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RESUMEN

Las enzimas lipoliticas, adaptadas al frio, se caracterizan por llevar a cabo reacciones de
hidrolisis en sistemas acuosos o de sintesis en presencia de solventes organicos sobre enlaces
tipo ésteres carboxilicos de los lipidos a bajas temperaturas. Aunque estas enzimas son
producidas por los organismos psicrofilos, las enzimas bacterianas extracelulares, presentan
caracteristicas especiales, que pueden ser aprovechadas para su aplicacion en procesos
industriales. Lo anterior ha despertado el interés por estudiar microorganismos de ambientes
frios, productores de enzimas lipoliticas y determinar las condiciones de cultivo adecuadas para
su produccion.

En este trabajo se evaluaron las condiciones de cultivo, para la produccion de enzimas
lipoliticas por la cepa S. rhizophila USBA GBX-843A aislada de suelo glaciar del parque
Nacional Natural los Nevados (PNN). Para tal fin, inicialmente se determind la temperatura
Optima de crecimiento y produccidon de enzimas. Posteriormente, se evalu6 la influencia de los
componentes del medio de cultivo, sobre la produccion de enzimas lipoliticas (fuentes de
carbono fuente de nitrogeno, sales) mediante dos disefios Plackett-Burman, el primero con 11
factores y el segundo con 9 y finalmente se determiné la preferencia por sustrato para la/las
enzimas lipoliticas producidas.

En cuanto a la cinética de crecimiento, se presentaron tendencias similares en la productividad
de biomasa a ambas temperaturas con 0,630 y 0,632 U.L'.h''y la mayor productividad se
presentd a 15°C con 2,797 U.L'h'!. Respecto a la influencia de los componentes en el medio
de cultivo, aunque los resultados del disefio Plackett-Burman, no permitieron validar el modelo,
se pudo determinar que algunos factores como el KoHPO4, FeSO4, MgSO4 y fuentes de
nitrégeno como: cloruro de amonio y peptona, mostraron valores significativos y posiblemente
influencian la produccion de enzimas lipoliticas. Finalmente, las enzimas lipoliticas
presentaron preferencia por sustratos lipidicos de cadena corta y mediana (pNP4-pNP10). En
Conclusion, la cepa de Stenotrophomonas rhizophila USBA GBX-843A, presenta un mayor
crecimiento y produccion de enzimas lipoliticas a 15°C, preferencia por sustratos de cadena
corta y mediana. Los componentes del medio de cultivo (fuentes de nitrégeno y sales), que
posiblemente tienen mayor influencia en la produccion de enzimas lipoliticas, deben ser
evaluados con mayor profundidad.

Palabras claves: S. rhizophila, enzimas lipoliticas, cinética de crecimiento, Plackett-Burman.
ABSTRACT

Lipolytic enzymes, adapted to cold, are characterized by carrying out hydrolysis reactions in
aqueous or synthetic systems in the presence of organic solvents on carboxylic ester-like bonds
of lipids at low temperatures. Although these enzymes are produced by psychrophilic
organisms, extracellular bacterial enzymes present special features that can be used for their
application in industrial processes. This has awakened the interest to study microorganisms
from cold environments, producers of lipolytic enzymes and to determine the appropriate
culture conditions for their production.



In this work, the culture conditions for the production of lipolytic enzymes by the strain S.
rhizophila USBA GBX-843A isolated from glacial soil of the Los Nevados National Natural
Park (PNN) were evaluated. For this purpose, the optimum temperature for growth and enzyme
production was initially determined. Subsequently, the influence of the components of the
culture medium on the production of lipolytic enzymes (carbon sources, nitrogen source, salts)
was evaluated by means of two Plackett-Burman designs, the first with 11 factors and the
second with 9, and finally the preference for substrate for the lipolytic enzymes produced was
determined.

Regarding growth kinetics, similar trends in biomass productivity were presented at both
temperatures with 0.630 and 0.632 U.L-1.h-1 and the highest productivity was presented at
15°C with 2.797 U.L-1h-1. Regarding the influence of the components in the culture medium,
although the results of the Plackett-Burman design did not allow validation of the model, it was
possible to determine that some factors such as K;HPO4, FeSO4, MgSO,4 and nitrogen sources
such as ammonium chloride and peptone, showed significant values and possibly influence the
production of lipolytic enzymes. Finally, lipolytic enzymes showed preference for short and
medium chain lipid substrates (pNP4-pNP10). In conclusion, the Stenotrophomonas rhizophila
strain USBA GBX-843A showed a higher growth and production of lipolytic enzymes at 15°C,
with a preference for short- and medium-chain substrates. The components of the culture
medium (nitrogen sources and salts), which possibly have a greater influence on lipolytic
enzyme production, should be further evaluated.

Keywords: S. rhizophila, lipolytic enzymes, growth kinetics, Plackett-Burman.



1. Introduccion

El mercado global de las enzimas en la industria esta valorado en 10,69 billones de dolares y
se estima una tasa de crecimiento anual (CAGR) de 6,5% entre 2021-2028. En este mercado,
las enzimas lipoliticas (EC 3.1.1), representan el tercer grupo de biocatalizadores de alta
demanda, siendo las de origen microbiano, las que concentran el 90% del mercado mundial de
hidrolasas. Las enzimas lipoliticas microbianas, se emplean como biocatalizadores en
industrias como: biodiesel, nutracéutica, alimentos, detergentes y cosmética, debido a su
capacidad para catalizar reacciones de biotransformacion de compuestos que contienen enlaces
¢éster [1-3]. En este contexto, las enzimas lipoliticas adaptadas al frio han tomado especial
interés, puesto que, a diferencia de las mesofilas, presentan altas tasas cataliticas a bajas
temperaturas y mantienen su actividad en un amplio rango de temperaturas. Estas
caracteristicas permiten que las enzimas lipoliticas producidas por microorganismos
psicrofilos, sean empleadas en procesos industriales que se desarrollan bajo condiciones
extremas [4,5]. Lo anterior, ha promovido estudios de bioprospeccion para la obtencion de
enzimas lipoliticas en ambientes frios, a través de aproximaciones que requieren o no del
cultivo de microorganismos. En los ultimos 15 afios, los métodos independientes de cultivo
basados en la construccion de librerias metagendmicas o secuenciacion del ADN
metagendémico han permitido la identificacion de genes codificantes de enzimas lipoliticas
adaptadas al frio y su posterior clonacién y expresion en sistemas heterdlogos. Sin embargo,
algunas limitaciones relacionadas con la expresion heteréloga de enzimas activas han
concentrado de nuevo la investigacion en métodos dependientes de cultivo para la obtencion
de enzimas lipoliticas de forma nativa [6,7].

Estudios realizados por la Unidad de Saneamiento y Biotecnologia Ambiental (USBA) de la
Pontificia Universidad Javeriana, han permitido el aislamiento de microorganismos con
actividad lipolitica en suelos de paramo y glaciar del Parque Nacional Natural los Nevados
(PNN). Uno de los aislamientos, identificado como Stenotrophomonas rhizophila cepa USBA
GBX-843A, mostré una actividad lipolitica cualitativa importante, lo que permite inferir sobre
su potencial biotecnologico e industrial. Por tratarse de la primera cepa de esta especie,
reportada con actividad lipolitica, no se conocen las condiciones de cultivo adecuadas, que
permitan obtener biomasa suficiente para la produccion de la enzima activa. Por lo anterior, en
este estudio se determinaron las condiciones de cultivo de S. rhizophila USBA GBX-843A
para la produccion de enzimas lipoliticas [8]. La determinacion de estas condiciones permitird
a futuro hacer estudios para evaluar el escalamiento del proceso, asi como determinar el
verdadero potencial biotecnologico y/o industrial de estas enzimas.

2. MARCO TEORICO Y REFERENTES CONCEPTUALES

2.1. Microorganismos de ambientes frios

Corresponden a un grupo de microorganismos extremofilos los cuales se caracterizan por
crecer a bajas temperaturas y segun el rango de la temperatura de crecimiento pueden
clasificarse como microorganismos psicrofilos, los cuales crecen entre 0-20°C y su temperatura



Optima de crecimiento generalmente es inferior a 15°C o también pueden clasificarse como
microorganismos psicrotrofos, que crecen entre 5-25°C y su temperatura Optima de crecimiento
puede ser mayor a 20°C [9]. Estos microorganismos representan una amplia biodiversidad al
estar distribuidos en diferentes tipos de ambientes frios como polares, periglaciares o ambientes
de alta montafia [10-12]. Para esto, han desarrollado diferentes tipos de adaptaciones entre las
cuales se encuentran: i. Modificaciones a nivel de membrana al producir acidos grasos de
cadena corta insaturados, acidos grasos metil ramificados, ciclicos y poliinsaturados (PUFAs)
que permiten aumentar la fluidez de la membrana a bajas temperaturas [13,14]. ii. produccién
de solutos compatibles como glicerol, trehalosa y manitol que mantienen la homeostasis de la
célula durante el congelamiento, iii. Produccion de agentes crioprotectantes para proteger la
integridad de la célula frente a los cristales de hielo, iv. produccion de compuestos
antioxidantes, que forman una interfase hidrofobica a nivel de la membrana que evita la entrada
de especies reactivas de oxigeno (ROS) [14]; ademas pueden producir proteinas para la
proteccion contra cristales de hielo como proteinas nucleantes del hielo (INPs) que provocan
la formacion de cristales a nivel extracelular y las proteinas de unién al hielo (IBPs) que se
unen a los cristales y evitan su nucleacién para mantener la estructura inicial y proteger la
membrana [15,16] v. Produccion de chaperonas intracelulares de union a ARN/ADN para
contrarrestar el mal plegamiento de las moléculas y mantener los procesos de replicacion,
transcripcion y traduccion. vi produccidon de enzimas adaptadas al frio que mantienen el
metabolismo celular a bajas temperaturas [17].

