy cercanos a los obtenidos en el paso anterior de
cromatografia de intercambio anionico. En la figura 7 se muestra el gel de
electroforésis obtenido con las muestras del concentrado (UF), CIA y CIC

recuperadas durante el desarrollo del protocolo 2. Se aprecia una ligera disminucion
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de bandas, asi como la presencia de bandas de alrededor de 30 kDa, que podrian

ser la lipasa de interés.

kDa kDa

97 97
45
45
30
30
20 20

Figura 7. Gel del protocolo 2

Donde:
1y 5. Marcador de PM
2. Concentrado por UF
3.CIA

4.CIC
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Tabla 13. Tabla de purificacion parcial con el protocolo 1.

Volumen Proteina Proteina Proteina Actividad Rendimiento| Factor de
Muestra total (mL) (Mg/mL) total (ug) total (mg) Actividad (U/mL)* | Actividad total (U) | especifica (U/mg) (%) purificacion
Extracto 20 214 4283 4,3 0,112 2,2 0,5 100 1,0
UF 18 160 2880 29 0,112 2,0 0,7 90 1,3
CIH 11 36 394 0,4 0,196 2,2 5,5 96 10,5
CIA 2,5 37 92 0,1 0,168 0,4 4,6 19 8,8
*La actividad fue determinada con el método de p-NPO
Tabla 14. Tabla de purificacion parcial con el protocolo 2.
Volumen Proteina Proteina Proteina Actividad Rendimiento| Factor de
Muestra total (mL) (Mg/mL) total (ug) total (mg) Actividad (U/mL)* | Actividad total (U) | especifica (U/mg) (%) purificacion
Extracto 892 114 101837 101,8 0,364 324.,6 3,2 100 1,0
UF 212 414 87803 87,8 1,526 323,5 3,7 99,6 1,2
CIA 15,8 61,7 974 1,0 1,134 17,9 18,4 5,5 5,8
CiC 35 23 788 0,8 0,434 15,2 19,3 4,7 6,0
*La actividad fue determinada con el método de p-NP
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Tabla 15. Composicion porcentual de amino acidos de lipasas producidas por varias
especies de Rhizopus*

Amino 4cido R. oryzae R. delemar R. niveus
Asn 9 8.9 8.3
GIn 8.3 8.5 9
Ser 9 9.3 8.7
Gly 10.8 8.1 8.3
His 2.1 2.6 2.8
Arg 3.2 3.4 3.5
Thr 10.1 8.5 7.6
Ala 6.9 5.7 5.3
Pro 7.9 5.7 6.5
Tyr 3.5 4.6 4.3
Val 5.3 10.1 11.2
Met 0.3 0.3 0.3
lleu 54 6.7 6.2
Leu 7.6 6.2 6.5
Phe 6.1 5.7 5.7
Lys 4.6 5.7 5.8

Hidrofobicos 39.5 40.4 40.7

Carga (-) 37.0 36.6 35.3
Carga (+) 63.1 63.4 64.7

* Hiol et al. 2000

8.5. Determinacion de actividad lipasa

8.5.1. Seleccion del método de determinacion de actividad lipasa

Se analizaron los resultados obtenidos de actividad lipolitica por gramo de materia
seca fermentada (msf), para determinar cual convenia usar. Los parametros que
resultan ser claves en la seleccién son: la cantidad de muestra requerida (proteina),
el tiempo requerido para el ensayo, el tiempo de reaccién y la actividad lipolitica

obtenida. Los resultados se muestran en la tabla 16.
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Tabla 16. Comparacion de métodos analiticos de actividad lipolitica

Método Tiempo de Proteina | Tiempo de | Actividad
ensayo requerida reaccion Iipasa*
(min)** (mg/mL) (min) (U/gmsf)
Oleato de cobre 80 0.03 0.6 81.2+0.51
p-nitrofenol palmitato 30 0.004 10 0.2+0.0
(p-NPP)
p-nitrofenol octanoato 30 0.002 3 0.007 £ 0.0
(p-NPO)
pH stat 60 0.17 5 925+3.5

* medida por duplicado
** Tiempo que se requiere para completar un ensayo, desde la preparaciéon de la muestra

El método de p-NPO resulté ser el mas conveniente, ya que ademas de que utiliza
menor concentracién de proteina, el tiempo de reaccidn es mas corto y presenta
menor desviacion estandar. Ademas es un método no téxico, en comparacion con el

del oleato de cobre.

