PONTIFICIA UNIVERSIDAD CATOLICA DEL ECUADOR

FACULTAD DE CIENCIAS EXACTAS Y NATURALES

ESCUELA DE CIENCIAS BIOLOGICAS

Produccion, extraccion y caracterizacion de lipasas provenientes de la
levadura antartica Guehomyces pullulans

Disertacion previa a la obtencion del titulo de Licenciado en Ciencias
Biolagicas

LUIS DAVID LASCANO DEMERA

Quito, 2018



Certifico que la Disertacion de Licenciatura en Ciencias Bioldgicas del Sr. Luis David
Lascano Demera ha sido concluida de conformidad con las normas establecidas; por lo tanto,

puede ser presentada para la calificacion correspondiente.

Dr. Javier Carvajal Barriga
Director de la Disertacion

Quito, 02 de julio de 2018



“No es la ciencia fetichizada la que descubre la realidad y menos la injusticia, tiene que
ser una ciencia critica”

-Enrique Dussel

“Diran que paso de moda la locura, diran que la gente es mala y no merece; mas yo
partiré sofiando travesuras... acaso multiplicar panes y peces”

-Silvio Rodriguez

Con todo mi amor,
A papd y mamad,

A mi hermana Angelita



AGRADECIMIENTOS

Al Centro Neotropical de Investigacion de la Biomasa (CNIB) y a mi director Dr. Javier

Carvajal por entregarme el tema de tesis y abrirme las puertas del laboratorio.

A Patricia Portero y Alexandra Narvaez por su amable ayuda y consejos.

A Berni, quien me brind6 su sincera amistad dentro y fuera del laboratorio, acompafidndome

en mi labor. Su constante y sacrificado trabajo en el CNIB también hizo posible este trabajo.

A JuanFer, Migue y Daniel C, personas maravillosas y grandes amigos con quien tuve la
suerte de encontrarme y forjar lazos con risas, canciones, pensamientos, anécdotas y
experiencias que dieron sentido a mi trabajo. A Yeani y Mela, que siempre estuvieron atentas
y comprometidas con el CNIB, brindando alegrias y consejos. Para mi, todos ustedes eran
la esencia del laboratorio. Gracias por su acogida. A las tesistas Dani V, Rena y Jenny, que

de alguna u otra manera formaron parte en este camino.

A Chifle (Daniel Utreras), mi gran y mejor amigo desde el primer dia en la U. Nos sentiamos

“como en el colegio”. Sus ocurrencias y apoyo son invaluables, es un hermano para mi.

A Alicia C, su ayuda y ensefianzas siempre me guiaron cuando perdia el camino.

A Myriam y Edu, mi corazon lleno de gratitud e inmenso carifio. La solidaridad y el amor

que me brindaron haciéndome parte de su hogar me fortaleci6é en todo momento.

Todo mi amor a mi Papd y a mi Mama4, esto es un simbolo de la vida y el amor que me
entregan todos los dias, de su esfuerzo por mi felicidad, por estar conmigo ensefidandome y
ayudandome, y por hacer de la familia refugio donde se comparte alegrias y tristezas. Para

mi son ejemplo de verdadera grandeza. Los quiero mucho.

Y con broche de oro...A mi fiana Angelita. Cuanta inteligencia, chispa y bondad. Hasta
enojado o triste me haces reir, me escuchas y me muestras la otra cara de la moneda. Y

cuando estamos alegres, somos imparables. Eres mi inspiracion y mi alegria.



Vi

LISTA DE ABREVIATURAS
Abreviatura Significado
AG Diferencia de energia libre
CLQCA Coleccion de Levaduras Quito-Catolica
EI Indice Enzimatico
pNPP para-nitrofenil palmitato
pNP para-nitrofenol
€ Coeficiente de absorcion molar
uM Micromolar
U Unidad de Enzima
Adro Absorbancia medida a 410 nm
[S] Concentracion de sustrato
[SE] Concentracion de sustrato estandar
ES Complejo enzima-sustrato
[ET] Concentracion de enzima total
Kwm Constante de Michaelis-Menten
Keat Constante catalitica
P Producto formado
Vo Velocidad de reaccion
Vimax Velocidad méaxima
BSA Bovine Serum Albumin
Ser Residuo serina
Asp Residuo aspartato
His Residuo histidina

Glu

Residuo Glutamato




Vi

TABLA DE CONTENIDOS

LISTA DE ABREVIATURAS .....ooiiiiiiie ettt v
LISTA DE FIGURAS ..ottt et IX
LISTA DE TABLAS ...ttt ettt ettt e XI
LISTA DE ANEXOS ...ttt ettt e s XII
1. RESUMEN ...ttt et e et et e e ebeesnt e e ateebeesaneens 1
2. ABSTRACT ...ttt ettt et et eaeenee e 2
3. INTRODUCCION ......oooiiiiimiiiiiiiiiiniieiiesise et 3
3.1, ENZIMas MIiCTODIANAS. ....ccuuviiieeiiiiieeeeiiieeeeeiiiee e e ettt e e eeibeeeeeearaeeeeeebaeeeesnraeeesennnes 3
3.1.1. Aplicaciones de las enzimas microbianas..............ccceeeeeriureeeeeniiieeeeeninieeeeesneeensn 4

3.2. Lipasas: definiciOn y caracteristiCas..........cocvuereeriiiieeeriiiieeeeiiiieeeeiiieeeeeireeeeeeenens 4
3.2.1. Reacciones catalizadas por lipasas..........ccceeeuvieeeeriiiieeeniiieeeeriieee e e 5
3.2.2. Activacion interfacial ............cooeiiiiiiiiiiiiieeiiee e 5
3230 ESEIUCTUIA ..ceiiiiiiiiieeee ettt et e st e e eee s 7
3.2.4. Cinética enzimatica de liPasas ..........ccccvereeriiiiieeniiiee et 9

3.3. Fuentes de obtencion de lipasas y aplicaciones............cccveeeeeriieeeeeniieeeeennieeeeeenee 14
3.4. Enzimas de levaduras adaptadas al frio...........ceeeveiiiieiiiiiiiieiiiie e 15
3.5. Mercado mundial de eNZIMas ..........ccccuveieeriiiiieeeiiiiee et e e e 17
OBUIETIVOS ...ttt et ettt ettt e st e e bee et eesateeseeenee 19
4. MATERIALES Y METODOS .......coccooviiiiiiiiniiiinsieiiesieie s 20
4.1. Cepa de 1evatdura...........oooouiiiiiiiiiiie et e et e e e aaae e 20
4.2. Induccion a la produccion de lipasas ..........coccvveeeeriiiiieeiiiiiiee e 20
4.3. Extraccion y precipitaCion ProteICa.......uurieerriuireeeriiiteeeriiireeeesirreeesnnreeeesnveeeaennes 20
4.4, Cuantificacion de PrOteINAS ........ccuviieeiiiiiiieeeiiiieeeeiiee e et e e e et e e e e b e e e eneraeeeeenes 21
4.5. Analisis cualitativo de la produccion de lipasas .........cceeevveeeeeiiiieeeniiiiee e 21
4.6. Caracterizacion proteica por electroforesis SDS-PAGE............cccoovviiiiiiiiiiineens 22
4.7. Cuantificacion de la actividad enzimatica de 1ipasas..........ccceeevvvieeericiiieeenniieeeene 22
4.7.1. Determinacion de la concentracion de para-nitrofenol (pNP)..........ccccveeeeenn. 22

4.7.2. Determinacion de la curva de progreso de 1ipasas...........ooccvveeevniiieeeeniieeeenn. 23



4.7.3. Célculo de la velocidad de reacCion .............ceecviiieeeiiiieeeiiiiee e 23
4.7.4. Célculo de la actividad enzimatiCa.............eeeeriuviireeriiiiee e eeiieeeeeieee e 24
4.8. Anadlisis cuantitativo de la produccion de lipasas ..........coccoveeeviiiiieeeniiiiieeenniieeeene 24
4.9, CINEICA ENZIMATICA ... vveeeeeiiiieeeeiiieeeeeiitee e e ettt e eestteeeessereeeaeessseeeessnssseeesanssaeeeeanes 25
4.10. Analisis de la estabilidad térmica............ccovrviiiieiiiiiieeeiiee e 26
4.11. Analisis del efecto del PH.......cocuiiiiiiiiiiiieee e 27
RESULTADOS Y DISCUSION ..ot 28
5.1. Induccidn a la produccion de Lipasas .........cceeeeereuieereeriiiireeiiiiee e 28
5.2. Obtecion de lipasas por precipitacion ProteiCa...........euveeeeereuveeeeeriuveeeeeniuveeeeenenens 28
5.3. Determinacion cualititiva de la actividad lipasa..........cccceeeeeiiiiiiiiniiiieenniieeeee, 28
5.4. Determinacion del peso molecular de la lipasa ..........cccceeeeeiiiiiiiiiiiiieeciieeeee, 29
5.5. Cuantificacion de la produccion de 1ipasas .........cc.eeeeeecuieeeeeiiiieeeeniiiee e 30
5.6, CINétiCa ENZIMALICA .....cevuriireeeiiiieeeeiiieeeeeitieeeesttteeeestbeeeeesnaaeeeeesnsseeeeennsseeesennnees 33
5.7. Estabilidad termicCa.......ccccuiiiiiiiiiiiieeiiiie e e 35
5.8, Efecto del PH ..oooiieiiiiieeeee e e et 36
CONCLUSIONES ...ttt ettt ettt et et e s e 38
REFERENCIAS BIBLIOGRAFICAS .......coooiimiiieeeeeeeeeeeeeeeeeeeeeeeeeeeeeeeeen, 39
FIGURAS ..ottt et ettt ettt e et esaeeenaeeenee 48
TABLAS .ttt ettt et e aeas 54

« ANEXOS L 58



LISTA DE FIGURAS

Figura 1. Sobrenadante extraido del medio de cultivo inductor. Se distingue una mezcla
homogénea de color amarillo claro, debido a la degradacion de los aceites por parte de

las enzimas excretadas por la levadura ..........ccccoeeviiiiiiiiiiiiii e 48

Figura 2. Enzima parcialmente purificada. A. Se observa un precipitado blanco que
corresponde al extracto proteico obtenido por salting-out con sulfato de amonio. B.

Prueba de Bradford. La coloracion azul indica la presencia de proteinas en la muestra.

Figura 3. Deteccion de actividad lipasa en medio cromogénico. Se utilizaron los extractos
proteicos obtenidos del medio inductor. A. Muestra concentrada (0.4 mg/mL). B.
Muestra diluida en buffer (0.04 mg/mL). C. Muestra diluida en buffer (0.004 mg/mL).
D. Buffer fosfato de sodio pH 7. E. Agua destilada. F. Muestra diluida en agua destilada
(0.04 mg/mL). La formaciéon de un anillo amarillo alrededor del pocillo A indica la

ACHIVIAAd TIPASA. ..eeiiiiiiiiiieeiie e et e e 49

Figura 4. Electroforesis SDS-PAGE de proteinas parcialmente purificadas. El peso
molecular estimado para la lipasa fue entre 38-50 kDa. L. marcador de peso molecular,

M1, M2 y M3 submuestras del extracto proteico...........cceevvueeerieeeniieeeniiieeniiieenieeenns 49

Figura 5. Curvas de progreso en condiciones estandar para la lipasa de Guehomyces
pullulans a diferentes concentraciones de sustrato. El avance de la reaccion se siguio
durante 30 minutos. Las concentraciones de sustrato (pNPP) utilizadas: [Si]= 7.9 uM,
[S2]=79 M, [S3]=400 pM, [SE]= 790 1M, [S4]= 1600 pM. Las concentraciones [Sz2] y

[S1] presentan el MiSMO COMPOTLAMICNILO. .....eeeerueriireeriiiieeeriiieeeeeieeeeeeirreeeeeenaeeans 50

Figura 6. Curva de progreso en condiciones estandar para la lipasa de Guehomyces
pullulans producida en medio inductor con aceite de oliva. Las condiciones estandar
son: 37°C, pH 7, concentracion de sustrato (pNPP) estandar [Sg]= 790 M. Se observa

el avance de la reaccion con velocidad Vp = 4.9 gmol/min y actividad enzimatica 0.27



Figura 7. Cinética enzimatica interfacial de la lipasa de Guehomyces pullulans. La linea
punteada representa el momento de activacion interfacial a una concentracion cercana

a 400 pM. Este punto indica la concentracion micelar critica. ..........ccoecveeeviieeninene 51

Figura 8. Representacion doble reciproca Lineweaver-Burk de la cinética enzimatica
interfacial de la lipasa de Guehomyces pullulans para todas las concentraciones de
sustrato. La interseccion con el eje x representa -1/Km y la interseccion con el eje y

representa 1/Vmax. La pendiente de la recta corresponde a Kv/Vimax. «oeevveervveennnenns 51

Figura 9. Representacion doble reciproca Lineweaver-Burk de la cinética enzimatica
interfacial de la lipasa de Guehomyces pullulans para tres concentraciones de sustrato.

Las concentraciones utilizadas [S1]=7.9 4M, [Sg]=790 M y [Ss]= 1600 pM........... 52

Figura 10. Ajuste alostérico-sigmoidal de la cinética interfacial de la lipasa de Guehomyces

PUITULARS . ...ttt e e e ettt e e e et e e e e e sbaeeeeensaeeeas 52

Figura 11. Efecto de la temperatura en la estabilidad térmica de la lipasa de Guehomyces
pullulans. Se realizaron cuatro repeticiones. La temperatura 6ptima se encuentra en el

1ang0 de 40-50 . .ooiiiiiiiie e 53

Figura 12. Efecto del pH en la actividad enzimatica de la lipasa de Guehomyces pullulans.

