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Resumen 

Una de las principales reservas de energía de todos los organismos son los triacilglicéridos, 

los cuales se encuentran almacenados como cuerpo graso, las enzimas responsables de su 

hidrólisis son las lipasas, estas enzimas participan en el proceso de digestión de los lípidos 

del alimento y de hidrólisis de aquellos almacenados como cuerpo graso en tejidos. Dada su 

participación en el catabolismo de lípidos y aunado a que se desconoce el proceso de 

lipólisis de los crustáceos, el estudio de las enzimas lipasas es importante para el 

entendimiento de la fisiología del camarón. 

En esta investigación, se identificaron, aislaron y caracterizaron dos enzimas con actividad 

de lipasa: una lipasa digestiva (PVL),  encontrada exclusivamente en la glándula digestiva y 

una lipasa intracelular (PV_IL) del camarón blanco Penaeus vannamei. A su vez  se 

identificaron los transcritos que codifican a ambas enzimas pvl y pv_il. Se definió la 

función biológica de cada una de las enzimas, así como su participación en el ayuno. La 

lipasa digestiva PVL, se sintetiza en la glándula digestiva y está encargada de la hidrólisis 

de los triacilglicéridos del alimento; mientras que la lipasa intracelular,  que se encontró en 

todos los tejidos que presentan motilidad y aquellos con depósitos de triacilglicéridos, está 

encargada de la hidrólisis de triacilglicéridos almacenados como reserva de energía. 

Durante el ayuno, en la glándula digestiva, el ARNm de pvl disminuye cuando los 

organismos no se están alimentando, así derivado de la ausencia de alimento surge 

necesidad de usar reservas para satisfacer las demandas de energía de las células; lo anterior 

se ve reflejado en un aumento del ARNm de pv_il durante el ayuno. Derivado de este 

estudio, se  publicó la secuencia completa del ADN complementario (ADNc) de pvl (1,186 

pb) con  número de acceso en el GenBank FJ619564, y la secuencia parcial de pv_il (620 

pb).  
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Abstract 

One of the main energy reserves in all organisms is the triacylglycerides, which are storage 

as fat body, the responsible enzymes of their hydrolysis are lipases, and these enzymes 

participate in the lipid digestion of food and those stored as fat body. Because these 

enzymes participate in the lipid catabolism, and the lipolysis process in crustaceans still 

unknown, the study of these enzymes is an important issue for understanding shrimp 

physiology,  

In this research, it have been identified, isolated and characterized two enzymes with lipase 

activity, a digestive lipase (PVL), exclusively of the midgut gland and an intracellular 

lipase (PV_IL) of shrimp Penaeus vannamei, as well as the transcripts who codifies (pvl, 

pv_il). The biological function of these enzymes and their transcripts were defined as well 

as their participation in fasting periods. The digestive lipase (pvl), synthesized in the midgut 

gland, hydrolyze triacylglycerides from feed, while the intracellular lipase (pv_il), is 

synthesized in tissues associated with the movement and those with triacylglyceride 

storage, and seems to be involved in the triacylglycerides hydrolysis storage as energy 

reserve. During fasting, in the digestive gland, the RNAm of pvl decreased when organisms 

are not feed actively, indicating the need for energy reserves, this has been reflected in an 

increase of RNAm of pv_il through fasting. As part of this study, the full-length sequence 

of pvl (1,186 bp) and a partial sequence of pv_il (620 bp) cDNA has been published 

(GenBank accession number FJ619564).  
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Introducción 

Los lípidos más abundantes en los seres vivos son las grasas neutras, las cuales consisten en 

una molécula de glicerol unida a uno, dos o tres ácidos grasos, por lo que también se les 

denomina triacilglicéridos (TAGs). Estos compuestos son una forma importante de 

almacenamiento de reservas de energía, ya que liberan el doble de energía por gramo, en 

comparación con carbohidratos. Estos y las proteínas se pueden transformar en grasas por 

acción enzimática y almacenar en las células del tejido adiposo. 

En los crustáceos, la glándula digestiva es el principal sitio de almacenamiento de proteínas 

y lípidos, estos últimos en forma de TAGs. Este órgano también tiene como función la 

síntesis de enzimas digestivas (proteasas, carbohidrasas y lipasas) y de lipoproteínas como 

la HDL (high-density lipoprotein) (Yepiz-Plascencia et al., 2000; Muhlia-Almazán et al., 

2005). Las lipasas (E.C. 3.1.1.3, triacilglicerol lipasas) juegan un papel importante en el 

metabolismo de lípidos y en la homeostasis de energía, ya que los ácidos grasos producidos 

por la hidrólisis de los TAGs mediante estas enzimas, son la principal fuente de energía en 

estos organismos.  

En los mamíferos se han estudiado dos grupos importantes de lipasas, digestivas e 

intracelulares (Roussel et al., 1999; Miled et al., 2000). Las lipasas digestivas son las 

responsables de la hidrólisis de los TAGs que constituyen al alimento. Para realizar la 

catálisis, los lípidos son emulsificados para hacerlos accesibles al sitio activo de estas 

enzimas, además estas lipasas requieren de un cofactor proteico, colipasa, el cual permite la 

activación de la enzima mediante el complejo lipasa-colipasa, este complejo lleva a cabo la 

hidrólisis de TAGs liberando ácidos grasos y glicerol. Los ácidos grasos liberados son 
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transportados de los sitios de absorción, almacenamiento o síntesis a sitios de utilización 

mediante lipoproteínas (Miled et al., 2000). Por otro lado, las lipasas intracelulares son las 

responsables de hidrolizar los TAGs que han sido almacenados como cuerpo graso, la 

activación de esta enzima ocurre vía mono fosfato de adenosina (AMP) dependiente de una 

proteína cinasa A (PKA), la cual fosforila un residuo de Ser (Yeaman, 1990) y se encuentra 

regulada a nivel hormonal (Gilbert y Chino, 1974; Yeaman, 2004). En los crustáceos se han 

identificado sólo lipasas digestivas, de las cuales sólo se han aislado y caracterizado dos 

enzimas, una del cangrejo Carcinus mediterraneus (Cherif et al., 2007) y otra del krill 

Euphausia superba (Barriga-González, 2006). Hasta la fecha no existen reportes de la 

estructura primaria de las proteínas obtenidas de lipasas digestivas e intracelulares aisladas 

de crustáceos, y únicamente existen dos reportes de secuencias de nucleótidos completas de 

lipasas digestivas en copépodos Caligus rogercresseyi (No. de acceso GenBank 

BT076773.1) y Caligus clemensi (No. de acceso GenBank BT080429.1). Tampoco se han 

realizado estudios en los que se analice la coordinación de estas dos enzimas durante el 

ayuno fisiológico.  

En este estudio se propone identificar las lipasas digestivas e intracelulares del camarón 

blanco Penaeus vannamei, ampliar el conocimiento acerca de las funciones de estas 

enzimas, así como la coordinación de la síntesis de ambas enzimas durante el ayuno 

fisiológico de los crustáceos.  
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Marco Teórico 

Penaeus vannamei como modelo de estudio 

Los organismos modelo son especies que se estudian extensivamente para entender a 

detalle fenómenos fisiológicos particulares, con la expectativa de que los descubrimientos 

hechos en el organismo modelo podrán extrapolarse a otros organismos. En los crustáceos, 

el género Penaeus (Fig. 1) se encuentra representado por cerca de 27 especies en el mundo 

(Palumbi y Benzie, 1991), y en México existen por lo menos 4 especies de peneidos cuya 

importancia económica, derivada de su pesca, justifica la necesidad del conocimiento de su 

biología, ecología, fisiología, etc. Algunos de los estudios en los que se utilizan crustáceos 

como organismos modelo,  abordan temas de enzimología (Gamboa-Delgado et al., 2003), 

metabolismo (Rosas et al., 2002) e inmunología (Pascual et al., 2006), entre otros, 

observando el efecto que tienen algunos estímulos exógenos como exposición a agentes 

contaminantes (Lavarias et al., 2007), o endógenos como el ayuno (Muhlia-Almazán y 

García-Carreño, 2002), sobre variables de respuesta como actividad de enzimas (Muhlia-

Almazán y García-Carreño, 2002), y cantidad de transcritos (Sánchez-Paz et al., 2003). En 

este tipo de estudios se puede comprobar que el camarón es un modelo de estudio con 

ventajas para obtener conocimiento que se puede extrapolar a otras especies. 
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Figura 1. Anatomía del camarón blanco Penaeus vannamei. 
                    Ur: urópodos, TD: tubo digestivo, Pl: pleópodos, GD: glándula digestiva. 

 

El sistema digestivo de los crustáceos 

La glándula digestiva o hepatopáncreas es un órgano homólogo al hígado y páncreas de los 

vertebrados, pues es el  responsable de la secreción de las enzimas digestivas que se vierten 

a la región pilórica de la cámara gástrica e intestino, para llevar a cabo la hidrólisis de los 

componentes del alimento (Dall et al., 1990). Entre las enzimas reportadas en peneidos se 

encuentran carbohidrasas, proteasas, lipasas y esterasas (Dall et al., 1990; López-López et 

al., 2003). 

El proceso de digestión comienza con la trituración del alimento en la región cardiaca o 

anterior de la cámara gástrica, en donde se mezcla con el jugo gástrico formando el quimo 

(digestión primaria) (Fig. 2). Posteriormente, el alimento entra al lúmen de la glándula 

digestiva en donde se lleva a cabo la descarga inicial de las enzimas por exocitosis 

(mecanismo holocrino), llegando a una máxima secreción enzimática por parte de las 

células F de la glándula digestiva (mecanismo merocrino). La región pilórica de la cámara 

gástrica se llena de jugo gástrico y las enzimas vertidas llevan a cabo la hidrólisis del 
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alimento, los productos de dicha hidrólisis son llevados hacia los túbulos de la glándula en 

donde se lleva a cabo una digestión intraluminal y es en las células R, en donde se realiza la 

re-absorción de nutrientes a partir del lumen, finalmente en las células B se efectúa una 

digestión intracelular de los nutrientes (Brusca y Brusca, 2005). 

 

Figura 2.  Estructura general y citología de la glándula digestiva de decápodos. 
Tomado de: Loizzi y Peterson, 1971. 
 
El material que es demasiado grande para  atravesar  la glándula filtradora y que ingresa en 

la glándula digestiva, es transportado desde la región dorsal de la cámara pilórica hasta el 

intestino, donde el epitelio digestivo del extremo anterior del intestino secreta un tubo 

membranoso, la membrana peritrófica, que envuelve el material que ha de ser eliminado del 

proctodeo en forma de heces fecales (Brusca y Brusca, 2005).  

En los crustáceos, la hidrólisis de los lípidos es realizada por las lipasas, estas enzimas son 

secretadas por las células B de la glándula digestiva (Ceccaldi, 1989) al lumen donde se 

mueven a la cámara gástrica para iniciar la digestión de los lípidos. Dado el carácter 

hidrofóbico de los TAGs, se requieren emulsificantes como las sales biliares de los 
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vertebrados, sin embargo en los crustáceos no existen sales biliares pero sí compuestos con 

propiedades tensoactivas comparables (Dall y Moriarty, 1983). Estos últimos suelen estar 

formados por 22 átomos de carbono y un dipéptido que contiene principalmente taurina. 

Además, las lipasas pancreáticas de vertebrados requieren de una colipasa, un cofactor 

proteico (Lowe, 1997), sin embargo en crustáceos como el langostino Pacifastacus 

leniusculus y el cangrejo Carcinus mediterraneus no se ha identificado su presencia (Lowe, 

1997; Cherif et al., 2007). 

En los vertebrados, los ácidos grasos liberados por la hidrólisis de TAGs catalizada por las 

lipasas digestivas son transportados mediante lipoproteínas a diferentes órganos para la 

producción de energía vía la β-oxidación (Nelson y Cox, 2000). Los ácidos grasos que no 

son utilizados para la producción de energía son re-sintetizados a TAGs y almacenados 

como cuerpo graso en células especializadas, en los vertebrados estos cuerpos grasos están 

protegidos por proteínas denominadas perilipinas, que impiden que las lipasas 

intracelulares lleven a cabo la hidrólisis del cuerpo graso (Brasaemle, 2007).  

Las lipasas intracelulares son activadas por un estímulo hormonal (glucagón, epinefrina o 

β-corticotropina), estas hormonas se unen a receptores en la superficie de las células que 

están acoplados a la activación de la proteína cinasa A (PKA), que a su vez fosforila y 

activa a la lipasa sensible a la hormona (HSL). Esta lipasa hidroliza los ácidos grasos de los 

carbonos 1 y 3 de los TAGs, produciendo tres moles de ácidos grasos libres y un mol de 

glicerol por mol de TAG. Los ácidos grasos producidos se difunden desde las células de 

reserva, se combinan con la albúmina de sangre y entonces se transportan a otros tejidos, en 

donde se difunden pasivamente al interior de las células (Birnbaum, 2003; Yeaman, 2004).  
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En los crustáceos no se han descrito lipasas intracelulares y menos aún la presencia de 

perilipinas o proteínas análogas que protejan el cuerpo graso. Por lo anterior, estas enzimas 

juegan un papel clave en la digestión de lípidos en los organismos que presentan ayuno 

fisiológico como los crustáceos o una indisponibilidad de alimento por el ambiente en 

donde se desarrollan. 

 

Lipasas 

Las lipasas (E.C. 3.1.1.3) o triacilglicerol lipasas, son hidrolasas que en ambientes acuosos 

actúan sobre los enlaces carboxilésteres presentes en TAGs para liberar ácidos grasos, 

DAGs, MAGs y glicerol (Beisson et al., 2000; Jaeger y Eggert, 2002).  

Las lipasas de todos los organismos se pueden dividir en seis familias: neutral (PF00151), 

ácidas (PF04083), lipasa2 (PF01674), lipasa3 (PF01764), GDSL (PF00657) y lipasas 

estimuladas por hormonas (PF06350), esta clasificación está basada en la secuencia de 

amino ácidos de las proteínas, además las seis familias de enzimas forman parte del clan de 

las α/β−hidrolasas (CL0028). Dentro de las familias de lipasas, se ha propuesto que las 

lipasas neutras se restringen a organismos cordados y artrópodos (Zinke et al., 2002).  

Todas las familias de lipasas presentan el mismo mecanismo de reacción basado en la triada 

catalítica Ser-His-Asp/Glu, donde el residuo Ser se encuentra embebido en la secuencia 

consenso Gly-X-Ser-X-Gly, además presentan una activación interfacial en presencia de 

sustratos insolubles y un loop o lid que protege el sitio activo (De Caro, 1981). Dentro de 

las enzimas sensibles a hormonas, se encuentra también las lipasas adiposas de 

triacilglicéridos (ATGL), que a diferencia de los otras familias de lipasas, las ATGL 
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presentan un dominio distintivo patatin (PF01734) (Zimmerman et al., 2004) cuya función 

es la de movilización de lípidos del cuerpo graso. Además, algunas de las lipasas que 

conforman las familias antes mencionadas presentan actividad de fosfolipasa, aún cuando 

las fosfolipasas (E.C. 3.1.1.4) presentan un mecanismo de reacción que difiere al de las 

lipasas (Yuan y Tsai, 1999). 

La información disponible de la bioquímica de las lipasas de las familias de lipasas antes 

descritas es principalmente obtenida de vertebrados. Los estudios estructurales de lipasas 

cristalizadas en presencia y ausencia de inhibidores de estas enzimas son limitados en 

invertebrados, sin embargo indican que las seis familias comparten el mismo plegamiento 

de α/β−hidrolasa (Fig. 3), el cual consiste en 8 placas β con la segunda placa antiparalela 

que se encuentra en la parte central de la molécula (Schrag y Cygler, 1997). Las lipasas de 

invertebrados muestran inserciones de loops y dominios, lo que genera enzimas de 25 a 100 

kDa (Holmquist, 2000), mientras que las lipasas de vertebrados oscilan entre 43 y 300 kDa 

(Pahoja y Sethar, 2002). 
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Figura 3. Estructura tridimensional de las lipasas. 
a) Representación esquemática de la estructura canónica de una α/β−hidrolasa.  
Las placas β se muestran en color azul y las α–hélices se muestran en color rojo 
(Bornscheuer, 2002), b) lipasa pancreática humana y c) lipasa sensible a hormona. 
 
 
La familia de lipasas GDSL puede hidrolizar TAGs, DAGs, MAGs y fosfolípidos, incluso 

tiol ésteres (Akoh et al., 2004). Los miembros de las familias de lipasas2 y lipasas3 pueden 

hidrolizar TAGs o carboxilésteres con longitud variable en la cadena de acilo (Holmquist, 

2000). Las lipasas sensibles a hormonas y las lipasas ácidas hidrolizan TAGs y colesterol 

ésteres (Holm et al., 1988), sin embargo las condiciones de reacción son diferentes para 

cada enzima. Por otro lado, las lipasas neutras se denominan así, por su capacidad de 

hidrolizar lípidos neutros como TAGs, DAGs y MAGs, pero algunos miembros de esta 

familia también pueden hidrolizar la posición sn-1 de los fosfolípidos y galactolípidos 

(Derewenda, 1994; Carriere et al., 1998). 
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Lipasas digestivas   

Las lipasas digestivas son las enzimas responsables de la hidrólisis de TAGs del alimento, 

la lipasa pancreática de los mamíferos, una glicoproteína, fue la primera enzima lipolítica 

de la cual se obtuvo su estructura tridimensional (Winkler et al., 1990), revelando su 

configuración la cual está formada por un largo dominio N-terminal (336 aa) y un dominio 

pequeño C-terminal (residuos 337-449).  

El dominio N-terminal pertenece al plegamiento de las α/β−hidrolasas y en él están 

contenidos los aminoácidos que conforman la triada catalítica del sitio activo (Ser, Asp e 

His). La estructura de la placa β/Ser/α−hélice incluye la secuencia consenso Gly-X-Ser-X-

Gly (Jaeger et al., 1994). La triada catalítica  de esta enzima esta protegida por la lid, que 

consiste en una o dos α−hélices cortas unidas a una placa beta de la lipasa por elementos 

estructurales móviles y que restringen el acceso al sitio activo (Pleiss, 1998; Nardini y 

Dijkstra, 1999; Beisson et al., 2000). Adicionalmente, el sitio activo consta de tres 

hendiduras o bolsillos que acomodan las cadenas acilos de los TAGs (denominados sn-1, 

sn-2 y sn-3), la hidrofobicidad y el tamaño de éstos determinan la especificidad por el 

sustrato (Pleiss, 1998; Jaeger, 1999). 