2.2. Enzimas adaptadas al frio

Las enzimas adaptadas al frio pueden mantener altas tasas cataliticas (Kcat) a bajas
temperaturas, como consecuencia de la disminucidn de la energia de activacion e incremento
de la entropia (AH) y la disminucién de la entalpia (AS), asi como el incremento de la afinidad
del sustrato (Km) por el sitio activo. Para mantener la actividad a bajas temperaturas las
enzimas, producto de mutaciones puntuales, desarrollaron adaptaciones estructurales que les
permiten incrementar la flexibilidad estructural, entre las que se encuentran: La disminucion
del core de hidrofobicidad, por sustituciones de aminoacidos aromaticos por apolares, el
incremento de aminoacidos apolares como la alanina (Ala) y la asparagina (Asn) en las alfa
hélices y la disminucion de puentes disulfuro, enlaces idnicos y puentes de hidrogeno
[5,6,18,19]. Debido al potencial que presentan estas enzimas, se han identificado en
microorganismos de diferentes ambientes, generalmente en bacterias (72%) y hongos (23%)
siendo las hidrolasas (EC 3) la clase mas reportada (91%), en la que se destacan las enzimas
lipoliticas, que se han estudiado tanto por métodos dependientes de cultivo (18% lipasas y
20% carboxilesterasas), como por métodos no dependientes de cultivo (30% lipasas y 30%
carboxilesterasas) [19].

2.3. Enzimas lipoliticas

Las enzimas lipoliticas (EC 3.1.1) son enzimas tipo esterasas, las cuales se caracterizan por
hidrolizar enlaces tipo ésteres carboxilicos de los lipidos. Estas enzimas pueden ser
intracelulares, extracelulares o transmembranales; ser solubles en agua e insolubles en



solventes organicos y no requerir cofactores para su catalisis [20]. Con respecto a su
distribucion, se pueden encontrar en todos los organismos; sin embargo, las enzimas lipoliticas
bacterianas han tomado mayor interés debido a que a nivel biotecnoldgico e industrial son mas
faciles de obtener, presentan bajos costos de produccion, son generalmente extracelulares, lo
que facilita los procesos de separacion y purificacion, con altos rendimientos [4,20]. La primera
clasificacion de las enzimas lipoliticas fue realizada por Arpigny y Jaeger, quienes las
clasificaron en ocho familias (I-VIII) segin diferentes caracteristicas como: microorganismo
de origen, actividad bioldgica, modificaciones estructurales en dominios y motivos y la
localizacion celular [21].

2.4. Clasificacion de las enzimas lipoliticas

Las enzimas lipoliticas se pueden clasificar en dos grupos que se conocen como las
carboxilesterasas (EC 3.1.1.1) y las lipasas (EC 3.1.1.3), los cuales se diferencian
principalmente por la preferencia del sustrato a hidrolizar. Las carboxilesterasas, por ejemplo,
prefieren hidrolizar lipidos de cadenas cortas o medianas (C2-C8) solubles en aguas, mientras
que las lipasas verdaderas, hidrolizan lipidos de cadenas largas (EC 3.1.1.1) insolubles en agua
[22,23]. Debido a la hidrofobicidad de los sustratos, las lipasas verdaderas se diferencian
también de las carboxilesterasas por llevar a cabo el fendmeno conocido como activacion
interfacial, que consiste en llevar a cabo la catalisis en una interfase lipido-agua. Por otra parte,
a nivel estructural, las lipasas verdaderas, se caracterizan por presentar una gran proporcion de
aminoacidos hidrofébicos a diferencia de las carboxilesterasas que presentan una mayor
proporcion de aminoacidos hidrofilicos [23,24]. Asi mismo, se diferencian por presentar
dominios funcionales de acceso al sitio activo diferentes, ya que las lipasas verdaderas, para
poder realizar la activacion interfacial, poseen una especie de tapa o cubierta del sitio activo
(dominio “lid”), que se abre en presencia del sustrato. Mientras que las carboxilesterasas
poseen un dominio “cap” que cumple la misma funcidén, pero en sistemas acuosos [25].
Finalmente, los dos grupos de enzimas también se pueden diferenciar con base en algunas
propiedades quimicas como la enantioselectividad y la regioselectividad, que son mas
frecuentes en las lipasas que en las carboxilesterasas [26].

2.5. Estructura de enzimas lipoliticas

Las enzimas lipoliticas pertenecen a la familia de las o/f hidrolasas que se caracterizan por
presentar un dominio de tipo o/f que estd organizado a partir de 8 cadenas [ paralelas y
antiparalelas conectadas por una hélice a. Sin embargo, las modificaciones del dominio
pueden variar segun la cantidad de ldminas 3 y hélices a. Asi mismo, en este dominio se localiza
un motivo conservado consistente en un pentapéptido de GXSXG (glicina-aminoécido-serina-
aminoacido-glicina) y el sitio activo constituido por una triada catalitica compuesta por un
acido como el aspartato (Asp), una base como la histidina (His) y un nucle6filo como la serina
(Ser). La conformacion de la triada permite la formacion de un agujero de oxanion, el cual esta
constituido por residuos de aminoécidos hidrofobicos que pueden ser la glicina (Gly), la
tirosina (Tyr) u otros. También pueden presentar dominios complementarios amino y carbono
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terminales o dominios para el recubrimiento del sitio activo dependiendo del tipo de enzima
[23, 25-29].

2.6. Reaccion y catalisis

Las enzimas lipoliticas bacterianas se producen y liberan al medio extracelular a partir de
diferentes mecanismos de secrecion como lo pueden ser: la via tipo I a nivel transmembranal,
mediada por transportadores ABC; la via tipo II a nivel de la membrana interna mediada por
dominios N-terminales y la via por auto transportadores a nivel de la membrana externa
mediada por dominios C-terminales [29-31], Para llevar a cabo la hidrolisis en sistemas
acuosos, es necesaria la presencia de lipidos de cadena corta, mediana o larga que puedan ser
usados como sustratos, de tal forma que después de la catalisis se liberaran adcidos grasos como
productos.

En las reacciones de hidrolisis, el mecanismo de catalisis inicia cuando en el sitio activo la
serina es activada por la histidina, haciendo un ataque nucleofilico que permite la acilacion del
sustrato lipidico, debido a la transferencia de un protén al grupo carboxilo y asi generar un
intermediario tetraédrico estabilizado por atomos de nitrogeno pertenecientes al agujero de
oxanion. Posterior a esta primera fase, se libera un alcohol y se forma un grupo intermediario,
luego la histidina presente en la triada catalitica activa una molécula de agua, que a través de
un segundo ataque nucleofilico en el grupo carbonilo, se lleva a cabo una hidrolisis que conduce
a la formacion del segundo intermediario tetraédrico. Finalmente, por transferencia de un
protdn a la serina del sitio activo, se libera el dcido graso de la enzima [22,32-34]. De otra parte,
en las reacciones de sintesis, que se llevan cabo en sistemas organicos o en condiciones micro
acuosas que, gracias a la estereoselectividad de la enzima frente al sustrato, se pueden llevar a
cabo reacciones de esterificacion, amidacion, tio-esterificacion, acidolisis, aminolisis,
alcohdlisis e inter-esterificacion [23].

2.7. Técnicas de estudio de enzimas lipoliticas

Se han desarrollado varios métodos para determinar la actividad de enzimas lipoliticas a partir
de extractos crudos o purificados, que se basan tanto en la cuantificacion del sustrato
hidrolizado como en el producto liberado [35-37]. Entre los métodos comunes que se utilizan
para evaluar la actividad lipolitica de forma general se destacan los métodos de “screening” en
medios solidos, los métodos volumétricos y los métodos colorimétricos.

2.8. Métodos de “screening” en medios solidos

Corresponden a métodos cualitativos que se emplean generalmente para aislar e identificar
microorganismos lipoliticos, a partir de medios de cultivo emulsificados con sustratos lipidicos,
que al ser hidrolizados llevan a la liberacion de 4cidos grasos que se precipitan y forman un
halo translucido alrededor de las colonias, de tal modo que el didmetro de la zona de hidrdlisis
es proporcional a la concentracion de enzimas lipoliticas producidas por los microorganismos.
Generalmente, los medios se emulsifican con tributirina, que corresponde a un sustrato soluble
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en agua, facil de homogeneizar y que permite visualizar facilmente los halos. Sin embargo,
también se utilizan sustratos insolubles en agua, como el aceite de oliva, que permiten una
mayor visualizacion de halos de hidrélisis, esto especialmente para microorganismos
productores de lipasas [37]. De otra parte, se han implementado variaciones de esta técnica,
como los ensayos de difusion en disco, para detectar microorganismos lipoliticos en
sobrenadantes de medios liquidos, o métodos alternos afiadiendo indicadores de pH como azul
victoria, azul Nilo, azul noche y azul sulfato que cambian de color por la acidificacion del
medio, permitiendo asi una visualizacion mas precisa de la zona de hidrolisis [37,38]. No
obstante, la adicion de estos indicadores también puede llevar a interpretar falsos positivos,
puesto que la acidificacion puede ser derivada de la produccion de 4dcidos organicos en lugar
de acidos grasos, ademas que pueden resultar toxicos para las células. Por lo anterior, se
prefiere anadir colorantes fluorescentes como la rodamina B, en medios emulsificados con
aceite de oliva, que forman un complejo fluorescente color naranja con los acidos grasos
liberados que en presencia de luz ultravioleta (UV) [38].

2.9. Métodos volumétricos

La cuantificacion de la actividad lipolitica se realiza a partir de la titulacion de los 4cidos grasos
liberados con NaOH 0.1M en una emulsion con triacilgliceroles. Estos métodos se emplean
comunmente para la evaluacion de lipasas y de la activacion interfacial, por lo que requieren
que la emulsiéon permanezca homogénea para la formacion de la interfase. Es por esto, que
comunmente se homogeniza la emulsion por sonicacion periddica y se emplean compuestos
como la goma arabiga que permiten mejorar la estabilidad y sensibilidad del ensayo A pesar
de que son técnicas sensibles y econdmicas son demandantes y complejas de reproducir, ya
que los 4cidos grasos deben pasar un estado de ionizacién después de liberarse [35,39].