Se realizaron cuatro repeticiones. El valor 6ptimo de pH se situ6 en 8.0................... 53



Xl

LISTA DE TABLAS

Tabla 1. Velocidad inicial (Vo) y Actividad enzimatica (U/L) en condiciones estandar de la
lipasa extracelular de Guehomyces pullulans producida en medio inductor con aceite

8 OIVAL et 54

Tabla 2. Velocidad inicial (Vo) de la lipasa extracelular de Guehomyces pullulans para

cinco concentraciones de sustrato [S] en condiciones estandar (pH 7 y 37 C).......... 54

Tabla 3. Parametros cinéticos aparentes de la lipasa extracelular de Guehomyces pullulans

ajustados al modelo Michaelis-Menten y Alostérico sigmoidal..............cccevvveeennnnne. 55

Tabla 4. Actividad enzimatica de la lipasa extracelular de Guehomyces pullulans para

distintos valores de teMPETatULA. .........ccuuireeriiiiieeeiiiieeeeiiee e et e e e e e e e eeaeeee e 55

Tabla 5. Andlisis de varianza de las actividades enzimaticas a distintas temperaturas.....56

Tabla 6. Prueba de Tukey para las actividades enzimaticas a distintas temperaturas ....... 56

Tabla 7. Actividad enzimatica de la lipasa extracelular de Guehomyces pullulans para

distintos valores de PH. ........ooiiiiiiiiiiii e 56

Tabla 8. Andlisis de varianza distintos valores de pH. .........ccocoiiiiiiiiiiiiiiiee e 57

Tabla 9. Prueba de Tukey para las actividades enziméticas a distintos valores de pH.....57



Xl

LISTA DE ANEXOS

Anexo 1. Reacciones catalizadas por lipasas..........cceeeuvieeerriiiiieeiiiiiee e e e 58

Anexo 2. Estados fisicoquimicos de ésteres carboxilicos en medios acuosos. Todas las

formas constituyen potenciales sustratos para lipasas. .........ccceeevveeeerriiieeeeninireeeeenen. 59

Anexo 3. Actividades enzimaticas lipasa y esterasa en funcion de la concentracion de

sustrato. La actividad esterasa sigue la cinética de Michaelis-Menten, las lipasas

presentan activacion interfacial. ............oooiiiiiriiiiiieiiiie e 59
Anexo 4. Diagrama del plegamiento o/f hidrolasa de las lipasas ........c.ccceevevveeviieenineene 60
Anexo 5. Ataque nucleofilico en el sitio activo de lipasas. ..........ccceveveeeriieiniieeniiveeniieene 61
Anexo 6. Mecanismo catalitico de liPasas.........cc.ueeeeeruiiieeiiiiiiee e 62

Anexo 7. Modelo cinético para el mecanismo de accion de lipasas en sustratos insolubles

Anexo 8. Aplicaciones de 1ipasas mMiCrobianas ...........ccueeeeeriuiieeeriiiieeeniiiiieeeeieeeeeenneeenss 63

Anexo 9. Curva estandar de pNP obtenida y utilizada en la construccion de curvas de

PTOZIESO .ttt eeeeeeeeeiitt ettt e e e e e e sttt eeeeeeeeeeanatabbeeeeeeessannsbbteeeeeaeesannnssssaeeeaeeesnnnnnns 64

Anexo 10. Esquema de la reaccion catalizada por la lipasa usando pNPP como sustrato ..64

Anexo 11. Curva estandar BSA obtenida y utilizada en la cuantificacion de proteinas. ....65



1. RESUMEN

Una de las aplicaciones mas importantes en biotecnologia es la produccion y
utilizacion de enzimas. Las enzimas microbianas han ganado protagonismo por sus amplios
usos en varios sectores industriales. Sin embargo, hasta el dia de hoy, solo alrededor del 2%
de los microorganismos conocidos se han probado como fuentes de enzimas. Uno de los
grupos mas importantes de enzimas es el conformado por las lipasas. Existe una demanda
creciente de estos biocatalizadores debido a sus propiedades unicas y novedosas, tales como
especificidad, estabilidad frente a variaciones de pH y temperatura, selectividad quiral,
accion en solventes orgénicos y la amplia gama de reacciones que pueden catalizar. Por este
motivo, constituyen el mas significativo grupo para aplicaciones biotecnoldgicas, entre ellas,
la produccion de biodiesel, farmacos enantiopuros, detergentes, etc. Las lipasas pueden ser
producidas por varios microorganismos incluyendo levaduras, siendo principalmente
obtenidas de Candida rugosa. En esta investigacion, se busco determinar la existencia de
lipasas extracelulares de la levadura antartica Guehomyces pullulans (CLQCA-ANT-073).
Para ello, se realiz6 la produccion, extraccion y caracterizacion de la enzima. La actividad
enzimatica en condiciones estandar, usando en la induccion de lipasas aceite de oliva como
sustrato, fue 268 U/L, valor que puede ser mejorado optimizando el medio de cultivo. Las
condiciones Optimas de pH y temperatura determinadas en este estudio para la lipasa fueron
8.0 y 40°C, respectivamente. En cuanto a los parametros cinéticos aparentes, se obtuvo un
Kum de 3.7 x 10 M. Ademas, se detectd el fendmeno de catalisis interfacial en su cinética.
En consecuencia, los resultados de este estudio deben considerarse como una base para

futuras investigaciones y optimizaciones sobre la lipasa de Guehomyces pullulans.

Palabras clave: Enzimas, microorganismos, lipasas, levaduras, aplicaciones

biotecnolédgicas, CLQCA, Guehomyces pullulans, actividad enzimatica.



2. ABSTRACT

One of the most important applications in biotechnology is the production and use of
enzymes. Currently, microbial enzymes have won global recognition for their extensive uses
in various industrial sectors. However, until today only about 2% of the world's
microorganisms have been tested as sources of enzymes. Lipases are the third most
important category of enzymes. There is an increasing demand for these biocatalysts due to
their unique and novel properties, such as specificity, stability of pH and temperature, chiral
selectivity, action in organic solvents and the variety of reactions catalized. For this reason,
constitute the most significant group for biotechnological applications, including the
production of biodiesel, enantiopure drugs, detergents, etc. Lipases can be produced by
several microorganisms including yeasts, being mainly obtained from Candida rugosa. In
this research, we determine the existence of extracellular lipases from the Antarctic yeast
Guehomyces pullulans (CLQCA-ANT-073). For this, the production, extraction and
characterization of the enzyme was carried out. The enzymatic activity under standard
conditions, using olive oil as a substrate in the lipases induction, had a value of 268 U/L,
which can be improved by optimizing the culture medium. The optimum conditions of pH
and temperature for the lipase were 8.0 and 40°C respectively. Regarding the kinetic
behavior, a Kvm of 3.7 x 10* M was obtained. In addition, the phenomenon of interfacial
catalysis was detected. Finally, this study constitutes a basis for future investigations and

optimizations of Guehomyces pullulans lipase.

Key words: Enzymes, microorganisms, lipases, yeasts, biotechnological

applications, CLQCA, Guehomyces pullulans, enzymatic activity.



3. INTRODUCCION

3.1. ENZIMAS MICROBIANAS

Las enzimas son biocatalizadores que cumplen una rol esencial en el procesamiento
de energia e informacion dentro de una célula, catalizando reacciones quimicas que cumplen
el Principio de Maxima Eficiencia Celular (Anbu, Gopinath, Chaulagain, y Lakshmipriya,
2017). Estructuralmente, son macromoléculas de naturaleza proteica y su funcién especifica
es acelerar reacciones disminuyendo la energia de activacion sin alterar la diferencia de

energia libre (AG) entre reactantes y productos (Berg, Tymoczko, y Stryer, 2014).

Los microorganismos han sido utilizados desde hace miles de afios por las antiguas
civilizaciones humanas. La primera aplicacion industrial reportada fue la produccion de
bebidas alcoholicas de cebada, mediante el uso de levaduras, por Sumerios y Babilonios
hace 6000 afios a. C (Rajendra Singh, Kumar, Mittal, y Mehta, 2016). Actualmente, los
microorganismos constituyen la fuente principal de enzimas por su facilidad de cultivo en
grandes cantidades y cortos periodos de tiempo, ademés de estar sujetas a manipulaciones
genéticas que permiten aumentar su produccion. Igualmente, las enzimas microbianas
reciben gran atencion por su mayor actividad y estabilidad, en comparacion con enzimas
animales o vegetales. Por otra parte, algunos microorganismos han sufrido diversas
adaptaciones que les permiten crecer y producir enzimas en condiciones adversas, lo cual
conlleva a la produccion de enzimas con caracteristicas unicas (Li, Yang, Yang, Zhu, y

Wang, 2012; Choi, Han, y Kim, 2015; Anbu et al., 2017).

Las levaduras, hongos unicelulares ascomicetos o basidiomicetos, son las principales
fuentes de productos biotecnologicos en el mundo, excediendo en produccidon a otros
microorganismos industriales. Entre los multiples productos con potencial biotecnologico e
industrial se encuentran las enzimas, como inulinasas, lactasas y lipasas, obtenidas de
diferentes especies de levadura. Una de ellas es la levadura basidiomiceta Guehomyces
pullulans, perteneciente al orden Cistofilobasidiales, la cual ha sido especialmente estudiada
por la produccion de la enzima (3-galactosidasa, enzimas con actividad hidrolitica sobre la
lactosa (Kurtzman, Fell, y Boekhout, 2011). La produccion de lipasas por parte de G.

pullulans fue reportada por Martorell et al. (2017), sin realizar caracterizacion de la enzima.



3.1.1. APLICACIONES DE LAS ENZIMAS MICROBIANAS

Una de las aplicaciones mas comunes en biotecnologia es la produccion y utilizacion
de enzimas. Las enzimas microbianas han ganado reconocimiento global por sus usos en
sectores industriales como alimento, agricultura, quimicos, medicina y energia. Ademas,
presentan ventajas sobre los catalizadores quimicos mas comunes, como son su mayor
especificidad y selectividad (Li et al., 2012; Choi et al., 2015). Singh, Kumar, Mittal, y
Mehta (2016) muestran, de forma resumida, la extensa aplicacion de microorganismos en
distintos bioprocesos para la obtencion de varios productos industriales. Entre ellos esta la
industria lactea, que utiliza enzimas como proteasas, lipasas y lactasas, obtenidas de
microorganismos como Aspergillus sp y Bacillus subtilis para la produccion de quesos y
leche. Otros ejemplos son: la industria de papel que emplea lipasas, amilasas y xilanasas de
Trichoderma reesei y Candida antarctica; la industria de detergentes, la cual incorpora en
sus productos enzimas como catalasas, celulasas, proteasas y lipasas. De la misma forma, la
industria de manejo de residuos y produccion de biocombustibles también se ha inclinado al
uso de enzimas para aumentar eficiencia. Ademads, las enzimas microbianas se utilizan en el
tratamiento de trastornos de salud asociados con la deficiencia de enzimas humanas causadas

por problemas genéticos (Choi et al., 2015; Anbu et al., 2017).

3.2. LIPASAS: DEFINICION Y CARACTERISTICAS

Las lipasas (EC 3.1.1.3: triacilglicerol acil hidrolasas) constituyen la tercera categoria
mas importante de las enzimas, después de las carbohidrasas y proteasas (Kavitha, 2016).
Son enzimas ubicuas en la naturaleza, producidas por plantas, animales y microorganismos,
incluyendo levaduras, hongos y bacterias (Bussamara et al., 2010; Treichel, de Oliveira,
Mazutti, Di Luccio, y Oliveira, 2010). Bioquimicamente, son hidrolasas que actian sobre
sustratos emulsificados insolubles en agua. Catalizan la hidrdlisis de los enlaces éster de
triacilglicéridos constituidos por 4cidos grasos de cadena larga (mas de diez dtomos de
carbono), siendo los productos de la hidrdlisis glicerol y acidos grasos libres. Estas
caracteristicas marcan una diferencia con las esterasas, las cuales actiian sobre sustratos
solubles en agua, como ésteres simples compuestos por acidos grasos de cadena corta
(menos de 6 atomos de carbono) (R. Sharma, Chisti, Chand, y Banerjee, 2001; Lux,
Valeriano, Corbellini, y Valente, 2007; Bussamara et al., 2010).



3.2.1. REACCIONES CATALIZADAS POR LIPASAS

Las lipasas catalizan una amplia variedad de transformaciones quimio, regio y
estereoselectivas gracias a sus caracteristicas Unicas: especificidad de sustrato, especificidad
regional y selectividad quiral (estereoselectivas). Por tal motivo, nuevas aplicaciones
biotecnolodgicas se han establecido usando lipasas en la sintesis de biopolimeros y biodiesel,
farmacéuticos enantiopuros, agroquimicos, biosensores y compuestos saborizantes (R.
Sharma et al., 2001; Shimada, Watanabe, Sugihara, y Tominaga, 2002; Tan, Lu, Nie, Deng,
y Wang, 2010).

Ademas de la actividad hidrolitica sobre triacilglicéridos, las lipasas catalizan dos
grupos de reacciones quimicas en medios no acuosos: la esterificacion y la
transesterificacion (véase anexo 1). La esterificacion es el proceso en el cual se sintetiza un
¢éster por la union de un acido graso y un alcohol. La transesterificacion comprende las
reacciones de interesterificacion, acidolisis, alcoholisis y aminolisis (Hasan, Shah, y

Hameed, 2009; Damaso, Salum, Terzi, y Couri, 2013).

3.2.2. ACTIVACION INTERFACIAL

Las lipasas se distinguen por una caracteristica especial: son enzimas solubles en
agua que actian sobre sustratos insolubles y agregados (Gonzalez, Hernandez, y Martinez,
2010). Esta condicién determina que operen unidas a interfases lipido-agua, generando un
sistema de reaccion heterogéneo dificil de explicar desde los conceptos y métodos de la

enzimologia (Reis, Holmberg, Watzke, Leser, y Miller, 2009).

A nivel molecular, la interfase consiste en un conjunto de dos capas adyacentes de
moléculas ordenadas con diferente caracter hidrofobico-hidrofilico (Gonzalez et al., 2010).
El fendmeno cinético de activacion interfacial se demostré cuantitativamente en la lipasa
pancredtica porcina (PPE), la cual exhibia muy poca actividad cuando el sustrato (triacetina)
estaba perfectamente solubilizado. Sin embargo, cuando se utilizaban concentraciones de
triacetina por encima de su limite de solubilidad (sobre saturadas), se formaban emulsiones

que eran hidrolizadas por la lipasa de una forma mas eficiente (Sarda y Desnuelle, 1958).



La activacion interfacial es el incremento de la actividad catalitica en presencia de
sustratos insolubles y agregados (emulsiones y micelas), en donde se produce la formacion
de interfases lipido-agua (véase anexo 2). Bajo estas condiciones, la actividad de las lipasas
se potencia en comparacion con los mismos sustratos en soluciones monoméricas solubles
(soluciones con concentraciones por debajo de la concentracion micelar critica) (Verger,

1997, Reis et al., 2009; Gonzalez et al., 2010).