 El dominio C-terminal representa un sitio de unión para la colipasa, la cual es un cofactor 

proteico de la lipasa, este cofactor se sintetiza como pro-colipasa y su activación es 

producida por una tripsina que hidroliza un pentapéptido formado por Ala-Pro-Gly-Pro-Arg 

que se localiza en el extremo N-terminal de la pro-colipasa (Bowyer et al., 1991), 

posteriormente la colipasa se une en el dominio C-terminal de la lipasa en presencia de las 

sales biliares formando el complejo lipasa-colipasa. 
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El mecanismo de catálisis es esencialmente el mismo para las lipasas digestivas e 

intracelulares (Fig. 4). En un primer paso, el sustrato interactúa con el residuo nucleofílico 

(Ser) del sitio activo formándose un intermediario tetraédrico que es estabilizado por los 

residuos de la cavidad oxianiónica, la histidina y el ácido aspártico del sitio activo. La 

transferencia de un protón de la histidina produce la liberación de alcohol y la formación de 

un intermediario covalente. Posteriormente, el ataque nucleofílico (agua en reacción de 

hidrólisis, alcohol o éster en reacción de trans-esterificación) forma nuevamente un 

intermediario tetraédrico. Finalmente, la transferencia de un protón de His lleva a la 

formación de los productos, un ácido y un éster carboxílico) y a la regeneración de la 

enzima (Jaeger, 1999; Bornscheuer, 2002). 
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Figura 4. Mecanismo de catálisis de las lipasas. 
En el esquema se indican los pasos involucrados en la catálisis enzimática de las lipasas: 
unión del sustrato (1), formación del intermediario tetraédrico (2), formación de 
intermediario covalente (3), formación de intermediario tetraédrico y liberación del 
producto final y regeneración del catalizador (4). Tomado de: Barriga, 2006. 
 
 

Una característica notable de las lipasas es el fenómeno de activación interfacial que 

presentan estas enzimas, el cual consiste en el incremento de la actividad cuando la enzima 

actúa en la interfase agua-lípido de sustratos emulsificados o en micelas, este fenómeno 

depende de la estabilidad de la interfase de los sustratos empleados, a esta estabilidad se le 
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denomina concentración micelar crítica (CMC), a valores superiores a la CMC se observa 

un aumento de la actividad enzimática (Brozozowski et al., 1991; Derewenda, 1994; Jaeger, 

1999). Este comportamiento se ha utilizado para diferenciar las lipasas de otras enzimas 

lipolíticas (Verger, 1997). 

 

Lipasas intracelulares 

Las lipasas intracelulares de vertebrados e invertebrados son las responsables de la 

hidrólisis de TAGs almacenados como cuerpo graso, durante los periodos de carencia de 

nutrientes y/o estrés. La lipasa intracelular o bien lipasa sensible a hormona (HSL), es una 

hidrolasa del la clase serina y presenta plegamiento α/β−hidrolasa. Cuatro isoformas de 

esta enzima han sido caracterizadas en vertebrados, con pesos moleculares de 80, 84, 88 y 

120 kDa, todas  son diméricas, sin embargo la de menor peso, (80 kDa) no es funcional, ya 

que carece del residuo serina del sitio activo. 

Los estudios de la estructura primaria de las HSL y modelado molecular proponen una 

estructura multi-dominio. La porción N-terminal comprende un dominio de 

aproximadamente 300  aminoácidos, los cuales participan directamente en la regulación de 

la HSL por las vías de interacciones proteína-proteína y proteína-lípido (Yeaman, 2004). El 

extremo C-terminal de la proteína comprende dos regiones distintas, una que contiene la 

triada catalítica y otra que constituye una asa regulatoria que contiene múltiples sitios de 

fosforilación (Fig. 5).  
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Figura 5. Estructura del gen y la proteína de HSL. 
(A) Organización de exones/intrones del gen HSL. Exones T y A codifican 300 y 43 
aminoácidos respectivamente, localizados en el extremo N-terminal. (B) Representación 
linear de la secuencia de aminoácidos de HSL, dividida en tres regiones funcionales. (C) 
Dominio propuesto en la estructura de HSL, con dos principales dominios: un dominio N-
terminal y un C-terminal, en el cual se encuentra la triada catalítica y la región reguladora 
que contiene múltiples sitios de fosforilación. Tomado de: Yeaman y cols., 2004. 
 
 

Existen proteínas que tienen una participación importante en el proceso de lipólisis, las 

perilipinas, proteínas que pertenecen a la familia de fosfoproteínas (PF03036), son 

específicas del cuerpo graso y recubren la superficie de las gotas de lípidos actuando como 

guardianes y controlando los procesos de almacenamiento y liberación de TAGs 

almacenados (Fig. 6).  

En los vertebrados algunos de los inductores de la lipólisis son las catecolaminas 

(hormonas producidas por las glándulas suprarrenales) y los péptidos natriauréticos (NP), 

estas moléculas inducen la fosforilación de las perilipinas dependiente de cinasas, en seis 

residuos de serina, lo que produce cambios conformacionales en las perilipinas que hacen 

que estas proteínas se desplacen de los depósitos de grasa hacia el citosol, facilitando el 

desplazamiento de la HSL al cuerpo graso (Londos et al., 1999), permitiendo que se lleve a 

cabo la hidrólisis de TAGs.  



 15 
 

 

Figura 6. Activación de la HSL vía hormonal.  
Bajo condiciones basales, las perilipinas (Per) se localizan en la superficie del cuerpo graso, 
y HSL se localiza en citoplasma. Cuando la lipólisis es estimulada, las Per y HSL son 
fosforiladas y las Per son desplazadas permitiendo el acceso de HSL. Tomado de: Yeaman y 
cols., 2004. 
 

El proceso de lipólisis en los invertebrados es poco conocido y menos aún se sabe en los 

crustáceos. Hasta ahora se ha propuesto un modelo muy similar al descrito para vertebrados 

(Fig. 7). El modelo describe como la hormona adipoquinética (AKH) estimula la 

producción de DAG mediante la hidrólisis de TAGs por lipasas intracelulares. La AKH 

incrementa las concentraciones de AMPc y Ca2+. El AMPc con o sin Ca2+, activa la 

proteína cinasa A (PKA), la cual fosforila la lipasa, causando una traslocación en la 

superficie del cuerpo graso, permitiendo la interacción de la lipasa con el cuerpo graso y así 

la catálisis, liberando ácidos grasos y glicerol (Arrese et al., 2001).  
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Figura 7. Modelo de la lipólisis en los insectos. 
Tomado de: Arrese y cols., 2001. 

 

A diferencia de las lipasas digestivas, HSL puede ser encontrada en diferentes tejidos tales 

como cuerpo graso (Rajesh Patel, 2004), glándula digestiva (Grönke et al., 2005), 

hemolinfa (Arreguín-Espinosa et al., 2000) e intestino (Nayak et al., 2004). Estudios sobre 

el ARNm y la proteína de HSL indican una  regulación positiva durante el ayuno tanto en 

vertebrados como invertebrados (Grönke et al., 2005; Kraemer y Wen-Jun, 2006). Estos 

estudios indican que HSL es la responsable de la hidrólisis de TAGs para que los ácidos 

grasos liberados sean movilizados a sitios donde se requiera energía, como el músculo de 

vuelo de algunos insectos como la mosca Drosophila melanogaster (Smith et al., 1994). 

Además de su papel fisiológico en los organismos, las lipasas son de interés para la 

industria del aceite y farmacéutica porque son utilizadas para producir muestras racémicas 

de anti-inflamatorios tales como el naproxeno (Hasan et al., 2006). 
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Antecedentes 

En los crustáceos, la actividad de la lipasa se ha reportado en la langosta Hommarus 

americanus (Berner y Hammond, 1970) y en peneidos como el camarón tigre Penaeus 

monodon (Deering et al., 1996), pero no fue hasta el 2007 cuando la lipasa digestiva del 

cangrejo Carcinus mediterraneus (Cherif et al., 2007) fue aislado y caracterizado. Otras 

lipasas de invertebrados, principalmente de insectos han sido aisladas y caracterizadas 

(Tabla I), las lipasas de invertebrados tienen un peso molecular entre 32 y 72 kDa, algunas 

han sido descritas como enzimas ácidas y neutras (Pistillo et al., 1998; Zinke et al., 2002), y  

son tejido-específicas; también se ha demostrado que no requieren de un cofactor proteico 

para llevar a cabo la catálisis (Zouari et al., 2005; Cherif et al., 2007; Kyoung et al., 2008) y 

además carecen de sales biliares para llevar a cabo la emulsión de las grasas (Zouari et al., 

2005; Cherif et al., 2007), en Peneidos, la función emulsificante es atribuida a las 

aciltaurinas (Dall et al., 1990). Por todo lo anterior, es posible que las lipasas de los 

crustáceos puedan presentar características estructurales que las distingan de las de los 

vertebrados. 

Por otro lado, las lipasas intracelulares de invertebrados, que presentan características 

típicas de una lipasa, incluyendo la triada catalítica, el dominio PLAT y los residuos de 

cisteína que delimitan a la lid (Horne et al., 2009), estas enzimas sólo han sido reportadas 

en mamíferos e insectos (Rajesh Patel, 2005; Arrese et al., 2006). 
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Tabla I. Características generales de varias lipasas. 

Especies  
 Peso 

molecular  
(kDa) 

Tej ido 
pH 

ópt imo 
Temperatura  

ópt ima 
Inhibidores  Referencia  

Insecta  
Helicoverpa armigera 

31 Glándula diges t iva ─ ─ - (Yi-P eng e t  a l . ,  2008)  

Lymantr ia  d ispar   ─ Glándula diges t iva 8 .2  ─ PMSF, Fe 2 + ,  
Ag2 + ,Pb 2 +  

(Mrdakovic  e t  a l . ,  2008)  

Rodnius  prol ixus ─ Lumen 7.0-7 .5  ─ PMSF (Gr i l lo  e t  a l . ,  2007)  
Scorpio  maurus  50 Glándula diges t iva 9 .0  ─ THL (Zou ar i  e t  a l . ,  2005)  
Cephaloleia  pres ignis  31 Hemol infa  6 .9  20 –  40 ºC Ag+ 2 ,  Fe+ 2 ,  Cu+ 2 ,  

Zn + 2 ,  DFP 
(Arreguín-E sp inosa  et  

a l . ,  2000)  

Drosophi la  

melanogaster  

50.66 Glándula diges t iva 7 .0  ─ DFP (S mith  e t  a l . ,  1994)  

Bombyx  mori  28.97 Tubo diges t ivo  ─ ─ ─ (Ponnu vel  e t  a l . ,  2003)  
Manduca sexta  

 
Crustacea 

76 Cuerpo graso  7 .9  ─ DFP,  ATP, ADP,  
Mg+ 2  and NaF 

(Arrese  y  Wel l s ,  1994)  

Eubamia vermiculata  60 Glándula diges t iva 8 .0  ─ ─  
Carcinus  

medi terraneus  

65 Glándula diges t iva 8 .0  60 ºC ─ (Ch er i f  e t  al . ,  2007)  

       
Euphasia  superba 40 Todo el  organismo 6 .6  40 ºC ─ (Barr iga  G onzalez ,  

2006)  
Euphasia  superba 37 Todo el  organismo 8 .0  37 ºC ─ (Barr iga  G onzalez ,  

2006)  
Hommarus  americanus  43 Jugo gás t r ico  7 .0  ─ ─ (Br ockerh of f  et  a l . ,  

1970)  
Molusca       
Todarodes paci f icus  27 Glándula diges t iva 8 .0  35 –  40 ºC Cu2 + ,  Hg2 + ,  Pb2 + ,  

Co 2 +  and Cd 2 +  
(Park  e t  al . ,  2008)  

Ommastrephes  

bar tramii  

33 Glándula diges t iva 7 .0  30 –  40 ºC ─ (Sukarn o  e t  a l . ,  1996)  

PMSF fenil metil sulfonil fluoruro, THL tetrahidrolipstatin, DFP diisopropilfluorofosfato, ATP trifosfato de adenosina, ADP difosfato de adenosina. 



 19 
 

Las lipasas actúan sobre una amplia variedad de sustratos. Las lipasas de crustáceos como 

los peneidos, Penaeus schmitti, Penaeus vannamei, Farfantepenaeus californiensis, y 

Farfantepenaeus notialis presentan una tendencia a hidrolizar TAGs con cadena de acilo 

larga, tales como trioleina, tripalmitina y triestearina (Del Monte et al., 2002; Forrellat 

Barrios et al., 2004). En mamíferos, las sales biliares además de permitir la emulsión de los 

TAGs, son inhibidores de las lipasas, esta inhibición está asociada con cambios 

conformacionales en la enzima durante la catálisis (Borgstrom y Erlanson-Albertsson, 

1973). Actualmente se han desarrollado inhibidores sintéticos que han permitido 

discriminar entre esterasas y lipasas: tetrahidrolipstatin THL y diisopropil fluorofosfato 

(DFP). Estos inhibidores han sido empleados para caracterizar lipasas digestivas del 

escorpión Scorpio maurus (Zouari et al., 2005) y el cangrejo Carcinus mediterraneus 

(Cherif et al., 2007) como lipasas del tipo serino. 

Existen varios trabajos en los que se estudia el ayuno en el camarón blanco P. vannamei, 

dado que durante la muda, los crustáceos presentan periodos de ayuno, en los cuales son 

incapaces de alimentarse, por lo que usan sus reservas de energía (proteínas, carbohidratos 

y lípidos) para satisfacer las demandas energéticas.  

Los primeros estudios sobre el tema en esta especie incluyen la caracterización de 

metabolitos producidos durante el ayuno, proteínas, carbohidratos y lípidos en la glándula 

digestiva y hemolinfa (Sánchez-Paz et al., 2007); la cuantificación de estos metabolitos fue 

realizada en diferentes periodos de ayuno, siendo 24 días el periodo más largo evaluado 

(Stuck et al., 1996; Pascual et al., 2006). Todos los estudios realizados demostraron un 

decremento en la concentración de lípidos totales durante el ayuno en la glándula digestiva 

de P. vannamei. Por otro lado, los estudios en la cuantificación de los transcritos de las 
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lipasas y sus enzimas codificantes es limitado en peneidos; en un trabajo reciente en el 

camarón blanco se ha encontrado un aumento de la actividad de lipasa durante el ayuno, 

presentando mayor actividad a las 120 h de ayuno (Rivera-Pérez et al., 2010), sugiriendo 

que los lípidos son la primera fuente de energía de estos organismos. Por lo anterior, la 

identificación, aislamiento y caracterización de estas enzimas en P. vannamei permitiría 

ampliar el conocimiento acerca de las funciones específicas de estas enzimas sintetizadas 

por el organismo y podría ofrecer evidencias sobre su fisiologúa bajo condiciones de estrés 

alimentario. 

Hasta ahora no se han reportado secuencias completas de proteínas, ARNm o genes en 

bases de datos como GenBank o EMBL-EBI, correspondientes a lipasas de peneidos. 

Únicamente dos secuencias completas de nucleótidos han sido reportadas para crustáceos, 

las de los copépodos Caligus rogercresseyi (No. de acceso GenBank BT076773.1), y 

Caligus clemensi (No. de acceso GenBank BT080429.1) y cuatro marcadores de secuencia 

expresada ó EST (acrónimo del inglés “Expressed Sequence Tags”) del camarón blanco P. 

vannamei (No. de acceso GenBank DQ858927.1), del camarón tigre P. monodon (No. de 

acceso GenBank GO081405.1), de la langosta Hommarus americanus (No. de acceso 

GenBank FF277852.1) y del copépodo Calanus finmarchicus (No. de acceso GenBank 

EL965789.1), mientras que para los insectos se pueden encontrar para muchas especies 

(Zinke et al., 2002) (Tabla II). Los pocos reportes sobre la cuantificación de la actividad 

enzimática de lipasas ha sido durante la ontogenia de diferentes crustáceos (Lovett y Felder, 

1990; Fang y Lee, 1992; González-Baró et al., 2000; Johnston et al., 2004; Perera et al., 

2008; Ying et al., 2009), y ninguno de los trabajos ha realizado una distinción entre las 

lipasas digestivas e intracelulares de crustáceos o sobre la distinción entre lipasas y 
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estearasas.  Por extrapolación con insectos se hipotetiza que los crustáceos deben sintetizar 

más de una lipasa para poder llevar a cabo la hidrólisis de los TAGs del alimento y aquellos 

almacenados como cuerpo graso, además el mecanismo de lipólisis deberá ser similar. 

Dado que la estructura primaria de las lipasas es poco conservada entre organismos, ha sido 

difícil amplificar secuencias de nucleótidos que codifiquen para estas enzimas, lo anterior 

se ve reflejado en el número de secuencias reportadas para crustáceos en las bases de datos. 