2.10. Métodos colorimétricos

En estos métodos, la actividad lipolitica se determina a partir de un sustrato, el cual al ser
hidrolizado libera un producto cromdgeno que se cuantifica por espectrofotometria, de tal
manera que el incremento en la absorbancia es proporcional a la cantidad de producto
liberado. Generalmente, para la evaluacion de enzimas lipoliticas de extractos bacterianos se
utiliza la técnica de p-nitrofenil ésteres, utilizando sustratos con cadenas carbonadas de
diferentes longitudes, que al hidrolizarse liberan p-nitrofenol, el cual emite un color amarillo
que se puede monitorear por la lectura de la absorbancia a 405nm o 410nm. La actividad
enzimatica se expresa como la cantidad de pmol de p-nitrofenol liberados por minuto. Aunque
esta técnica presenta ventajas como su rapidez y sensibilidad, existe un inconveniente,
relacionado con la auto hidrolisis de sustrato por cambios de temperatura o exposicion de la
luz [35,40-41].
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Debido a esto, es necesario ajustar las condiciones de ensayo que incluyen: empleo de
soluciones stock de sustratos de cadenas de diferentes longitudes en concentraciones de 100 a
250 mM, que generalmente se disuelven en solventes organicos como el cloruro de metileno,
acetonitrilo o isopropanol que se mezclaran con diferentes tipos de buffers como Tris-HCI o
fosfatos a pH neutro o alcalino. Esto es especialmente importante para el caso de las lipasas
bacterianas. Asi mismo, se pueden incluir emulsificantes como Triton X-100 para solubilizar
sustratos de cadenas largas entre otros [40, 42-43].

2.11. Aplicaciones de las enzimas lipoliticas de microorganismos psicrofilos

El impacto de los microorganismos psicrofilos ha despertado un interés particular en la
industria, debido a la diversidad de metabolitos y enzimas producidas y a sus propiedades
distintivas. Algunas de las aplicaciones de las enzimas y metabolitos producidos por
microorganismos psicrofilos se encuentran en el area de la biorremediacion de suelos y aguas
frias contaminadas, la produccion de probioticos y el disefio de detergentes entre otras [32].

Es por estas razones, que las enzimas lipoliticas de microorganismos psicréfilos se han
destacado en el mercado global por tener estabilidad en presencia de solventes organicos,
selectividad de sustratos e hidrolizar lipidos sin adiciéon de cofactores costosos. Debido a
propiedades como la regioselectividad, se usan en tecnologia de alimentos para producir
lacteos, modificar grasas como lipidos con propiedades distintivas ya sean grasas altas o bajas
en calorias y aditivos alimentarios [26, 32, 44-45]. Por otra parte, en la industria de detergentes
las carboxilesterasas se destacan por ser estables a bajas temperaturas y pH alcalino [44, 46-
47].

Con base en la propiedad de enantioselectividad, las lipasas son empleadas en la industria
farmacéutica para producir enantidmeros especificos en mezclas racémicas. También se
destaca su uso en la industria cosmética y de perfumes y para la produccion de tensioactivos
[26,45-47]. Recientemente, han tenido un gran impacto en la produccion de biodiesel ya que
en su composicion incluyen ésteres metilicos, los cuales se producen por esterificacion
enzimatica a bajas temperaturas [46].

2.12. Bioprospeccion de microorganismos de ambientes frios productores de
enzimas lipoliticas

Para la bisqueda de enzimas lipoliticas microbianas en ambientes frios, se han empleado dos
tipos de aproximaciones, que son las no dependientes de cultivo y dependientes de cultivo. La
primera consiste en la creacion de librerias metagenémicas de comunidades microbianas y
secuenciacion del ADN, para la seleccion de genes codificantes de enzimas lipoliticas y su
posterior expresion por sistemas heterdlogos. A partir de esta estrategia se han caracterizado
diferentes tipos de enzimas lipoliticas microbianas de diversos ambientes como: esterasas
provenientes de esponjas marinas en aguas costeras, lodos de biogas y suelo de permafrost
[48,49,50]. Asicomo fosfolipasas aisladas de sedimentos marinos del artico, suelos de paramo,
super paramos y bosques altoandinos [51,52,11,53].
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Por otro lado, la aproximacion por métodos dependientes de cultivo consiste en el aislamiento
y seleccion de microorganismos lipoliticos por técnicas de microbiologia clésica. Por medio de
esta estrategia se han caracterizado enzimas lipoliticas adaptadas al frio de microorganismos
provenientes de diferentes ambientes como:  Pseudomonas, Pseudoalteromonas
y  Rhodococcus aislados del suelo y mar antartico; Glaciozyma antarctica aislada de hielo
marino [54-75]; Psychrobacter celer y Halocynthobacter articus en sedimentos marinos
[58,59]. Sin embargo, también se han caracterizado enzimas producidas por el
microorganismo nativo como: Pseudomonas fluorescens y Aeromonas aisladas de sedimentos
marinos o Bacillus licheniformis y Stenotrophomonas aisladas de ambientes contaminados con
aceites [60-63]. Generalmente, estas enzimas se han caracterizado por presentar mayor
actividad a bajas temperaturas, termoestabilidad entre 40 y 50°C y estabilidad a pH bésicos.

2.13. Stenotrophomonas rhizophila

Stenotrophomonas rhizophila es una bacteria aerdbica con morfologia de bacilos cortos Gram
negativos que hace parte del género Stenotrophomonas y de la familia Xanthomonadaceae que
generalmente estan asociadas como bacterias endofitas en la rizosfera del suelo. Entre sus
principales caracteristicas fisiologicas, se distingue por crecer en rangos de temperatura entre
4-30°C y en altas concentraciones de sal, debido a la produccion de osmolitos como trehalosa,
glucosil glicerol y prolina que le permiten mantener el balance osmético intracelular;
bioquimicamente se caracteriza por utilizar la xilosa como fuente de carbono, hidrolizar la
esculina, reducir el  nitrito 'y por presentar resistencia  antimicrobiana
contra eritromicina, gentamicina y novobiocina [64,65]

A nivel biotecnoldgico se han caracterizado cepas de esta especie como bacterias promotoras
de crecimiento vegetal (PGPR) que se han utilizado para mejorar el crecimiento en cultivos de
tomate, pepino y pino en altas concentraciones de NaCl [65,66,67]. Asi mismo, se han
caracterizado especies como parte del control bioldgico contra hongos fitopatdégenos
como: Sclerotina y Phoma en colza oleaginosa; también contra Fusarium acuminatum,
Botrytis cinerea, Fusarium oxysporum Yy Scutellariae botrytis en Glycyrrhiza uralensis
[68,69].

Con respecto a su potencial enzimdatico se han caracterizado cepas productoras de fosfato
sintasas (EC 2.5.1.B41), fosfatasas (EC 3.1.3.23), quitinasas (EC 3.2.1.14), oxidasas (EC
1.12.1.1), D-manosa isomerasas (EC 5.3.1.7) y proteasas (EC 3.4) [70-75]. Sin embargo, solo
existe un reporte sobre la produccion de enzimas lipoliticas (EC 3.1.1.1). Estudios realizados
por la Unidad de Saneamiento y Biotecnologia Ambiental (USBA) permitieron el aislamiento
de la cepa de S. rhizophila USBA GBX-843A a partir de suelo de glaciar que se caracterizo
por producir enzimas lipoliticas que presentaron temperatura 6ptima a 50°C y pH 6ptimo a 8.0
y crecimiento en medios con sustratos lipidicos de cadena corta (pNP-4) [8].
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2.14. Condiciones de cultivo para la produccion de enzimas lipoliticas

La produccion de enzimas lipoliticas microbianas esta influenciada principalmente por
diferentes factores nutricionales como: fuentes de carbono, fuentes de nitrogeno y iones
metalicos [76,47,77]. Con respecto a la fuente de Carbono, la adicién de fuentes lipidicas como
aceites, triacilgliceroles, ésteres y tween, son los factores mas influyentes para la produccion,
puesto que al ser enzimas inducibles requieren de estos compuestos como inductores [78,79].
Sin embargo, son necesarias otras fuentes para el crecimiento como azucares, alcoholes o
polisacaridos [80]. Por otro lado, fuentes de nitrogeno organicas como el extracto de levadura
y la peptona, solas o en combinacion, han incrementado la produccion de las enzimas, asi como
fuentes inorganicas como cloruro de amonio, molibdato de amonio y fosfato diamodnico [80-
83]. De otra parte, cationes divalentes como Ca*? y Mg*? pueden estimular o disminuir la
secrecion y produccion de las enzimas y otros tipos de sales inorganicas o minerales pueden
influir en la asimilacidn de las fuentes de nitrégeno para la produccion [83,84].

Factores fisicoquimicos como: la temperatura, pH, velocidad de agitacion también influencian
el crecimiento de los microorganismos para la producciéon de enzimas lipoliticas. La
temperatura de crecimiento y el pH son factores claves para la produccion y secrecion de las
enzimas. En el caso de las bacterias, la mayor produccion se obtiene en valores de pH neutro o
alcalino [85,86]. Finalmente, la velocidad de agitaciéon en el medio permite aumentar la
transferencia de oxigeno disuelto y dispersar las micelas de los inductores lipidicos para
facilitar su contacto con los microorganismos [87,88].

2.15. Estrategias de optimizacion de medios de cultivo para la produccion de
enzimas lipoliticas

Para determinar los factores de cultivo que favorecen la produccion de enzimas lipoliticas por
los microorganismos, se han llevado a cabo diferentes estrategias experimentales, como
disefios factoriales, disefios factoriales recortados (Plackett-Burman) y “One Variable at
Time”. Posteriormente, los efectos que influyen en la produccion de enzimas lipoliticas son
optimizados a la concentracion que permita la méxima produccion enzimatica implementando
metodologias como disefio central compuesto o superficie de respuesta [89-102]. Estudios
realizados en Moritella sp., determinaron por ejemplo que la produccion de enzimas lipoliticas
se vio influenciada por factores como el tween 80, harina de soya y temperaturas bajas [89].