A menudo, se ha tomado erroneamente la activacion interfacial como indicador del
aumento de la actividad catalitica de una enzima sobre un sustrato triacilglicérido, producido
por emulsificacion mecéanica o en presencia de un agente tensoactivo. En tales casos, el
aumento en la velocidad de reaccién se debe simplemente a un aumento en la actividad

interfacial (Verger, 1997).

La explicacion del mecanismo de activacion interfacial en las lipasas se ha centrado
en dos modelos: el modelo de sustrato y el modelo enzimatico (Reis et al., 2009). En el
modelo enzimatico, el fendmeno cinético de activacion interfacial se explica por un cambio
conformacional de la lipasa tras su adsorciéon en la interfaz lipido-agua (adsorcion
interfacial). La resolucion de la estructura cristalina de la lipasa pancreatica humana y
fungica, confirmo el cambio estructural y reveld que el sitio activo esté cubierto por un bucle
(“loop”) a- helicoidal anfipatico denominado /id, es decir, una tapa que deja inaccesible el
sitio activo para moléculas de sustrato (Verger, 1997; Reis et al., 2009; Gonzalez et al., 2010;

Guillén, 2012; Mercado-Malebran, 2014).

Cuando la enzima entra en contacto con una interfase, la superficie proteica de la
lipasa sufre una modificacion en su ambiente dieléctrico, al potenciarse las interacciones
electrostaticas. Ello posibilita que la cubierta del centro activo se desplace, provocando una
reestructuracion conformacional de la molécula que cambia la configuracion de la lipasa de
cerrada a abierta. Como resultado, el centro activo queda accesible, exponiendo una gran
superficie hidrofobica con los aminodcidos cataliticos correctamente orientados. Todo esto
incrementa la afinidad de la enzima por sus sustratos lipidicos y contribuye a la
estabilizacion del estado de transicion durante el ciclo catalitico (Aloulou et al., 2006;

Guillén, 2012).



Por otro lado, el modelo de sustrato sostiene que las explicaciones moleculares para
el fendmeno de activacion interfacial no deben limitarse al nivel estructural de la lipasa, sino
que deben tomar en cuenta la dindmica de las estructuras multi-moleculares y las
conformaciones interfaciales (“calidad interfacial”) de los lipidos utilizados como sustratos

(Verger, 1997).

Este modelo enfatiza en las caracteristicas fisicoquimicas del sustrato, las cuales
contribuyen de manera significativa a la activacion interfacial. Entre ellas, la mayor
disponibilidad de sustrato y la orientacion adecuada en la interfaz (Reis et al., 2009). Estas
caracteristicas se basan en el hecho de que, en el estado agregado, los triacilglicéridos
exhiben un grado de ordenamiento elevado, que minimiza el nimero de estados
conformacionales que pueden presentar estas mismas moléculas en solucién acuosa
(Gonzalez et al., 2010). Limitar la reaccion a una interfaz puede acelerar considerablemente
la tasa de asociacion sustrato-enzima, al disminuir la entropia a través de restricciones
motoras, asi como mediante interacciones hidrofobicas y electroestaticas (Reis et al., 2009).
Entre otros pardmetros fisicoquimicos, se ha postulado que el radio de curvatura de las
emulsiones podria desempefiar un papel importante durante el acoplamiento interfacial de
las lipasas y, por lo tanto, modular la actividad catalitica, a través de cambios

conformacionales sutiles (Verger, 1997).

Finalmente, el comportamiento de las lipasas y el resultado de las reacciones
enzimaticas se ha se ha descrito a través de la "calidad de la interfase", siendo un término
ambiguo y dificil de definir. En este aspecto, una variedad de fendmenos interfaciales tiene
efecto tanto sobre las enzimas como sobre las reacciones. Entre ellos, la alta o baja tension
interfacial, las limitaciones cinéticas para la accesibilidad, distribucion, orientacion,
compartimentacion, agitacion del sustrato, tensoactivos que afecten la interfase, influencia
de los productos formados y area interfacial especifica (cantidad de sustrato expuesto en la

interfase accesible a la enzima) (Reis et al., 2009).

3.2.3. ESTRUCTURA

A pesar de las distintas reacciones que catalizan las lipasas, del tamafio, origen y

secuencia de aminodacidos, todas conservan como estructura el plegamiento candnico o/



hidrolasa, que es comun a la mayoria de enzimas hidroliticas (Barriuso, Vaquero, Prieto, y

Martinez, 2016; Kavitha, 2016).

Este dominio estructural canénico consiste en ocho hojas B centrales, de las cuales
siete se encuentran en forma paralela y una (2) de manera antiparalela. Estas estructuras
estan conectadas por secuencias polipeptidicas helicoidales, llamadas hélices a, que
flanquean empaquetadas ambos lados de las hojas . De esta manera, las estructuras i1y B2
se unen entre si de manera continua. La hoja 2 se une con f3, pero de forma interrumpida
por la hoja B4, que a su vez esta conectada con 33 mediante una a hélice. La hoja 4 se conecta
con s también a través de una a hélice. Este Gltimo patrdn se repite hasta la ultima hoja f,
y la estructura finaliza con una a hélice que contiene el carboxilo terminal (véase anexo 4).
Las lipasas se diferencian entre si en la posicion de las a hélice como también de los bucles
que entran en contacto con el sitio activo (Gupta, Gupta, y Rathi, 2004; Garcia Roman, 2005;

Gonzalez et al., 2010; Mercado-Malebran, 2014).

El sitio activo contiene la triada catalitica Ser105 (nucledfilo)-His224 (residuo
basico)-Asp/Glul87 (residuo acido). Dicha maquinaria catalitica esta presente en todas las
lipasas (siendo el residuo histidina altamente conservado), y constituyen la region
electrofilica denominada cavidad oxianionica. Ademas, como se menciond, en casi todas las
lipasas el sitio activo estd cubierto por un bucle anfipatico (/id) que se desplaza en presencia

de una interfase (Garcia Roman, 2005; Gonzalez et al., 2010; Kavitha, 2016).

Por otra parte, el sitio activo contiene bolsillos que acomodan las cadenas acilo de
sus sustratos. Estas hendiduras son denominadas sn-1, sn-2, sn-3. De este modo, la
preferencia por el sustrato estd determinada por el caracter hidrofébico del sitio activo y el

tamafio de los bolsillos (Mercado-Malebran, 2014).

El mecanismo catalitico de la lipasa consta de tres pasos independientemente del
ambiente en que se encuentre la enzima. Primero, la serina es activada por desprotonacion,
para lo cual son requeridos los residuos de histidina y aspartato. En consecuencia, el grupo
hidroxilo (-OH) de la serina se potencia como nucleodfilo y ataca el grupo carbonilo del
sustrato (enlace éster), formando un intermediario tetraédrico acil-enzima y liberando un
diacilglicérido. Los residuos de la cavidad oxianidnica contribuyen en la estabilizacion de la

distribucion de la carga y la reduccion de la energia del estado fundamental del



intermediario. Finalmente, se produce un ataque sobre dicho complejo acil-enzima por parte
de un reactivo nucledfilo (véase anexo 5). Dependiendo de la electronegatividad de
moléculas que ocupen la interfase, el nucledfilo que desacila la enzima puede ser agua
(H20), un alcohol (R-OH) o un diacilglicérido, obteniéndose un 4cido carboxilico, un éster
o un triglicérido respectivamente (véase anexo 6). En este punto, la enzima se libera y se
regenera el sito activo (Gupta et al., 2004; Garcia Romén, 2005; Reis et al., 2009; Mercado-
Malebran, 2014). El equilibrio entre la reaccion directa (hidrolisis) o la inversa (sintesis) esta
determinado por la actividad del agua en medio de la reaccién. Una cantidad pequeiia de

agua en el medio es adecuada para reacciones de sintesis (Garcia Roman, 2005).
3.2.4. CINETICA ENZIMATICA DE LIPASAS

La cinética enzimatica estudia las velocidades de las reacciones catalizadas por
enzimas. En dichas reacciones, el sustrato S se transforma en producto P, formandose en
primer lugar un complejo enzima-sustrato £S como intermediario necesario para la catalisis.
Luego, el complejo da lugar a una molécula de producto y se libera la enzima. El complejo
ES constituye la clave para entender el comportamiento cinético, del mismo modo que
representa el punto de partida para la descripcion de la catélisis, que se representa a
continuacion:

E+S % ES kz% E+P
< -

%
ka k.2

Donde £ son las constantes de velocidad de formacion del elemento respectivo. Es
importante sefialar que una sola molécula de enzima puede convertir varias moléculas de
sustrato en producto. El nlimero de moléculas de sustrato que una molécula de enzima
convierte a producto, por segundo, se conoce como numero de recambio o constante

catalitica (kcat = k2) (Lehninger, Nelson, y Cox, 2005; Berg et al., 2014).

La velocidad de reaccion se define como la cantidad de sustrato que desaparece por
unidad de tiempo, lo cual equivale al nimero de moles de producto que se forma por segundo
(Berg et al., 2014). En este punto es necesario considerar que la reaccion es reversible, es
decir, moléculas de producto también pueden convertirse en moléculas de sustrato. Esto

conlleva al problema de como cuantificar la velocidad de manera que se tome en cuenta solo
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la reaccion directa (k2). La solucion, es medir la velocidad en los instantes iniciales de la
reaccion, de manera que la reaccion inversa (k-2) pueda ignorarse porque la concentracion
de P es despreciable y por tanto la concentracion de S puede considerarse constante. A
medida que trascurre la reaccion, la cantidad de producto aumenta con el tiempo,
provocando el agotamiento del sustrato y el incremento de la reaccion inversa, hasta llegar
al equilibrio de la reaccion, en donde no hay cambio neto en la concentracion de So Py, por
tanto, la velocidad se hace cero. Si se mide la cantidad de producto formado en funcion de
tiempo (curva de progreso) y la concentracion de enzima es constante, la velocidad de
reaccion Vy se determina a partir de la pendiente de la tangente de la curva en el origen

(Lehninger et al., 2005; Berg et al., 2014).

Definida la velocidad de reaccion, se la puede estudiar en funcion de la concentracion
de sustrato, valor que es ajustado por el investigador. El efecto de la variacion de sustrato
sobre la velocidad de reaccion constituye el comportamiento cinético. Al representar
graficamente la velocidad de reaccidon en funcidon de la concentracion de sustrato [S] se

obtiene una hipérbole rectangular que es descrita por la ecuacion de Michaelis-Menten:

_ [S]
VO - Vmax [S] +KM

donde K, = k_llc—Jrkz,y estal quesi [S]=Km =V, = V";‘“‘ ;Si[S]K Ku=V, =
1

Vl’j—:‘ [ST; si [S]>» Ku=> Vy = Var.

A partir esto se deduce que: a medida que [S] crece, la velocidad de reaccion Vy
aumenta tendiendo asintéticamente a una velocidad maxima, V... El incremento de la
velocidad de reaccion, cuando la concentracion de sustrato aumenta, se debe a la formacion
de més producto al existir mayor cantidad de sustrato disponible, y por tanto mas sitios
activos ocupados. A valores bajos de [S] hay moléculas de enzima libres y la velocidad de
reaccion es baja, directamente proporcional a la concentracion de sustrato. Al crecer [S],
mas moléculas de enzima se ocupan con sustrato y la velocidad crece, ya no
proporcionalmente, sino en incrementos cada vez menores. Cuando [S] es muy alto, habra
un déficit de moléculas de enzima (sitios activos) para enlazarse con el sustrato y la
velocidad no crecerd mas (Vmax). En otras palabras, la totalidad de enzima disponible se

encontrara unida al sustrato [ES] = [E;] y la adicion de més sustrato no afectara la velocidad
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(reaccion de orden cero). En estas condiciones, se dice que la enzima esté saturada. Por tanto,
la Vimax depende directamente de la concentracion de enzima y del nimero de recambio antes
definido (kcat = k2): Vpax = k2 [Er]. (Hill, Wyse, y Anderson, 2012; Berg et al., 2014;
Worthington Biochemical Corporation, 2017).

Por otra parte, la constante de Michaelis-Menten Kjs describe las propiedades de
interaccion enzima-sustrato y es independiente de la concentracion de enzima. Uno de los
datos que aporta la Kyses la fraccion de centros activos ocupados por el sustrato (Vo /Viax).
A partir de la ecuacion de Michaelis-Menten se puede deducir que, a cantidades de sustrato
igual a la K, estan ocupados la mitad de los sitios activos de la enzima. Asi, la Ky equivale
a la concentracion de sustrato donde la velocidad de reaccion es la mitad de su valor maximo.
(Vo= Vmar/2). Esto proporciona una medida de la concentracion de sustrato necesaria para
que tenga lugar una catlisis significativa. La segunda manera de entender el significado de
la Ku se relaciona con el ultimo punto mencionado: la afinidad de la enzima al sustrato.
Cuando la K es grande, la disociacion del complejo ES es alta, por tanto, la afinidad de la
enzima al sustrato es baja. En este caso, la enzima necesita mas concentracion de sustrato
para que exista una catalisis significativa ya que se disocia facilmente del sustrato. En
consecuencia, cuando la Kyses baja, la afinidad de la enzima es alta. Es decir, el £S se disocia
con mayor dificultad y se requerird menos sustrato para obtener una catalisis significativa
(Lehninger et al., 2005; Hill etal., 2012; Berg et al., 2014; Worthington Biochemical
Corporation, 2017).

Las lipasas poseen cinéticas que no corresponden exactamente al modelo de
Michaelis-Menten. El motivo, es la caracteristica Unica que presentan: el fendémeno de
catalisis interfacial (Marangoni, 2003; Garcia Roman, 2005; Reis et al., 2009). El modelo
de Verger—De Haas es la adaptaciéon mas simple del modelo Michaelis-Menten para la

catalisis interfacial (Verger y De Haas, 1973):

ki
K

E"+S

E'S

E'S—ta E P
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Para que exista catalisis es necesario la presencia de interfases (emulsiones o micelas)
organico-acuosa. La primera etapa del mecanismo de reaccién es la adsorcion de la enzima
(E) a la interfase lipido-agua. La cinética de este proceso de unidon se describe con las
constantes de adsorcion (k,) y disociacion (ks). Al unirse a la interfaz, se produce la
activacion interfacial (comportamiento cinético) y la enzima adopta una conformacion
energéticamente mas favorable (E*). La enzima presente en la interfaz se une a una molécula
de sustrato, lo que resulta en la formacion del complejo enzima-sustrato (E*S), analogo
interfacial al de Michaelis-Menten. Después de un proceso catalitico bidimensional, se
genera el producto (P*) y se lo solubiliza en la fase acuosa (P) (véase anexo 7) (Marangoni,

2003; Garcia Roman, 2005; Reis et al., 2009).