Pistillo et al. (1998) reportaron tres genes de lipasas (lip1, lip2 y lip3) en artrópodos, 

utilizando la mosca Drosophila melanogaster como modelo de estudio (No. de acceso en 

GenBank: NM_078816, NM_13574.2, NM_07983.3). Desde entonces se han publicado 

diversos trabajos sobre lipasas y sus secuencias de ADNc  en insectos como el gusano de 

seda Bombyx mori (Ponnuvel et al., 2003), el gusano del tabaco Manduca sexta (Rajesh 

Patel, 2004) y la mosca de Hess Mayetiola destructor (Shukle et al., 2009), entre otros. 
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Tabla II. Genes de lipasas en invertebrados y características de las proteínas traducidas.  
No. de acceso  

GenBank 
Especie 

Número de 
genes/ADNc 

Péptido 
señal  (aa)  

Si t io  act ivo  
Proteína 

Madura (aa)  
Referencias  

Ara chnida        
XM_002413665 .1 
 

Ixodes  scapu lari s  Dos  ADNc ─ ─ 319  ─  

Cru stacea        

BT076773 .1  
 

Caligus  rogercresseyi  Un ADNc ─ ─ 416  ─  

Insec ta        

AB076385 .1  
AY945209.1  

 
 

Bombyx  mori  Dos  ADNc 25  Ser 1 4 7 ,  As p 1 7 1 ,H is 2 3 2  269  ( P o n n u ve l  e t  a l . ,  2 0 0 3 )  

XP_001652442   Aedes  aegypt i  Tr es  ADN c 10  Ser 1 9 6 ,  As p 2 2 1 ,H is 2 8 9  347  ( N e n e  e t  a l . ,  2 0 0 7 )  

ABK29468   Heli coverpa  a rmigera  Un ADNc 18  -  292  ( Y i -P e n g  e t  a l . ,  2 0 0 8 )  

EU660853  
EU660854  
EU660855  

 
 
 

Mamest ra  con f igura ta  Tr es  ADN c 16-18  Ser 1 8 3 ,  As p 2 6 5 ,H is 3 1 9  296,  331 ,335  ( T o p r a k  e t  a l . ,  2 0 0 8 )  

AY179968 Phlebo tomus  papatas i  ADNc 20-21  Ser 1 8 4 ,  As p 2 1 2 ,H is 2 7 0  342  ( R o s e t t o  e t  a l . ,  2 0 0 3 )  

NM_078816  
NM_13574 .2  
NM_07983 .3  

Drosoph i la  

melanogaster  

60  gen es ,  t r es  
ADNc 

20  ─ 273,  434 ,439  ( R u b i n  e t  a l . ,  2 0 0 0 )  

EV805158  
EV806704  

Epiphyas  postv i t tana  Dos  ADNc ─ ─ ─ ( S i m p s o n  e t  a l . ,  2 0 0 7 )  

EU877196  Mayet iola  des t ructo r  
Un ADNc,  un 

gen  
18  C ys 1 3 4 , As p 1 8 8 ,  H is 2 5 2  326  ( Sh u k l e  e t  a l . ,  2 0 0 9 )  

EU433400  Pat iopecten  des t ructo r  Un ADNc -  -  353  ( K y o u n g  e t  a l . ,  2 0 0 8 )  

FJ807781.1  Manduca  sex ta  Un ADNc -  -  649  -  

XM_001845751  
XM_001845758  
XM_001846738  

Culex  qu inquefascia tus  Tr es  ADN c -  -  340 ,339 ,377  -  

AY684998 Solenopsis  in vi c ta  Un ADNc 26  -  346  ( An a n d ,  2 0 0 4 )  

XM_001358037 .2 
 

Drosoph i la  p seudoscura  Un ADNc ─ ─ 378  ─  

Nematod e       

NM_0707832  
NM_070832 .2  

Caenorhabdi t i s  el egans  Dos  ADNc ─ ─ 403 ,  404  ─  
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Dado que las lipasas digestivas e intracelulares catalizan la misma reacción, la distinción 

entre las lipasas ha permitido identificar su participación en el proceso de lipólisis en los 

organismos. La presencia de los transcritos en diferentes tejidos ha ayudado a elucidar la 

función de cada lipasa, es decir, la presencia exclusiva de un transcrito de lipasa en la 

glándula digestiva indica un posible rol en la función de digestión de lípidos. El ARNm de 

lip3 de la mosca D. melanogaster se ha localizado únicamente en el cuerpo graso del 

organismo, por lo que se establece que la enzima codificada por este transcrito tiene la 

función de lipasa intracelular (Pistillo et al., 1998), tal como la lipasa del gusano de seda B. 

mori (lipasa brummer) (Grönke et al., 2005) y el gusano del algodón Helicoverpa armigera 

(Yi-Peng et al., 2008) las cuales han mostrado poseer lipasas tejido-específicas del cuerpo 

graso. Mientras que las lipasas de los gusanos M. configurata y B. mori (Bmlipase-1) se 

han expresado exclusivamente en la glándula digestiva, por lo que se establece que esta 

enzima esta involucrada en la digestión de lípidos del alimento (Ponnuvel et al., 2003; 

Toprak et al., 2008). En el GenBank esta reportado un EST  similar a lipasa en el camarón 

blanco (No. de acceso DQ858927.1), el cual fue amplificado de la glándula digestiva, pero 

no se ha hecho ningún estudio para comprobar su identidad o su participación en la lipólisis 

en el camarón blanco P. vannamei. 

Los organismos poseen un mecanismo para controlar la actividad  de las enzimas, estudios 

recientes indican que la actividad de las lipasas de invertebrados está regulada espacial y 

temporalmente. Los mecanismos de regulación ocurren durante la transcripción, 

postranscripción y/o postraducción (Santos et al., 1997; Zinke et al., 2002; Rajesh Patel, 

2005). FOXO1 (acrónimo en inglés “Forkhead box O1”), es un factor de transcripción que 

regula positivamente las lipasas homóloga a la lipasa ácida de humanos, esta lipasa a su vez 
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es regulada por la ingesta de lípidos del alimento y por un estímulo hormonal (Hiruma y 

Riddiford, 2001; Kunte et al., 2006; Vihervaara y Puig, 2008). Estas evidencias muestran 

que la regulación de la actividad de las lipasas es un proceso complejo tanto en vertebrados 

como en invertebrados.  

Otro tipo de inductores de la transcripción de  las lipasas estudiados en invertebrados son el 

ciclo de muda y la ontogenia, procesos que están controlados por dos hormonas, la ecdisona 

y la hormona juvenil (Hiruma y Riddiford, 2001). Se ha reportado que estas hormonas 

regulan diferencialmente las lipasas en la ontogenia de varios invertebrados (Ziegler, 1991; 

Toprak et al., 2008; Yi-Peng et al., 2008). Entre ellas, el metopreno y la ecdisona 

hidroxilada (20-hidroxiecdisona) también han promovido cambios en la expresión  de las 

lipasas del gusano cogollero H. armigera (Yi-Peng et al., 2008).  

Por otro lado, el ayuno es otro  estímulo que puede inducir cambios en la concentración de 

los transcritos de las principales enzimas digestivas (Sánchez-Paz et al., 2003). En el 2002, 

Zinke y colaboradores identificaron genes regulados por el ayuno y por la ingesta exclusiva 

de sacarosa en la mosca Drosophila mediante microarreglos. Cuando los organismos fueron 

alimentados con sacarosa, hubo una regulación negativa de los genes que codifican a las 

lipasas (No. de acceso GenBank CG8093, CG6283 y CG6287), de manera importante los 

tres genes  disminuyeron su expresión en diferentes porcentajes (Fig. 8). Esta respuesta se 

atribuyó a que los carbohidratos fueron convertidos a ácidos grasos, reprimiendo el 

metabolismo de hidrólisis de los TAGs. Caso contrario, durante el ayuno hubo una 

regulación positiva del gen de una lipasa lisosomal (No. de acceso GenBank CG8093), 

sugiriendo la movilización de los lípidos por parte de esta enzima intracelular. 
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Figura 8. Efecto del ayuno y alimentación con sacarosa en Drosophila. 
Lista de genes regulados durante alimentación con sacarosa y durante el ayuno.  no: 
control, st: ayunados, su: alimentados con sacarosa. Triacilglicerol-lipasas: lip3, CG6113, 
CG6283, CG8093, CG6271 y CG6277. Gen constitutivo: actina (act). Tomado de: Zinke y 
cols., 2002. 
 

De acuerdo a la Fig. 8, es evidente que la expresión de los genes que codifican a las lipasas 

pancreáticas cambian relativamente poco con respecto a las intracelulares bajo condiciones 

de ayuno. Esta respuesta también se observó en la lipasa intracelular del gusano de seda B. 

mori (lipasa brummer) por aumento en la concentración de transcritos después de 24 h de 

ayuno, caso contrario, cuando los organismos fueron re-alimentados la cantidad de 

transcritos disminuyó. Es claro que las proteínas  de las lipasas intracelulares juegan un 

papel clave en la movilización de reservas energéticas en procesos que requieren alta 

energía como el estrés alimentario (Fig. 9a) y la ontogenia de los organismos (Fig. 9b). 
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Figura 9. Expresión cuantitativa del gen de lipasa (bmm) por Northern blot.  
(a) Durante el ayuno, (b) En la ontogenia.  f: alimentado, s: ayunado, r: re-alimentado. 
RpL9: gen constitutivo. Tomado de: Gronke y cols., 2005. 
 
 

Debido a que no hay estudios en donde se evalúen los genes de lipasas digestivas e 

intracelulares bajo un mismo estímulo, no existen datos concluyentes que ayuden a elucidar 

el papel coordinado de estas enzimas durante el ayuno en los crustáceos. En el camarón 

blanco, P. vannamei, los estudios de lipasas ante el ayuno fisiológico como estímulo son 

escasos, además, no se ha encontrado ninguna estructura primaria completa para lipasa 

digestiva e intracelular relacionada con la hidrólisis de TAGs. Finalmente, no existe ningún 

reporte de secuencias parciales, ni cuantificación de transcritos para estas lipasas. Por lo 

tanto, un posible acercamiento al entendimiento del proceso de digestión de lípidos en el 

camarón blanco, es la identificación de los ARNm que codifican a las enzimas encargadas 

de la hidrólisis de TAGs del alimento y aquellos almacenados como cuerpo graso.  

Los genes de las lipasas presentan duplicación génica en tandem, esta duplicación propicia 

la formación de genes parálogos,  ortólogos  y pseudogenes (Horne, 2008), que hace que 
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ambas copias acumulen un mayor número de substituciones explorando así nuevas 

combinaciones y con ello nuevas posibles funciones. Pero en la mayoría de los casos, este 

periodo de redundancia funcional finaliza con la inactivación de una de las copias debido a 

la incorporación de codones de paro; esto se ha evidenciado en la mosca D. melanogaster, 

el gusano C. elegans y la levadura S. cerevisiae (Lynch y Conery, 2000).  

En el caso del camarón P. vannamei, no existen trabajos sobre los genes de lipasas, 

digestivas e intracelulares, ni reportes de cuantificación de transcritos de lipasas durante el 

ayuno. Por lo tanto, un posible acercamiento al entendimiento de la función y regulación de 

las lipasas en peneidos, es la identificación y cuantificación de los ARNm que codifican a 

las enzimas encargadas de la hidrólisis de lípidos del alimento y aquellos almacenados 

como TAGs como cuerpo graso.  
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Hipótesis 

1. Si las características bioquímicas y la localización de las lipasas digestiva e intracelular 

de los invertebrados difiere entre las enzimas, entonces la función fisiológica en el 

catabolismo de triacilglicéridos podrá ser establecida para camarón blanco.  

 

2. Si la función fisiológica de la lipasa digestiva es hidrolizar TAGs del alimento  y la de la 

lipasa intracelular es la de hidrolizar TAGs almacenados en tejido graso durante el ayuno, 

entonces la tasa de transcripción del gen de la lipasa digestiva aumentará como 

consecuencia de la ingesta de TAGs y disminuirá durante el ayuno, mientras que la tasa de 

transcripción del gen de lipasa intracelular aumentará como consecuencia del ayuno y 

disminuirá durante la ingesta de TAGs.  
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Objetivo general 

Evaluar las características bioquímicas de la(s) lipasas presentes en la glándula digestiva de 

Penaeus vannamei y la expresión de los gen(es) de esta(s) enzimas, relacionados con la 

digestión de triacilglicéridos en respuesta al estrés alimentario. 

Objetivos específicos 

� Identificar, aislar y caracterizar las lipasas digestivas e intracelulares de camarón 

blanco Penaeus vannamei. 

� Identificar los transcritos de lipasa digestiva e intracelular. 

� Definir la función biológica de cada uno de los transcritos de estudio. 

� Evaluar los cambios en la cantidad de transcritos de lipasa digestiva e intracelular en 

la glándula digestiva de Penaeus  vannamei durante el ayuno. 
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Materiales y métodos 

Identificación y caracterización de las lipasas del camarón blanco 

Obtención de las muestras 

Los organismos del género Penaeus vannamei (23.0 ± 1.0 g), fueron mantenidos en el 

laboratorio húmedo del CIBNOR en tanques de fondo plano a 28 ºC, 30 ppm de salinidad y 

7.4 mg/L de oxígeno. Los organismos fueron alimentados dos veces al día, a las 8:00 y a las 

17:00 con alimento de la Promotora Industrial de Acuasistemas S.A. (PIASA). 

Con el objetivo de aislar las lipasas digestiva e intracelular, los organismos fueron 

decapitados, la glándula digestiva (5 g peso húmedo) y los pleópodos (250 mg peso 

húmedo) extirpados fueron homogenizados individualmente con un homogenizador de 

tejidos, adicionando agua destilada (1:4 p/v), y posteriormente fueron centrifugados por 30 

min a 10,000 g  a 4 °C, el sobrenadante del extracto de las glándulas digestivas, extracto 

crudo, fue liofilizado y almacenado a 4 °C para análisis posteriores, mientras que el 

extracto crudo de pleópodos sólo fue almacenado a  4 °C para análisis. 

La concentración de proteína de los extractos crudos fue determinada por el método de 

Bradford (1976), empleando albúmina sérica bovina como estándar. 

 

Determinación de la actividad de lipasa  

La actividad de lipasa durante el proceso de purificación y su posterior caracterización fue 

evaluada empleando dos métodos, uno de titulación y otro empleando un sustrato 

fluorogénico. El primer ensayo de actividad fue realizado mediante la titulación de los 
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ácidos grasos liberados por la hidrólisis de TAGs, empleando 0.25 ml de trioleina (Sigma, 

T-7140) en 30 ml de Tris-HCl 2.5 mM, NaCl 150 mM, pH 8.0 y goma arábiga al 3% 

(Gargouri et al., 1984). La actividad de lipasa fue calculada empleando la siguiente 

fórmula: 

 

Ecuación [1]              U/mg = (A/ tA – B/tB) x 0.01 x 103 

                                                            E  

 

Donde U/mg son los ácidos grasos libres (µmol/min) por mg de proteína, A y B es el 

volumen de NaOH 0.01 N (µl); tA y tB son el tiempo de reacción (min) del ensayo y del 

blanco, respectivamente. E es la concentración de proteína de la muestra en mg/ml. La 

actividad de la enzima fue expresada en relación a la media de todas las mediciones 

(100%). 

El segundo ensayo fue realizado empleando el sustrato fluorogénico MUF-butirato 

(Methyllumberyl-butyrate, Sigma, 19362). La concentración de sustrato en el ensayo fue de 

100 µM en un volumen total de 300 µl de amortiguador de fosfatos (50 mM, pH 8.0). La 

fluorescencia fue medida a 355 nm (excitación) y 460 nm (emisión) por 10 min en un 

fluorómetro (Kontron SFM 25). Se preparó una curva estándar con 4-methylumbelliferone  

(Sigma, M1381). Una unidad corresponde a una unidad de fluorescencia relativa (UFR) por 

min. La actividad de la enzima fue calculada por mg de proteína y expresada en relación a 

la media de todas las mediciones realizadas (100%). 
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Purificación de la lipasa digestiva  

Cromatografia de exclusión molecular 

La muestra liofilizada de la glándula digestiva (200 mg) fue disuelta en 1 ml de 

amortiguador de fosfatos (Na2HPO4 50 mM, NaCl 150 mM, pH 7.5). Las proteínas del 

extracto obtenido fueron separadas mediante cromatografía de filtración en gel usando un 

sistema de FPLC (Fast Protein Liquid Chromatography, Pharmacia Biotech). Primero, las 

proteínas de bajo peso molecular (menores a 5000 Da) fueron eliminadas mediante la 

aplicación de la muestra en una columna NAPTM-10 Sephadex G25 (Amersham 

Biosciences) y eluídas con 1.5 ml de amortiguador de fosfatos. Posteriormente, las 

proteínas contenidas en el extracto crudo fueron separadas por masa molecular mediante 

filtración en gel, empleando una columna de 124 ml de gel HiLoad Superdex 200 16/60 

(Amersham Biosciences), las proteínas fueron eluidas empleando 175 ml de amortiguador 

de fosfatos. De forma simultánea al proceso de separación de las proteínas, se realizó un 

monitoreo de  la absorbancia a 280 nm y de la conductividad durante la cromatografía. El 

flujo fue 1 ml/min y el volumen final de elusión fue de 125 ml. Se colectaron fracciones de 

5 ml cada una, las cuales fueron concentradas por centrifugación (AMICON® Ultra-15, 

Millipore) a 4,000 g por 15 min a 25 °C para obtener un volumen final de 500 µl.  

 

Cromatografía de intercambio aniónico 

Las fracciones con actividad de lipasa obtenidas de la cromatografía por filtración en gel 

fueron aplicadas a una columna NAPTM-5 Sephadex G25 (Amersham Biosciences), las 

muestras se eluyeron usando amortiguador de fosfatos 50 mM, pH 8.0. Posteriormente, la 
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muestra fue aplicada a una columna Resource Q (Pharmacia, Biotech), la cual fue 

previamente equilibrada con amortiguador de fosfatos. Bajo estas condiciones, la enzima se 

adsorbió en el soporte iónico a la columna, la muestra se eluyó con un gradiente de NaCl 

(0–1 M) en amortiguador de fosfatos. Simultáneamente, la absorbancia a 280 nm y la 

conductividad fueron monitoreadas. El flujo de salida de la columna fue de 1 ml/min y el 

volumen final de elusión fue 35 ml. Fracciones de 500 µl cada una fueron colectadas. 

La actividad de cada una de las fracciones fue evaluada en microplaca mediante la 

hidrólisis de MUF-butirato. Una alícuota de 10 µl de cada fracción fue incubada a 30 °C 

con 250 µl de MUF-butirato a una concentración final de 100 µM. El ensayo se llevó a 

cabo de acuerdo a las especificaciones antes descritas. La proteína aislada con actividad de 

lipasa (PVL) fue almacenada a -80 °C.  

 

Análisis de las proteínas por espectrometría de masas 

La enzima purificada de la glándula digestiva PVL fue identificada por electroforesis, 

donde 3 µg de proteína fueron cargados en un gel de acrilamida al 12%, después de la 

separación de la proteína, la banda proteica fue visualizada por tinción con azul de 

Coomassie, posteriormente la banda proteica fue cortada y almacenada.  El análisis de la 

secuencia fue realizado en el Wistar Institute Proteomic Facility mediante la digestión con 

tripsina y HPLC acoplado a un espectrómetro de masas (Gel/LC-MS/MS). 
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Purificación de la lipasa intracelular 

Cromatografía de intercambio hidrofóbico 

La muestra de pleópodos fue homogenizada con amortiguador Tris-HCl 50 mM, 

(NH4)2SO4 0.5 M, pH 8.0. El extracto proteico obtenido fue separado mediante una 

cromatografía hidrofóbica en un sistema FPLC. La muestra fue aplicada a una columna de 

Fenil-sefarosa CL-4B (1 ml), la cual fue previamente equilibrada con amortiguador Tris-

HCl 50 mM, (NH4)2SO4 0.5 M, pH 8.0. Posteriormente, la columna fue lavada con el 

mismo amortiguador, las proteínas que no se unieron fueron removidas durante el lavado. 