8.5.2. Tipo de sustrato lipolitico y uso de Triton X-100

Se realizaron tres ensayos para evaluar el efecto del tipo de sustrato lipolitico y el
uso de Triton X-100 sobre la actividad lipasa, utilizando alicuotas de una misma
muestra de un concentrado con 0 a 75 % de saturacion de (NH4)>,SO4. En un primer
caso se ensayo con el método de p-NPP. En un segundo caso se us6 el mismo
meétodo pero se cambio el sustrato lipolitico por p-nitrofenil octanoato. Y en un tercer
caso también se uso p-nitrofenil octanoato, adicionando 0.0012 % p/v Triton X-100

(anexo 7). Los resultados se muestran en la tabla 17:
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Tabla 17. Efecto del tipo de sustrato lipolitico y Triton X-100 en la actividad lipasa

Sustrato Muestra U/mL’
p-NPP Concentrado 0.009
s/Triton X-100
p-NPO Concentrado 0.050
s/Triton X-100
p-NPO Concentrado 0.064
c/Triton X-100

La actividad fue medida con el método de p-NPP, pero cambiando el sustrato como lo indica la tabla

La afinidad por el sustrato p-nitrofenil octanoato es 5.5 veces mayor que por el p-
nitrofenil palmitato y se observé un 28 % de aumento en la actividad cuando se utiliza

Triton X-100.

8.5.3. Perfil de temperatura y pH 6ptimos

En la figura 8 se muestra el efecto de la temperatura y pH en la actividad lipasa. Este
ensayo fue realizado usando la lipasa parcialmente purificada obtenida por el

protocolo 2 (seccidn 9.2).

Se observa que la actividad se ve favorecida cuando la reaccion es llevada a cabo a
40 °C y pH 7.0. Angel et al. 2008 determinaron la influencia de la temperatura en la
actividad lipolitica de la materia seca fermentada obtenida de Rhizopus microsporus
var. chinensis ( la misma cepa que se usoé en este trabajo) y encontraron que a 40 °C
la actividad es mayor. Con respecto al pH, se observé que la actividad lipasa es

inhibida por debajo de pH 5y por arriba de pH 8.0.
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Perfil de temperatura y pH 6ptimos
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Figura 8. Perfil de temperatura y pH

8.6. Efecto del tiempo de dialisis en la determinacion de actividad
lipasa

Para medir actividad lipolitica por el método de p-NPP debe previamente eliminarse
la concentracion de sal presente en la muestra. Utilizando una muestra del
concentrado por precipitacion con (NH4).SO4 de 0 a 75 % de saturacion, se tomaron
tres alicuotas y se dializaron durante diferentes tiempos. En la tabla 18 se muestran

los resultados.
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Tabla 18. Efecto del tiempo de dialisis de la determinacién de actividad lipolitica

Muestra Tiempo (h) U/mL’
Extracto Sin dializar 0.0025
Concentrado 8 0.0093
(NH4)QSO4 0-75 % de
saturacion
Concentrado 31 0.0022
(NH4)QSO4 0-75 % de
saturacion
Concentrado 41 0.0000
(NH4)QSO4 0-75 % de
saturacion

"La actividad fue medida con el método de p-NPP

Estos resultados muestran que conforme el tiempo de didlisis aumenta disminuye la
actividad lipolitica. Posiblemente, al permanecer un mayor tiempo en dialisis, la
lipasa es desnaturalizada por las fuerzas de atraccion ion—dipolo que se ejercen
entre la solucién amortiguadora de fosfatos y los aminoacidos que conforman la

lipasa. En el anexo 8 se muestran los céalculos de U/mL de la tabla 18.

9. CONCLUSIONES

Con las modificaciones hechas en la condiciones de produccion de lipasas a partir de
Rhizopus microsporus var. chinensis (utilizando un medio de cultivo 1.25 veces
concentrado, 40 °C y 16 h de fermentacion) se obtuvo un 12 % mas de actividad
lipolitica por gramo de materia seca fermentada, en comparacién con la

concentracion usada por Hernandez et al. (2009).
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Con el protocolo 2 de purificacion parcial, que implica la concentracion por
ultrafiltracién del extracto crudo lipolitico, un paso de CIA y un paso de CIC se logré

la purificacion parcial de la lipasa.