Es importante recalcar que la catalisis interfacial solo ocurre cuando la concentracion
de sustrato excede el limite de solubilidad. Entonces, la reaccion hidrolitica se incrementa
drasticamente con el mismo sustrato presente en micelas o en gotas de emulsion (véase
anexo 3). En este caso, el concepto de concentracion de sustrato es bastante dificil de definir.
La velocidad de reaccion resulta independiente de la concentracion molar de sustrato, pero
dependiente del area interfacial especifica de la emulsion, es decir, de la concentracion de

sustrato interfacial expuesto a la enzima (Marangoni, 2003; Reis et al., 2009).

Esto es evidente al utilizarse, en estudios cinéticos, dos emulsiones con diferente
tamafio de gota, es decir, areas interfaciales especificas distintas. La aplicacion del modelo
Michaelis-Menten en tal caso conduce a la obtencion de dos K, 1o cual carece de sentido
al tratarse del mismo sustrato. Para resolver el problema, es necesario utilizar el area

interfacial de la emulsion en lugar de la concentracion de sustrato (Garcia Roman, 2005).

Sin embargo, es comtn ver reportes de Kwm para enzimas interfaciales, a pesar que el
modelo de Michaelis-Menten solo aplica a enzimas y sustratos solubles presentes en la
misma fase. La Ky, como dimension concentracion-volumen, no tiene ningtn significado
para sustratos en interfaces, pues el aumento de la concentracion de sustrato no implica el
aumento de la velocidad de reaccion si no existen interfases o si el area interfacial es
pequena. Estos deberian cuantificarse como moles por unidad de area. En este sentido, es
mas relevante el concepto de concentracion de area interfacial o la cantidad de area

interfacial por unidad de volumen (Marangoni, 2003; Reis et al., 2009).



13

Mediante el tratamiento cinético del modelo de catalisis interfacial, Verger—De Haas

llegan a la siguiente expresion que describe la cinética de lipasas (monocapas y micelas):

/

_kcalEOS>< SV
CS+K, ! Kk, K,-S
vV k, S+K,

Esta ecuacion posee la misma estructura que la clasica de Michaelis-Menten, pero
las constantes V. y Ku resultan una funcion compleja de otras constantes y de la
concentracion interfacial de sustrato, la cual depende de la naturaleza del sustrato y las
caracteristicas fisicoquimicas de la fase acuosa. Ey representa la concentracion total de la
enzima, / el area interfacial total, /" el volumen total de la emulsion y Kn* la constante de
Michaelis referida al complejo interfacial enzima sustrato (E*S) (Verger y De Haas, 1973;

Garcia Roman, 2005).

Ademas del modelo de Verger-De Haas, varios trabajos se han realizado sobre la
cinética enzimatica de lipasas (Deems, Eaton, y Dennis, 1975; Tsai, Wu, y Chiang, 1991;
Tsai y Chang, 1993; Jain, Gelb, Rogers, y Berg, 1995). Estudios mas recientes proponen un
analisis de la cinética enzimatica interfacial mediante el modelo de Michaelis-Menten
invertido, evaluando la cantidad de enzima requerida para saturar la interfaz del sustrato

(Kari, Andersen, Borch, y Westh, 2017).

En general, todos los modelos cinéticos interfaciales toman en cuenta dos
caracteristicas fundamentales: la adsorcion al sustrato y el area interfacial especifica. Otros
factores mas complejos de incluir son los efectos del microambiente interfacial
(reorganizacion molecular interfacial, segregacion de productos insolubles que afectan la
calidad interfacial, etc.). Ademads, practicamente la totalidad de modelos e interpretaciones
de catalisis enzimatica interfacial contienen implicito el formalismo de Michaelis-Menten

(Marangoni, 2003; Garcia Roman, 2005; Reis et al., 2009).

No obstante, en muchas ocasiones se adopta el uso de cinéticas de primer orden o la
propia de Michaelis-Menten como simplificacion de cinéticas mucho mas complejas,
originandose lo que se conocen como parametros cataliticos aparentes (Sanchez Ferrer,

1998; Marangoni, 2003). En ese caso, se asume que el aumento de la concentracion de
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sustrato se refiere al aumento en el nimero de gotas de sustrato presentes en el sistema. Esto
resulta en un incremento de la cantidad de area interfacial por unidad de volumen, lo que se

traduce en una mayor velocidad de reaccion (Marangoni, 2003)

Por otro lado, para todos los modelos cinéticos, la medicion de la Actividad
Enzimaética (U/mL), cuantificada en Unidades de enzima (U), solo se puede realizar cuando
se llega a las condiciones de Vyar. Aqui la concentracion de sustrato excede en gran medida
la concentracion de enzima y, en consecuencia, la velocidad no dependera de la
concentracion de sustrato, pues no serd un factor limitante (reaccion de orden cero). (NC-

IUB, 1979).

En estas circunstancias, cualquier cambio en la velocidad de reaccion dependera
unicamente del nivel de enzima presente, pudiéndose efectuar comparaciones. Para estar
seguros que una reaccion es de orden cero, se deben realizar multiples mediciones de la
concentracion de producto (o sustrato) hasta llegar a la velocidad méaxima, asegurandose que
haya una cantidad de sustrato suficiente para saturar la enzima a cualquier concentracion que
se encuentre (el doble de su Kas). Por tanto, la medicion de la velocidad de reaccion Vo para
evaluar cualquier concentracion de enzima se realizard en condiciones de saturadas de
sustrato. A partir de la velocidad medida, que seréd siempre la maxima, se podra calcular la

actividad enzimadtica (Schnell y Maini, 2000; Worthington Biochemical Corporation, 2017)

3.3. FUENTES DE OBTENCION DE LIPASAS Y APLICACIONES

Las lipasas estan ampliamente distribuidas en animales, plantas y microorganismos.
Si bien, la primera fuente de obtencion de las lipasas fue a partir del pancreas porcino, en la
actualidad se obtienen via fermentativa a partir de una amplia variedad de microorganismos,

entre los que se encuentran bacterias, levaduras y hongos (R. Sharma et al., 2001; Treichel

et al., 2010; Thakur, 2012).

Las lipasas vegetales no se usan comercialmente y las lipasas animales tienen la
desventaja de contener en los extractos componentes indeseables, como virus, hormonas,
etc. (Vakhlu y Kour, 2006). Por otra parte, las lipasas microbianas son el centro de atencion
debido a sus propiedades aplicadas como versatilidad, estabilidad, selectividad quiral,

especificidad de sustrato y facilidad de produccién en masa. Esto les confiere un enorme
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potencial en varias aplicaciones biotecnoldgicas, por eso microorganismos como bacterias,
hongos y levaduras son las principales fuentes de estas enzimas (R. Sharma et al., 2001;

Jaeger y Eggert, 2002; Treichel et al., 2010).

Entre los microrganismos productores de lipasas més importantes comercialmente,
y/o que exhiben propiedades con potenciales aplicaciones biotecnoldgicas, tenemos a:
bacterias del género Bacillus sp. y Pseudomonas sp, hongos filamentosos pertenecientes a
los géneros Rhizopus sp., Aspergillus sp., Penicillium sp. y Geotrichum sp.; y a las levaduras
del género Candida sp., que inluyen Candida rugosa y Candida antdrtica, también a
Yarrowia lipolytica y otras del género Pichia sp., Rhodotorula sp.y Trichosporon sp. Por su
alto desempefio y propiedades enzimadticas, los genes que codifican para lipasas de Candida
sp., Geotrichum sp., Trichosporon sp., y Y. lipolytica han sido clonados y sobre-expresados
(Vakhlu y Kour, 2006; Treichel et al., 2010; D. Sharma, Sharma, y Shukla, 2011; Thakur,
2012).

Las aplicaciones biotecnoldgicas con interés industrial de las lipasas estan
intimamente ligadas a los distintos tipos de reacciones que son capaces de llevar a cabo, asi
pues, se tienen dos amplias posibilidades: reacciones de hidrolisis y de sintesis (Sadnchez
Ferrer, 1998; Garcia Romén, 2005; D. Sharma et al., 2011). Entre las aplicaciones estan el
tratamiento de aguas residuales (acelerando la degradacion de los desechos grasos), el
procesamiento de grasas y aceites, aditivos para detergentes y formulaciones desengrasantes,
procesamiento de alimentos (desarrollo de aromas caracteristicos de productos lacteos,
chocolate y reposteria), sintesis de productos quimicos y farmacéuticos finos (enantiupuros),
fabricacion de papel, agro-quimicos y produccion de cosméticos y biodiesel (obtencion de
ésteres de cadena corta y media) (véase anexo 8) (R. Sharma et al., 2001; Jaeger y Eggert,
2002; Garcia Roman, 2005; Hasan, Shah, y Hameed, 2006; D. Sharma et al., 2011; A. K.
Singh y Mukhopadhyay, 2012; Thakur, 2012).

3.4. ENZIMAS DE LEVADURAS ADAPTADAS AL FRIO

Los ecosistemas frios representan una de las biosferas mas grandes del mundo: el
Artico y la Antartida, la criosfera no polar y los océanos profundos cubren el 70% de la
superficie de la Tierra (Szczesna-Antczak, Kaminska, Florczak, y Turkiewicz, 2013; Baeza,

Alcaino, Cifuentes, Turchetti, y Buzzini, 2017). Los organismos psicrofilos y
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psicrotolerantes (incluidas las levaduras) que colonizan estos habitats frios de forma
permanente o temporal, han desarrollado una serie de adaptaciones fisioldgicas para superar
el efecto adverso de las bajas temperaturas. Entre ellos, la sintesis de enzimas activas en frio
representa sin duda una caracteristica clave de esta adaptacion. Esto permite a los psicrofilos
mostrar una temperatura de crecimiento minima alrededor de 0°C, una 6ptima <15°C y una
temperatura de crecimiento maxima de 20°C. Por el contrario, los organismos
psicrotolerantes crecen aproximadamente a 0°C, pero tienen un crecimiento optimo >20°C.
Es decir, los organismos psicrotolerantes evolucionaron su fisiologia para tolerar el frio, pero
no estan tan especializados como los psicréfilos (Baeza et al., 2017; Martorell, Ruberto,

Fernandez, Castellanos de Figueroa, y Mac Cormack, 2017).

Segiin Kavitha (2016) los organismos psicrofilos son menos utilizados en
aplicaciones industriales. Para prosperar a bajas temperaturas, los psicrofilos poseen enzimas
especialmente adaptadas y se denominan como enzimas activas en frio (cold-active
enzymes). Estas son formas moleculares homologas a las enzimas mesoéfilas. Entre ellas
estan amilasas, celulasas, proteasas, lipasas e isomerasas, entre otras (Kavitha, 2016; Baeza
et al., 2017). Tanto las enzimas mesofilas como sus homdlogas activas en frio, catalizan la

misma reaccion, pero difieren en detalles de su estructura y en sus propiedades funcionales

(Hill et al., 2012).

La alta actividad de las enzimas activas en frio a bajas temperaturas en comparacioén
con sus contrapartes mesofilas, esta estrechamente correlacionado con una mayor plasticidad
y flexibilidad de sus componentes estructurales tridimensionales, lo que mejora su capacidad
para lograr los cambios conformacionales requeridos para acomodar sustratos
macromoleculares y optimizar la catalisis a bajas temperaturas. A su vez, esto conduce al
debilitamiento de las fuerzas intramoleculares, lo que da como resultado una estabilidad

reducida hacia los agentes desnaturalizantes (baja termoestabilidad) (Baeza et al., 2017)

Comparaciones estructurales de enzimas activas en frio con sus homologos meséfilos
y termofilos confirman que solo se requieren pequefias modificaciones estructurales para
convertir una enzima mesofila o termofila en su homologo activo en frio correspondiente.
Usualmente, estas difieren en pocas posiciones de aminoacidos, lo cual explica como las
especies pueden evolucionar diferentes homologos de enzimas. Ademas, los cambios en las

posiciones de aminoacidos se ubican afuera del sitio de union al sustrato, por lo que la
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estructura del sitio activo es constante o casi constante. Esto explica por qué todos los
homologos catalizan la misma reaccion. Estas modificaciones conllevan una disminucion de
la densidad de cargas en la superficie de la enzima y un aumento de la densidad de residuos
hidrofébicos expuestos al solvente. En consecuencia, los cambios afectan la funcion de la
enzima alterando propiedades como la flexibilidad molecular, pero no propiedades del sitio

catalitico per se (Hill et al., 2012; Kavitha, 2016; Baeza et al., 2017).

La mejor eficiencia catalitica de las enzimas activas en frio a bajas temperaturas,
consecuencia de los cambios estructurales mencionados, resulta en una serie de estrategias
como: la mejora de la afinidad al sustrato, es decir, una disminucién de la constante de
Michaelis (Ku) y el incremento en el valor de Kca. Si bien el Kmes inferior en las enzimas
activas en frio, esto solo sucede a temperaturas bajas, en comparacion con sus homodlogas
mesofilas. Cuando las enzimas actian en sus respectivas temperaturas Optimas, el Ky o la
afinidad al sustrato se mantienen iguales. Por otro lado, la constante catalitica Kca mide el
numero de moléculas de sustrato que una molécula de enzima es capaz de convertir en
producto por unidad de tiempo. Su incremento refleja una mayor capacidad intrinseca para
acelerar las reacciones, un atributo que ayuda a compensar los efectos de la disminucién de

la reaccion de las bajas temperaturas (Hill et al., 2012; Baeza et al., 2017).

En cuanto a lipasas activas en frio, la capacidad de producirlas se encuentra muy
extendida entre las levaduras que viven en ambientes frios en todo el mundo. La mas
estudiada y utilizada es la lipasa A y B de Candida antartica. La lipasa activa en frio puede
emplearse, debido a su alta eficacia catalitica y especificidad unica, a bajas y moderadas
temperaturas, para procesos biotecnologicos o industriales. Estos incluyen su uso como
catalizador para la sintesis organica de compuestos inestables a baja temperatura (Joseph,

Shrivastava, y Ramteke, 2012).