Las proteínas unidas se eluyeron mediante una reducción de (NH4)2SO4, dada la alta 

afinidad por la matriz que mostró la proteína de interés, se hizo una segunda elusión 

mediante un gradiente de propanol (0 – 100%). Simultáneamente, la absorbancia a 280 nm 

fue monitoreada. El flujo fue de 1 ml/min y el volumen final de elusión fue 20 ml.  Se 

colectaron fracciones de 500 µl cada una. El solvente de las muestras fue removido por 

centrifugación (AMICON® Ultra-15, Millipore) a 4,000 g por 15 min a 25 °C, la muestra 

concentrada y sin solvente fue almacenada a 4 ºC para su posterior análisis.  

 

Electroforesis 

Las bandas de proteínas fueron analizadas mediante electroforesis bajo condiciones  

reductoras y no reductoras,  SDS-PAGE (Laemmli, 1970). Para las condiciones reductoras, 

las muestras fueron diluidas (1:2) con el amortiguador de muestra (Tris–HCl 0.125 M, 2% 

SDS, 20% v/v glicerol, 0.04% bromofenol azul, 5% β–mercaptoetanol a pH 6.8) y 

calentadas a 100 °C por 2 min. Para las condiciones no reductoras, las muestras fueron 
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mezcladas con el mismo amortiguador de muestra sin β–mercaptoetanol y SDS, las 

muestras no fueron calentadas. La separación de las proteínas se llevó a cabo a 15 mA y 2 

°C. Las bandas de proteína fueron reveladas con una solución de azul de Coomassie (R-

250) 0.1% en ácido acético 7.5% y metanol 5% a temperatura ambiente y el gel fue 

desteñido con ácido acético 10% y metanol 40%. También se hicieron tinciones con plata 

de acuerdo a la metodología descrita por Merril y Washart (1998). 

La actividad de lipasas fue revelada en zimogramas empleando MUF-butirato como 

sustrato (Diaz et al., 1999). Después de la separación de las proteínas por electroforesis, el 

gel fue lavado con 25 ml Tris-HCl 50 mM pH 8.0, conteniendo Tritón X-100 1%. 

Posteriormente, el gel fue sumergido en una solución de MUF-butirato 100 µM en el 

mismo amortiguador sin Tritón X-100 por 10 min. El gel se reveló bajo luz ultravioleta.  

La inhibición de lipasa fue revelada empleando inhibidores específicos para lipasas, 

tetrahidrolipsatin (THL, Sigma, O-4139) y dietil-p-nitrofenil fosfato (E-600, Sigma, 

PS610), los cuales fueron incubados con las muestras v/v, durante 1 h y aplicados a geles de 

poliacrilamida al 8% bajo condiciones no reductores, después de la separación de las 

proteínas, la actividad residual fue visualizada empleando MUF-butirato como sustrato bajo 

luz ultravioleta, tal como se describió anteriormente.  

 

Determinación de la colipasa en la glándula digestiva de camarón 

La presencia de colipasa en la glándula digestiva fue determinado mediante el protocolo de 

Cherif et al. (2007). El extracto crudo de la glándula digestiva fue incubado por 30 min a 

pH 4.0 y 65 ºC para desnaturalizar las proteínas, pero preservando la actividad de colipasa. 
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Al mismo tiempo, la lipasa porcina (control), fue inhibida con 3 mM de NaDC y se intentó 

reactivar con el extracto de la glándula digestiva de P. vannamei, en el cual estuviera 

contenido la potencial colipasa, mezclándolo en la reacción empleando trioleina como 

sustrato.  

 

Características moleculares de las lipasas 

Determinación de peso molecular de las lipasas 

Las masas moleculares de las lipasas fueron evaluadas bajo condiciones reductoras por el 

método de Laemmli (1970). Las masas moleculares de las enzimas fueron estimadas por 

comparación de la movilidad electroforética (Rf) con estándares de alto (220 – 53 kDa) y 

bajo (97 – 14.4 kDa) peso molecular (Amersham Pharmacia Biotech, 17-0615-01, 17-0446-

01). 

 

Determinación del punto isoeléctrico de las lipasas del camarón 

El punto isoeléctrico (pI) de las lipasas aisladas fueron evaluados por un análisis de 

electroenfoque en un gel de poliacrilamida en capa fina (LKB Ampholine, PhastSystem) 

conteniendo anfolitas en un rango de pH 3 – 9. Como estándar se utilizó un equipo de 

calibración para isoelectroenfoque conteniendo 11 proteínas estándar (Amersham 

Pharmacia Biotech, 17-0471-01). Las bandas de proteína fueron observadas mediante 

tinción con plata. 
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Glicoproteínas 

La presencia de carbohidratos asociados a las proteínas fueron evaluados mediante 

electroforesis en condiciones no reductoras (Thornton et al., 1994). Después de la 

separación electroforética, el gel fue incubado 30 min a temperatura ambiente en una 

solución de etanol 50%, después se lavó con agua por 10 min. Posteriormente, el gel fue 

transferido a una solución de ácido periódico 1% v/v, ácido acético 3% v/v durante 30 min. 

Después el gel se lavó con agua destilada 30 min, y posteriormente el gel fue incubado por 

20 min en una solución  metabisulfito de sodio 0.1% p/v en HCl 10 mM. Posteriormente, el 

gel fue incubado por 1 h en oscuridad en reactivo Schiff (Sigma, S5133) para detectar 

carbohidratos covalentemente unidos a las proteínas y después incubado por 1 h en 

metabisulfito de sodio 0.1% p/v en HCl 10 mM. Finalmente, el gel es incubado por 2 h en 

oscuridad en una solución de metabisulfito de sodio 0.5% p/v en HCl 10 mM. El gel fue 

almacenado en una solución de ácido acético 7.5% v/v, metanol 5% v/v. 

Características bioquímicas de las lipasas 

Actividad específica de las lipasas 

La actividad específica de las enzimas fue evaluada empleando derivados de naftol y TAGs 

de diferente longitud de cadena de acilo como sustratos: tributirina (C4:0, Sigma, T-8626), 

tripalmitina (C16:0, Sigma, T-5888), triestearina (C18:0, Sigma, T-5016), y trioleina 

(C18:1, Sigma, T-7140). La actividad específica fue determinada espectrofotométricamente 

para los derivados de naftol (Versaw et al., 1989) y mediante titulación  (Gargouri et al., 

1984) para TAGs. 
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Efecto de la temperatura y  el pH en la actividad de las lipasas 

Para evaluar el efecto de la temperatura en la actividad específica de las lipasas, varias 

alícuotas de 2 µg de proteína fueron disueltos en 15 µl de Tris-HCl 50 mM, pH 8.0, 

posteriormente fueron incubadas por 1 h a temperaturas de 10 – 80 ºC, después la actividad 

de lipasa se evaluó por el método de pH-stat empleando trioleina como sustrato. 

Para evaluar el efecto del pH, alícuotas de 2 µg de enzima fueron disueltos en 15 µl de 

buffer universal (Stauffer, 1989); 20 ml de la solución stock (H3BO3 57 mM, ácido cítrico 

monohidratado 36 mM, NaH2PO4 H2O 28 mM, 310 ml de NaOH 1N) fueron mezclados 

con HCl 1N para obtener el pH deseado y se aforó a 100 ml. En este experimento se 

incluyeron valores de pH entre pH 2 y 12. Después de incubar durante 1h a temperatura 

ambiente, la actividad de lipasa se midió empleando MUF-butirato como sustrato mediante 

fluorescencia. 

 

Efecto del calcio e inhibidores sobre la actividad de la lipasa digestiva 

El efecto del Ca2+ fue evaluado por pH-stat (Gargouri et al., 1984), empleando trioleina 

como sustrato y diferentes concentraciones de CaCl2 (0 – 100mM), los controles sin calcio 

fueron incluidos en el análisis. 

Para determinar si la enzima es del tipo serino, volúmenes iguales de solución de enzima (2 

µg de proteína) y de inhibidor, tetrahidrolipstatin (THL, Sigma, O-4139) y dietil-p-

nitrofenil fosfato (E-600, Sigma, PS610), fueron incubados por una 1 h empleando 

diferentes concentraciones de inhibidor (0, 2.5, 5.0, 7.5 y 10 mM THL). La actividad 
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residual fue evaluada por fluorescencia usando MUF-butirato como sustrato. Un control sin 

inhibidor fue incluido. 

El efecto de las sales biliares en la actividad de la enzima (2 µg de proteína), se evaluó a 

diferentes concentraciones de deoxicolato de sodio, 0 – 4 mM (NaDC, Sigma, D-6750), 

usando trioleina como sustrato, la actividad residual fue cuantificada por el método de pH-

stat. La inhibición de la enzima fue revertida mediante la adición de trioleina a los 30 min 

de reacción.  

Variables cinéticas KM,app, kcat,app y kcat/KM,app de las lipasas 

Las variables de las enzimas aisladas fueron evaluadas con la gráfica de Lineweaver-Burk, 

las concentraciones de sustrato de trioleina fueron 0 – 20 mM, y las de MUF-butirato 

fueron 0 – 100 µM. La actividad fue evaluada mediante pH-stat para trioleina y por 

fluorometría para MUF-butirato.   

 

Genes de lipasas: Identificación, caracterización y expresión 

Organismos experimentales 

Organismos adultos de la especie Penaeus vannamei con un peso promedio de 23.0 ± 1.0 g, 

se mantuvieron en el laboratorio de bioensayos, en las instalaciones del CIBNOR, bajo 

condiciones controladas, 28 ºC, 34 ppm salinidad, 7.4 mg/L oxígeno disuelto, con un 

recambio de agua del 70% una vez al día. Durante este periodo se les proporcionó alimento 

PIASA 35% (el 3% de su peso), dos veces al día. Después de 7 días de aclimatación, los 

organismos fueron divididos en dos grupos, alimentados (control) y ayunados, los 
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organismos ayunados fueron sometidos a ayuno durante 120 h, realizando muestreos a las 

2, 24, 72 y 120 h de ayuno, además un subgrupo de los organismos ayunados fue 

realimentado a las 96 h y muestreado a las 120 h (re-alimentados). Una vez muestreados, 

tres organismos de cada tiempo de ayuno se sacrificaron y se disectó la glándula digestiva 

de cada uno para obtener 100 mg de tejido. Las muestras fueron almacenadas en TRIzol® 

(Invitrogen) a -80 ºC, para su uso posterior. 

 

Aislamiento del ARN total 

El ARN ser extrajo utilizando TRIzol® (Invitrogen), que tiene su fundamento en la 

metodología descrita por Chomczynsky y Sacchi (1987). Se adicionó 1 ml de reactivo de 

TRIzol® por cada 100 mg de tejido, enseguida se realizó el homogenizado con un pistilo. 

Las muestras se incubaron a temperatura ambiente por 5 minutos para permitir la 

disociación completa de complejos de nucleoproteínas. Después, a cada muestra se 

adicionó 200 µl de cloroformo, se agitaron vigorosamente por 15 segundos y se incubaron a 

temperatura ambiente por 15 minutos. Posteriormente, las muestras se centrifugaron a 

12,000 g a 4 ºC por 15 minutos y la fase acuosa superior se transfirió a un tubo de 1.5 ml y 

enseguida se adicionó 500 µl de isopropanol. Las muestras se incubaron a temperatura 

ambiente por 10 minutos y se centrifugaron a 12,000 g a 4 ºC por 15 minutos. 

Posteriormente, se removió el sobrenadante y se lavó el precipitado de ARN con 1 ml de 

etanol al 75% frío en agua con dietilpirocarbonato al 0.1% (DEPC). La muestra se mezcló 

con vortex y se centrifugó a 7,500 g a 4 ºC por 5 minutos. El sobrenadante se desechó y el 

pellet de ARN se secó al aire por 5 – 10 minutos. Finalmente, el ARN se disolvió en 50 µl 
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de agua libre de ARNasa (DEPC), se incubó a 60 ºC por 10 minutos y se almacenó a          

– 80ºC.  

 

Evaluación cuantitativa y cualitativa de ARN 

La concentración fue determinada por el método Warburg-Christian (1942). La absorbancia 

de la muestra a 260 y 280 nm fue obtenida por triplicado empleando un espectrofotómetro. 

Se hicieron diluciones 1:250 en agua DEPC y las muestras se leyeron en celdas de cuarzo 

de 1 ml empleando un espectrofotómetro Lambda Bio 20 (Perkin-Elmer). Con la finalidad 

de comprobar la calidad del ARN, la composición de la muestra fue separada por 

electroforesis en un gel de agarosa al 1% bajo condiciones desnaturalizantes, la cual 

consitió en tres procesos: elaboración del gel, preparación de las muestras y corrimiento de 

la electroforesis. En la elaboración del gel se disolvió la agarosa (0.25 g) en 21.8 ml de 

agua DEPC y 2.5 ml de buffer MOPS 10X (MOPS 0.2 M, acetato de sodio 50 mM, EDTA 

10 mM, pH 7.0 y esterilizado en autoclave, preparado en agua DEPC), y 3.75 µl de SYBR 

Safe 10,000 X (Invitrogen, S33102), la mezcla se calentó por un minuto y posteriormente 

se enfrió mediante agitación suvae, después se agregó 1 ml de formaldehído y se vació en 

el molde al cual previamente se le colocó el peine. Para la preparación de las muestras se 

mezclaron 3 µg de ARN total, 2 µl de buffer de carga 6X (750 µl de formamida, 150 µl 

MOPS 10X, 240 µl formaldehído, 100 µl de agua DEPC, 100 µl de glicerol y 80 µl de azul 

de bromofenol al 10%). Enseguida las muestras se calentaron a 65 ºC por 15 minutos y se 

enfriaron en hielo. Posteriormente, se colocó el gel dentro de la cámara asegurándose de 

que quedara completamente cubierto por el buffer de corrida MOPS 1X y los pozos del gel 
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sin burbujas. Después, se cargó el gel con las muestras y se corrió a 40 V hasta que el azul 

de bromofenol del buffer de carga alcanzó la mitad del gel. Se fotodocumentó con un 

transiluminador. Las soluciones que tuvieron contacto con el ARN fueron preparadas con 

agua DEPC. El material de cristalería se esterilizó en autoclave a 120 ºC por 20 minutos.  

 

Limpieza del ARN y síntesis de ADNc 

Se incubaron 10 µg del ARN obtenido con 4 ó 6 U de la enzima ADNasa I (Sigma, 

AMPD1) en un volumen final de 20 µl, para eliminar la contaminación por ADN genómico 

(ADNg), la mezcla fue incubada a temperatura ambiente por 15 minutos, posteriormente se 

adicionó 1 µl de una solución para inhibir la actividad de la ADNasa I y finalmente se 

incubó a 70 ºC por 10 minutos.  

La síntesis de ADN complementario (ADNc) se realizó utilizando 1 µg de ARN libre de 

ADNg y el sistema de trancripción reversa (Promega, A3500) en el cual el ARN se mezcla 

con 4 µl de MgCl2 25 mM, 2 µl de buffer de transcripción reversa 10X, 2 µl de dNTP 10 

mM, 0.5 µl de inhibidor de ribonucleasa, 0.6 µl de transcriptasa reversa AMV, 1 µl de 

oligo(dT)15 en un volumen final de 20 µl. La mezcla de reacción fue calentada a 42 ºC por 

15 minutos y posteriormente calentado a 95 ºC por 5 minutos y finalmente enfriada en hielo 

por 5 minutos.  

Obtención de fragmentos internos del transcrito de las lipasas digestiva e intracelular 

Se amplificaron los transcritos de pvl y pv_il mediante el método de reacción en cadena de 

la polimerasa (PCR). Para el ARNm de la lipasa digestiva (pvl) se diseñaron 

oligonucleótidos partiendo de una secuencia parcial similar a lipasa de P. vannamei (No. de 
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acceso DQ858927.1). Los oligonucleótidos utilizados fueron pvl_Fwd y Rev (Tabla III) y 

se utilizó ADNc de glándula digestiva para su amplificación. Para amplificar el transcrito 

de la lipasa intracelular (pv_il) se diseñaron oligonucleótidos específicos utilizando 

secuencias reportadas para el gusano de la col H. armigera (No. de acceso EU325554) y 

del mosquito C. quinquefasciatus (No. de acceso XM_001841899). Los oligonucleótidos 

utilizados fueron: pv_il Fwd y Rev (Tabla III).  

Las amplificaciones de PCR se realizaron en volúmenes de 25 µl que contenían: 12.5 µl de 

Gotaq® Green Master Mix (Promega, M7122), 9.5 µl de agua libre de nucleasas, 1 µl de 

cada oligonucleótido (20 µM) y 1 µl de ADNc sintetizado para cada tejido. En todos los 

casos el programa utilizado fue: 95 ºC, 5 min; 35 ciclos de 95 ºC 30 s, Ta (Tabla III) 30 s, y 

68 ºC 1 min por cada 1,000 bases de producto. Para pvl se utilizó ADNc de glándula 

digestiva, mientras que para pv_il se obtuvo de glándula digestiva, pleópodos y urópodos. 

Los productos fueron clonados en un vector TOPO (Invitrogen), transformados en células 

competentes DH5α (Invitrogen) y su secuencia fue determinada (Macrogen Inc., Seúl, 

Corea). Se comprobó la identidad del fragmento amplificado por análisis bioinformático 

usando la base de datos de la NCBI, y el algoritmo de BLAST (Zhang et al., 2000).  
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Tabla III. Secuencias de oligonucleótidos utilizados para la amplificación de fragmentos 
de transcritos en este estudio.  

Nombre Dirección Secuencia (5’�3’) 
Temperatura 
de alineación 

(ºC) 

Producto 
(pb) 

Fwd GAAAGCGCTGGCTTACAAAC 
pvl 

Rev TAGGACCTTCGGCATTGTTC 
55 335 

Fwd GGCAACGTGGATTCTATCC 
pv_il 

Rev CAGAGCAGCATCCAGCAGTA 
58 620 

Fwd TAGGCAATGTCATCCCCATT 58 167 
L8 

Rev TCCTGAAGGAAGCTTTACACG   
Fwd2 CCTTTGAACAGGGTCGATGT 58 400 

pv_il 
Rev2 CAGAGCAGCATCCAGCAGTA   
Fwd CTGCCGAAGTCTGCTACAAC 62.5 143 

pvlRT 
Rev GACCAGCTGTGCGTAGTGAT   
Fwd GGCAACGTGGATTCTATCC 62.5 190 

pv_ilRT 
Rev ACATCGACCCTGTTCAAAGG   

 

Obtención de la secuencia completa del transcrito de la lipasa digestiva  

El transcrito pvl fue obtenido mediante la siguiente estrategia: primero la región central fue 

obtenida por PCR, utilizando los oligonucleótidos pvl Fwd y Rev (nucleótidos 1-335). La 

región del extremo 3’ (nucleótidos 1- 880), se obtuvo empleando un ADNc sintetizado con 

un sistema comercial (GeneRacer Kit, Invitrogen) por el método de amplificación rápida de 

los extremos del ADNc (RACE). El extremo 3’ de pvl se amplificó utilizando los 

oligonucleótidos pvl_Fwd y el oligonucleótido 3’ Nested del kit, mientras que el extremo 5’   

se amplificó utilizando el oligonucleótido pvl_Rev y el oligonucleótido 5’ Nested del kit. 