Por otra parte, en estudios de optimizacion para Pseudomonas Lip 35, se determind que la
produccion de enzima lipolitica fue influenciada por factores como: NaCl, Tween 80 e iones
Ca?" Del mismo modo, en estudios realizados en Pseudomonas spp. MG687270 los factores
influyentes para la produccion estuvieron relacionados con la glucosa, nitrato de amonio,
triptona, extracto de levadura y tween 80. Asi mismo, las fuentes de nitrégeno organico
influyeron negativamente inhibiendo la secrecion de lipasas [90,91]. Cabe sefialar que en
estudios realizados para Psychrobacter sp., se demostréd efecto significativo en factores como
glucosa, extracto de levadura, citrato férrico, NaCl, MgClx, CaCL2, NaHCOs, KBr y
oligoelementos [92].
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Otros estudios de optimizacion han permitido identificar los factores que tienen un efecto
significativo en la produccion de enzimas lipoliticas, entre los que se encuentran las sales
minerales (CaCO3, MgClz, H2PO4, NaNO3, (NH4)2SO4y FeSO4-7H20), fuentes de nitrégeno
como NHau, caseina, extracto de levadura y peptona. En cuanto a las fuentes de carbono, se ha
reportado que fuente como maltosa, almidon, lactosa, manosa y galactosa han presentado
efecto negativo en la produccion al causar represion catabodlica en diferentes microorganismos
como Halomonas sp., Bacillus sp., Pseudomonas gessardii, B. licheniformis, S. maltophilia, B.
subtilis, Burkholderia sp., entre otros [93-100].

Los escasos estudios de optimizacion para la produccion de enzimas lipoliticas en
Stenotrophomonas sp, han determinado como factores influyentes: fuentes de carbono e
inductores como la glucosay el aceite de oliva, fuentes de nitrégeno organico como la peptona
y el extracto de levadura, sales de iones divalentes como el Fe*? y el Ca*y la velocidad de
agitacion (RPM) [101,102]. En el caso de S. rhizophila, no se han realizado estudios de
optimizacién de las condiciones de cultivo para la produccion de enzimas lipoliticas, siendo
este el primer estudio para esta especie.

3. OBJETIVOS

3.1. Objetivo general

Determinar las condiciones de cultivo de Stenotrophomonas rhizophila USBA GBX-843A
para la produccion de enzimas lipoliticas.

3.2. Objetivos especificos

® Determinar la cinética de crecimiento de S. rhizophila USBA GBX-843A en dos
condiciones de temperatura.

e Determinar la actividad lipolitica extracelular de S. rhizophila USBA GBX-843A en
dos condiciones de temperatura

e Identificar las variables de cultivo de S. rhizophila USBA GBX-843A que permitan una
mayor produccion de enzimas lipoliticas por medio de un diseno “Plackett-Burman”.

4. METODOLOGIA

4.1. Stenotrophomonas rhizophila USBA GBX-843A

Es una bacteria psicréfila aerobia aislada de suelo del glaciar Nevado de Ruiz, del Parque
Nacional Natural los Nevados (PNN), El suelo del que fue aislada la cepa, se encontraba a una
temperatura promedio de 4.4°C y pH de 4.0. La identidad taxonomica de la cepa, basada en el
analisis de la secuencia 16S rDNA, fue realizada en un trabajo previo [8].
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4.2. Reactivacion de la cepa y preparacion banco primario y de trabajo

La reactivacion de la cepa se realizo a partir de un vial conservado en glicerol al 30% a -80°C
que fue descongelado lentamente en una cubeta con hielo en escarcha. Posteriormente, se
realizé una siembra por aislamiento en agar nutritivo, que fue incubada durante 72 horas a
25°C. Una vez se observd crecimiento, se evalud la pureza del microorganismo mediante
coloracion de Gram [103]. Una vez verificada la pureza, se tomaron colonias aisladas en el
agar nutritivo, para realizar nuevamente un aislamiento en cajas de agar Luria Bertani (LBA),
agar nutritivo (NA) y agar Tripticasa Soya (TSA), que se incubaron durante 48 horas a 25°C,
con el fin de determinar el medio en el que se observa una mejor formacion de las colonias,
para los ensayos posteriores.

Para la preparacion de los bancos de células, se tomaron colonias aisladas en agar LB en un
tubo con 4 mL de NaCl al 0,85% hasta alcanzar el patron 1 de Mcfarland (3x10:células /mL).
Luego, se tomaron los 4 mL de la suspension para inocular al 10% un frasco schott de 250 mL
con 36 mL de caldo Luria Bertani incubado a 25°C en agitacion a 150 rpm hasta alcanzar una
DO de 0.6 a 600 nm. Tras alcanzar la DO esperada, aproximadamente 12 horas de incubacion,
se tomaron 32 mL del cultivo que se mezclaron con 8 mL de glicerol al 50% para servir
alicuotas de 1 mL en tubos eppendorf, con lo cual se obtuvo un total de 36 viales, que fueron
distribuidos de la siguiente manera: 20 tubos para la conformacion del banco de células de
trabajo (BCT) conservado a -20°C y 16 viales para la conformacion del banco de células
primario (BCP) que fueron almacenados a -80°C [104].

4.3. Confirmacion de la actividad lipolitica de la cepa S. rhizophila

La determinacion de la actividad lipolitica confirmativa del microorganismo se realizé por el
ensayo difusion en discos de papel filtro por triplicado, empleando cajas de agar LB
emulsificadas con 1% de tributirina, 1% de gliceril trioctanoato, 1% de trioleina y 1% de aceite
de oliva [105]. Para esto, en primer lugar se realiz6 la reactivacion de la cepa tomando un vial
del BCT a -20°C que se descongel6 a temperatura ambiente y se realizd un aislamiento en una
caja de agar LB que se incubo6 durante 24 horas a 25°C. Completado este tiempo, se tomaron
colonias aisladas en un tubo con SmL de NaCl al 0,85% hasta alcanzar el patron 1 de Mcfarland
(3x10¢ células/mL); posteriormente, se tomaron 5 mL del tubo para inocular al 10% un schott
de 250 mL con 45 mL de caldo LB que se incub0 en agitacion a 150 rpm a 25°C hasta alcanzar
una DO de 0.6 . Posteriormente, se inocularon 10 uL del cultivo sobre discos de papel filtro, se
colocaron tres discos por cada caja y se incubaron durante 72 horas a 25°C. Segudamente, se
incubaron a 4°C hasta obtener la mayor zona de hidrolisis [106]. Adicionalmente, se determind
la actividad lipolitica semicuantitativa empleando el programa ImagelJ, a partir de la medicién
de la zona de hidrolisis. Para esto, se midid de forma axial el crecimiento microbiano el cual
se resto a la medicion axial correspondiente al halo de hidrdlisis, el valor obtenido, corresponde
a la actividad lipolitica semicuantitativa.
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4.4. Determinacion de la temperatura adecuada para el crecimiento de S. rhizophila
y produccion de enzimas lipoliticas

Para determinar la temperatura que favorece la generacion de biomasa y la produccion de
enzimas lipoliticas, se evalud la cinética del crecimiento de S.rhizophila a 15°C y 25°C
respectivamente y se determind la actividad lipolitica en el tiempo.

En primer lugar, se realizé la reactivacion de S. rhizophila y se prepar6 la suspension celular
como se explico en el apartado anterior. Posteriormente, para la preparacion del inoculo se
tomaron 5 mL de la suspension para inocular 95 mL de caldo LB y se incub6 a 25°C en
agitacion a 150 rpm hasta alcanzar DO de 0.6. Después, se inocularon al 5% los medios de
produccion de biomasa (95mL caldo LB) y los medios para determinacion de actividad
lipolitica (94 mL caldo LB +1% tributirina) en cada temperatura. Posteriormente, se incubaron
los cultivos a 15°C y 25°C en agitacion a 150 rpm y se tomaron muestras cada 4 horas durante
48 horas para los cultivos a 25°C y 160 horas para los cultivos a 15°C [92,96].

Para la determinacién de la biomasa, se tomé 1 mL en cada tiempo de muestreo por cada réplica
y se registrd la DO a 600 nm. Para cuantificar la produccion de biomasa total se realiz6 una
curva patrén de peso seco (Anexo 1).

4.5. Determinacion de la actividad lipolitica, durante el crecimiento de S. rhizophila
en las dos temperaturas

La determinacion de la actividad lipolitica se realizé por la técnica p-nitrofenil éster (pNP-
¢éster) [106,107]. Para esto, inicialmente se obtuvieron las fracciones extracelulares de cada
tiempo de muestreo, tomando ImL de cada réplica y centrifugando a 10.000g durante 10
minutos para recuperar el sobrenadante en donde se encuentra la enzima activa.
Posteriormente, se tomaron 10 pL. de cada fraccion en 240 puL de buffer de reaccion (0,5 mM
pNP-butirato y 50 mM buffer Tris-HCI pH 8.0) para un volumen final de 250 pL. El ensayo
enzimatico cuantitativo, se realizé en microplacas de ELISA incubando las mezclas de reaccion
a 60°C durante 30 minutos y la lectura se realizé en un lector de microplaca a 405 nm [107].
La unidad enzimatica se definié como la cantidad de enzima para liberar 1 pmol de pNP por
minuto en las condiciones del ensayo. Para la cuantificaciéon de pNP liberado, se realiz6 una
curva de calibracion de p-nitrofenol (Anexo 2).

4.6. Analisis de los factores de cultivo de S. rhizophila USBA-GBX 843A para la
produccion de enzimas lipoliticas

Disefio experimental

En la determinacién de los factores que influyeron en el crecimiento y en la produccion de
enzimas lipoliticas de S. rhizophila, se realizé un diseio Plackett-Burman [108]. En el cual se
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evalu6 la influencia de 11 componentes a un nivel bajo (-1) y alto (+1), los cuales fueron :
Glucosa (X1; -1:2.5, +1:10 g/L), tributirina (X2; -1: 1, +1:2 v/v), Tween 80 (X3: -1:0.2, +1:0.6
g/L), extracto de levadura (X4; -1:3, +1:6 g/L), peptona (X5; -1:2, +1:6 g/L), NH4ClI (X6; -
1:0.5, +1:2.5 g/L), NaCl (X7; -1:1, +1:10 g/L), KaHPO4 (X8; -1:0.3, +1:2 g/L), FeSOa (X9; -
1:0.3, +1:0.8 g/L), MgS0O4-7H20 (X10; -1:0.3, +1:0.8 g/L) y velocidad de agitacion (X11; -1:
0, +1: 150 rpm) [108-111]. El numero de disefios experimentales se determind por el paquete
de software estadistico design-expert (Stat Ease., Minneapolis, MN, USA).