3.5. MERCADO MUNDIAL DE ENZIMAS

Actualmente, se usan de forma comercial aproximadamente 200 tipos de enzimas
microbianas de 4000 enzimas conocidas. Sin embargo, solo alrededor de 20 enzimas se
producen a una escala verdaderamente industrial. El costo de produccién de la enzima

purificada es un obstaculo primario para su implementacion comercial, pues el 80% del costo
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final se asocia con purificacién e inmovilizacion (Eby y Peretti, 2015). La produccion de
enzimas ha estado relativamente concentrada en algunas naciones desarrolladas ubicadas en
Dinamarca, Suiza, Alemania, los Paises Bajos y Estados Unidos (Li et al., 2012; Choi et al.,

2015).

La demanda mundial de enzimas es satisfecha por unos 12 productores principales y
400 proveedores menores. Casi el 75% de las enzimas totales son producidas por tres
empresas principales de enzimas: Novozymes, con sede en Dinamarca, DuPont, con sede en
los Estados Unidos y Roche, con sede en Suiza. Debido al avance de la manipulacion
genética, disefio computarizado y varias técnicas moleculares, aproximadamente el 90% de
las enzimas industriales son versiones recombinantes (R. Sharma et al., 2001; Hasan et al.,

2006; Liu y Kokare, 2017)

Alrededor del 2% de los microorganismos del mundo se han probado como fuentes
de enzimas (Hasan etal., 2006). Esta cifra permite entender la extensa busqueda e
investigacion que se puede llevar a cabo para descubrir y caracterizar nuevas enzimas para
su uso en el mejoramiento de la calidad de vida de la humanidad. Sin embargo, frente al
indiscutible monopolio industrial de las enzimas, paises como Ecuador y otros en
Latinoamérica, enfrentan el problema del biopirateo. La busqueda de genes, plantas,
animales, conocimientos ancestrales e incluso microorganismos, que en ultima instancia
otorgarian ganancias multimillonarias a tales empresas, pretenden justificar el saqueo de la
biodiversidad de paises desprotegidos por leyes. La solucion es la implementacion de un
modelo que permita la investigacion local de su patrimonio, respaldada en politicas
coherentes que direccionen el beneficio de los resultados para sus propias poblaciones (Paz

Y Mifio y Lopez Cortez, 2014; Paz y Mifio, 2018).
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OBJETIVOS

GENERAL

Caracterizar la lipasa producida por la levadura antartica Guehomyces pullulans.

ESPECIFICOS

— Producir lipasas en medio inductor liquido utilizando la levadura antartica

Guehomyces pullulans

— Caracterizar cualitativa y cuantitativamente la actividad de lipasas obtenidas de

Guehomyces pullulans

— Determinar la cinética de la enzima obtenida

— Determinar el pH y temperatura éptimos para la actividad de la lipasa obtenida
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4. MATERIALES Y METODOS

4.1. CEPA DE LEVAUDURA

La levadura Guehomyces pullulans cepa CLQCA-ANT-073 fue seleccionada entre
cinco aislados independientes de levaduras antarticas que fueron previamente escogidas por
poseer un alto indice enziméatico (EI) en cuanto a la actividad lipasa/esterasa. Esta seleccion
se baso en el screening de 49 aislados independientes que incluyen 7 especies de levaduras

antarticas.

4.2. INDUCCION A LA PRODUCCION DE LIPASAS

La biomasa de la levadura de Guehomyces pullulans (CLQCA-ANT-073), cultivada
en medio YM agar (Yeast Malt agar) por 5 dias a 25°C, fue inoculada en un medio inductor
liquido compuesto por: 0.2% de glucosa, 0.5% de peptona, 0.01% de MgSOs, 0.1% % de
K>HPO4, 2% de aceite de oliva. A este medio base propuesto por Bussamara et al. (2010) se
aplicaron las modificaciones sugeridas por Dhiman y Chapadgaonkar (2013), las cuales
consisten en la adicion de goma arabiga al 5%. El pH fue ajustado a 5.0 y el medio de cultivo
se esterilizo mediante autoclavado a 121°C durante 15 minutos. El cultivo de levadura, en

volumen de 50 mL, se incub6 con agitacion a 200 RPM y 20°C por 40 dias.

4.3. EXTRACCION Y PRECIPITACION PROTEICA

Para la purificacion parcial de lipasas, se utilizo la técnica empleada por Joseph,
Shrivastava y Ramteke (2012). El sobrenadante se obtuvo del medio inductor por
centrifugacion a 4°C y 14000 RPM. Posteriormente, concentrd la enzima mediante salting-
out de proteinas utilizando una solucién de sulfato de amonio al 75%. A continuacion, las
muestras fueron incubadas por 5 horas a 4°C. Una vez precipitadas las proteinas, se desech6
el sobrenadante, se resuspendi6 el pellet en buffer fosfato 50 mM, pH 7 y se almacend a -
30° C para su posterior uso (Kumar, Kikon, Upadhyay, Kanwar, y Gupta, 2005; Bussamara
et al., 2010; Joseph et al., 2012; Bae, Kwon, Kim, Hou, y Kim, 2014).
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4.4. CUANTIFICACION DE PROTEINAS

La concentracion de proteinas se determind por espectrofotometria mediante el
Me¢étodo de Bradford (1976). El reactivo de Bradford se prepar6 de la siguiente manera: se
disolviéo 100 mg de Coomassie Blue G250 en 50 mL de etanol 95%. A continuacion, se
adicionaron 100 mL de acido fosférico 85% y se diluyd la solucién resultante en 1 L con
agua destilada (Garcia y Vazquez, 1998). La cuantificacion se realizé tomando 100 pL de
muestra obtenida de la extraccion proteica, y 1 mL de reactivo de Bradford. Posteriormente,
se incubd a temperatura ambiente por dos minutos y se procedid a medir la absorbancia a
595 nm. La curva de calibracion se prepard con 7 diluciones de BSA (Bovine Serum
Albumin) en concentraciones de 0.1, 0.2, 0.4, 0.6, 0.8 y 1.0 mg/mL. Mediante una regresion

lineal se determinaron las respectivas concentraciones.

4.5. ANALISIS CUALITATIVO DE LA PRODUCCION DE LIPASAS

Se empled el método cromogénico descrito por Nath y Hindumathy (2012) y
reportado también por Singh, Gupta, Goswami y Gupta (2016), el cual detecta la actividad
lipasa por el viraje en el pH al acidificarse el medio. El medio cromogénico se compone por:
0.01 % Rojo fenol, 1% aceite de oliva, CaCl2 10mN, 2% Agar. El pH fue ajustado con
NaOH 0.1 M a 8.0 (coloracion fucsia-roja) y se esterilizd mediante autoclavado a 121°C
durante 15 minutos. Posteriormente, se dispensd en placas Petri (Rajni Singh, Gupta,

Goswami, y Gupta, 2006; Nath y Hindumathy, 2012).

En la placa Petri con el medio cromogénico se realizaron perforaciones de 6 mm de
diametro con un sacabocados estéril; en ellos se adicionaron volimenes de 100 puL de las
muestras proteicas obtenidas en el apartado 4.3, en las concentraciones: 0.4, 0.04 y 0.004
mg/mL (diluciones en buffer fosfato pH 7), 0.04 mg/mL (dilucién en agua); y como
controles agua y buffer fosfato. Finalmente, la placa se incub6 a 30°C por 2 horas y 30

minutos.
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4.6. CARACTERIZACION PROTEICA POR ELECTROFORESIS SDS-PAGE

La determinacion de pesos moleculares del extracto proteico se llevo a cabo mediante
una electroforesis SDS-PAGE en gel de poliacrilamida al 12%, en condiciones
desnaturalizantes. La electroforesis se realizd en una camara ENDURO™ PAGE System,
de acuerdo con el protocolo descrito por Laemli (1970) y siguiendo el procedimiento
estandar recomendado por el fabricante. Las proteinas fueron visualizadas con tincion

Coomassie Brilliant Blue y examinadas mediante el software libre GelAnalyzer.

4.7. CUANTIFICACION DE LA ACTIVIDAD ENZIMATICA DE LIPASAS

4.7.1. DETERMINACION DE LA CONCENTRACION DE PARA-
NITROFENOL (pNP)

Se prepararon 10 soluciones de pNP en concentraciones de 5-50 pmol/L en buffer
fosfato 50 mM, pH 7. Para ello, se parti6 de una solucion madre de 0.5 mM de pNP. Luego,
se midio la absorbancia A410 de las soluciones frente un blanco (buffer fosfato 50 mM, pH
7). La curva estandar se construyd mediante regresion lineal de la A4io medida vs la
concentracion de pNP en umol/L. A partir de la curva, se calcul6 el coeficiente de absorcion

molar con la siguiente ecuaciéon (Eq.1):

A=¢e¢ X b Xc Eq. 1

Donde 4 es la absorbancia, ¢ es el coeficiente de absorcion molar, b es la longitud de
trayectoria y ¢ es la concentracion de pNP. La longitud de trayectoria utilizada fue 1 cm,
siendo ¢ el coeficiente angular de la recta de la curva estandar (pendiente de la recta). Las

unidades de € son L mol! cm™' (Damaso et al., 2013).
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4.7.2. DETERMINACION DE LA CURVA DE PROGRESO DE LIPASAS

La actividad enzimatica de las lipasas fue determinada por espectrofotometria,
usando p-nitrofenil palmitato (pNPP) como sustrato. Este método colorimétrico se basa en
la cuantificacion de p-nitrofenol (pNP) liberado cuando se hidroliza el pNPP (Wrolstad
et al., 2005; Bussamara et al., 2010). Para los ensayos de actividad enzimatica se prepararon
tres soluciones base: la Solucion A, la Solucion B y la Solucion C. La primera contenia el
sustrato para lipasa y la segunda el buffer para llevar a cabo la reaccion. La Solucién A se
prepar6 diluyendo el pNPP en isopropanol, a una concentracion estandar de 3 mg/mL. La
Solucion B estaba compuesta por: 4.4 mg/mL del surfactante Triton X-100 y 1.1 mg/mL de
goma arabiga en buffer fosfato 50 mM (Bussamara et al., 2010; Damaso et al., 2013).

La Solucién C se prepard con la Solucion B previamente calentada a 45°C, y la
adicion lenta y bajo agitacion de la Solucion A en proporcion 1:10. Para comenzar la
reaccion, se mezclo 0.9 mL de la Solucion C precalentada por dos minutos y 0.1 mL de la
lipasa (extracto proteico en concentracion 30 pg/mL). Luego, la mezcla se agitd en vortex
por 10 segundos. Como blanco se utilizé 0.9 mL de la Solucion C y 0.1 mL de buffer fosfato
50 mM, pH 7.0 (solucidn en la cual se encontraba la enzima) (Damaso et al., 2013; Mercado-

Malebran, 2014).

Los ensayos se efectuaron midiendo la absorbancia (A410) de la mezcla de reaccion
en un espectrofotometro durante 30 minutos. La primera medicion se realizé al minuto de
iniciada la reaccion, la segunda a los dos minutos y a partir de entonces cada dos minutos.
Las concentraciones se hallaron a partir de la Asi0 utilizando la curva estandar de pNP.
Posteriormente, se construy6 la curva de progreso graficando concentracion de producto

(pNP) vs tiempo (Wrolstad et al., 2005; Bussamara et al., 2010).

4.7.3. CALCULO DE LA VELOCIDAD DE REACCION

La velocidad de reaccion (V) se calculd estimando la pendiente de la curva de
progreso en el intervalo de 0-6 minutos del total 30 minutos que durd la reaccion. Aqui la

concentracion de producto liberado es una funcién lineal del tiempo (Garcia Roman, 2005;
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Wrolstad et al., 2005). La velocidad de reaccion se calculd con la ecuacion 2. Las unidades

utilizadas fueron umol/min.

2 —y1)

ac = pendiente =
(x2 —x1)

Eq. 2

4.7.4. CALCULO DE LA ACTIVIDAD ENZIMATICA

La actividad enzimatica se midi6é en Unidades de Enzima. Una Unidad de Lipasa (U)
se define como la cantidad de enzima que libera 1 umol de pNP por minuto en las
condiciones experimentales deseadas (Hasan et al., 2009; Bussamara et al., 2010; Damaso
et al., 2013). Una vez estimada la velocidad de reaccion, la actividad se calcul6é por medio

de la ecuacion 3:

U
Actividad (—)
mL

_ (ac x d x 10%) Eq. 3
€

Donde ac es la velocidad de reaccion (coeficiente angular) , d es el factor de dilucion
de la enzima, ¢ es el coeficiente de absorcion molar y 10* es el factor de correccion para
obtener el valor de € en pumoles, proporcionar la actividad en 1 mL (volumen de reaccién) e

introducir en el calculo el volumen de lipasa afiadido (100 puL) (Damaso et al., 2013).

4.8. ANALISIS CUANTITATIVO DE LA PRODUCCION DE LIPASAS

El andlisis de la cantidad de enzimas producidas en el medio inductor se realizd
cuantificando la actividad enzimatica a la concentracion estandar de [Sg]= 790 uM (se
procede segun el apartado 4.7.2). La reaccion se llevd a cabo durante 30 minutos en
condiciones estandar de pH y temperatura (7.0 y 37°C). Se hicieron 5 repeticiones.
Posteriormente, se construyd la curva de progreso y se calculd la velocidad de reaccion

(Eq.2) y la actividad enzimatica en U/L (Eq.3).
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4.9. CINETICA ENZIMATICA

La cinética enzimatica de la lipasa se examiné estudiando los cambios de velocidad
en respuesta a cambios de concentracion de sustrato. Se utilizaron diferentes concentraciones
de sustrato [S] que incluyen: 7.9, 79, 400, 790 y 1600 uM y se procedié como el apartado
4.7.2 a las concentraciones de Solucion A antes mencionadas. El ensayo de actividad
enzimatica para cada concentracion se efectud en un periodo de 30 minutos en condiciones

de ensayo estandar: 37°C y pH 7. Se realizaron 3 repeticiones.