La lipasa producida por fermentacion en medio sélido a partir de R. microsporus var.
chinensis fue purificada 6.0 veces, con un rendimiento de recuperacion del 4.68 %
con el protocolo 2. Mientras, con el protocolo 1 se obtuvo un factor de purificacién de

8.8 y un rendimiento del 19%.

La lipasa producida tiene mayor afinidad por el sustrato p-nitrofenil octanoato que por

p-nitrofenil palmitato y el uso de Triton X-100 0.0012 % p/v favorece en un 28 % la

actividad lipolitica.

La lipasa parcialmente purificada por el protocolo 2 presenté un pH 6ptimo de 7.0 y

una temperatura 6ptima de 40 °C.

El tiempo de dialisis debe ser menor o igual a 8 h, para conservar la mayor actividad

lipolitica.
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10. RECOMENDACIONES

Se recomienda el aumento de la concentracion de (NH4).SOs de la solucién
amortiguadora Tris-HCI 20 mM, pH 7.0 / (NH4).SO4 1 M para favorecer la exposicion
de los grupos hidofébicos de la lipasa y asi lograr la union de la lipasa a la matriz de
la columna hidrofébica (HiTrap Phenyl (High sub)) dado que esta columna se

caracteriza por ser fuertemente hidrofébica.

El determinar el punto isoeléctrico de la lipasa contribuiria a determinar el pH

adecuado de las soluciones amortiguadoras para favorecer las interacciones tanto

aniénicas como cationicas en las cromatografias de intercambio idnico.
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ANEXOS

Anexo 1. Produccion de lipasa

Cada 20 g de materia humeda (mh) contienen un 40 % de agrolita y un 60 % p/p
dividido entre un 80 % de medio de cultivo y un 20 % de inoculo p/p. Para el ajuste
de humedad final de la mh (55 %H), se considerd la densidad del inoculo como 1,

para todos los lotes de fermentacién realizados.

En este trabajo se usé el medio reportado por Rodriguez et al. 2006, que se muestra

en las tablas 19 y 20.

Tabla 19: Medio de fermentacion para produccién de lipasas (Rodriguez et al. 2006)

Componente del medio Cantidad (g/L)

Aceite de oliva 40

Urea 4

Lactosa 5

Ko:HPO4 5

MgSO4 1
Alcohol polivinilico (PVA) 1.6
Solucion de oligoelementos 4

Tabla 20. Solucion de oligoelementos (Rodriguez et al. 2006)

Oligoelemento 4 mL de solucién de oligoelementos contienen:
CoS04:7H,0 2.81 g/L
CuS04-5H,0 0.25 g/L
ZnS04:7H,0 0.29 g/L
EDTA 10 g/L
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Anexo 2. Curva estandar de albumina bovina sérica (BSA)

Las concentraciones de BSA que muestran en la tabla 21 fueron determinadas con
el microensayo Bradford (Bio-Rad Dye Reagent), de acuerdo con las indicaciones del
manual. En estda misma tabla se indica la lectura de absorbancia, que fue

determinada a 595 nm.

Tabla 21. Resultados de curva patron de BSA

Promedio
ug BSA/mL abs abs (abs) 0 Y%Error
0 0 0 0 0,00 0

200 0,095 0,134 0,115 0,03 24.08
400 0,247 0,225 0,236 0,02 6.59
600 0,328 0,345 0,337 0,01 3.57
800 0,417 0,442 0,430 0,02 4.12
1000 0,589 0,588 0,589 0,00 0.12

Con los resultados de la tabla anterior se grafico la siguiente curva (Figura 9)

Curva patréon BSA
0,7

y =0,0006x
R?=0,995

0,6 -

abs

0 200 400 600 800 1000 1200
[BSA] umol/mL

Figura 9. Curva patron de BSA
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Anexo 3. Curva estandar de acido oleico

Para la curva estandar se prepararon las concentraciones mostradas en la tabla 22:

Tabla 22. Elaboraciéon de curva estandar de acido oleico

n-heptano Soluciéon 20 mM Concentracion de acido oléico
(mL) Ac. oléico (mL) (mmol/L)
2.5 0.0 0
2.0 0.5 4
1.5 1.0 8
1.0 1.5 12
0.5 2.0 16
0.0 2.5 20

Se adicionaron a cada concentracion 0.5 mL de solucién de acetato de cobre-piridina

y se agitd en vértex durante 30 s, determinandose la absorbancia a 715 nm.