Las amplificaciones de PCR se realizaron en volúmenes de 25 µl que contenían: 12.5 µl de 

Gotaq® Green Master Mix (Promega, M7122), 9.5 µl de agua libre de nucleadas, 1 µl de 

cada oligonucleótido (20 µM) y 1 µl de ADNc sintetizado para glándula digestiva. En todos 

los casos el programa utilizado fue: 95 ºC, 5 min; 35 ciclos de 95 ºC 30 s, 58 ºC 30 s, y 68 

ºC 1 min por cada 1,000 bases de producto. Los productos fueron clonados en un vector 
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TOPO (Invitrogen), transformados en células competentes DH5α (Invitrogen) y su 

secuencia fue determinada (Macrogen Inc., Seúl, Corea). Las secuencias obtenidas de 

nucleótidos y la deducida de aminoácidos fueron analizadas por BLAST (Zhang et al., 

2000). Las propiedades teóricas de las secuencias obtenidas fueron analizadas usando el 

software PredictProtein (Rost 2004) y el servidor SignalP 3.0 Server (Nielsen 1997). 

 

Identificación de la función biológica de las lipasas 

Para determinar la función biológica de las lipasas, primeramente se extrajo ARNm  de la 

glándula digestiva, músculo, pleópodos, urópodos, branquias, tallo ocular, hemocitos, tubo 

digestivo, sistema nervioso y gónada de camarón P. vannamei (Chomczynski y Sacchi, 

1987), la integridad del ARN total, la limpieza del ARN total  y la síntesis de ADNc fue 

realizada de acuerdo a la metodología descrita anteriormente.  

Los trancritos pvl, pv_il y el gen constitutivo L8 (GenBank No. de acceso: DQ316258) 

fueron amplificados para cada tejido. Los oligonucleótidos empleados para la amplificación 

fueron: para L8, L8 Fwd y Rev; para pvl, pvl Fwd y Rev; para pv_il, pv_il Fwd2 y Rev2 

(Tabla III). En todos los casos el programa utilizado fue: 95 ºC, 5 min; 35 ciclos de 95 ºC 

30 s, Ta (Tabla III) 30 s, y 68 ºC 1 min por cada 1,000 bases de producto. Las 

amplificaciones de PCR se realizaron en volúmenes de 25 µl que contenían: 12.5 µl de 

Gotaq® Green Master Mix (Promega, M7122), 9.5 µl de agua libre de nucleadas, 1 µl de 

cada oligonucleótido (20 µM) y 1 µl de ADNc sintetizado para cada tejido. La presencia de 

productos de PCR se confirmó por electroforesis en gel de agarosa al 1% teñido con SYBR 

Safe y se fotodocumentó con un transiluminador. 
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Efecto del ayuno sobre la cantidad de transcritos de lipasas 

Se cuantificaron los ARNm de L8 (control), pvl y pv_il por PCR cuantitativo, utilizando un 

equipo StepOne Real-Time PCR system (Applied Biosystem) y la mezcla de IQ SYBR 

Green Super Mix 2X (BioRad, 170-8882) (KCl 100 mM, Tris-HCl 40 mM, pH 8.4, dNTPs 

0.4 mM, iTaq DNA polimerasa, 50 U/ml, MgCl2 6 mM, SYBR Green I, fluoresceína 20 nM 

y estabilizadores) para la detección de la amplificación por fluorescencia en cada ciclo (40 

ciclos). Se utilizó ARN total de 3 camarones por tiempo de ayuno (2, 24, 72 y 120 h 

ayunado y 120 h re-alimentado) de los organismos control y de los ayunados, se preparó un 

ADNc de cada ARN (200 ng) y se realizaron duplicados de las reacciones individuales. Los 

fragmentos de L8, pvl y pv_il se amplificaron usando los siguientes oligonucleótidos: para 

L8, L8 Fwd y Rev; para pvl, pvl_RT Fwd y Rev; para pv_il, pv_ilRT Fwd y Rev (Tabla 

III). Las amplificaciones de PCR se realizaron en volúmenes de 20 µl que contenían: 10 µl 

de IQ SYBR Green Super Mix 2X, 3 µl de agua libre de nucleasas, 1 µl de cada 

oligonucleótidos (10 µM) y 5 µl de ADNc (diluído 1:5 con agua libre de nucleasas). Las 

condiciones de amplificación fueron las siguientes: desnaturalización inicial a 95 ºC por 5 

min seguido por 40 ciclos de desnaturalización a 95 ºC por 30 s, alineamiento de los 

oligonucleótidos a 62.5 ºC por 30 s y extensión a 72 ºC por 55 s, seguido de una curva de 

disociación que consistió de 95 ºC 15 s, 70 ºC por 20 s seguido de incrementos de 0.3 ºC 

hasta 90 ºC por 15 s. Se obtuvieron valores de CT (threshold cycle), ciclo en el que se 

registra amplificación en cada muestra, utilizando el software StepOne software v2.0 

(Applied Biosystem). 
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La eficiencia del PCR fue validada de acuerdo a las premisas de Livak et al., (2001). Se 

realizaron diluciones seriadas de ADNc (1:10 v/v)  que se usaron como templado en la 

amplificación de los tres genes a evaluar pvl, pv_il y L8. La muestra más concentrada de 

ADNc contenía 1 ng de RNA total. Tanto la media del CT  como el delta CT fueron 

calculados para pvl, pv_il y L8,  ∆CT (CTpvl – CT,L8) y ∆CT (CTpv_il – CT,L8), respectivamente. 

Se graficó el log de las concentraciones de ADNc versus ∆CT de cada gen, y se hizo una 

regresión lineal (n=3). De acuerdo a la metodología del 2∆∆CT, si el valor absoluto de la 

pendiente es cercano a cero, la eficiencia del gen de interés y el gen de referencia es similar 

y este método puede ser utilizado para analizar los datos (Livak et al. 2001).   

El método 2(–∆∆CT) fue empleado para la cuantificación relativa de ARNm de cada gen 

evaluado de acuerdo a las siguientes fórmulas: 

 

Ecuación [2]   (∆∆CT) = (CTB-CTL8)tiempo x-(CTB-CTL8)control c  

 

donde CTB, es el CT del gen blanco (pvl o pv_il); CTL8, el CT del gen L8, tiempo X, es el 

tiempo de ayuno correspondiente; control c, es el tiempo de muestreo en organismos 

control (Livak y Schmittgen, 2001). Para la validación del gen constitutivo L8, se cuantificó 

su abundancia a lo largo del ayuno, con la siguiente ecuación: 

 

Ecuación [3]   E= 2-(∆CT) 

Ecuación [4]   (∆CT) = (CTL8)tiempo x-(CTL8)control C 
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Análisis estadístico 

Los resultados obtenidos de la caracterización bioquímica de PVL y PV_IL se analizaron 

utilizando métodos estadísticos paramétricos, la normalidad de los valores obtenidos fueron 

analizados mediante la prueba de Kolmogorov-Smirnov y la homocedasticidad por medio 

de la prueba de Barlett. Luego se realizó un análisis de varianza (ANOVA) de una vía.  

Los resultados de la cuantificación de pvl y pv_il por el método de 2(–∆∆CT) fueron 

analizados  por métodos no paramétricos debido a la falta de normalidad de los datos 

obtenidos, los datos fueron analizados con el estadístico de prueba Kruskal-Wallis (nivel de 

significancia p<0.05) y las diferencias entre las medianas  de cantidad de los transcritos en 

los diferentes tiempos de ayuno fueron localizadas por medio de gráficas de caja con 

muesca y bigote, utilizando el programa computacional Statgraphics Centurion XVI v. 

16.0.03 (2009).  
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Resultados 

Identificación y caracterización de las lipasas del camarón blanco 

Identificación de lipasas en el camarón blanco 

Previo a la purificación de la lipasa digestiva e intracelular de P. vannamei, las proteínas 

con actividad de lipasa fueron identificadas por zimogramas en geles de poliacrilamida al 

8%, empleando MUF-butirato como sustrato, en varios tejidos de la especie, glándula 

digestiva, músculo, pleópodos y urópodos (Fig. 10). 

 
Figura 10. Lipasas de Penaeus vannamei en diferentes tejidos. 
Electroforesis SDS-PAGE 8%. a) Composición de proteínas  y b) lipasas usando MUF-
butirato  como sustrato. MM: Marcador de peso molecular, GD: glándula digestiva, M: 
músculo, Pl: pleópodos y Ur: urópodos.  
 
 

Siete bandas de actividad fueron identificadas en la gándula digestiva,  mientras que en 

músculo, pleópodos y urópodos sólo una banda de actividad fue identificada, la lipasa 

(banda 1) con una masa molecular ~220 kDa de la glándula digestiva fue inhibida por E-
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600 pero no por THL (Fig. 11). La banda 2 con una masa molecular  ~200 kDa (Fig. 10) 

encontrada en todos los tejidos incluyendo la glándula digestiva fue inhibidita por THL y 

E-600 al igual que la banda 3 y 6  (Fig. 11) con masas moleculares de ~150 y 45 kDa 

respectivamente. Las lipasas inhibidas por THL y E-600 fueron reconocidas como lipasas 

tipo serino, ya que ambos inhibidores se unen covalentemente al residuo serina de la triada 

catalítica de las lipasas, el cual es esencial para la catálisis (Hadváry et al., 1991). Por lo 

anterior la banda 2 observada en todos los tejidos corresponde a una lipasa intracelular.  

 
Figura 11. Identificación de lipasas por medio de inhibidores en diferentes tejidos. 
Electroforesis SDS-PAGE 8%, glándula digestiva (GD), músculo (M), pleópodos (Pl) y 
urópodos (Ur). MM: Marcador molecular, Ctrl: control, THL y E-600: muestra incubada 
con el inhibidor correspondiente. 
 

La lipasa digestiva fue identificada mediante un análisis comparativo entre la composición 

de proteína de la glándula digestiva, la actividad de lipasa y de proteasa (Fig. 12) (García-

Carreño, 1993), dado que se ha descrito que las quimotripsinas pueden hidrolizar enlaces 

éster dada la homología con el sitio activo de las lipasas (Nelson y Cox, 2000), quienes 
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comparten la misma triada catalítica (Ser, His, Asp) y mecanismo de reacción, se hizo un 

análisis comparativo del extracto crudo de la glándula digestiva mediante zimogramas para 

proteasas, usando caseína como sustrato, y para lipasas usando MUF-butirato como 

sustrato. Mediante este estudio, 7 bandas de actividad fueron identificadas, de las cuales 1-3 

son de alto peso molecular y de 4-7 de bajo peso molecular, las bandas 6 y 7 corresponden 

a quimotripsinas, ya que presentan actividad sobre el sustrato de caseína, éstas enzimas ya 

fueron descritas para el camarón blanco como quimotripsinas (Hernández-Cortés et al., 

1997). Por lo tanto, la banda 5, la cual no presenta actividad de proteasas, pero si presenta 

actividad sobre MUF-butirato, corresponde a una lipasa digestiva, la cual es objeto de 

estudio en este trabajo. 

 
     Figura 12. Identificación de lipasas en la glándula digestiva. 

                           SDS-PAGE 12%.MM: marcador molecular, A: composición de  
                           proteína, B: zimograma de proteasas, C: zimograma de lipasa.  
                           Flechas indican bandas con actividad de lipasa. 
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Purificación de la lipasa digestiva  

La lipasa digestiva, nombrada PVL, fue aislada en dos pasos cromatográficos, la figura 13 

muestra el cromatograma de la cromatografía de exclusión molecular (Fig. 13a), donde las 

proteínas fueron separadas por masa molecular, siendo las fracciones 5-7 donde se 

encontrara la actividad de la enzima de interés (Fi. 13b,c). Estas fracciones (5-7) fueron 

empleadas para la cromatografía de intercambio aniónico (Fig. 14), método por el cual 

cuatro fracciones (37-40) fueron obtenidas con la proteína (Fig. 14a), todas las fracciones 

presentaron actividad (Fig. 14b). La proteína (Fig. 14d) mostró una banda de actividad (Fig. 

14e) con una masa molecular de 44.8 kDa. La masa molecular fue estimada por Rf. Los 

resultados sugieren que PVL es una proteína monomérica. El rendimiento de la purificación 

de PVL se presenta en la Tabla IV. Utilizando 200 mg de glándula digestiva se recuperó 

0.52 mg de PVL pura.  
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Figura 13. Purificación de la lipasa digestiva del camarón blanco. 
a) Cromatograma de exclusión molecular en gel Superdex 200. b) Composición de proteína 
y c) zimograma de actividad empleando MUF-butirato. Las bandas con actividad de lipasa 
se marcan con un cuadro en el gel para proteína. MM: marcador molecular.  
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Figura 14. Purificación de lipasa digestiva (PVL) por intercambio aniónico.  
Cromatograma de intercambio aniónico. b) Composición de proteína y c) zimograma de 
fracciones colectadas, d) PVL concentrada por Amicon y separada por SDS-PAGE 12%, e) 
zimograma de PVL empleando MUF-butirato y f) Tinción de plata de PVL. Bandas con 
actividad de lipasa se indican con cuadros en b y c. MM: marcador molecular. 
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Tabla IV. Tabla de purificación de la lipasa digestiva de Penaeus vannamei. 
 

aUna unidad: 1 µmol de ácido graso producido por minuto usando TC18. 
bEl contenido de proteína fue estimado por el método de Bradford (1976). 
 Los experimentos fueron realizados por triplicado.  
 
 
Análisis de espectrometría de masas de la lipasa digestiva 

Se obtuvieron 5 péptidos de la lipasa digestiva, QQTQR, YYAGWSMGTTVFW, 

AMMSEK, EEFNHLDF y GWGIHADELVYR, uno de ellos muestra evidencia de la 

secuencia consenso característica de este grupo de enzimas GXSXG, en la cual se 

encuentra el residuo de serina de la triada catalítica, confirmando la identidad de la enzima. 

Purificación de la lipasa intracelular  

La lipasa intracelular, nombrada PV_IL en este trabajo, fue aislada por cromatografía 

hidrofóbica a partir de un extracto de pleópodos (Fig. 15a). La lipasa intrcelular con masa 

molecular de 196 kDa fue aislada a homogeneidad (Fig. 15b). La enzima mostró estar 

compuesta por dos monómeros, un monómero de 95.26 kDa y otro de 63.36 kDa (Fig. 15b, 

carril 5). Las subunidades de la enzima no están unida por enlaces disulfuro, esto se vio 

reflejado en el patrón de bandeo de la enzima en presencia de DTT (Fig. 15b, carril 5) y en 

ausencia del agente reductor  (Fig. 15b, carril 6). El rendimiento de la purificación de 

PV_IL se presenta en la Tabla V. Utilizando  17.18 mg de pleópodos se recuperaron 0.277 

mg de PV_IL.  

Paso 
aProteína 
(mg/ml) 

Proteína 
Total (mg) 

aActividad 
Total (U) 

aActividad 
Específica 

(U/mg) 

Factor de 
Purificación 

 (%) 

Liofilizado 197.6 ± 2.5 197.6 ± 2.5 14162 ± 70.7 71.6 ± 0.65 1 100 
Filtración en gel S-200  3.65 ± 0.13 1.82 ± 0.06 2285 ± 4.08 1252 ± 45.2 17.46 ± 0.47 0.16 ± 0.0 
Cromatografía aniónica 
Resource Q 

1.03 ± 0.05 0.518 ± 0.02 1783 ± 5.11 3447 ± 174 48.12 ± 2.8 0.12 ± 0.0 
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Figura 15. Purificación de la lipasa intracelular (PV_IL). 
a) Cromatograma de interacción hidrofóbica. b) Composición de proteína y actividad de 
fracciones eluídas. MM: marcador molecular, Pl: pleópodos, 1-2: fracciones concentradas, 
3: zimograma de fracciones concentradas, 4: PV_IL reducida con DTT y hervida 10 min, 5: 
proteína hervida 10 min, 6-7: tinción de plata de PV_IL aislada y reducida con DTT, 
respectivamente.  
 
 
Tabla V. Tabla de purificación de la lipasa intracelular de Penaeus vannamei. 

aUna unidad: 1 µmol de ácido graso producido por minuto usando TC18. 
bEl contenido de proteína fue estimado por el método de Bradford (1976). 

Paso 
aProteína 
(mg/ml) 

Proteína 
Total (mg) 

aActividad 
Total (U) 

aActividad 
Específica 

(U/mg) 

Factor de 
Purificación 

 
(%) 

Extracto crudo 17.18 ± 0.12 17.18 ± 0.12 271.95 ± 0.11 15.83 ± 0.1 1 100 
Fenil-Sepharosa CL-4B 0.231 ± 0.04 0.277 ± 0.05 55.44 ± 0.03 200 ± 0.5 12.63  20 
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Características moleculares de lipasas de P. vannamei  

Las características moleculares de las lipasas, digestiva e intracelular, aisladas de glándula 

digestiva y pleópodos respectivamente, se describen en la Tabla VI. 

 

Tabla VI. Características moleculares de las lipasas de Penaeus vannamei 

Enzima Conformación Masa molecular  pI Glicosilaciones 
Lipasa digestiva Monomérica 44.8 kDa 3.5 ���� 

Lipasa intracelular Dimérica 
196 kDa 

(95.26 y 63.36 kDa) 
5.0 − 

  

Características bioquímicas de las lipasas 

Actividad específica de las lipasas 

La actividad de las lipasas fue evaluada con ésteres derivados de naftol y con TAGs. La 

Tabla VII, muestra que tanto PVL como PV_IL son capaces de hidrolizar ácidos grasos de 

cadena corta y larga. La lipasas, digestiva e intracelular, presentan una tendencia a 

hidrolizar TAGs de cadena larga, siendo la lipasa digestiva la que presenta mayor actividad.  
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Tabla VII. Actividad específica de lipasas de Penaeus vannamei. 
 