Se construyeron cinco curvas de progreso y se determind la velocidad de reaccion Vy
(Eq.2) para cada una. Posteriormente, se elabord la curva cinética graficando las velocidades
en funcion de sus respectivas concentraciones de sustrato. Para hallar los pardmetros
aparentes (Ku y Vimax), s€ adopto la cinética de Michaelis-Menten y su linealizacion bajo el

método de Lineaweaver-Burk (Eq.4):

1_ K 1 1 Eq. 4
VO Vmax S Vmax

Donde Ves la velocidad de reaccion, Ky es la constante de Michaelis-Menten, Viax
es la velocidad maxima de reaccion y S es la concentracion de sustrato. La linealizacion de

la curva se realiz6 usando los dobles reciprocos de las cinco concentraciones de sustrato [S]

. . .y , , 1 1
y sus respectivas velocidades de reaccion (Vo). Luego, se elabor6 la grafica S Vs yse
0

determind la ecuacion de la recta. Esta ecuacion se ajusto a la funcion lineal (Eq.5):

y=mx+b Eq. 5

Siendo m la pendiente de la recta obtenida en la linealizacién, se tiene de Eq. 4 que

(Eq.6):

Eq. 6
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Despejando la Ky se tiene (Eq.6.1):

Eq. 6.1
KM = meax
Para la estimacion de la Vi, se partié de la ordenada en el origen b (Eq.7):
b 1 Eq. 7
= q'
Vmax
Despejando la Viax se tiene (Eq7.1):
1 Eq. 7.1
Vmax = E 4 7
Para la obtencion de la Ky se reemplazo Eq.7.1 en Eq.6.1, obteniendo (Eq.8):
m
K., = — Eq. 8
M= 9

Los parametros aparentes, estimados con las Ecuaciones 7.1 y 8 en base a la ecuacion
de la recta obtenida en la linealizacion, se calcularon a partir de dos conjuntos de datos. El
primer conjunto se conformo6 por los valores de las cinco [S] y sus respectivas velocidades
de reaccion (Vo). En el segundo conjunto, se omitieron los datos de [S2]=79 uM y [S3]=400
uM, los cuales correspondian al intervalo anterior a la adsorcion al sustrato y activacion
interfacial. Finalmente, se empled el software GraphPad Prism 7.0 para estimar los

paradmetros cinéticos aparentes ajustados al modelo alostérico-sigmoidal.

4.10. ANALISIS DE LA ESTABILIDAD TERMICA

La estabilidad térmica de la lipasa se determind midiendo la actividad residual de la

enzima luego de incubar 0.1 mL de solucién enzimatica por 1 hora a distintas temperaturas:
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30°C, 40°C, 50°Cy 60°C en ausencia de sustrato. La actividad residual de cada muestra fue
posteriormente evaluada a 50 °C y pH 7 durante 30 minutos (Bussamara et al., 2010;
Juntachai, Oura, y Kajiwara, 2011). Se utiliz6 la concentracién de sustrato estdndar [Sg]=

790 uM para todos los ensayos de actividad residual, segun el apartado 4.7.2.

Se realizaron de 4 repeticiones para cada ensayo. Posteriormente, se calculo la
velocidad de reaccion y la actividad promedio. A partir de los datos obtenidos, se construyo
una grafica con la actividad relativa en funcién de la temperatura. En los andlisis

estadisticos, se realizd un ANOVA en DCA para muestras desiguales y una prueba de Tukey.

4.11. ANALISIS DEL EFECTO DEL pH

El pH 6ptimo se determin6 cuantificando la actividad enzimatica con diferentes pH:
6.0, 7.0, 8.0, 9.0 y 10.0. Este rango de pH es utilizado para evaluar la actividad lipidica en
funcién del pH. De ser requerido se pueden incorporar mas puntos (Bussamara et al., 2010;
Juntachai et al., 2011). Los diferentes pH se ajustaron en el buffer fosfato de la Solucion B
segun el apartado 4.7.2. Se realizaron 4 repeticiones a temperatura de 37°C y concentracion
de sustrato estandar [Sg]= 790 uM durante 30 minutos Luego, se calcularon los valores de
velocidad y actividad enzimatica. A partir de los datos obtenidos, se construyd una grafica
con la actividad relativa en funcion del pH. En los andlisis estadisticos, se realizd un

ANOVA en DCA para muestras desiguales y una prueba de Tukey.
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5. RESULTADOS Y DISCUSION

5.1. INDUCCION A LA PRODUCCION DE LIPASAS

El sobrenadante extraido (Fig. 1) posterior a los 40 dias de incubacion de
Guehomyces pullulans (CLQCA-ANT-073) en el medio inductor, tuvo la apariencia de una
mezcla homogénea de color amarillo claro. Esta observacion empirica sugiere la
degradacion del aceite de oliva por parte de lipasas extracelulares, las cuales son inducidas
principalmente en presencia de grasas o aceite en el medio de cultivo (R. Sharma et al., 2001;
Lux et al., 2007). No obstante, es necesaria una confirmacién mediante pruebas bioquimicas.
Las levaduras productoras de lipasas tienen la capacidad de producir la enzima unida a la
célula o de secretarla libre en el medio (Hadeball, 1991); por tanto, la mayoria de lipasas son

extracelulares (Vakhlu y Kour, 2006).

5.2. OBTECION DE LIPASAS POR PRECIPITACION PROTEICA

Se obtuvo un extracto proteico mediante la precipitacion con sulfato de amonio (Fig
2A). La prueba de Bradford demostré que la muestra contenia proteinas en concentraciones
de 0.30-0.40 mg/mL (Fig 2B). Las lipasas, por su naturaleza proteica, pueden ser separadas
de los demas componentes del sobrenadante por medio de una precipitaciéon de proteinas;
sin embargo, su purificacion total de otras proteinas, emplea métodos mas complejos y no

siempre es requerida para mediciones de actividad enzimatica (Joseph et al., 2012).

5.3. DETERMINACION CUALITITIVA DE LA ACTIVIDAD LIPASA

La presencia de lipasas en el extracto proteico se determind por el método
cromogénico. Al final del periodo de incubacion, la muestra proteica mas concentrada (0.4
mg/mL) presentd un anillo amarillo de un 1 cm de diametro alrededor del pocillo (Fig 3A).
Las muestras diluidas en buffer fosfato (0.04 y 0.004 mg/mL) presentaron un halo menor,
difuminado y casi imperceptible (Fig 3B y 3C). La dilucion de la muestra en agua no
presento la formacion del anillo (Fig 3F). Por lo tanto, los resultados muestran que el uso de

un buffer, en este caso buffer fosfato a pH 7, favorecio la actividad enzimatica, debido que
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mayoria de lipasas trabajan en un rango Optimo de pH entre 7.0 y 8.0 (R. Sharma et al.,
2001). Por otro lado, en el caso de las muestras control no hubo formacion del halo (Fig 3D

y 3E), descartando cualquier interferencia en la reaccion.

El medio cromogénico evidencio la presencia de actividad de lipasas. El rojo fenol
del medio toma la coloracion amarilla cuando el pH es acido indicando la presencia de
lipasas en el extracto. La acidificacion es provocada por la liberacion de acidos grasos del
aceite de oliva, a causa de la hidrolisis enzimatica del enlace éster del triacilglicérido. La
disociacion de protones H" del grupo acido carboxilico libre se detectod colorimétricamente

por el viraje de rojo a amarillo (Nath y Hindumathy, 2012).

Existen sustratos usualmente empleados para la deteccion de lipasas, como Tweens
(esteres de acidos grasos de polioxietileno sorbitano), trioleina y tributirina. Sin embargo,
¢éstos no diferencian entre la actividad lipasa y esterasa. Por este motivo, el sustrato a escoger
es muy importante para determinar la naturaleza de la enzima. El método de deteccion
empleado en este estudio utiliza aceite de oliva como sustrato para detectar lipasas, pues
estas actuan sobre triacilglicéridos compuestos por 4cidos grasos de cadena larga (Plou

et al., 1998; Rajni Singh et al., 2006).

5.4. DETERMINACION DEL PESO MOLECULAR DE LA LIPASA

Mediante una electroforesis SDS-PAGE se estimo el peso molecular de las lipasas
contenidas en el extracto proteico al comparar con la escalera de pesos moleculares. En el
gel de electroforesis desnaturalizante se observan 7 bandas, de las cuales 3 se encuentran en
el rango entre 38 y 50 kDa aproximadamente, segiin el software GelAnalyzer (Fig 4).
Ademas, estas ultimas son bandas mas intensas en relacion a las otras, lo cual indica mayor
concentracion proteica. En bibliografia se reporta que la mayoria de lipasas de levaduras son
glicoproteinas monoméricas con un peso molecular que varia entre ~33 a ~65 kDa (Vakhlu
y Kour, 2006), sugiriendo que al menos una de las proteinas obtenidas en este estudio podria

corresponder a una lipasa con un peso molecular entre 38 y 50 kDa.

Es necesario sefialar que el extracto proteico no es la enzima totalmente purificada.

En consecuencia, puede existir un consorcio heterogéneo de lipasas (distintas formas de la
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lipasa) que son visualizadas en el gel como bandas entre 38 y 50 kDa. Mas del 50% de las
levaduras reportadas como productoras de lipasas producen la enzima en forma de varias
isoenzimas, la produccion de ellas estd determinada por las condiciones de cultivo, que
influyen tanto en la produccion, como en las modificaciones post-transcripcionales del
patron de formacion de las multiples formas de lipasa. Ademas, estas no varian tanto en su
peso molecular como en su glicosilacion proteica (R. Sharma et al., 2001; Vakhlu y Kour,
2006). Berg et al (2014) menciona que gran parte de lo aprendido hasta ahora sobre enzimas

procede de este tipo de experimentos, denominados estudios en masa.

5.5. CUANTIFICACION DE LA PRODUCCION DE LIPASAS

El andlisis de la cantidad de enzima producida por Guehomyces pullulans (CLQCA-
ANT-073) en el medio inductor se cuantifico en términos de actividad enzimatica (U/L)
(Treichel et al., 2010). En la Figura 5 se muestra la curva de progreso medida en condiciones
estandar con velocidad de reaccion Vp =4.9 umol/min. La actividad enzimatica se determin6
en 0.27 U/mL (Tabla 1). Este valor hace referencia a la cantidad de enzima activa producida
por unidad de volumen en el medio utilizado. Por otra parte, la concentracion de sustrato
utilizada (790 uM) es estandarizada para los ensayos de actividad lipolitica, suficiente para
saturar cualquier concentracion de enzima y poder estimar la actividad de la lipasa, que sera

proporcional a la cantidad de enzima presente (Worthington Biochemical Corporation,

2017).

La actividad lipolitica en el liquido sobrenadante del cultivo depende de la cantidad
de lipasa presente y de su actividad. La cantidad de lipasa presente, en un momento dado,
depende de la diferencia entre la enzima producida y destruida. Ademas, la produccion es
una funcién del crecimiento microbiano, la produccion y excrecion de la enzima por célula

y por minuto (Jonsson y Snygg, 1974).

En los estudios realizados sobre la produccion de lipasas (Rapp y Backhaus, 1992;
Cardenas et al., 2001; Bussamara et al., 2010; A. K. Singh y Mukhopadhyay, 2012; Thakur,
2012) se distingue: actividades enzimaticas en medios de cultivo optimizados y en medios
de cultivo no optimizados. La actividad obtenida de 0.27 U/mL para la lipasa de G. pullulans

proviene de un medio no optimizado. Este valor se ubica en la categoria con mayor actividad
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(96-300 U/L) al comparar con los alcanzados en el estudio de Bussamara et al. (2010), donde
reportan actividades enzimadticas entre 0.002-0.3 U/mL para 29 aislados de levadura en
medios inductores no optimizados. Ademads, también es superior a las reportadas por Rapp
y Backhaus (1992) para 15 aisaldos de levaduras en medios no optimizados, las cuales estan

en el rango de 0.002-0.15 U/L.

Otros estudios reportan actividades superiores a la obtenida en medios no
optimizados: 0.75 U/mL y 3.64 U/mL (Rhodotorula araucariae), correspondientes a la
actividad en dos sustratos distintos: aceite de oliva y tributirina respectivamente (Cardenas
et al., 2001). Esto evidencia la posibilidad de aumentar significativamente la actividad
enzimatica cambiando el sustrato en el medio inductor (Hadeball, 1991; Muralidhar,
Chirumamila, Marchant, y Nigam, 2001; Fickers, Nicaud, Gaillardin, Destain, y Thonart,
2004).

Sin embargo, en medios de cultivo optimizados, se logra incrementar
significativamente la actividad enzimatica. Por ejemplo, Candida rugosa puede aumentar su
actividad de 20-40 U/mL a 117 U/mL mediante varios procesos de optimizacion. (Tan,

Zhang, Wang, Ying, y Deng, 2003).

Estudios iniciales de Candida rugosa, catalogada como la mejor productora de
lipasas, analizaban el efecto combinatorio de distintas fuentes de carbono en la actividad
enzimatica para su optimizacion. Los resultados mostraron actividades entre 0.1-0.7 U/mL
(Dalmau, Montesinos, Lotti, y Casas, 2000). Al contrastar con la actividad alcanzada en esta
investigacion para la lipasa de G. pullulans (0.27 U/mL), esta se encuentra dentro del rango
mencionado, indicando la posibilidad que, mediante varios procesos de optimizacion,
Guehomyces pullulans (CLQCA-ANT-073) podria aumentar su produccion de lipasas tal

como sucedié con C. rugosa en medios optimizados.

Las formas de optimizacion abarcan cambios en los factores que influencian la
produccion de lipasas, tales como: la composicion del medio (fuente de carbono y
nitrégeno), pH, presencia de activadores e inhibidores que afecten el crecimiento celular y
la produccion de lipasas, agentes que afecten la interfase, procesos de fermentacion, etc.

(Hadeball, 1991; R. Sharma et al., 2001; Dhiman y Chapadgaonkar, 2013).
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Otro elemento influyente en la produccién de lipasas es el tiempo de incubacion y la
temperatura. La tasa de crecimiento microbiano depende en gran medida de estos dos
factores, lo que afecta la produccion de la lipasa (Park, Kim, Bae, Hou, y Kim, 2013). En
este estudio, Guehomyces pullulans (CLQCA-ANT-073) fue incubada durante 960 horas
(40 dias) a 20° C, tiempo donde se detect6 alta concentracion de proteinas. Los tiempos de
incubacion reportados en la literatura se encuentran en el rango de 24 a 180 horas,
dependiendo del método de cultivo, el microrganismo y las formas de optimizacion (A. K.
Singh y Mukhopadhyay, 2012). Sin embargo, en el caso de levaduras adaptadas al frio los
tiempos de incubacion se alargan: 240, 348 y 624 horas con temperaturas de 15-30 °C,
mostrando actividades altas a 15°Cy 20°C (Joseph et al., 2012; Park et al., 2013; Bae et al.,
2014).