Del desarrollo de la curva estandar se obtuvieron los datos mostrados en la tabla 23:

Tabla 23. Resultados de curva estandar de acido oleico

Ac. oleico Abs Abs Promedio 0 % Error

(mmol/mL) (Abs)
0 0.032 0.029 0.030 0.002 6.80
4 0.369 0.379 0.374 0.007 1.87
8 0.810 0.683 0.747 0.090 12.06
12 0.993 1.027 1.010 0.024 2.37
16 1.179 1.268 1.224 0.063 513
20 1.613 1.617 1.615 0.003 0.16
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Tras graficar los promedios de las absorbancias para cada concentracién de acido

oleico, se obtuvo la siguiente curva (figura 10):

Curva patron de acido oleico
1,800 4 y =0,0767x + 0,0662
1,600 4 Re = 0,931
1,400 - ’
€ 1,200
=
% 1,000
T 0,800 -
£ 0,600 -
0,400 A
0,200 A
0,000 T T T T )
0 5 10 15 20 25
[Acido oleico] mM

Figura.10. Curva estandar de acido oleico
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Anexo 4. Curva estandar de p-nitrofenol (p-NP) utilizada en el

método p-NPP.

Fueron prepararon las siguientes soluciones:

Solucién amortiguadora Tris-HCI 100 mM / alcohol polivinilico (PVA) 0.25 % p/v, pH

8.

Solucién de p-nitrofenol (p-NP) en 2-propanol 0.08 umol/mL (solucién A).

Se prepararon las diluciones de p-NP que se muestran en la tabla 24 y se determino

la absorbancia a 405 nm a 40 °C.

Tabla 24. Diluciones para la curva estandar de p-NP

Solucién A (mL) 100 mM Buffer Tris-HCI | Concentracion de p-NP

con 0.25% PVA (mL) (umol/mL)

*0 0.5 0
0.5 0.5 4,00E-02
0.25 0.75 2,00E-02
0.125 0.875 1,00E-02
0.062 0.938 5,00E-03
0.031 0.969 2,50E-03
0.016 0.984 1,25E-03
0.008 0.992 6,25E-04

*Es el blanco, se sustituyo la solucién A por solucion amortiguadora fosfato de sodio25 mM.
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Del desarrollo de la curva estandar se obtuvieron los datos mostrados en la tabla 25:

Tabla 25. Resultados de la curva estandar de p-NP

Promedio
pgmol/ mL Abs Abs (abs) 0 %Error
0 0,002 0,002 0,000 0,003 0
6,25E-04 0,011 0,013 0,012 0,001 11.79
1,25E-03 0,015 0,010 0,013 0,004 28.28
2,50E-03 0,025 0,031 0,028 0,004 15.15
5,00E-03 0,042 0,047 0,045 0,004 7.95
1,00E-02 0,081 0,087 0,084 0,004 5.05
2,00E-02 0,162 0,174 0,168 0,008 5.05
4,00E-02 0,345 0,360 0,353 0,011 3.01

Las absorbancias obtenidas en cada dilucion se graficaron y se obtuvo la siguiente

curva estandar.

abs

0,400 -

Curva estandar p-NP

Nl
0,300 -

0,250 -

0,200 -

0,150 - =

0,100

0,050 -

0,000 47 : : : :
0,050 4 0,01 0,02 0,03 0,04

[p-NP] pmol/mL

0,05

Figura 11. Curva estandar de p-NP
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Anexo 5. Curva estandar de p-nitrofenol (p-NP) utilizada en el

método p-NPO.

I. Curva estandar
La curva fue hecha a partir de una soluciéon 0.2 mM p-NP disuelto en 2- propanol. Se

prepararon las diluciones de acuerdo con la tabla 26.