Debido a que el modelo obtenido no fue significativo, con los factores evaluados, se realiz
un segundo disefio Plackett-Burman evaluando el efecto de 9 componentes a 3 niveles, que
corresponden a: Glucosa (X1; -1:2.5,0:6.25 ,+1:10 g/L), tributirina (X2; -1: 1, 0:1.5 ,+1:2 v/v),
Tween 80 (X3:-1:0.2,0:0.4 ,+1:0.6 g/L), peptona (X5; -1:2, 0:4 ,+1:6 g/L), NH4CI (X6; -1:0.5,
0:1.5 ,+1:2.5 g/L), NaCl (X7; -1:1, 0:5.5 , +1:10 g/L), KoHPO4 (X8; -1:0.3, 0:1.15 ,+1:2 g/L),
FeSO4 (X9; -1:0.3, 0:0.55, +1:0.8 g/L.), MgS04-7H20 (X10; -1:0.3, 0:0.55, +1:0.8 g/L).

Para el desarrollo del Plackett-Burman, inicialmente se prepar6 una suspension, tal y como se
indicé anteriormente, de la cual se inoculd 5 mL en un frasco schott de 1L con 125mL de caldo
Luria Bertani que se incub6 a 25°C en agitacion a 150 rpm, hasta alcanzar una DO de 0.6.
Posteriormente se procedio6 a inocular 5 mL del indculo en 95mL de los medios de produccion
que fueron incubados a 15°C. Todos los experimentos se realizaron por triplicado y la actividad
lipolitica se midio a las 40 horas por las técnicas p-nitrofenil ésteres siguiendo las condiciones
de ensayo, anteriormente mencionadas.

4.7. Analisis estadistico

En cuanto a la evaluacion de las variables de cultivo para produccion de lipasas se realizé un
ANOVA vy una regresion multivariados estableciendo el efecto por separado y el efecto de
interaccion de las variables en el programa Design Expert [109,110, 111].

4.8. Determinacion de preferencia de sustrato

A partir de las fracciones enzimaticas obtenidas a las 40 horas en la cinética de 15°C se evalu6
la preferencia por sustrato, mediante la técnica de p-nitrofenil ésteres, empleando un panel de
sustratos de diferentes longitudes de cadenas carbonadas: p-nitrofenil butirato (C4), p-
nitrofenil octanoato (C8), p-nitrofenil decanoato (C10) y p-nitrofenil palmitato (C16) a 0.5mM.
Para esto se mezclaron 10 puL de cada extracto con 215 pL de cada sustrato y 25 uL de buffer
Tris-HCI (8.0) S0OmM. Los ensayos se incubaron a 50°C durante 30 minutos y la lectura se
realiz6 en un lector de microplacas a 405 nm [107].
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5. RESULTADOS

5.1. Reactivacion de la cepa y preparacion de bancos

Después de evaluar los diferentes medios de cultivo, se pudo determinar que la cepa de S.
rhizophila, present6 el mejor crecimiento en medio LBA (Agar Luria Bertani) a 25 C y 72
horas de incubacién. Bajo esas condiciones, se presento la formacion de colonias puntiformes
cremosas, caracteristicas de esta especie. Microscopicamente, corresponde a bacilos cortos
Gram negativos, consistente con la morfologia descrita para S. rhizophila. Por lo anterior, se
selecciono el medio LB para la reactivacion de la cepa y ensayos posteriores.

5.2. Confirmacion de la actividad lipolitica S. rhizophila USBA GBX-843A

Después de 72 horas de incubaciéon a 25°C y 96 horas a 4°C, se observd que en los medios
suplementados con tributirina al 1%, los halos de hidrdlisis presentaron el mayor tamafio con
11.33 £ 0.13 mm de didmetro, seguido de los medios con gliceril trioctanoato al 1%, con halos
de hidrdlisis de 7.48 + 0.30 mm de didmetro (Tabla 1). En los medios suplementados con aceite
de oliva y trioleina al 1% no se formaron halos de hidrdlisis. Con relacion al crecimiento
microbiano, curiosamente se observo que fue mayor, superando inclusive el didmetro del disco,
en los medios suplementados con trioleina, seguido de los medios con gliceril trioctanoato, los
medios suplementados con tributirina y finalmente los medios suplementados con aceite de
oliva. De otra parte, después de pasar las cajas de 25°C a 4°C, se presentd un aumento en el
tamafio de los halos de hidrolisis.
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Tabla 1. Actividad lipolitica confirmativa de S. rhizophila USBA GBX-843A

Grafico Hidroélisis (mm) SD CV (%)
| | I I I 1
Agar LB +
tributirina 11.33 0.13 1.15%
1%
| | | | | 1
Agar LB +
aceite de 0 No No
oliva 1% aplica  aplica
I 1 1 1 | |
Agar LB +
trioctanoato 7.48 0.30 4.01%
1%
I 1 1 1 | |
Agar LB +
trioleina 1% 0 No No

aplica  aplica

5.3. Determinacion de la temperatura de crecimiento de S. rhizophila USBA GBX-
843A para la produccion de enzimas lipoliticas

En cuanto a la cinética de crecimiento, evaluada a 15°C, se evidencid una fase de adaptacion
durante las primeras 16 horas; mientras que la fase exponencial se observo entre las 16 y las
56 horas aproximadamente, seguida de la fase estacionaria (Figura 1A). Por otra parte, en la
cinética de crecimiento a 25°C, no se evidencio la fase de adaptacion, de tal modo que la fase
exponencial se desarrollo hasta las 44 horas (Figura 1B). Comparando el crecimiento de S.
rhizophila en las dos temperaturas, a 25°C la produccion de biomasa total fue mas rapida que
a 15°C. Sin embargo, a 15°C se obtuvo una mayor produccion.

Con respecto a la evaluacion de la actividad lipolitica en el tiempo, a 15 °C la actividad se
mantuvo en un rango entre 20-27 U/L.min durante las primeras 24 horas. Posteriormente, a las
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32 horas la actividad increment6 hasta 32 U/L.min. Después, entre las 36 y 40 horas se presento
la mayor actividad lipolitica con 137,5 y 139,09 U/L.min respectivamente (Figura 1C). La
actividad lipolitica inicial a 25 °C se determin6 en 33 U/L.min y disminuy6 en 6.83 U/L.min
durante a las 10 horas. La mayor actividad se determin6 a las 20 horas con 50,92 U/L.min a
las 20 horas (Figura 1D). Estos resultados permitieron concluir que la mayor actividad se
presenta cerca del final de la fase exponencial a 15°C y cerca de la mitad de la fase exponencial
a 25 °C, soportando la hipotesis que la produccion y secrecion de las enzimas lipoliticas de S.
rhizophila estan asociadas al crecimiento. Comparando la actividad lipolitica entre las dos
temperaturas, se observo que, a 15 °C, la actividad lipolitica es mas del doble en comparacion
con la actividad a 25 °C, aunque en el doble del tiempo. La actividad enzimatica posterior a los
tiempos donde se registro la maxima actividad tiene un comportamiento similar en las dos
condiciones, aun cuando los valores fueron ligeramente superiores en la cinética a 25 °C
(Figura 1Cy D).
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Figura 1. (A) Cinética de crecimiento a 15 °C. (B) Cinética de crecimiento a 25 °C. (C)
Actividad lipolitica a 15 °C. (D) Actividad lipolitica a 25 °C.

Tiempo (Horas)

La productividad méxima de la biomasa (Qx) producida a 15°C fue de 0,360 g.L'h"!, mientras
que a 25 °C fue de 0,362 g.L'h”!, indicando una produccién similar en ambos casos. Por otro
lado, la productividad méxima de la actividad lipolitica (Qp) para la cinética de 15 °C fue de
2,797 U.L'h™!, mientras que para 25 °C fue de 0,861 U.L'h™!, indicando que a 15 °C se obtuvo
tres veces mas actividad que a 25 °C, en el doble de tiempo (Tabla 2).
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Tabla 2. Productividad méxima de biomasa (Qx) y actividad lipolitica (Qp) a 15 °C y 25 °C

Temperatura Productividad biomasa Productividad actividad
lipolitica
| | 1
Q« (g.L''h) Qp (U.L'h)

! | | 1
15°C 0,360 2,797

! | | 1
25°C 0,362 0,861

5.4. Analisis de los factores de cultivo de S. rhizophila USBA-GBX 843A para la
produccion de enzimas lipoliticas

El andlisis estadistico que incluyd los 11 factores del primer disefio denominado como Plackett-
Burman A (Anexo 3), mostré que no se cumplid el modelo. Los factores que no permitieron
que el modelo se ajustara a la regresion, fueron la agitacion y el extracto de levadura. El andlisis
estadistico, eliminando estos dos factores, mostr6é que el modelo se cumplia, razon por la cual,
se realiz6 un segundo disefio, denominado Plackett-Burman B (Anexo 4) eliminando los
factores que pudieran presentar alguna fuente de variacion adicional, con el fin de determinar
las condiciones de optimizacién. En un segundo analisis estadistico, se obtuvo un R? del 0.49,
indicando nuevamente que el modelo no se cumplia (Tabla 3). Sin embargo, factores como el
NH4Cl y la peptona fueron factores significativos.

Tabla 3. Determinacion de significancia de los modelos de los disefios experimentales.
Plackett-Burman A (11 factores). Plackett-Burman B (9 factores).
# Significancia del 95%.