Las cepas antarticas tienen tiempos largos de generacion: 2-10 h en ausencia de estrés
celular. Aunque a temperaturas mas altas (> 20 °C) el tiempo de generacion se acorta, esto
induce el estrés celular, lo que conduce a una baja densidad de crecimiento celular y baja

produccion de enzimas extracelulares (Park et al., 2013).

La incubacion de la levadura en el medio inductor mas alla del tiempo dptimo resulta
en una disminucion rapida en el rendimiento de la lipasa, lo que posiblemente ocurrié en el
caso de Guehomyces pullulans (CLQCA-ANT-073). Esta reduccion en el rendimiento
después de un periodo Optimo probablemente se deba al agotamiento de los nutrientes
disponibles para las células (Joseph et al., 2012). El tiempo 6ptimo de incubacién para la
produccion maxima de lipasas puede alterarse modificando las condiciones nutricionales

que influencian su crecimiento celular (Park et al., 2013).

Guehomyces pullulans fue recientemente reportada como productora de lipasas en
una bioprospeccion de 102 aisaldos de levaduras antarticas en el cual se determinaron dos
aislados psicrotolerantes y un aislado psicrofilo (Martorell et al., 2017). No obstante, no
existe informacion adicional en la literatura sobre los factores y condiciones que controlan
su biosintesis y secrecion, es decir, las condiciones 6ptimas de cultivo para la produccion
enzimatica. Por tal motivo, los resultados obtenidos en esta investigacion deben considerarse
como una base para mejorar la produccion de lipasa de Guehomyces pullulans en posteriores

estudios de optimizacion.
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5.6. CINETICA ENZIMATICA

En la construccion de la curva cinética de la lipasa de G. pullulans se obtuvieron
cinco curvas de progreso que se muestran en la Figura 6 y sus respectivas Vp medidas en
condiciones estandar (Tabla 2). En la Figura 6 se observa la diferencia en el avance de la
reaccion a distintas concentraciones de sustrato. Para las concentraciones mas bajas, [S1] y
[S2], las curvas de progreso presentan similar comportamiento y sus Vpno difieren debido al
fenémeno de activacion interfacial (Tabla 2). Aunque normalmente el equilibrio para cada
curva de progreso se alcanza a diferentes niveles, en las lipasas, esta condicion se cumple
desde una determinada concentracion de sustrato: cuando ésta ha excedido el limite de
solubilidad (Marangoni, 2003; Reis et al., 2009). Por ello, para las concentraciones [Si] y
[S2] las curvas de progreso llegan al equilibrio a un mismo nivel y con poco producto
formado a pesar de tener concentraciones distintas. En cambio, las curvas de progreso con
las concentraciones [Sk] y [S4] poseen Vpmayores (Tabla 2), con niveles de equilibrio mas
altos que en [S1] y [S2] y diferentes entre si, pues el limite de solubilidad fue superado. No
obstante, a pesar de que [S4] es mayor que [Sg], el equilibrio de [S4] se alcanzo6 a un nivel
inferior al de [Sg] (Fig. 6). Muy probablemente, la razon de este hecho son los cambios en
el tiempo de la calidad interfacial, los cuales afectan la catélisis interfacial y, por
consiguiente, a la generacion de producto. Sin embargo, estos fendémenos han sido poco

estudiados por su complejidad (Straathof, 2003; Reis et al., 2009).

La curva cinética obtenida para la lipasa de G. pullulans se muestra en la Figura 7.
En ella se observa la presencia del fenomeno de activacion y catalisis interfacial como ocurre
en la mayoria de lipasas (Verger, 1997; Sanchez Ferrer, 1998; R. Sharma et al., 2001; Reis
et al., 2009). En la cinética interfacial obtenida la velocidad de reaccion aumenta a partir de
[S3]=400 uM, definiéndose este valor como un aproximado a la concentracion micelar
critica. Desde este punto, la velocidad incrementa con la concentracion de sustrato, el cual,
en el caso de la cinética interfacial, se refiere al aumento en el nlimero de gotas de sustrato

presentes en el sistema (Marangoni, 2003).

Los parametros cinéticos calculados (Kiy Vmax) se muestran en la Tabla 3. Estos se
obtuvieron ajustando la curva cinética interfacial (Fig. 7) al modelo de Michaelis-Menten
mediante la linealizacion por el método de Lineweaver-Burk (Fig. 8 y 9). También se realiz6

el ajuste al modelo alostérico sigmoidal (Fig. 10). En la linealizacioén se trabajé con dos
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grupos de resultados: el primero, contiene todas las concentraciones de sustrato y sus
respectivas velocidades de reaccion (Fig. 8). El segundo, omite [S2] y [S3] como mecanismo
de ajuste al modelo de Michaelis-Menten (Fig. 9). En la primera linealizacion se obtuvo un
R? = 0.5, mientras que en la segunda linealizacion se llegd a un R? = 1. Por esta razon, los
parametros cinéticos calculados con la linealizacion 1 se descartaron. El bajo R? en la
primera linealizacion indica que la cinética obtenida no se ajusta correctamente al modelo
de Michaelis-Menten y la incorporacion de més puntos no conduciria a mejorar el ajuste,
pues la tendencia esta definida. Esto confirma la cinética interfacial propia de una lipasa. Por
otra parte, el ajuste alostérico sigmoidal tuvo un R? alto como en la segunda linealizacion
(Figura 10); sin embargo, el calculo de Vi, a partir de este modelo, igual6 la velocidad
maxima obtenida experimentalmente (Tabla 2 y 3). Es decir, la V.. experimental llego a la
asintota que representa V. matematicamente. Empiricamente esto es imposible. Cuando la
curva cinética muestra que la enzima alcanza la asintota de Vu.x, €s una grafica ilusoria (Berg

et al., 2014).

Por tanto, la segunda linealizacion resultd la mejor para expresar los pardmetros
cinéticos, siendo estos: Kir = 3.68 x 10* M y Vyax = 6.7 umol/min (Tabla 3). Comparado
con las lipasas mas importantes de levaduras, como la lipasa de Pichia lynferdii Y-7723
reportada con un Ky de 1.68 x 103 M (Bae et al., 2014), el valor de Km obtenido para la
lipasa de G. pullulans es mucho menor. El bajo valor de Ky indica que la afinidad de la
enzima de G. pullulans con respecto al sustrato es relativamente alta. Por otro lado, es similar
a la Ky de la lipasa B de Candida rugosa, cuyo Kiyres 4.2 x 10*M (Pereira, De Castro, De
Moraes, y Zanin, 2001). Con respecto a la lipasa de Yarrowia lipolytica NCIM 3639 cuyo
Kureportado es 2.2 x 103 M (Sathish Yadav et al., 2011), y a la lipasa A de C. rugosa con
un Ky de 3.92 x 10°M (Gonzalez et al., 2010), el Kjsobtenido para la lipasa de G. pullulans
es mayor. En este caso, la afinidad al sustrato de la lipasa de G. pullulans es relativamente
menor a las lipasas de estas levaduras. Sin embargo, se encuentra dentro del rango (107'~10"
%) de la mayoria de lipasas industriales (Bae et al., 2014). En consecuencia, este resultado
sugiere que la lipasa de G. pullulans (CLQCA-ANT-073) tendria potencial uso industrial.
En cuanto a la Vi, ésta depende de la concentracion de enzima utilizada, por tanto, es
variable y no se puede comparar. Tampoco se determind Kcar debido a que se desconoce la

concentracion de enzima total [Et] al tratarse de una enzima no purificada.
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Es importante tener en cuenta que para obtener parametros cinéticos (Kyy Vimax)
ajustados exactamente a la cinética interfacial, se debe incluir en el modelo el tamafio de
gota y su area interfacial. Un factor que influye de forma determinante en la hidrélisis
enzimatica, en emulsion acuosa, es su area interfacial especifica, que viene determinada por
la distribucion de tamaios de gota en la emulsion. Cuanto mayor sea el area interfacial de la
emulsion, mayor serd la superficie que queda expuesta a la enzima, lo cual favorece la accion
de ésta. Por esta razon, para estudiar la cinética lipidica, resulta de gran utilidad conocer la
distribucion de tamafios de gota de las emulsiones, asi como el area interfacial de las mismas.
Sin embargo, estas mediciones requieren de equipo mas especializado (difractometro de luz
laser). De otra manera, se pueden realizar ajustes a modelos mas simples como en la mayoria
de estudios, para obtener los denominados parametros aparentes (Marangoni, 2003; Garcia

Roman, 2005).

5.7. ESTABILIDAD TERMICA

La temperatura es un parametro que se encuentra estrechamente relacionado a la
capacidad catalitica de la enzima. El aumento de temperatura incrementa las vibraciones de
las particulas, lo cual se traduce en el incremento de la velocidad del movimiento browniano
de las moléculas, con lo que las interacciones entre una enzima y sustrato son mas probables.
En este aspecto, la velocidad de la mayoria de reacciones aumenta. Por otro lado, cuando la
temperatura incrementa por encima de cierto punto, los enlaces débiles que mantienen la
estructura tridimensional de la enzima no son lo suficientemente fuertes para soportar la
agitacion térmica y esta pierde la estructura (desnaturalizacion) (Lehninger et al., 2005; Berg
etal., 2014). La estabilidad térmica o termoestabilidad es la resistencia a esta
desnaturalizacion, la cual depende las caracteristicas de flexibilidad de la enzima y de su

estructura (Mercado-Malebréan, 2014).

La actividad de la lipasa de G. pullulans se evalu6 después de su incubacion en
amplio rango de temperaturas 30°C - 60°C (Tabla 4). Las diferencias en la actividad fueron
significativas para las diferentes temperaturas estudiadas (Tabla 5). En la Figura 11, se
muestra el efecto de la temperatura en la estabilidad térmica de la lipasa, con maxima

actividad a 40°C. A 50°C la enzima retiene el 80% de su actividad maxima. En cambio, a
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30°C y 60°C la lipasa solo retiene el 45%. Por tanto, la temperatura éptima de estabilidad

para la lipasa se defini6 en el rango de 40 °C - 50 °C (Tabla 6).

Este rango coincide con la mayoria de lipasas microbianas, las cuales muestran alta
actividad a temperaturas entre 30 y 50 °C, con una actividad maxima alrededor de los 40 °C
(Joseph et al., 2012; Park et al., 2013; Kavitha, 2016). A pesar que el aislado de G. pullulans
proviene de la Antartida, la enzima presento relativamente alta termoestabilidad (40-50°C),
en comparacion con la lipasa activa en frio de Pichia lynferdii Y-7723, la cual presenta
estabilidad en un rango de 5-30 °C (Bae et al., 2014), y con la lipasa de Candida rugosa,
cuya estabilidad térmica esta en el rango de 35-40°C (Vakhlu y Kour, 2006). Comtinmente,
las lipasas activas en frio exhiben una actividad alta a bajas temperaturas (0-20 °C), pero
termoestabilidad reducida. (Bae et al.,, 2014; Kavitha, 2016). Por otro lado, las lipasas
altamente termoestables muestran valores de temperatura optima de 50-75°C (Gonzalez
et al., 2010; D. Sharma et al., 2011). Esto descarta a la lipasa de G. pullulans como activa
en frio, pero demuestra su mayor termoestabilidad. En consecuencia, la temperatura 6ptima
de la lipasa de G. pullulans (40-50°C) es altamente favorable, ya que al ser termoestable
hasta los 50°C requiere relativamente menos energia de activacion que las altamente
termoestables y, a su vez, es suficientemente alta para propiciar menores riesgos de

contaminacion microbiana en procesos industriales (Pereira et al., 2001; Hasan et al., 2006).

5.8. EFECTO DEL pH

En muchos casos la actividad enzimdtica también varia con el pH, es decir, la
concentracion de protones (H') en el entorno. Ciertos aminoacidos que constituyen las
proteinas de la enzima contienen grupos ionizables. Estos grupos presentan cargas positivas
o negativas en funcion de la concentracion de protones en el medio. Una enzima, para ser
funcional, puede depender de la ionizacion de ciertos residuos en su centro activo. El cambio
en el pH da como resultado un cambio en las cargas de las cadenas laterales de aminoacidos
de una proteina, seguidas de posibles cambios conformacionales del sitio activo de la

enzima, relacionado con sus propiedades cataliticas (Bae et al., 2014; Berg et al., 2014).

La actividad de la lipasa de G. pullulans se obtuvo para un rango de pH de 6.0-10.0
(Tabla 7). Los resultados de actividad enzimatica mostraron diferencias significativas para

los distintos valores de pH, lo cual indica la dependencia de la lipasa del pH (Tabla 8). En
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la Figura 12, se muestra el efecto del pH en la actividad enzimatica de la lipasa, con una
actividad méaxima a pH 8.0. Sin embargo, a pH neutro la enzima aun retiene el 83% de su
actividad méxima. Por otro lado, a pH 6.0 y 9.0 la enzima solo retiene el 36 y 42%
respectivamente. La mayor pérdida de actividad se registré a un pH de 10.0, donde la enzima

retuvo el 10% de su actividad maxima. El pH optimo se definid en 8.0 (Tabla 9).

La mayoria de las lipasas reportadas en la literatura tienen actividad 6ptima a valores
de pH neutros o ligeramente basicos, como es el caso de las lipasas de C. rugosa, cuyos
valores Optimos de 7.8 se asemejan a los obtenidos en este estudio para la lipasa de G.
pullulans (R. Sharma et al., 2001; Vakhlu y Kour, 2006; Bussamara et al., 2010). Se ha
propuesto que esta tendencia podria deberse a una repulsion electrostatica entre el sitio
activo cargado negativamente de la lipasa y los dcidos grasos ionizados a pH alcalino, lo que
cual conduce a una liberacion rapida de los productos de la reaccion de la lipdlisis de la

interfaz (Reis et al., 2009).
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6. CONCLUSIONES

La produccion de lipasas de Guehomyces pullulans (CLQCA-ANT-073), en medio inductor
con aceite de oliva, fue significativa considerando que se trataba de un medio no optimizado.
Sin embargo, se puede mejorar en gran medida la produccion de lipasas mediante procesos

de optimizacion variando nutrientes, tiempo de incubacion, pH y temperatura.

Este estudio constituye una base necesaria para posteriores trabajos sobre optimizacion en

la produccion de lipasas por parte de Guehomyces pullulans.