Actividad específica 
(U/mg) Sustratos 

PVL PV_IL 

Naftil-esteres   

     α-Naftil-acetato 429.5 ± 2.3ª 85.13 ± 7.2b 

     β-Naftil-acetato 441.0 ± 1.3a 71.52 ± 5.02b 

     β-Naftil-caprilato 15.1 ± 0.1b 27.22 ± 2.02c 

   

Triacilglicéridos   

     Tributirina (C:4) 475.8 ± 4.9c 215 ± 1.9d 

     Tripalmitina (C:16) 661.0 ± 9.8e 213.66 ± 3.2d  

     Triestearina (C:18) 780.6 ± 9.8f 416.56 ± 3.3g 

     Trioleina (C18:1) 1787.3 ± 7.9f 930.02 ± 1.6g 

Las letras indican diferencias entre las enzimas (p<0.05). 

 
 

Efecto de la temperatura y del pH en la actividad de las lipasas 

La  dependencia de la actividad de las lipasas fue evaluada en un rango de 10 a 70 ºC (Fig. 

16). Se observó una respuesta diferencial (p<0.05) en la actividad de las lipasas digestiva e 

intracelular. A temperaturas  de 10 y 20 ºC, la actividad de la lipasa digestiva fue menos del 

10% con respecto a la máxima actividad mostrada a la temperatura de 30 ºC para ambas 

lipasas. Con temperaturas mayores a 50 ºC la actividad disminuye para la lipasa digestiva, 

mientras la intracelular conserva el 50% de su actividad. A 70 ºC la actividad de ambas 

enzimas se perdió totalmente.  
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a)                                                                              b) 
Figura 16. Efecto de  a) la temperatura  y b) el pH,  sobre la actividad de las lipasas.  
Las letras diferentes muestran diferencias significativas entre las enzimas (p<0.05). 
 

 

Efecto del calcio e inhibidores en la actividad de lipasas 

Los cofactores no son requeridos para la actividad de lipasa, pero algunos cationes 

divalentes como calcio han mostrado que estimulan la actividad de la enzima en lipasas de 

origen bacteriano (Lesuisse, 1993). En las lipasas de P. vannamei, la actividad de las 

enzimas no se vieron afectadas por la concentración de Ca2+.  

El efecto de los inhibidores sobre la actividad de la lipasa digestiva e intracelular se 

muestra en la Figura 17. El inhibidor THL inhibió en un 100% a la lipasa digestiva y a la 

intracelular a concentraciones de 2.5 y 1 mM, mientras que para inhibir la actividad con  el 

inhibidor E-600 se requirieron concentraciones de 7.5 y 10 mM para inhibir cerca del 100% 

de la actividad. Se encontraron diferencias significativas entre las lipasas tratadas con THL 

y E-600 (p<0.05).   



 60 
 

0

20

40

60

80

100

120

0 2 4 6 8 10 12

THL (mM)

A
ct

iv
id

ad
 R

es
id

ua
l (

%
) Lipasa digestiva

Lipasa intracelular

a
b

 

0

20

40

60

80

100

120

0 2 4 6 8 10 12
E-600 (mM)

A
ct

iv
id

ad
 R

es
id

ua
l (

%
) Lipasa intracelular

Lipasa digestiva

a

b
c

d
e

  f

 g

 h
 i
h

 

Figura 17. Efecto de inhibidores sobre la actividad de las lipasas.  
Las letras diferentes muestran diferencias significativas entre las lipasas (p<0.05). 

 

Efecto de la concentración de sales biliares sobre PVL 

La inhibición por sales biliares se muestra en la Figura 18. En una concentración  de NaDC 

1 mM, la actividad de la lipasa digestiva decreció un 60% (1759 U/mg) y perdió toda su 

actividad a 3 mM NaDC. Con la finalidad de ver si la reacción era reversible, se adicionó 

trioleina a los 30 min de reacción a las mezclas que contenían 1 mM y 2 mM NaDC, los 

resultados mostraron que sí hubo una recuperación de la actividad enzimática, sin embargo 

los valores de actividad no superaron a los registrados para la reacción de hidrólisis sin 

NaDC.  
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Figura 18. Efecto de la concentración de las sales biliares sobre PVL. 
NaDC: taurocoloato de sodio, TC18: trioleina usado como sustrato a pH 8.0 y 30 ºC. 
Flechas indican adición de TC18 a los 30 min de reacción. 
 

Parámetros cinéticos de las lipasas 

Los valores de KM,app, kcat,app y kcat/KM,app de las dos lipasas de P. vannamei se muestran en 

la Tabla VIII. La lipasa digestiva presentó una KM menor   que la intracelular y  también 

mostró una mayor eficiencia catalítica con MUF-butirato como sustrato. 

 

Tabla VIII. Comparación de los valores cinéticos de las lipasas aisladas y lipasas de 
diferentes origen. 
 

 Sustrato Vmax,app 
KM,app 

(mM) 

kcat,app 

( s–1) 

kcat/KM,app 

(×103mM–1 s–1) 
Referencia 

PVL TC18 3404 ± 29.51 mM/min 3.22 ± 0.12 1010 ± 0.04 0.303 ± 0.02 Este estudio 

PVL MUF-TC4 3042 ± 2.88 uM/min 0.24 ± 0.00 12670 ± 0.27 52.8 ± 2.33 Este estudio 

PV_IL MUF-TC4 1226 ± 1.23 uM/min 41.03± 0.02 200.24 ± 0.87 4.88 ± 1.1 Este estudio 

M. tuberculosis TC18 0.6533 mM/min 7.57 ND ND (Deb et al., 2006) 

Paenibacillus sp. 

BP-23 
MUF-TC4 ND 0.0155 ND ND (Prim et al., 2003) 

Bacillus sp. BP-7 MUF-TC4 ND 0.026 ND ND (Prim et al., 2003) 

Bacillus subtilis 

LipA 
MUF-TC4 ND 0.031 ND ND (Prim et al., 2003) 
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Genes de lipasas: Identificación, caracterización y expresión 

Obtención de los fragmentos internos de los transcritos de las lipasas digestiva e 

intracelular 

Se obtuvieron fragmentos internos de los transcritos de la lipasa digestiva e intracelular de 

P. vannamei de 335 y 620 pb para pvl y pv_il, respectivamente (Fig. 19). Para la 

amplificación de lipasa digestiva se utilizó ADNc de glándula digestiva. La lipasa 

intracelular fue amplificada en glándula digestiva, pleópodos y urópodos. Los productos 

fueron secuenciados por MACROGEN. 

 

Figura 19. Fragmentos internos de pvl (335 pb) y pv_il (620 pb). 
                     Geles de agarosa (1.5%) .MM: marcador molecular (1 Kb plus, Invitrogen),  
                     GD: glándula digestiva, Ur: urópodos, Pl: pleópodos. 
 
 
Las secuencias de nucleótidos de los fragmentos de lipasas, pvl y pv_il, se identificaron 

mediante la comparación de las secuencias de nucleótidos obtenidas para las lipasas de 

camarón, con otras secuencias de nucleótidos de lipasas de otros organismos reportados en 

el GenBank mediante la herramienta BLAST (Basic Logical Alignment Search Tool). La 
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secuencia parcial del transcrito pvl de 335 pb, resultó ser similar a un EST de P. vannamei 

(100% de identidad en nucleótidos; No. de acceso DQ858927) y similar a la lipasa de C. 

elegans (80% similar en nucleótidos; No. de acceso NM_070832.2). Se obtuvo la secuencia 

deducida de  aminoácidos de la lipasa digestiva en donde se identificó  la secuencia 

consenso GXSXG que corroboró que el fragmento de pvl pertenece a una lipasa. La 

secuencia parcial del transcrito pv_il de 620 pb se identificó en  glándula digestiva, 

pleópodos o urópodos. A partir de este fragmento, la secuencia deducida de aminoácidos  

fue obtenida, la cual por medio de un Blastp pv_il resultó ser 38% similar a la lipasa de 

Acyrthosiphon pisum (, No. de acceso XP_001948643), 37% a la lipasa de Aedes aegypti 

(No. de acceso XP_001662791) y 33% a la lipasa de Tribolium castaneum (No. de acceso 

BA885636). La estructura primaria de pv_il presenta dominios que corresponden a la 

familia de las esterasas – lipasas y un dominio de las superfamilia PLAT (Fig. 20).    

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 



 64 
 

 
 

 
 
 
A.pisum          AQLVDVIHTDGSSIFLLELIGYGMSEPCGHIDFYPNNGKEQPGCDLTETP---LPLTLIK 297 
T.castaneum      AEFVDVIHTDGKGIIFL---GYGMSQPCGHLDFYPNNGKEQPGCDITQTPL--VPLTLIR 290 
A.aegipty        ASLVDVIHTDGRSVFRLEIPGYGMSHACGHLDFYPNNGKEQPGCALSQEGAATIPLTLIK 256 
pv_il            ----------------------------GNVDFYPNSGHDQPGCDPVSIG------IEII 26 
 
A.pisum          EGIEEASRVLVACNHVRAIKLFIESINSKCPYVAHKCNSYQNFLQGKCFSCKENDTGCAI 357 
T.castaneum      DGLEEASRVLVACNHVRAIKLFIDSINTQCPYIGHQCSSFEQFMAGKCFTCKPGTTNCAV 350 
A.aegipty        DGIEEASRVLLACNHIRAIKLFIDSINGKCPYVAHRCPSYQHFLSGNCFKCTSG--NCAL 314 
pv_il            DDIGEGGRDLAACSHDRSVELFEDSLGEPCPYLAHECIDYDSFEQGRCASCNEDNSACAF 86 
 
A.pisum          MG-------------LNTVRPNHAPGS---------KYFISTGKDTPYCRRQYKVMLDLA 395 
T.castaneum      MGYHAHTSPGIENNEISQSKLTDLVGN---------KYFLTTGREFPFCRRLYRVRIELA 401 
A.aegipty        MGYHASLP--ITTTRQNISENDIAVGSSIPVAPQPGKYFLATGRDFPFCQRHYRFTIELA 372 
pv_il            MG-------------IHADQYTAKTREN-------VRMYFDTDSKPPYCYYHYQIVIDTA 126 
 
A.pisum          KPPRAESWVQGFMKVSLHSDNG-VIRNLDLTPNGYERMEHGTSRSFVVTHPDDIG-QVKR 453 
T.castaneum      KPRMAESWVQGFIKASIYSSAG-VIH-VDLTPSGETKLEHGTSFTSVVSHPADLGGNIKK 459 
A.aegipty        KPKTAEPWVQGHLTAGIFSERG-AIRSLDLTPKGTARFEHGTVYQVVVTNPHDLGDRIRK 431 
pv_il            HPKNAEDWVQGHLTLWLYGDNGNVIEKVQIT-RDHERFDHGQPKYFLLTSHVDIS-RVIR 184 
 
A.pisum          VEFYWEYDMDVLQPRSICFFWCNDHLYVSSIGVTEAEDDGNRGKRGIQVDTKLCSQGPRE 513 
T.castaneum      VELSWEYELNVLEPKTICLFWCNDHLYVESVAVDEMALPG-RGKRDASFSNKLCPKGKKS 518 
A.aegipty        VELAWTHDMNVLEPTTLCLFWCNNHLYVKSIQVETMQMPS-REKRNTEYSNKLCAP-KRD 489 
pv_il            VEAHWEYDDTLTNPGSYCWMLC-------------------------------------- 206 
     
A.pisum          YADIASRTSAVFIDKCEDQELLN-- 536 
T.castaneum      YSDIASRGKGVFVDLCKQSDKYDKS 543 
A.aegipty        FADIANRGTYSFYDNCKR------- 507 
pv_il            ------------------------- 

 

Figura 20. Secuencia deducida de aminoácidos de  pv_il comparada con otras secuencias 
de lipasas.  
A. pisum (No. de acceso XP_001948643), T. castaneum (No. de acceso, BA885636), A. 
aegipty (No. de acceso XP_001662791). Aminoácidos conservados se muestran en gris 
claro, las substituciones conservativas se muestran en gris oscuro y las substituciones semi-
conservativas se muestran en verde. 
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Obtención del transcrito de la lipasa digestiva 

Se obtuvo el transcrito completo de lipasa digestiva de P. vannamei, y fué publicado en 

GenBank con número de acceso FJ619564. La secuencia obtenida es de 1,186 pb y codifica 

para una proteína de 362 aminoácidos con un peso molecular deducido de 41.2 kDa y un 

punto isoeléctrico calculado de 4.7. La secuencia nucleotídica presenta una región no 

transcrita en el extremo 5’ (UTR) de 59 nucleótidos, delimitados por un codón de inicio 

(ATG). En el extremo 3´- se observó la cola de poli-adeninas en el extremo 3’ de 20 pb. Se 

examinó la similitud de la secuencia de nucleótidos con otras secuencias de nucleótidos de 

lipasas en diferentes bases de datos a través de BLAST (NCBI, LED y ESTHER). Los 

resultados indican que esta enzima pertenece a la familia de las lipasas, por contener la 

región consenso GXSXG y una triada catalítica conformada por Ser, Asp e His, además, se 

dedujo un patrón de aminoácidos que corresponde al dominio de las α/β− hidrolasas [DY] 

[L] [G] XXX [VYY] X [GXSXGX] y la región correspondiente a la lid de la lipasa 

(aminoácidos 219-241) (Fig. 21), la lid de camarón blanco fue comparada con la de otras 

especies (Tabla IX).  
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     -59ctgaaggagtagaaaaaaattctcataatctcctttcttgtattgtatctgatagttgaatg 
  1                                                            M  
 63 gataaatggcaaaaatatggaaatctaataaatcgatatagaagaaacgttaatgaatgc 
  2  D  K  W  Q  K  Y  G  N  L  I  N  R  Y  R  R  N  V  N  E  C  
123 acgatggaatacggaaggatattctcattctccttttacgaaaacaaaatagttaaagca 
 22  T  M  E  Y  G  R  I  F  S  F  S  F  Y  E  N  K  I  V  K  A  
182 atggagaggagagacagaccgggagacagagaaagacaacagacacaaagaaaggcaacg 
 41  M  E  R  R  D  R  P  G  D  R  E  R  Q  Q  T  Q  R  K  A  T  
242 aaagcgctggcttacaaactcgccgatgcgggctatgatgtgtggctttcgaacatgcgc 
 61  K  A  L  A  Y  K  L  A  D  A  G  Y  D  V  W  L  S  N  M  R  
302 ggaaacacctattccagaaaccatgtggagttggatcctgaagacatcagcttctggcag 
 81  G   N  T  Y  S  R  N  H  V  E  L  D  P  E  D  I  S  F  W  Q  
362 ttcagctgggacgaattagcttactacgatgttcctgcgagcattgattatgttctcggc 
101  F  S  W  D  E  L  A  Y  Y  D  V  P  A  S  I  D  Y  V  L  G  
422 atgactggggctgaagcagtatactatgctggctggagcatggggaccaccgtcttctgg 
121  M  T  G  A  E  A  V  Y  Y  A  G  W  S  M  G  T  T  V  F  W  
482 gcgatgatgagtgaaaaacctgagtataatgaaaaggttcgagccatggccgctatggct 
141  A  M  M  S  E  K  P  E  Y  N  E  K  V  R  A  M  A  A  M  A  
542 cctgtcgccttcatgaacaatgccgaaggtcctatcatggcgctggctccttactctgat 
161  P  V  A  F  M  N  N  A  E  G  P  I  M  A  L  A  P  Y  S  D  
602 gatcttgatttcatggccacccttctcggcgtcggggagtttctgccaagttcggacctg 
181  D  L  D  F  M  A  T  L  L  G  V  G  E  F  L  P  S  S  D  L  
662 cttgatcacttcgtcgagacgtactgcgactcggaggccgtgactgccgaagtctgctac 
201  L  D  H  F  V  E  T  Y  C  D  S  E  A  V  T  A  E  V  C  Y  
722 aacttcctcctcctcctcgccggcccggaccccgacgaaattccgaaggactttctccct 
221  N  F  L  L  L  L  A  G  P  D  P  D  E  I  P  K  D  F  L  P  
782 ataatcctggctcacacacctgccggagcgtctgttcacaccgtcaatcactacgcacag 
241  I  I  L  A  H  T  P  A  G  A  S  V  H  T  V  N  H  Y  A  Q  
842 ctggtcatgtcaggtgttttcgacaaatacgattacggcctcattggcaacctgaaccac 
261  L  V  M  S  G  V  F  D  K  Y  D  Y  G  L  I  G  N  L  N  H  
902 tacggacagaacacgccgcccttgttcaacctcagcagagtcgccgcgcccgttggcttg 
281  Y  G  Q  N  T  P  P  L  F  N  L  S  R  V  A  A  P  V  G  L  
962 ttctggggctccacggactggctggctgatcctacggacgtggcaaggctcgctgaagga 
301  F  W  G  S  T  D  W  L  A  D  P  T  D  V  A  R  L  A  E  G  
1022cttccaaatctcgcccttaatcacaaggtggataaggaagagttcaaccatctagacttt 
321  L  P  N  L  A  L  N  H  K  V  D  K  E  E  F  N  H  L  D  F  
1082ggctgggggatccacgccgacgaactggtgtaccgccacattctcgatttcttcgccaac 
341  G  W  G  I  H  A  D  E  L  V  Y  R  H  I  L  D  F  F  A  N  
1142tactgataacaagaagaaactttaaaaaaaaaaaaaaaaaaaa 
362  Y STOP 

 
Figura 21. Secuencia de nucleótidos y deducida de aminoácidos de pvl de P. vannamei.  
Se muestran en sombreado claro el codón de inicio y de término. La señal de poli-
adenilación se muestra subrayada. La secuencia consenso GXSXG se muestran encerradas 
en el cuadro. Las regiones que corresponden a la estructura de las α/β−hidrolasas se 
muestran encerradas en cuadros punteados. Los aminoácidos de la triada catalítica se 
muestran sombreados en verde. La lid se muestra en gris oscuro. No. de acceso GenBank 
FJ619564. 
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Tabla IX. Comparación de la región de la lid en varias lipasas. 
 

 
 
• Sustituciones semi-conservativas: sustituciones conservativas. EL: Lipasas endotelial, 
LPL: lipasa lipoproteica, HL: lipasa hepática, PVL: lipasa digestiva P. vannamei. 
 
 

La secuencia deducida de aminoácidos de pvl presenta un 45% de similitud con la lipasa de 

A. aegypti (No. de acceso XP_001662499), 46% a la lipasa de Culex quinquefasciatus (No. 

de acceso XP_001844302), 42% a la lipasa de Ixodes scapularis (No. de acceso 

EEC17018) y 40% a la lipasa de Drosophila mleanogaster (NP_609418) (Fig. 22).  