Plackett-Burman A Plackett-Burman B
| P-value | No se ajust6 a un modelo. | 0.16* |
| F-value | No se ajust6 a un modelo. | 2.82 |
| R? ajustado | No se ajust6 a un modelo. | 0.49 |

Con relacion a las actividades relativas del primer disefio experimental, se observd que 4
experimentos presentaron un rango de actividad relativa entre el 100-60%, mientras que 4
experimentos presentaron rangos de actividad entre el 55-40% y los 4 experimentos restantes
en rangos entre 39 y 20% (Figura 2A). Por otro lado, en el segundo disefio experimental 3
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experimentos presentaron rangos de actividad mayores al 80%, mientras que 2 experimentos
presentaron rangos entre el 80-45% y 4 experimentos entre el 40-10% (Figura 2B).
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Figura 2. Actividad relativa lipolitica del Plackett-Burman. (A) Actividad lipolitica relativa
Plackett-Burman A. (B) Actividad lipolitica relativa Plackett-Burman B.

Teniendo en cuenta los experimentos entre el 100-60% de actividad enzimatica relativa, se
observaron las tendencias para cada componente, con lo cual se identificé que ninguno de los
experimentos presentd alguna tendencia en la seleccion de un nivel para las fuentes de carbono
e inductores, tampoco para la peptona o sales como el NaCl y el MgSOay la agitacion. Mientras
que con fuentes de nitrégeno como el extracto de levadura los experimentos presentaron
tendencia por el nivel més bajo y tendencia por el nivel mas alto en sales como el NH4Cl,

K2HPOs y FeSO4 (Figura 3).
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Figura 3. Numero de experimentos por factores para actividades lipoliticas mayores respecto
al Plackett-Burman A.
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Con respecto a los experimentos que presentaron actividad enzimética relativa entre el 39-20%,

no se presentaron tendencias en la glucosa, tributirina, extracto de levadura, peptona, KxHPO4

y agitacion. Sin embargo, se observaron tendencias para los niveles mas bajos de Tween 80,
NH4Cl, NaCl y FeSOs4, y para el nivel mas alto de MgSOa4 -7H20 (Figura 4).
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Figura 4. Numero de experimentos por factores para actividades lipoliticas menores respecto

al Plackett-Burman A.

Tal como se describid anteriormente, los experimentos con actividad enzimatica relativa entre
100-60% referente al Plackett-Burman B, mostraron una tendencia en el nivel alto-intermedio

para factores como peptona, NH4Cl y MgSO4 -7TH20, a diferencia del NaCl el cual mantuvo

una tendencia baja-intermedia. Sin embargo, no se observo inclinacion de la actividad hacia
alguno en factores como glucosa, tributirina, tween 80, Kz2HPO4 y FeSO4 manteniéndose en el

nivel intermedio (Figura 5).
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En cuanto a los experimentos que mostraron actividades enzimaticas relativas entre 40-10% en
el Plackett-Burman B, se observo una tendencia por el nivel méas bajo en las fuentes de
nitrogeno como peptona y NH4Cl, y en sales como KaHPO4. Aunque, se notd una tendencia
para el nivel mas alto en MgSOa4 -7H20 y no se evidenci6 una tendencia respecto a las fuentes
de carbono como glucosa, tributirina y tween 80, ni en sales como NaCl y FeSO4 (Figura 6)
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Figura 6. Numero de experimentos por factores para actividades menores respecto al Plackett-
Burman B.

El ensayo de preferencia de sustrato mostré que las enzimas lipoliticas de S. rhizophila
presentaron preferencia por sustratos lipidicos de cadenas cortas y medianas, al presentarse la
mayor actividad con p-nitrofenil palmitato (C10) con 175.322 U/L.min, seguido de p-nitrofenil
octanoato (C8) con 145,478 U/L.min y p-nitrofenil butirato (C4) con 124.096 U/L.min. Por
otra parte, la menor actividad se presentd empleando p-nitrofenil palmitato (C16) con 50.644
U/L.min (Figura 7).
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Figura 7. Preferencia de sustrato de enzimas lipoliticas de S. rhizophila USBA GBX-843A
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6. DISCUSION

6.1. Actividad lipolitica confirmativa

La diferencia en los tamanos de los halos de hidrolisis de los medios suplementados con los
diferentes sustratos (Tabla 1), se debi6 a la preferencia de las enzimas lipoliticas de S.
rhizophila por sustratos lipidicos de cadenas cortas como la tributirina. Este resultado es
consistente con lo reportado en trabajo previo, en el que se reporta el mayor tamafio de halos
de hidrolisis en los medios suplementados con tributirina [8]. Por otra parte, el incremento de
la actividad lipolitica a 4°C pudo deberse, a que un mayor tiempo de incubacidon a esta
temperatura, permite que las adaptaciones propias del microorganismo favorezcan su
crecimiento y secrecion de las enzimas, mantenido sus tasas cataliticas. Lo anterior ha sido
demostrado en ensayos similares, realizados con Pseudomonas sp, en los que la mayor
hidrdlisis se presento en agar tributirina tras 72 horas de incubacion a 4°C [87].

6.2. Cinética de crecimiento y actividad lipolitica

Las diferencias en el crecimiento de S. rhizophila a las diferentes temperaturas evaluadas se
deben posiblemente a la respuesta fisioldgica en cada condicion. Observando los resultados
de la cinética de crecimiento a 15°C y 25°C, se puede explicar, de forma preliminar, la
respuesta a las diferentes adaptaciones y el contexto evolutivo del microorganismo en su
ambiente natural y como podrian hacerse evidentes en condiciones de crecimiento mas
controladas. Esto se explica por la presencia de una fase de adaptacion, durante las primeras
16 horas de crecimiento a 15°C, indicando el efecto, en esta etapa inicial, del cambio de
temperatura tanto a nivel intracelular como a nivel de membrana. A nivel intracelular, la baja
temperatura a la que se sometid el microorganismo pudo provocar la reduccion de la
transcripcion y la traduccion por el incremento de la estabilidad de la estructura secundaria del
ADN/ARN, pero también la disminucion de la cinética de plegamiento de proteinas [112].
Mientras que, a nivel de membrana, la respuesta pudo provocar un cambio de la fase fluida a
la fase solida en la composicion inicial de los lipidos de membrana, disminuyendo asi su fluidez
y por ende la funcionalidad a diferencia de 25°C, donde la viabilidad celular, permitio, iniciar
con el desarrollo de la fase exponencial [113]. Como respuesta a la baja temperatura, en las
primeras horas de la fase de adaptacion, la bacteria disminuy¢ la induccidn de diferentes genes,
para sobre expresar proteinas de aclimatacion al hielo (CAPs) y proteinas de choque frio (CSP)
que le permiten regular nuevamente los procesos celulares, para asi poder poner de manifiesto
otras adaptaciones, especialmente, aumentar la produccion de acidos grasos insaturados y
poliinsaturados (PUFAs) para recuperar la fluidez de membrana y asi poder ser
metabolicamente activa [114,115]. El aumento en la proporcion de acidos grasos insaturados
por saturados se ha reportado también en microorganismos como Rhizobium leguminosarum,
Vibrio, E.coli'y Rhodococcus a diferentes temperaturas [116-118].

Posteriormente, durante la fase exponencial, la bacteria present6 un crecimiento mas rapido y
produccion de biomasa a 15°C que a 25°C, (Figura 1). Esto pudo deberse, a que en esta
temperatura aument6 la actividad de las proteinas transportadoras de membrana, producidas
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como parte de las adaptaciones, las cuales presentan una mayor afinidad por los sustratos en el
ambiente debido a la falta de nutrientes. De esta forma, la baja temperatura y la alta
disponibilidad de nutrientes en el medio de cultivo fueron mas eficientes para la asimilacion
de los sustratos [113,118]. Por otra parte, los calculos de la productividad maxima de biomasa
(Q.) llevaron a entender el comportamiento del crecimiento en funcion de la produccion de
biomasa, de tal modo que a 25°C la Q. se obtuvo en un menor tiempo, indicando que en esta
temperatura se promovié el crecimiento mas rapido, mientras que a 15°C la productividad se
obtuvo en un mayor tiempo, y en una cantidad similar 2g/L respecto a 25°C, sefalando que
15°C fue la temperatura 6ptima de crecimiento. Asi mismo, las Qx demostraron que los cambios
de temperatura no afectaron el crecimiento, como se ha presentado en otros microorganismos
psicrofilos, en los cuales el calor producido por el aumento de la temperatura afectod el
crecimiento [119]. También, las Qx demostraron que a 25°C se debe llevar a cabo la produccion
para la biomasa, puesto que se obtienen cantidades similares reduciendo costos de refrigeracion
y tiempo.

Con respecto a la actividad lipolitica, las diferencias entre las actividades méaximas en las dos
temperaturas se debieron a que el microorganismo presentdé una mayor dependencia hacia la
temperatura de 15°C para la produccion de las enzimas lipoliticas extracelulares, indicando
que, en rangos de temperatura mayores, la actividad puede ser reducida, como ocurrié a 25°C
[120]. Las diferencias de actividad en estas temperaturas, también se ha reportado en
microorganismos psicrofilos como Psychrobacter en tiempos similares [92]. Por otra parte, la
productividad méaxima del producto (Q.), permite suponer que, para la produccion de esta
enzima, en el contexto industrial, requiere considerar los costos del proceso, en términos de
necesidades de refrigeracion y tiempo.

6.3. Analisis de los factores de cultivo de S. rhizophila USBA GBX-843A para la
produccion de enzimas lipoliticas

Los experimentos en los que se alcanzd la mayor actividad lipolitica para para ambos
disefios (Figura 3 y 5), presentaron una mayor tendencia en su preparacion por los niveles
altos de fuentes de nitrégeno inorganicas como el NH.Cl, indicando un posible efecto positivo
que fue significativo en el incremento de la actividad lipolitica, esto pudo deberse a que este
tipo de sales al componerse de cationes monovalentes hidratados débiles como el NH.- forman
interacciones débiles con los aniones de Cl que al ser faciles de romper, pudieron ser
asimilables més facilmente por el microorganismo para favorecer su crecimiento y por ende la
induccion de las enzimas [122]. El efecto de las fuentes de nitrogeno inorgénico ha sido
reportado anteriormente en otros estudios en los que se promovié una mayor actividad
lipolitica, por adicion de estas fuentes [91,94,95,123].