El extracto enzimatico obtenido, probablemente contiene varias formas de lipasa, lo cual da

lugar a estudios posteriores para su purificacion total.

La cinética de la lipasa de Guehomyces pullulans presentd el fenomeno de activacion y
catalisis interfacial; por tanto, el area interfacial especifica constituye un factor para mejorar

la velocidad de la catalisis.

Los parametros cinéticos de la lipasa de Guehomyces pullulans son comparables a las lipasas
mas importantes de otras levaduras y muestran la potencialidad de la enzima para posibles

usos industriales.

La lipasa parcialmente purificada de Guehomyces pullulans mostré una dependencia

significativa del pH y temperatura para lograr una actividad enzimatica maxima.

Si bien la levadura Guehomyces pullulans fue recientemente catalogada como productora de

lipasas, este estudio es el primero que realiza una caracterizacion de su enzima.
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8. FIGURAS

Figura 1. Sobrenadante extraido del medio de cultivo
inductor. Se distingue una mezcla homogénea de color
amarillo claro, debido a la degradacion de los aceites por
parte de las enzimas excretadas por la levadura

Figura 2. Enzima parcialmente purificada. A. Se
observa un precipitado blanco que corresponde al extracto
proteico obtenido por salting-out con sulfato de amonio. B.
Prueba de Bradford. La coloracion azul indica la presencia
de proteinas en la muestra.



Figura 3. Deteccion de actividad lipasa en medio cromogénico. Se utilizaron
los extractos proteicos obtenidos del medio inductor. A. Muestra concentrada
(0.4 mg/mL). B. Muestra diluida en buffer (0.04 mg/mL). C. Muestra diluida
en buffer (0.004 mg/mL). D. Buffer fosfato de sodio pH 7. E. Agua destilada.
F. Muestra diluida en agua destilada (0.04 mg/mL). La formacion de un anillo
amarillo alrededor del pocillo A indica la actividad lipasa.
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Figura 4. Electroforesis SDS-PAGE de proteinas parcialmente
purificadas. El peso molecular estimado para la lipasa fue entre 38-50
kDa. L. marcador de peso molecular, M1, M2 y M3 submuestras del
extracto proteico
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Figura 6. Curva de progreso en condiciones estaindar para la lipasa de Guehomyces
pullulans producida en medio inductor con aceite de oliva. Las condiciones estandar
son: 37°C, pH 7, concentracion de sustrato (pNPP) estdndar [Sg]= 790 uM. Se observa el
avance de la reaccion con velocidad Vo = 4.9 pumol/min y actividad enzimadtica 0.27 U/mL

80
70
60

50

® SE (790 uM)
40 S4 (1600 uM)

®52 (79 um)
30

$1(7,9 um)

[ )
20 $3 (400 uM)

Concentracién pNF (umol/L)

10

0 5 10 15 20 25 30

Tiempo (min)

Figura 5. Curvas de progreso en condiciones estandar para la lipasa de Guehomyces
pullulans a diferentes concentraciones de sustrato. EIl avance de la reaccion se siguid
durante 30 minutos. Las concentraciones de sustrato (pNPP) utilizadas: [Si1]= 7.9 uM, [S2]=79

uM, [S3]=400 uM, [Se]= 790 uM, [S4]= 1600 uM. Las concentraciones [S2] y [Si] presentan
el mismo comportamiento.
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Figura 7. Cinética enzimatica interfacial de la lipasa de Guehomyces pullulans.
La linea punteada representa el momento de activacion interfacial a una
concentracion cercana a 400 uM. Este punto indica la concentracion micelar critica.
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Figura 8. Representacion doble reciproca Lineweaver-Burk de la cinética
enzimatica interfacial de la lipasa de Guehomyces pullulans para todas las
concentraciones de sustrato. La interseccion con el eje x representa -1/Km y la
interseccion con el eje y representa 1/Vmax. La pendiente de la recta corresponde a

KM/V max.
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Figura 9. Representacion doble reciproca Lineweaver-Burk de la cinética
enzimatica interfacial de la lipasa de Guehomyces pullulans para tres
concentraciones de sustrato. Las concentraciones utilizadas [Si]=7.9 uM,
[SE]=790 uM y [S4]= 1600 uM
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Figura 10. Ajuste alostérico-sigmoidal de la cinética interfacial
de la lipasa de Guehomyces pullulans.
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Figura 11. Efecto de la temperatura en la estabilidad térmica de la lipasa de
Guehomyces pullulans. Se realizaron cuatro repeticiones. La temperatura 6ptima se
encuentra en el rango de 40-50 °C.
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Figura 12. Efecto del pH en la actividad enzimatica de la lipasa de Guehomyces
pullulans. Se realizaron cuatro repeticiones. El valor 6ptimo de pH se situ6 en 8.0.
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Tabla 1. Velocidad de reaccion (Vo) y Actividad enzimatica (U/L) en condiciones

estandar de la lipasa extracelular de Guehomyces pullulans producida en medio

inductor con aceite de oliva.

Vo (umol/min) Act (U/L)
Repeticion
1 53 288.3
2 4.76 258
3 5.576 303
4 4.97 270.6
5 4.05 220.35
Promedio 4.9 268.05

Condiciones estandar: pH 7. Temperatura
37°C Concentracion sustrato [Sg]= 790 uM.

Tabla 2. Velocidad de reaccion (Vo) de la lipasa extracelular de Guehomyces pullulans

para cinco concentraciones de sustrato [S] en condiciones estandar (pH 7y 37 °C).

Concentracion de

Dobles reciprocos*

sustrato [S] pM Vo (pnmol/min) [1/S] uM 1/Vy
[S1] 7.9 0.14 0.12658  7.143
[S2] 79 0.15 0.01266  6.667
[Ss] 400 0.8 0.00250 1.250
[SE] 790 4.9 0.00127  0.204
[S4] 1600 5.0 0.00063 0.20

*Dobles reciprocos utilizados en la linealizacion Lineweaver-Burk
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Tabla 3. Parametros cinéticos aparentes de la lipasa extracelular de Guehomyces

pullulans ajustados al modelo Michaelis-Menten y Alostérico sigmoidal

Constantes aparentes

Michaelis-Menten Alostérica-Sigmoidal

Linealizacion 1 Linealizacion 2*
Kwm 25x10°M 3.68x10*M 43x10*M
Vmnax 0.56 6.7 4.85

*Este modelo tuvo el mayor R?

Tabla 4. Actividad enzimatica de la lipasa extracelular de Guehomyces pullulans para

distintos valores de temperatura.

Actividad Enzimatica (U/L)

Repeticiones
Temperatura (°C) 1 2 3 4 Promedio Act. Relativa (%)
30 107.07 101.09 100 86.96 98.78 55.69
40 190.22 190.22 168.22 160.87 177.383 100
50 146 168.48 113.04 142.507 80.34
60 105.43 82.07 104.35 97.283 54.84

Los valores de actividad enzimatica corresponden a la actividad residual luego de la incubacion a las distintas

temperaturas
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Tabla 5. Analisis de varianza de las actividades enzimaticas a distintas temperaturas

ANOVA-Actividad Enzimética

Entre grupos*

Dentro de grupos

Total

Suma de Cuadrados

cuadrados gl Medios F Sig.
16558,395 3 5519,465 19,682 ,000
2804,331 10 280,433

19362,727 13

*Componentes de varianza: 84.31% entre grupos de temperatura y 15.69 % dentro de los
grupos.

Tabla 6. Prueba de Tukey para las actividades enzimaticas a distintas temperaturas

Actividad
Tukey HSD*®

Temperatura (°C) N

Subconjunto alfa = 0.05

1 2

60 3 97.2833

30 4 98.7800

50 3 142.5067
40 4 177.3825
Sig. ,999 ,085

Tabla 7. Actividad enzimatica de la lipasa extracelular de Guehomyces pullulans para

distintos valores de pH.

Actividad Enzimatica (U/L)

pH
6.0
7.0
8.0
9.0
10.0

101.09
288.3
294.02
135.87
53.26

Repeticiones
2 3 4 5 Promedio Act. Relativa %
105.98 127.72 150 121.20 36.14
258 303 270.6  220.35 268.05 83.5
370.65 341.3 335.32 100
157.61 125 139.49 41.6
23.37 29.35 35.33 10.54
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Tabla 8. Analisis de varianza distintos valores de pH.

ANOVA-Actividad Enzimatica
Suma de Cuadrados

Cuadrados el Medios F Sig.
Entre grupos* 192037,726 4 48009,432 65,321 ,000
Dentro de grupos 9554,712 13 734,978
Total 201592,439 17

*Componentes de varianza: 94.76% entre grupos de pH y 5.24% dentro de los grupos

Tabla 9. Prueba de Tukey para las actividades enzimaticas a distintos valores de pH.

Actividad
Tukey HSD*®
0 N Subconjunto alfa = 0.05
P | 2 3 4
10.0 3 35.3267
6.0 4 121.0175
9.0 3 139.4933
7.0 5 268.0500
8.0 3 335.3233

Sig. 1,000 ,894 1,000 1,000
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Anexo 1. Reacciones catalizadas por lipasas
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R OR,

Esterification Reaction

o
)K + ROH —/]—=— )I\
R OH

Transesterification Reactions

Alcoholyse

0
)L s ROH =/ )I\
R OR,

Acidolysis

XA

)I\
— .
R OR- R; OH

Interesterification

o]

Jo - I

R OR, R; ORs

\L

Aminalysis

o o

)L o - /”\

R OR,

Fuente: Damaso et al. (2013)
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Anexo 2. Estados fisicoquimicos de ésteres carboxilicos en medios acuosos. Todas las

formas constituyen potenciales sustratos para lipasas.

Air
S,
L o
miceilie
; T / Solubility
lconcentrat;on._ Lo
Monomer ' /l\.
S, Micelle |
S, :
Water

Fuente: Verger (1997)

Anexo 3. Actividades enzimdticas lipasa y esterasa en funciéon de la concentracion de
sustrato. La actividad esterasa sigue la cinética de Michaelis-Menten, las lipasas presentan

activacion interfacial.

Soluble Ag%regate
substrate substrate
T 7
4t H 4k t
! !
|
| L "
3} 3 '
1
1
2 2 !
S sk = 7k
< Esterase < I
: '
| : I ‘l
} |
1

: m 'Y : 1

1)) I* T2 o} | 2

C* saturation C* saturation

Fig. 2. Hydrolysis of triacetin by pancreatic lipase and esterase as a function of substrate concentration (redrawn from ref. [20]).

Fuente: Reis et al. (2009)
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Anexo 4. Diagrama del plegamiento o/p hidrolasa de las lipasas

p6  p7 P8

o/p hydrolase fold

Fuente: Garcia Roméan (2005) y Mercado-Malebran (2014).
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Anexo 5. Ataque nucleofilico en el sitio activo de lipasas.

(@) o (b) RXH
25 NN
R7¢ "XR' rad rR' O
o K sorl‘zo o \—{j\g
H>O residue H -
rid D ORI IR I
pKa 4-5 H‘&;\ \)\
histidine Acyl enzyme intermediate
residue
c
(c) l o
RJ\OH
o H-0
y T
o ool
H—N P>

Fuente: Reis et al. (2009)



Anexo 6. Mecanismo catalitico de lipasas

(1) (2)

Q R,-C-O-CH,

R,-C-O-CH, ’
| @ HC-O-CR,
HC-O-C-R, |

? | HO-CH,
R,-C-O-CH, 1

f ]

OH Medio no acuoso

/
O
@ @ Medio acuoso

(3) (4)

R,-C-O-CH, R,-C-O-CH,
(a) 9 (a') "
H?‘O'C‘Rs HC-O-C-R;
HO-CH, R,-C-O-CH,
(b) R,-CH,-O-H (b) R,-CH,-O-CO-R,
o)
© HO — CR, (¢) R,-COOH
% OH Medio no acuoso

— —

@ @ Medio acuoso

Figura 2.5. Etapas de una reaccién catalizada por lipasas: (1) Ataque nucleofilico sobre un atomo de carbono
del grupo carbonilo de un triglicérido, (2) formacién de un complejo acil-enzima y un alcohol o diglicérido, (3)
ataque de reactivos nucledfilos, como un diglicérido (a), un alcohol (b) o agua (c), y (4) liberacién de los
respectivos productos de los ataques nucleofilicos: un triglicérido (a'), un éster (b') o un acido carboxilico (c').
Reproducido de Camacho-Paez (2000).

Fuente: Garcia Roman (2005)
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Anexo 7. Modelo cinético para el mecanismo de accion de lipasas en sustratos insolubles

S Interface

K
E'—— E-S_KL. P*
[+ K,

o

E P

Water

Fuente: Reis et al. (2009)

Anexo 8. Aplicaciones de lipasas microbianas

Table 2

Industrial applications of microbial lipases (Vulfson, 1994)

Industry Action Product or application

Detergents Hydrolysis of fats Removal of oil stains from fabrics

Dairy foods Hydrolysis of milk fat, cheese ripening, Development of flavoring agents in
modification of butter fat milk, cheese, and butter

Bakery foods Flavor improvement Shelf-life prolongation

Beverages Improved aroma Beverages

Food dressings
Health foods
Meat and fish
Fats and oils

Chemicals
Pharmaceuticals
Cosmetics
Leather

Paper

Cleaning

Quality improvement
Transesterification

Flavor development
Transesterification; hydrolysis

Enantioselectivity, synthesis
Transesterification, hydrolysis
Synthesis

Hydrolysis

Hydrolysis

Hydrolysis

Mayonnaise, dressings, and whippings
Health foods

Meat and fish products; fat removal
Cocoa butter, margarine, fatty acids,
glycerol, mono-, and diglycerides
Chiral building blocks, chemicals
Specialty lipids, digestive aids
Emulsifiers, moisturizers

Leather products

Paper with improved quality
Removal of fats

Fuente: Sharma et al., (2001)



Anexo 9. Curva estandar de pNP obtenida y utilizada en la construccion de curvas de

progreso

Curva Estandar p-Nitrofenol
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Anexo 10. Esquema de la reaccion catalizada por la lipasa usando pNPP como sustrato

(0]
T,
/\)k N*
X
0 O

lipase

p-nitrophenyl butyrate
HO

p-nitrophenol (yellow)

p-nitrophenyl palmitate

Fuente: Eby y Peretti (2015)



Anexo 11. Curva estandar BSA obtenida y utilizada en la cuantificacion de proteinas.
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