La estructura primaria de pvl de camarón blanco se comparó con otras estructuras primarias 

de lipasas de invertebrados con la finalidad de distinguir regiones conservadas de las 

lipasas (Fig. 23). 

La comparación de las estructuras primarias por el método “Neighbor joining” con el 

programa “Clustal W” y el test de “Bootstrapping” empleando el programa MEGA4 

(Molecular Evolutionary Genetics Analysis) con 500 replicas (Tamura et al., 2007)  de 

lipasas de vertebrados, invertebrados y bacterias permitió generar una relación filogenética 

de estas enzimas. Dado que las lipasas de los invertebrados carecen de un dominio de unión 

con colipasa en el extremo C-terminal, el análisis fue restringido al N-terminal en el cual se 

encuentra la secuencia consenso GXSXG (Fig. 24). 
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C.quinquefasciatus      MAQLLPSIPILLALISWACGVPTARNISATRHFQVDAEDAHLSVPQLILKYGYGAEVHHA 60 
P.vannamei              --------------------------MDKWQKYGNLINRYRRNVNECTMEYGR--IFSFS 32 
A.aegypti               ---------------------MLTASLTTLLITAGAIQRALAGTEQLVKRMGLPVEKHRA 39 
I.scapularis            ---------------------------------------------SLIASKGYQVEEYEV 15 
                                                                                   
 
C.quinquefasciatus      TTEDGYILELHRIP--KPGAP--------VVLLMHGLLCSSADWVSIGPGNGLAYLLADQ 110 
P.vannamei              FYENKIVKAMERRD--RPGD-------------------RERQQTQRKATKALAYKLADA 71 
A.aegypti               VTSDGYVLTMFRIPANNTNSP--------VAFLQHGLIASSADWVILGPGKSLAHSLVTA 91 
I.scapularis            TTSDGYILAVQRIPEGRSNALRIQDTPKKVVFLLHGLLGSSADWVLNYPPQSLGFILADA 75 
                                    
 
C.quinquefasciatus      GYDVWLGNARGNRYSRKHRTLTPKMFAFWQFSWHEIGFYDLPASIDYVLEKTGRSKLHYI 170 
P.vannamei              GYDVWLSNMRGNTYSRNHVELDPEDISFWQFSWDELAYYDVPASIDYVLGMTGAEAVYYA 131 
A.aegypti               GYDVWMGNFRGNTISRKHVSLDPAQPQFWDFSWHEIGLYDLPAMIDYVLKKTGQKTLHYV 151 
I.scapularis            GYDVWLGNVRGNTYSR-HVKYNRRSKEFWNFSVDEMIERDLPETLDFVLKRTGRRKLFFV 134 
                         
                        GXSXG 
C.quinquefasciatus      GHSQGTTSFFVMTSTRPEYNAKIALAQALAPVAFTENMQSPLLRIMALFQDTLAALFETF 230 
P.vannamei              GWSMGTTVFWAMMSEKPEYNEKVRAMAAMAPVAFMNNAEGPIM-ALAPYSDDLDFMATLL 190 
A.aegypti               GHSQGTTAFFVMASMKPEYNSKILSMQALAPIAFMGQMKSPFIRAIAPFSTQIEWTMRML 211 
I.scapularis            GHSQGTSIMFGLLSLRPEYSEKIKLFCALGPVSAITNTRSP-MRYMSPFGKYIGAFVNSL 193 
                          ▲ 
 
C.quinquefasciatus      GVAEFAPSNAILHDISKLLCTTQ-ISNNLCLNVLFQLAGANPDQVDLKLIPILMGHTPAG 289 
P.vannamei              GVGEFLPSSDLLDHFVETYCDSEAVTAEVCYNFLLLLAGPDPDEIPKDFLPIILAHTPAG 250 
A.aegypti               GVNELLPSHKMMIAGGQKACEDTSTLQEVCVNVIFLICGYDSAQLNRTLLPTIVQHTPAG 271 
I.scapularis            GRYEFLPNNFVMKLLADAVCRHEG-PRDVCGNIVFLIYGPETMELNVTRLPVFLCHVPAG 252 
 
                                                                                 
C.quinquefasciatus      ASTKQIVHYAQGVRSGRFRQYDHGTIKNRFVYGTADPPVYNLTQVTAPVVFYYALNDYLA 349 
P.vannamei              ASVHTVNHYAQLVMSGVFDKYDYGLIGNLNHYGQNTPPLFNLSRVAAPVGLFWGSTDWLA 310 
A.aegypti               ASVKQLAHYAQGINSGRFRQFDHGVVGNVMNYGSSTPPSYPLKRITAPVFLHYGDNDWLA 331 
I.scapularis            TSVRTMVHYSQILISGRFQKFDFGENRNQLVYGASTPPEYDVSRVAVPVALFWSEGDWMA 312 
                                                                                ▲ 
                                                    
C.quinquefasciatus      VPVDVERLSRGIGNLAGYRQVRMETFNHLDFLFAKDVRTLLYEEILGNVRRYGG------ 403 
P.vannamei              DPTDVARLAEGLPNLALNHKVDKEEFNHLDFGWGIHADELVYRHILDFFANY-------- 362 
A.aegypti               AVSDVRLLYRQLGNGTRLLRVPEKQWNHLDFIYATGAKSLLYNRVMDLMNRYNNAMPEKY 391 
I.scapularis            DPRDVALLRRRLPNVVLDFKVSQPKFSHIDFAAGIHAKALVYEPMMKLMASYKSAGE--- 369 
                                                   ▲ 
 
C.quinquefasciatus      ---- 
P.vannamei              ---- 
A.aegypti               RMEE 395 
I.scapularis            ---- 

 
 
Figura 22. Múltiple alineamiento de pvl y otras lipasas.  
Lipasas de C. quinquefasciatus (No. de acceso XP_001844302), A. aegypti (No. de acceso 
XP_001662499), I. scapularis (No. de acceso EEC17018). Números a lado derecho indican 
la posición de los aminoácidos. Aminoácidos idénticos se muestran sombreados en negro. 
Los triángulos indican los aminoácidos de la triada catalítica: serina (S), ácido aspártico (D) 
e histidina (H). La secuencia consenso está representada por GXSXG. 
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Figura 23. Comparación de secuencias deducidas de aminoácidos de lipasas de 
invertebrados. 
Las flechas indican la triada catalítica, triángulos el codo nucleofílico (�). C. sonorensis 
(AAV84257.1), D. melanogaster lip1 (NP_523540.1), D. melanogaster lip3 (CAA74737.1), D. 
melanogaster lip4 (AAF52971.1), D. pseudoscura (XP_001358074), I. scapularis lip1 
(XP_002413710.1), I. scapularis lip2 (EEC17018),   C. elegans lip1 (NP_503233.1), C. elegans 
lip2 (NP_503184.1), C. quinquefasciatus lip3 (XP_001846790.1), H. americanus (EH116029.1), C. 
maenas (DV111912.1), P. vannamei (No. de acceso FJ619564).  
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Figura 24. Relación filogenética de las lipasas de vertebrados, invertebrados y bacterias.  
Árbol filogenético generado usando el método Neighbor-joining y un bootstrap de 500, 
basado en la secuencia de aminoácidos del extremo amino de 48 lipasas (ver material 
suplementario). 
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Identificación de la función biológica de las lipasas  

Una vez identificados los transcritos de la lipasa digestiva (pvl) y  de la lipasa intracelular 

(pv_il), se trató de explicar su participación en la lipólisis del camarón blanco a través de un 

análisis cualitativo del ARNm de los transcritos en diferentes tejidos. La presencia de los 

transcritos pvl y pv_il en los tejidos del camarón blanco como pleópodos, tubo digestivo, 

branquias, glándula digestiva, urópodos, tallo óptico, sistema nervioso, hemocitos, músculo 

y gónada, se muestran en la Fig. 25, visualizadas en geles de agarosa (1.5%). El análisis 

cualitativo muestra claramente que L8, el gen constitutivo de camarón blanco, una proteína 

ribosomal, se encuentra en todas los tejidos del camarón, sin embargo el ARNm de pvl es 

exclusivo de la glándula digestiva. El transcrito de pv_il fue observado en pleópodos, tubo 

digestivo, branquias, glándula digestiva, urópodos, hemocitos, músculo y gónada. La 

intensidad de las bandas en cada caso fueron variables, lo que podría indicar abundancia del 

transcrito, sin embargo para fines de este estudio no se cuantificó el ARNm en cada tejido.  

 
 
Figura 25. Transcritos de las lipasas en diferentes tejidos de camarón blanco. 
MM: Marcador molecular, L8: gen constitutivo, pvl: lipasa digestiva y pv_il: lipasa 
intracelular en ADNc proveniente de pleópodos (1), tubo digestivo (2), branquias (3), 
glándula digestiva (4), urópodos (5), tallo óptico (6), sistema nervioso (7), hemocitos (8), 
músculo (9), y gónada (10) de camarón blanco. 
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Efecto del ayuno en la concentración de transcritos de pvl y pv_il 

La cuantificación relativa de los transcritos de pvl y pv_il, incluyó el uso de un gen 

constitutivo (L8) cuya expresión no presentó variaciones en las condiciones del 

experimento (p<0.05). En este estudio se utilizó el gen L8 para normalizar los datos de 

cantidad de pvl y pv_il. La temperatura de disociación de cada producto de PCR fueron de 

86.07 ºC, 89.62 ºC y 83.9 ºC para pvl, pv_il y L8 respectivamente. La eficiencia de las 

reacciones de los transcritos de pvl y pv_il con respecto a L8 cumplieron las premisas 

establecidas por Livak et al. (2001).  

En la figuras 26 y 27, se muestran las gráficas de la cuantificación de los transcritos de pvl 

y pv_il, respectivamente. La concentración relativa de ambos transcritos presentó 

variaciones significativas durante el ayuno (p<0.05). Se observó una disminución de 0.81 

veces en los transcritos de pvl a las 24 h de ayuno, el cual representa el valor más bajo de 

pvl durante el ayuno. A las 120 h de ayuno, los transcritos de pvl no superan a los valores 

iniciales del experimento, sólo aquellos organismos que fueron re-alimentados a las 96 h y 

evaluados a las 120 h de ayuno superan los valores iniciales de pvl, siendo 0.6 veces mayor 

que a las 2 h de ayuno. Por otro lado, pv_il también mostró cambios durante el ayuno 

(p<0.05). Al igual que pvl, los transcritos de pv_il mostraron su valor más bajo a las 24 h de 

ayuno, pero a las 72 h se duplican los valores iniciales de pv_il, obteniendo un aumento 

hasta de 4 veces la cantidad de transcritos a las 120 h de ayuno. Los organismos re-

alimentados presentan una disminución de transcritos de 2.47 veces que los ayunados a las 

120 h.  



 73 
 

0

1

2

3

4

5

6

7

2 24 72 120

Tiempo (h)

C
an

ti
da

d 
re

la
ti

va
 d

e p
v
l

Ayunados

Re-alimentados

 a

  b
  c        a,c

  d

 

Figura 26. Cantidad relativa de los transcritos de pvl. 
Medianas de la cuantificación de pvl, normalizada contra la cantidad del transcrito L8 y la 
abundancia en los diferentes tiempos de ayuno (organismos control). 
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Figura 27. Cantidad relativa de los transcritos de pv_il. 
Medianas de la cuantificación de pv_il, normalizada contra la cantidad del transcrito L8 y la 
abundancia en los diferentes tiempos de ayuno (organismos control). 
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Discusión 

Identificación y caracterización de las lipasas del camarón blanco 

De acuerdo con Smith y cols. (1994) la localización de la actividad de lipasa en diferentes 

tejidos permite establecer la función fisiológica de la enzima, ellos establecieron que las 

enzimas que se encuentran en la glándula digestiva presentan un rol en la digestión de 

TAGs, mientras que las lipasas en tejidos diferente a la glándula digestiva son responsables 

de la hidrólisis de TAGs almacenados como cuerpo graso. De acuerdo con la actividad de 

lipasa encontrada en diferentes tejidos del camarón en este estudio, la lipasa denominada 

PVL presenta un rol en la digestión y PV_IL presenta un rol como lipasa intracelular.  

Las dos lipasas en su forma nativa se observan como un solo polipéptido en SDS-PAGE. 

Sin embargo, la lipasa intracelular en su forma reducida presenta dos subunidades, las 

cuales se presentan de igual forma cuando la proteína fue sometida a ebullición en ausencia 

de agentes reductores. Este resultado es la consecuencia de que las subunidades se disocian 

en presencia de calor demostrando que los monómeros no están unidos por enlaces 

disulfuro sino por otro tipo de interacciones como son las iónicas o las hidrofóbicas. Este 

tipo de interacciones de las subunidades que conforman la lipasa ocurre en otras lipasas  

como la HSL (Langin Dominique, 1993) y la lipasa lipoproteica de humanos (Lookene et 

al., 2004). 

Las enzimas purificadas mostraron propiedades de lipasas clase serino porque fueron 

inhibidas por los inhibidores THL y E-600, lo cual es consistente con la presencia del 

residuo de serina en el sitio catalítico. Además, los péptidos obtenidos por espectrometría 

de masas para la lipasa digestiva mostraron la región consenso GXSXG que caracteriza a 
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esta clase de enzimas y el cual ha sido encontrado en otras enzimas de invertebrados 

(Horne et al., 2009).  

La presencia de carbohidratos asociados a PVL es una característica de las lipasas 

digestivas (Buscá et al., 1995). Esta modificación postraduccional puede estar asociada con 

el control de la secreción de la enzima por las células B durante la digestión. Esta 

característica ha sido observada en lipasas digestivas de invertebrados como el escorpión 

Scorpio maurus (Zouari et al., 2005) y la mosca Drosophila melanogaster (Pistillo et al., 

1998), sin embargo existen excepciones en las cuales algunas lipasas digestivas no muestra 

glicosilaciones, tal es el caso de la lipasa pancreática del caballo Equus caballus (Rathelot 

et al., 1981).  

El pI de PVL difiere de los observados en lipasas digestivas de otros organismos como la 

lipasa digestiva SDL (pI 9.6) del escorpión S. maurus (Zouari et al., 2007) y lipasa de rata 

(pI 4.9) (Tsujita et al., 1984), mientras que el pI de PV_IL es similar a las lipasas 

intracelulares de invertebrados como la lipasa TG (pI 5.6) de Manduca sexta (Arrese et al., 

2006) y difiere de las lipasas HSL (pI 6.7 – 6.9) de mamíferos (Holm et al., 1988). Las 

diferencias en los pIs entre las lipasas de camarón confirman que son dos moléculas 

distintas.  

A diferencia de los mamíferos, la lipasa digestiva de camarón en este estudio, no sintetiza 

colipasa como cofactor proteico de la lipasa pancreática. Este resultado se ha comprobado 

en otros invertebrados como el de cangrejo C. mediterraneus (Cherif et al., 2007) y el del 

langostino P. leniusculus (Marcus y Talalay, 1956), lo que marca una gran diferencia entre 

lipasas de vertebrados e invertebrados. 
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Si bien no se han descrito sales biliares en invertebrados que lleven a cabo la emulsión de 

los lípidos, moléculas análogas como las aciltaurinas han sido propuestos (Bezzine et al., 

1999). Estos emulsificantes tienen un efecto inhibitorio sobre las lipasas digestivas, tal 

como se ha observado para PVL en este estudio, la inhibición de la enzima es reversible y 

esta relacionada con la concentración micelar crítica (CMC) del compuesto anfipático 

(NaDC) en la micela, es decir, a una concentración dada, las sales biliares o sus análogos 

tienen una tendencia a formar agregados denominados micelas, en las que se orientan 

presentando su grupo polar hacia el exterior y cara hidrofóbica hacia el interior (Desnuelle 

et al., 1960), permitiendo llevar a cabo la activación interfacial de la enzima mediante los 

cambios conformacionales (Hermoso et al., 1996), este mismo efecto ha sido observado en 

el cangrejo C. mediterraneus (Cherif et al., 2007), el camarón P. monodon (Deering et al., 

1996) y el escorpión S. maurus (Zouari et al., 2005). 

Además de otros factores, la actividad de una enzima esta en función de la temperatura y el 

pH. En P. vannamei, el 80% de la actividad de las lipasas es mantenida entre 30 y 40 ºC, 

siendo la lipasa intracelular la que conserve el 50% de su actividad a 50 – 60 ºC. Lipasas de 

otros organismos tienen su máximo de actividad en un rango más estrecho, por ejemplo el 

copépodo Euphasia superba, el pez Labeo rohita  40 – 50 ºC (Barriga, 2006, Nayak 2004) 

mientras que el cangrejo C. mediterraneus alcanza  el máximo a los 60 ºC (Cherif, 2007), 

este último organismo mantiene el 80% de su actividad durante 10 min a 60 ºC.  

Las lipasas de P. vannamei mantienen más del 80% de actividad entre los pHs 8 y 10 

siendo cada pH el óptimo para la lipasa digestiva e intracelular respectivamente. Las lipasas 

de invertebrados presentan un pH óptimo neutro o alcalino (Zouari et al., 2005; Barriga 

Gonzalez, 2006; Cherif et al., 2007; Grillo et al., 2007; Mrdakovic et al., 2008), el cual es 
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similar a las lipasas de mamíferos (Shahani et al., 1976; De Caro et al., 1977; Nayak et al., 

2004) con excepción de las langostas H. americanus y C. virilis quienes presentan un pH 

óptimo de 5.5 y 4, respectivamente (Besiot y McDowell Capuzzo, 1990) al igual que el 

insecto Rodnius prolixus, pH que es consistente con el proceso de digestión de estas 

especies (Houseman y Downe, 1980).  

Una de las maneras clásicas de comprobar la especificidad de las lipasas es realizar  

reacciones de hidrólisis de ésteres frente a diversos sustratos solubles e insolubles con 

distinta longitud de cadena del ácido graso, pudiendo ser éste saturado o insaturado. Los 

resultados obtenidos para las lipasas de P. vannamei sugieren que ambas enzimas son 

capaces de hidrolizar derivados del naftol y TAGs. Las lipasas aisladas mostron diferencias 

significativas entre la actividad registrada para triestearina y trioleina, mostrando mayor 

actividad sobre trioleina, un TAG conformado por cis-9-ácido octadecanoico, que 

triestearina, la baja actividad registrada para PV_IL puede estar relacionada con que parte 

de la proteína aislada no estuviera activada por fosforilación (Yeaman, 2004). Resultados 

similares han sido reportados para lipasas de origen bacteriano como Bacillus subtilis 168, 

Aeromonas hydrophila y Acinetobacter spp. (Anguita et al., 1993; Lesuisse et al., 1993; 

Snellman et al., 2002), lipasas de invertebrados como la lipasa del coleóptero C. presignis 

(Arreguín-Espinosa et al., 2000), la mosca D. melanogaster (Smith et al., 1994) y las 

lipasas de vertebrados como el pez Trematomus newnesi (Hazel y Sidell, 2004) y la lipasa 

HSL de humano (Kraemer y Shen, 2002).  