En relacion con las fuentes de nitrogeno organicas, los disefos en los que se obtuvo mayor
actividad lipolitica del Plackett-Burman A, se prepararon en mayor medida con los niveles mas
bajos de extracto de levadura, mientras que en lo experimentos con actividades mas bajas con
los niveles mas altos (Figura 3 y 4). Esto podria explicarse desde la composicion del extracto
de levadura, puesto que su composicion es mas compleja y pudo haber requerido un mayor
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gasto energético para la asimilacion por el microorganismo, lo cual pudo haber afectado la
produccion enzimatica [124]. Un efecto contrario se observé en fuentes como la peptona en el
Plackett-Burman B, que se afadio en los niveles intermedios o altos para los experimentos que
presentaron mayor actividad y ademds fue uno de los factores significativos del modelo
(Figura 5). Esto pudo deberse a que la peptona, al ser una fuente de nitrégeno menos compleja,
pudo facilitar su asimilacion por parte del microorganismo, favoreciendo su crecimiento y la
produccion de enzimas lipoliticas [125]. Cabe sefialar, que S. Rhizophila, en su ambiente
natural, puede obtener aminoacidos similares a los de la peptona, que facilitan su asimilacion.
La influencia positiva de la peptona en la actividad lipolitica se ha reportado en estudios con
S. maltophilia, Bacillus sp., y Staphylococcus sp. [102].

Con respecto a sales como el NaCl, en los experimentos que produjeron menores actividades
lipoliticas en Plackett-Burman A, este componente se afiadid en los menores niveles, mientras
que en los experimentos con mayores actividades del Plackett-Burman B, se anadi6 en niveles
intermedios o bajos (Figura 4 y 5). Estos resultados indican que el aumentar el nivel para este
factor, puede provocar interacciones electrostaticas con las micelas del sustrato evitando la
unién enzima-sustrato, Seguramente, altas concentraciones de NaCl en el medio de cultivo
pueden afectar la secrecion de la enzima al medio extracelular, tal y como se ha reportado para
lipasas de Pseudomonas [90]. Respecto a este factor, es necesario evaluar de forma mas precisa,
su influencia en niveles intermedios a bajos.

Por otra parte, el K.HPO, se anadi6 en nivel alto o intermedio en los experimentos que
presentaron mayores actividades enzimaticas tanto del Plackett-Burman A como del B (Figura
y 5), indicando que este componente pudo haber influido particularmente en el crecimiento
para favorecer la actividad. Lo anterior puede ser explicado por el hecho de que se trata de una
fuente de fosforo esencial, necesario en procesos celulares como: la sintesis de cAMP, acidos
nucleicos y fosfolipidos, ademas de ser una fuente de potasio, necesaria para la
osmorregulacion y crecimiento microbiano [127,128]. Este resultado es consistente con las
altas concentraciones de fosforo (94 ppm) y potasio (58 ppm) reportadas para el suelo de glaciar
de donde fue aislada la cepa de S. rhizophila [8]. La concentracion equivalente de estos
elementos en el ambiente, sumado a las altas concentracion de Fe:-(385 ppm) se relaciona con
los mayores valores de actividad obtenidos en los dos disefios.

En cuanto a las tendencias en los niveles mas altos de MgSO. para los experimentos mas bajos
del Plackett-Burman A y B, pudieron influenciar un efecto negativo en la produccion de lipasas.
Esto puede ser atribuido a una represion catabdlica, que afecta la actividad enzimatica o
también, puede deberse a que los aniones afectan la disponibilidad de otras sales como FeSO.,
NaCl o NH.CI que pueden estar queladas, limitando la cantidad de enzima producida, de tal
modo el MgSO, ya no estaria disponible para funciones celulares reguladoras asociadas a la
sintesis de acidos nucleicos. (Figura 4y 6) [90,128,129].

Por otra parte, en componentes como Tween 80 se observd que en los experimentos con las

actividades mads altas se afiadi6 en un nivel intermedio para el caso del Plackett-Burman B y
en los niveles mas bajos de los experimentos con las concentraciones mas altas para el Plackett-
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Burman A, indicando un posible efecto positivo en concentraciones moderadas, esto se pudo
atribuir a que facilité la entrada de moléculas de agua y a que favorece la permeabilidad de la
membrana a bajas temperaturas. La influencia positiva de este componente se ha presentado en
estudios de optimizacion de otros microorganismos como en Moritella sp., A. nidulans y P.
stutzeri (Figura 4y 5) [89,130,131].

Finalmente, para el segundo Plackett-Burman, se fij6 la velocidad de agitacion a 150 rpm tal
como se ha reportado para S. Maltophilia, por considerarse un factor de alta significancia,
relacionado con la transferencia de oxigeno, masa y energia a las células, de este modo se
descarta la posibilidad de que altos flujos en el cultivo pudieron causar ruptura o dafio celular
por la fuerza de cizalla [132]. Aun fijando este factor, el experimento no se ajustoé a un modelo,
lo que se atribuye a las concentraciones utilizadas de algunos componentes o que la cantidad
de factores, causaron una sobreestimulacion en el microorganismo, que no permitio evaluar la
interaccion de los componentes.

6.4. Preferencia de sustrato

Las tendencias de actividades por la preferencia de sustratos entre (C4-C10) y las bajas
actividades por sustratos de cadenas largas (C16), demostraron que las enzimas lipoliticas
producidas por S. rhizophila corresponden posiblemente a carboxilesterasas (EC 3.1.1.1).
También, se han presentado tendencias similares en carboxilesterasas de S. maltophilia y
Aeromonas [8]. Igualmente, esta preferencia se puede explicar a la luz de los resultados del
analisis gendmico, que indica presencia de un mayor namero de carboxilesterasas (25) frente
al de lipasas (8), sugiriendo una mayor probabilidad de induccion de este tipo de enzimas [8].

Estas tendencias fueron mayores en comparacion a los ensayos previos realizados a la misma
temperatura por Palacio et al. [8], en los cuales, la mayor actividad lipolitica cualitativa se
obtuvo sobre p-nitrofenil butirato (C4), siendo 15 veces mayor a la actividad obtenida en p-
nitrofenil decanoato (C10). Estas diferencias se pudieron deber al pH de los buffers utilizados
en cada trabajo, En este estudio, se evalud la preferencia por sustrato en buffer Tris-HCI 50
mM a pH 8.0, reportado en otros trabajos como optimo para determinar la actividad lipolitica.
mientras que, en el trabajo de Palacios y colaboradores, se utilizo buffer Tris-HCI 0.1M a pH
7.0. Estas diferencias sugirieren que el pH 8.0, favorecio la produccion y actividad de las
enzimas lipoliticas de Stenotrophomonas rhizophila USBA GBX-843A frente a los sustratos
de cadena corta y mediana, empleadas en este trabajo.

7. CONCLUSIONES
Los analisis de crecimiento y célculo de productividades a las dos temperaturas evaluadas
demostraron que 15°C es la temperatura 6ptima para el crecimiento y la produccion de enzimas

lipoliticas por S. rhizophila USBA GBX-843A.

A pesar de que en los disefios experimentales “Plackett-Burman”, no se pudo determinar las
condiciones de cultivo que influyen en la actividad lipolitica, las tendencias en la adicion de
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componentes en diferentes niveles permiten sugerir que las fuentes de nitrogeno, como la
peptona y el cloruro de amonio, y el FeSOa4 influyen positivamente en la produccion de enzimas
lipoliticas; mientras que factores como el extracto de levadura y MgSOs4, influyen
negativamente.

La formacion de halos de hidrdlisis en los medios suplementados con gliceril tributirato
(tibutirina) y gliceril trioctanoato, asi como las mayores actividades cuantitativas con p-
nitrofenil ésteres entre C4-C10, permiten concluir que las enzimas lipoliticas de S. rhizophila
USBA GBX-843A presentan preferencia por sustratos lipidicos de cadenas cortas y medianas,
indicando que puede tratarse de carboxilesterasas.

8. RECOMENDACIONES

Se sugiere evaluar la cinética de crecimiento a 15°C empleando medios con inductores
lipidicos, para asi poder determinar rendimientos de biomasa y producto.

Se recomienda hacer un disefio factorial, evaluando la tributirina como inductor y fuente de
carbono, fuentes de nitrogeno como la peptona y NH4Cl y sales como K2HPO4, FeSO4 y CaCl2
(5 factores) teniendo como variables de respuesta la actividad lipolitica y el crecimiento
microbiano.

También se sugiere normalizar la técnica p-nitrofenil ésteres evaluando la preferencia de
sustrato a diferentes temperaturas y asi determinar las condiciones de incubacion de la reaccion.
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ANEXO 2. Curva patron de p-nitrofenol
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ANEXO 3. Diseno Plackett-Burman A

Experimento  Glucosa Tributirina Tween Extractode Peptona NH4Cl NaCl K;HPO4 FeSOq4 MgSO4 Agitacion  Actividad SD Cv

(g/L) (%viv) 80 levadura (g/L) (g/L) (g/L) (g/L) (g/L) -TH,O (rpm) lipolitica (%)
(%oviv) (g/L) (g/L) (U/L-min)