Tabla 26. Diluciones para la curva estandar de p-NP

mL de solucion mL de agua mM p-NP
de p-NP destilada
G *
0.362 3.517 0.0187
0.863 3.069 0.0439
1.320 2.568 0.0679
1.732 2.058 0.1683
2.588 1.012 0.1438
2.880 0.506 0.170

*El blanco fue preparado con 1:1 v/v agua: 2-propanol

A las diluciones anteriores se les determind su absorbancia a 410 nm

Las absorbancias obtenidas de diluciones de p-NP se muestran en la tabla 27:
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Tabla 27. Resultados de la curva estandar de p-NP

promedio
mM p-NP abs abs (abs) [ %Error
0 0 0

0,0187 0,032 0,034 0,033 0,001 4.29
0,0439 0,103 0,104 0,1035 0,001 0.68
0,0679 0,153 0,156 0,1545 0,002 1.37
0,1683 0,34 0,345 0,3425 0,004 1.03
0,1700 0,318 0,318 0,318 0,000 0,00
0,2000 0,388 0,39 0,389 0,001 0,36

La figura 12 muestra la curva estandar de p-NP graficada con los datos de la tabla

anterior.

Curva patron de p-NP

0,45
0,4 - y =1,9705x
R? =0,9922

0,35
0,3 1
0,25 A
0,2 4
0,15
0,1 41
0,05 -

abs

0 0,05 0,1 0,15 0,2 0,25
mM de p-NP

Figura. 12. Curva estandar de p-NP
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Anexo 6. Fermentacion en medio soélido.

En la tabla 29 se muestra la produccion en gramos de materia fermentada obtenida a

partir de 6 lotes de fermentacion y las caracteristicas de cada lote de fermentacién.

Tabla 29. Fermentacion en medio soélido

Lote de No. de Gramos de Gramos de Observaciones
fermentacion columnas materia hiumeda materia seca
fermentada fermentada
1 10 195.07 84.7 Fd*=25y sin
concentrar medio de
fermentacion
2 10 193.2 83.8 Falto adicionar agua
de balance del indculo
3 10 185.4 90.8 *
4 10 196.7 87.6 x*
5 4 99.09 44.78 El tiempo de
esporulacién fue de 3
dias
6 5 88.58 39.60 El tiempo de
esporulacién fue de 3
dias
Blanco*** 1 18.28 8.07 *
Blanco*** 1 19.57 8.50 x*
Total 51 995.89 447 .85

*Fd, Factor de dilucion del inoculo
** El medio de fermentacion se concentro 1.25 veces mas

*** Para la fermentacion blanco no se inoculo el medio de fermentaciéon
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Anexo 7. Tipo de sustrato lipolitico y uso de triton X-100

En la figura 13 se muestra la tasa de apariciéon de p-NP, utilizando el método de p-
NPP. Se analizé la afinidad por dos sustratos: el p-nitrofenil palmitato (que es el
sustrato original en el método descrito en este documento) y el p-nitrofenil octanoato,
como sustrato a comparar. También se ensayd el uso de Triton X-100 en una

concentracion de 0.0012 % p/v, junto con el sustrato que mostré ser mas afin al sitio

catalitico.
Afinidad de sustrato y uso de triton X-100
25 -
2 4 y =0,2923x + 1,0668
R? =0,9923

1,5 A : y = 0,3701x + 0,6164
"] R? =0,9981
Gl

0,5 1 y = 0,0539x + 0,5752
R? = 0,9951
O T T 1
0 2 t(min) 4 6

---®-- p-NPP s/Triton x-100 - - - p-PNO s/Triton X-100 ---&-- p-NPO c/Triton x-100

Figura 13. Velocidad de aparicidon de producto (p-NP) utilizando dos sustratos y Triton X-100
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Anexo 8. Efecto del tiempo de dialisis

La figura 14 muestra las velocidades de aparicion de p-NP obtenidas usando el
método de p-NPP. Se compara el efecto que causé el tiempo de dialisis para eliminar
la concentracion de sal de una muestra concentrada tras precipitacion con

(NH4)2S0y4, con un corte de saturacion de 0 a 70%.

Efecto del tiempo de dialis

y = 0,0539x + 0,5752
R? = 0,9951

y =0,013x + 0,4498
R? =0,9632

abs

y =-0,003x +0,3811
R? = 0,2567

y =0,0076x + 0,0619

R?=0,9131
5
---¢ - - extracto ---@- - - Dialisis por 31 hrs
---A: - - Didlisis por 41 hrs -- -t - - Dialisis por 8 hrs

Figura 14. Cinética de hidrdlisis de p-NPP midiendo el efecto del tiempo de dialisis
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