1 -1(2,5) -1(1,0) -1 (0,20) | -1(3,0) -1(2,0) I -1 (0,5) | -1(1,0) | -1(0,3) | -1(0,3) -1(0,3) -1 (0,0) | 37,811 7,019 | 18,564
2 -1(2,5) -1(1,0) +1 (2,0) | -1(3,0) +1 (6,0) I +1(2,5) | -1(1,0) | +1 (2,0) | +1 (0,8) +1 (0,8) -1 (0,0) | 106,922 11,742 | 10,981
3 +1 (10) +1 (2,0) +1(2,0) | -1(3,0) +1 (6,0) I +1(2,5) | +1 (10,0) | -1(0,3) | -1(0,3) -1(0,3)  +1(150,0) | 96,848 15,460 | 15,963
4 +1 (10) +1(2,0) -1 (0,20) | +1(6,0) -1(2,0) I +1(2,5) | +1 (10,0) | -1(0,3) | +1 (0,8) +1(0,8)  +1(150,0) | 144,744 10,798 | 7,460
5 +1 (10) +1(2,0) -1 (0,20) | -1(3,0) +1 (6,0) I -1(0,5) | +1(10,0) | +1 (2,0) | -1(0,3) +1(0,8)  +1(150,0) | 70,978 9,224 | 12,995
6 -1(2,5) -1(1,0) +1(2,0) | +1(6,0) -1(2,0) I +1(2,5) | +1 (10,0) | +1(2,0) | -1(0,3) -1(0,3) -1 (0,0) | 85,589 0,943 | 1,102
7 -1(2,5) -1(1,0) -1 (0,20) | +1(6,0) +1 (6,0) I +1(2,5) | -1(1,0) | -1(0,3) | -1(0,3) +1 (0,8) -1 (0,0) | 48,404 2,554 | 5,256
8 -1(2,5) -1(1,0) -1 (0,20) | +1(6,0) +1 (6,0) I -1(0,5) | +1 (10,0) | +1(2,0) | +1 (0,8) -1(0,3) -1 (0,0) | 177,567 10,606 | 5,973
9 +1 (10) +1(2,0) +1(2,0) | +1(6,0) -1(2,0) I -1(0,5) | -1(1,0) | +1 (2,0) | -1(0,3) +1(0,8)  +1(150,0) | 40,033 9,114 | 22,766
10 -1(2,5) -1(1,0) +1(2,0) | -1(3,0) -1(2,0) I -1(0,5) | +1(10,0) | -1(0,3) | +1 (0,8) +1 (0,8) -1 (0,0) | 88,867 6,993 | 7,869
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+1(10)  +1(2,0)  -1(0,20) -1(3,00 -1(2,0) +1(25 -1(1,0) +1(20) +1(0,8) -1(03) +1(150,0) 164,233 13,502 8221

| ] ] ] ] I ] ] ] ] ] ] ] | 1
+1(10)  +1(2,0)  +1(2,0) +1(60) +1(60) -1(05 -1(1,0) -1(03) +1(0,8) -1(03) +1(150,0) 71,367 7,542 10,569

ANEXO 4. Diseno Plackett-Burman B

Experimento Glucosa Tributirin Tween 80 Peptona S6NH4 NaCl K;HPO FeSOq4 MgSO, Actividad SD Ccv
(g/L) a (%v/v) (g/L) Cl (g/L) 4 (g/L) -TH,0 lipolitica (%)
(“Yoviv) (g/L) (g/L) (gL)  (U/L-min)

| | | | | | | T | | 1 1
1 0 (6,25) 0(1,5) 0(0,4) 04,00 0(L5) 0(5,5 0,15 0¢(0,55) 0(0,55) 79,348 6,340 7,990

| | | | | | | T | | | | 1
2 +1 (10) -1(1,0) +1(0,6) +1(6,0) -1(0,5 +1(10) +1(2,0)0 +1(0,8) -1(0,3) 64,481 3,586 5,562

| | | | | | | T | | | | 1
3 0 (6,25) 0(1,5) 0(0,4) 04,00 0(L5) 0(5,5 0,15 0¢(0,55) 0(0,55) 93,070 9,978 10,721

| | | | | | | | | | | | 1
4 -1(2,5) +1 (2,0) -1(0,2)  +1(6,0) +1(2,5) -1(1,00 +1(2,00 +1(0,8) +1(0,8) 90,126 5,275 5,853

| | | | | | | T | | | | 1
5 -1(2,5) -1(1,0) -1(0,2) -1(2,00 -1(0,5) -1(1,00 -1(0,3) -1(0,3) -1(0,3) 41,385 1,433 3,463

| | | | | | | | | | | | 1
6 +1 (10) -1(1,0) -1(0,2) -12,00 +1@2,5 -1(1,00 +1(2,00 +1(0,8) -1(0,3) 47,681 4,233 8,857

| | | | | | | T | | | | 1
7 +1 (10) +1 (2,0) -1(0,2) -1(2,0)0 -1(0,5 +1(10) -1(0,3) +1(0,8) +1(0,8) 26,598 1,674 6,293

| | | | | | | | | | | | 1
8 +1 (10) -1(1,0) +1(0,6) +1(6,00 +1(2,5 -1(1,00 -1(0,3) -1(0,3) +1(0,8) 101,978 6,022 5,905

| | | | | | | T | | | | 1
9 -1(2,5) +1 (2,0) +1(0,6) -1(2,00 +1(2,5 +1(10) +1(22,00 -1(0,3) -1(03) 75,154 3,470 4,618
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Experimento Glucosa Tributirin Tween 80 Peptona S6NH4 NaCl K;HPO FeSOq4 MgSO, Actividad SD Ccv
(g/L) a (%v/v) (g/L) Cl (g/L) 4 (g/L) ‘TH,0 lipolitica (%)
(Yov/iv) (g/L) (g/L) (gL)  (U/L-min)

T | T T | 1

1 0 (6,25) 0(1,5) 0(0,4) 04,00 0(1,5 0(¢,5 0,15 0(0,55) 0(0,55) 79,348 6,340 7,990
2 +1 (10) | -1(1,0) +1(0,6) +1(6,0) | -1(0,5) | +1(10) +1(2,0) I +1 (0,8) | -1(0,3) 64,481 3,586 | 5,562 |
3 0 (6,25) | 0(1,5) 0(0,4) 0 (4,0) | 0(1,5) | 0(55 0(1,15) I 0(0,55) | 0 (0,55) 93,070 9,978 | 10,721 |
4 -1(2,5) | +1(2,0) -1(0,2)  +1(6,0) | +1(2,5) | -1(1,00 +1(2,0) I +1 (0,8) | +1(0,8) 90,126 5,275 | 5,853 |
5 -1(2,5) | -1(1,0) -1(0,2)  -1(2,0) | -1(0,5) | -1(1,0)  -1(0,3) I -1(0,3) | -1(0,3) 41,385 1,433 | 3,463 |
6 +1 (10) | -1(1,0) -1(0,2)  -1(2,0) | +1(2,5) | -1(1,00  +1(2,0) I +1 (0,8) | -1(0,3) 47,681 4,233 | 8,857 |
7 +1 (10) | +1(2,0) -1(0,2)  -1(2,0) | -1(0,5) | +1(10) -1(0,3) I +1 (0,8) | +1 (0,8) 26,598 1,674 | 6,293 |
10 -1(2,5) | +1 (2,0) +1(0,6) +1(6,0) | -1(0,5) | -1(1,0)0  -1(0,3) I +1(0,8) | -1(0,3) 45,876 3,456 | 7,534 |
11 0 (6,25) | 0(1,5) 0(0,4) 0 (4,0) | 0(1,5) | 0(55 0(1,15) I 0(0,55) | 0 (0,55) 56,015 3,761 | 6,715 |
12 +1 (10) | +1(2,0) -1(0,2)  +1(6,0) | +1(2,5) | +1(10) -1(0,3) I -1(0,3) | -1(0,3) 73,793 7,906 | 10,714 |
13 -1(2,5) | -1(1,0) -1(0,2) +1(6,0) | -1(0,5) | +1(10) +1(2,0) I -1(0,3) | +1 (0,8) 72,672 2,617 | 3,602 |
14 +1 (10) | +1 (2,0) +1(0,6) -1(2,0) | -1(0,5) | -1(1,00  +1(2,0) I -1(0,3) | +1(0,8) 10,533 0,729 | 6,917 |
15 -1(2.5) | -1(1,0) +1(0,6) -1(2,0) | +1(2,5) | +1(10) -1(0,3) I +1 (0,8) | +1(0,8) 35,719 1,509 | 4,233 |

46



47



	RESUMEN
	1. Introducción
	2. MARCO TEÓRICO Y REFERENTES CONCEPTUALES
	2.1. Microorganismos de ambientes fríos
	2.2. Enzimas adaptadas al frío
	2.3. Enzimas lipolíticas
	2.4. Clasificación de las enzimas lipolíticas
	2.5. Estructura de enzimas lipolíticas
	2.6. Reacción y catálisis
	2.7. Técnicas de estudio de enzimas lipolíticas
	2.8. Métodos de “screening” en medios sólidos
	2.9. Métodos volumétricos
	2.10. Métodos colorimétricos
	2.11. Aplicaciones de las enzimas lipolíticas de microorganismos psicrófilos
	2.12. Bioprospección de microorganismos de ambientes fríos productores de enzimas lipolíticas
	2.13. Stenotrophomonas rhizophila
	2.14. Condiciones de cultivo para la producción de enzimas lipolíticas
	2.15. Estrategias de optimización de medios de cultivo para la producción de enzimas lipolíticas

	3. OBJETIVOS
	3.1. Objetivo general
	3.2. Objetivos específicos

	4. METODOLOGÍA
	4.1. Stenotrophomonas rhizophila USBA GBX-843A
	4.2. Reactivación de la cepa y preparación banco primario y de trabajo
	4.3. Confirmación de la actividad lipolítica de la cepa S. rhizophila
	4.4. Determinación de la temperatura adecuada para el crecimiento de S. rhizophila y producción de enzimas lipolíticas
	4.5. Determinación de la actividad lipolítica, durante el crecimiento de S. rhizophila en las dos temperaturas
	4.6. Análisis de los factores de cultivo de S. rhizophila USBA-GBX 843A para la producción de enzimas lipolíticas
	4.7. Análisis estadístico
	4.8. Determinación de preferencia de sustrato

	5. RESULTADOS
	5.1. Reactivación de la cepa y preparación de bancos
	5.2. Confirmación de la actividad lipolítica S. rhizophila USBA GBX-843A
	5.3. Determinación de la temperatura de crecimiento de S. rhizophila USBA GBX-843A para la producción de enzimas lipolíticas
	5.4. Análisis de los factores de cultivo de S. rhizophila USBA-GBX 843A para la producción de enzimas lipolíticas

	6. DISCUSIÓN
	6.1. Actividad lipolítica confirmativa
	6.2. Cinética de crecimiento y actividad lipolítica
	6.3. Análisis de los factores de cultivo de S. rhizophila USBA GBX-843A para la producción de enzimas lipolíticas
	6.4. Preferencia de sustrato

	7. CONCLUSIONES
	8. RECOMENDACIONES
	9. BIBLIOGRAFÍA
	10.  ANEXOS