Los valores de KM de las dos lipasas de P. vannamei fueron diferentes cuando MUF-

butirato fue usado como sustrato, la lipasa digestiva presentó mayor afinidad por este 

sustrato que la intracelular, pero menos afinidad que las lipasas de microorganismos (Prim 
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et al., 2003), sin embargo la lipasa digestiva presentó mayor afinidad sobre trioleina que la 

lipasa de Mycobacterium tuberculosis (Deb et al., 2006). Los resultados muestran que el 

valor de KM de la lipasa digestiva se encuentra dentro del rango de las enzimas que se usan 

en la industria oleoquímica (Fullbrook, 1996), por lo que esta enzima tiene un potencial uso 

biotecnológico.  

 
 

Genes de lipasas: Identificación, caracterización y expresión 

Obtención e identificación de los transcritos de las lipasas  

Lipasa digestiva 

La presencia de la lipasa digestiva en los crustáceos ha sido comprobada a través de 

mediciones enzimáticas en diferentes especies de peneidos (Vega Villasante et al., 1999; 

Moss et al., 2001; Lavarías et al., 2006) y sólo en un cangrejo y en krill han sido aisladas 

lipasa digestivas de crustáceos (Barriga-González, 2006; Cherif et al., 2007), sin embargo 

en crustáceos no existen reportes de secuencias de nucleótidos reportadas. 

En este trabajo, se describió la secuencia de nucleótidos completa de una lipasa digestiva de 

camarón, la cual además de presentar similitud con la secuencias codificantes de otros 

insectos (A. aegypti, C. quinquefasciatus, I. scapularis), el tamaño de la secuencia 

codificante también es similar (Fig. 22, 23). La identidad de la proteína codificada por este 

transcrito, fue deducida por análisis de dominios (BLAST, Pfam), encontrando que los 

nucleótidos 407 – 452 pertenecen a las α/β−hidrolasas, estructura que caracteriza a este 

grupo de enzimas (Ollis et al., 1992). La secuencia GXSXG, fue identificada como la 
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secuencia consenso descrita para la familia de lipasas (Hide et al., 1992), en la cual se 

encuentra embebido el residuo de serina que forma parte de la triada catalítica (Ser, Asp, 

His) (Brenner, 1988).  

El análisis de las secuencias por neighbor joining de los diferentes grupos taxonómicos 

incluyendo la lipasa digestiva de camarón blanco, reveló que las lipasas se pueden agrupar 

con base a su secuencia consenso (G-X-S-X-G), el árbol filogenético produjo cuatro grupos 

de lipasas (Fig. 24), compuestos por 24, 1, 7 y 16 miembros respectivamente. El primer 

grupo está caracterizado por compartir una secuencia consenso G-H/F-S-L-G, de la cual los 

vertebrados son miembros, al igual que algunos insectos y una lipasa de crustáceo; el 

segundo grupo está representado por la secuencia consenso G-F-S-F-G, que incluye una 

lipasa de un organismo (P. papatasi); el tercer grupo representado por G-H-S-M(L/Q)-G 

incluye bacterias y lipasas de peces como Salmo salar y finalmente el cuarto grupo 

representado por G-H-S-Q/M-G incluye a todas las lipasas de Drosophila spp. y tres lipasas 

de crustáceos. Se ha descrito que aquellas lipasas que carecen del residuo serina en la 

secuencia consenso no son activas, tal es el caso de tres lipasas de H. armiguera, M. 

configurata y M. destructor (GXGXG) (Toprak et al., 2008; Yi-Peng et al., 2008; Shukle et 

al., 2009), cuyo residuo de serina esta substituido por glicina. Algunas sustituciones de la 

triada catalítica han resultado en lipasas funcionales (Cys o Thr  por Ser) (Dodson y 

Wlodawer, 1998), pero la gran mayoría de las enzimas con sustituciones en la triada 

catalítica resultan en proteínas no funcionales como las antes mencionadas. De acuerdo a la 

la estructura primaria de pvl, la lipasa digestiva de camarón blanco está más relacionada a 

las lipasas de insectos que a la de vertebrados, además su secuencia consenso revela que la 

lipasa que codifica es una proteína activa.  
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Todas las lipasas neutras que tienen actividad de hidrolizar TAGs presentan un β9 loop y 

una lid que cubre el sitio activo y esta implicado en el reconocimiento del sustrato (Winkler 

et al., 1990; van Tilbeurgh et al., 1992). En la lipasa pancreática humana se ha reconocido 

que el β9 loop está contenido entre los residuos que conforman la lid (Aoki et al., 2007). La 

lipasa lipoproteica, hepática y pancreática tienen un β9 loop (18-19 residuos) y lids (22-23 

residuos) y presentan actividad sobre TAGs, mientras que la lipasa endotelial  tiene un β9 

loop (17 residuos) y una lid más corta (19 residuos) y una baja actividad sobre TAGs 

(Hirata et al., 1999), por otro lado la fosfolipasa A1 presenta un β9 loop (13) y una lid (12) 

corta y no presenta actividad sobre TAGs (Aoki et al., 2002), hasta ahora el número 

mínimo de residuos necesarios para formar un loop y una lid funcional aún se desconoce 

(Aoki et al., 2007). En la lipasa digestiva de P. vannamei en este estudio, se reconoció una 

región de 22 aminoácidos que conforman a la lid de la enzima, dadas las características de 

la lid, el cual presenta residuos de aminoácidos hidrofóbicos (Tabla IX), se presume que la 

enzima que codifica pvl, tiene actividad sobre TAGs, además de que presenta la triada 

catalítica (Ser, Asp, His) los cuales son necesarios para la catálisis. Aunado a esto, se tienen 

evidencias de que la lipasa digestiva que codifica pvl, presenta actividad de hidrólisis de 

TAGs, dado que los péptidos obtenidos por masas de la proteína aislada de glándula 

digestiva de este organismo previamente, coinciden con la estructura primaria de pvl (Fig. 

23). 
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Lipasa intracelular 

Se obtuvo una secuencia parcial de nucleótidos correspondiente a una lipasa intracelular 

(pv_il). Esta secuencia corresponde a 620 pb de un transcrito que codifica para una enzima 

encargada de hidrolizar TAGs almacenados tanto en glándula digestiva, músculo, 

pleópodos y urópodos, como reserva energética en camarón blanco P. vannamei. Las 

lipasas que presentaron mayor similitud a pv_il son las de A. pisum y A. aegypti, que tienen 

un tamaño total de 2283 y 1562 pb, respectivamente, lo cual permite predecir el tamaño 

aproximado de la secuencia de pv_il. Aunque la secuencia de nucleótidos de pv_il es corta, 

ésta puede ser identificada como una lipasa ya que la secuencia de aminoácidos para la que 

codifica presenta regiones conservadas, como son los dominio de la superfamilia de las 

esterasas-lipasas y el dominio PLAT, el cual es un sitio de unión a lípidos y está reconocido 

que permite estabilizar la conformación activa de la enzima (van Tilbeurgh et al., 1999).  

 

Función biológica de las lipasas 

Aunque la función de todas las lipasas es la de hidrolizar los enlaces éster de los TAGs, las 

lipasas descritas en este estudio tienen funciones fisiológicas diferentes. Según los 

fragmentos encontrados en este estudio, el camarón blanco sintetiza al menos 2 lipasas, una 

lipasa digestiva y otra intracelular (Figuras 20 y 21).  

A diferencia de los vertebrados, en insectos se han reportado varios transcritos de lipasas en 

un solo tejido (Ponnuvel et al., 2003), lo que podría ser resultado de isoformas de lipasas, 

por lo que no se descarta la posibilidad de otros transcritos de lipasas en la glándula 

digestiva de P. vannamei que no fueran amplificadas en este estudio. Esta sugerencia está 
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apoyada por las observaciones descritas en Drosophila spp., donde se ha detectado un 

cluster de lipasas que es regulado por la presencia de ácidos grasos o constituyentes de las 

grasas en el alimento (Zinke et al., 2002). Además en esta misma especie se ha identificado 

otro grupo de lipasas ácidas que también son expresadas en la glándula digestiva y que al 

igual que otros insectos (Campbell et al., 2005), tienen una participación importante en la 

hidrólisis de TAGs del alimento. 

Dado que todas las bandas amplificadas en los tejidos evaluados fueron obtenidas con 

oligonucleótidos específicos y presentan el mismo tamaño, se sugiere que la secuencia del 

fragmento de pv_il es la misma para cada tejido (Fig. 25). La función bioquímica de las 

lipasas intracelulares es la misma que la de las lipasas digestivas, sin embargo su 

participación en la lipólisis se da durante circunstancias diferentes. Estas enzimas llevan a 

cabo la hidrólisis de los TAGs almacenados como cuerpo graso en células especializadas, 

en insectos estas grasas almacenadas son hidrolizadas para obtener energía durante el vuelo 

(Arrese et al., 1999) o en la ontogenia (Kurokawa et al., 2002), y son activadas via 

hormonal por la hormona adipoquinetica (AKH) la cual es liberada a la corpora cardiaca 

(Arrese et al., 1996) y se une al receptor del cuerpo graso, una proteína G (Staubli et al., 

2002), para activar una cascada de señales en el cuerpo graso, esta señal provoca un 

incremento en el flujo de iones calcio e incrementa el cAMP, el cual activa a una quinasa A 

(Rajesh Patel, 2004), la cual es la responsable de activar a la lipasa vía fosforilación; esto 

explica la presencia de pv_il en tejidos que requieren energía para el motilidad del 

organismo, tales como pleópodos, urópodos y músculo.  

Las branquias de los camarones están formadas por filamentos que se encuentran unidos a 

un eje central o filamento branquial, cada filamento se divide en filamentos secundarios, 
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estas estructuras son alargadas y están cubiertas por una capa delgada de cutícula y una 

capa de epitelio (Wu et al., 2009) en la cual están contenidos los microsomas, es en esta 

fracción microsomal donde se han encontrado TAGs almacenados en camarones como M. 

borrelli (González-Baró y Pollero, 1993), por lo que se tiene la hipótesis, de que el 

transcrito de pv_il amplificado en las branquias del camarón esta relacionado con la 

movilización de los TAGs almacenados en la fracción microsomal.  

En el caso de la glándula digestiva, por ser el principal sitio de secreción de enzimas y de 

almacenamiento de lípidos, la presencia de la lipasa digestiva y la lipasa intracelular es 

justificable, ya que la lipasa digestiva es secretada durante la digestión y la lipasa 

intracelular lleva a cabo la movilización de las grasas almacenadas como cuerpo graso, tal 

como ha sido reportado en B. mori (Ponnuvel et al., 2003). En el tubo digestivo de los 

peneidos no se han realizado estudios de actividad o cuantificación de transcritos de las 

lipasas, pero existen evidencias en los bivalvos como Solen grandis, en donde se ha 

encontrado actividad de fosfatasas, esterasas y lipasas en el epitelio del tubo digestivo, el 

cual se sugiere que estas células son capaces de llevar a cabo una digestión intracelular del 

alimento, por parte de las enzimas contenidas y una posterior absorción de los monómeros 

producidos (Sheng et al., 2003), por lo que se presume que los transcritos detectados de la 

lipasa en este tejido de P. vannamei están relacionados con una digestión posterior de los 

productos de la hidrólisis de la glándula digestiva, permitiendo una mayor absorción de los 

monómeros producidos.  

Si bien la función de las lipasas intracelulares es la de hidrolizar TAGs almacenados para 

proveer energía, otras funciones biológicas han sido atribuidas a estas enzimas, en M. sexta 

se ha identificado la actividad hidrolítica de varias enzimas incluyendo lipasas a partir de 
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fracciones enriquecidas de hemocitos y su significancia biológica ha sido relacionada con la 

hidrólisis de ácidos grasos poliinsaturados de los fosfolípidos celulares, además se sugiere 

que esta enzima puede alterar los factores de inmunidad de la bacteria Nematophila 

xenorhabdus, ya que los ácidos grasos sirven como precursores para la producción de 

eicosanoides, responsables de mediar y coordinar las reacciones inmunes celulares (Park et 

al., 2005). Así mismo, se ha reconocido que las lipasas digestivas además de participar en 

la digestión de los TAGs del alimento, tienen capacidad para hidrolizar a aquellos 

organismos que son invasores (bacterias, hongos, virus e incluso parásitos) (Baton y 

Ranford-Cartwright, 2005), tal es el caso de B. mori, en el cual la expresión de lipasa es 

activada mediante la infección de los organismos con el virus de la polihedrosis nuclear y 

se sugiere que estas enzimas pueden actuar hidrolizando la cobertura del virus antes de que 

éste infecte las células (Ponnuvel et al., 2003), o bien en el caso de infección por bacterias, 

estas enzimas pueden hidrolizar la pared celular de las bacterias, ya que éstas contienen 

lipopolisacáridos (Boulanger et al., 2006). Además de la función de hidrólisis de TAGs de 

las lipasas intracelulares y digestivas, otra participación en el sistema inmune no ha sido 

reportada en los crustáceos, por lo que es necesario realizar más investigación para poder 

establecer una función dual a estas enzimas.  

En este estudio se ha mostrado que los transcritos de pv_il se encuentran en casi todos los 

tejidos de camarón blanco, principalmente en aquellos tejidos donde exista un almacén de 

TAGs, por lo que no es sorprende encontrar transcritos de pv_il en la gónada. Si bien, no 

existen evidencias de actividad de lipasa o transcritos de lipasas en la gónada de crustáceos, 

sí existen reportes en insectos. Smith et al. (1994), reportaron que la glándula accesoria de 

la gónada de los machos, además de secretar fluidos como péptidos sexuales, inhibidores de 
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proteasas clase serino y precursores de feromonas, secreta lipasas que al igual que los antes 

mencionados, son transferidos a las hembras durante la reproducción, la función de esta 

enzima ha sido relacionada con la utilización de los lípidos del macho que son transferidos 

durante el apareamiento.  

 

Efecto del ayuno en la concentración de transcritos de pvl y pv_il 

La abundancia de los transcritos de pvl y pv_il de P. vannamei se cuantificaron durante el 

experimento de ayuno (Fig. 26 y 27). Tanto la cantidad de transcritos de la lipasa digestiva 

como la intracelular se vieron afectados por el ayuno inducido, lo que sugiere que ambos 

genes son inducibles por la ausencia de alimento. 

Los crustáceos como los peneidos, están sujetos a periodos de ayuno durante el proceso de 

muda, el cual es un proceso fisiológico cíclico que les permite a estos organismos crecer; 

los camarones naturalmente ayunan por periodos cortos de tiempo (3 – 4 días), en esta 

etapa los organismos carecen de estructuras rígidas para manejar el alimento (Chan et al., 

1988), por lo que, al no haber alimento disponible o capacidad para alimentarse 

activamente se esperaba que existiera una disminución en los transcritos de la lipasa 

digestiva y un aumento de los transcritos de lipasa intracelular, ya que esta última ha sido 

reconocida como responsable de la movilización de TAGs almacenados como reservas 

energéticas, tal como se observó en P. vannamei en este estudio. Esta observación es 

apoyada en los resultados de Zinke et al.(2002), quienes describieron que de los tres genes 

(CG17191, CG17192 y CG6296)  asociados a la hidrólisis de lípidos del alimento (lipasas 

digestivas) en Drosophila spp., la expresión de CG17192 es mucho menor que la de los 
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otros genes durante el ayuno. Sin embargo, se sabe que la movilización de los lípidos 

almacenados, por parte de las lipasas intracelulares, puede ser inducida por condiciones de 

estrés como el ayuno (Arrese et al., 1996). Entonces, durante el ayuno, la movilización de 

los TAGs del cuerpo graso es crítico para la sobrevivencia  y depende de la ruta de la 

hormona adipoquinética involucrada en la activación de la enzima o regulación a través de 

las proteínas asociadas a los lípidos (perilipinas) (van der Horst y Ryan, 2004). 

Gronke et al. (2005), identificaron dos lipasas y una fosfolipasa que son regulados 

positivamente durante el ayuno en la mosca D. melanogaster, tal como se muestra en el 

camarón blanco P. vannamei, y están involucrados en la movilización de lípidos, al igual 

que el gen lipasa brummer que pertenece a la familia de lipasas ATGL en mamíferos 

(Zimmerman et al., 2004). En mamíferos, ATGL es co-activado por una proteína inactiva 

de 40 kDa (CGI-58) que resulta de la fosforilación de las proteínas que protegen al cuerpo 

graso (perilipinas) (Zechner et al., 2009), permitiendo que el cuerpo graso esté disponible 

para hidrólisis por las ATGL en mamíferos. En crustáceos, no se han reportados ortólogos 

de CGI-58 ó función equivalente, implicados en la liberación del cuerpo graso.  Ortólogos 

de ATGL han sido reportados en levaduras, nemátodos y en plantas (Eastmond, 2006). La 

carencia de este gen resulta en un aumento desmesurado de los lípidos almacenados, este 

efecto se ha observado en la mosca D. melanogaster (Grönke et al., 2005) y ratones 

(Haemmerle et al., 2006).  

El control de la movilización de los lípidos se ha evaluado creando mutantes que carezcan 

del gen de lipasa intracelular, los organismos que carecen de este gen presentan baja 

actividad de lipasa durante el ayuno y un exceso de almacenamiento de lípidos, que pueden 

ser hidrolizados sólo por una sobre-expresión de los receptores de AKH. Mientras que 
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aquellos mutantes que carecen de AKHR, presentan valores normales de actividad de 

lipasa, pero a 12 h de ayuno causan una hiper-estimulación de la actividad de lipasa 

(Grönke et al., 2007).  Esto sugiere que la activación de la lipólisis en respuesta al ayuno 

responde a la unión de AKHR con AKH, y a modificaciones postransduccionales de la 

lipasa.  En crustáceos, aún se desconoce qué hormona y qué receptores están implicados en 

la estimulación de las lipasas intracelulares. 

La baja actividad registrada en organismos que carecen del gen bmm y que mantienen un 

flujo de lípidos durante el ayuno (Gronke, 2005), sugiere que hay más de una enzima 

responsable de la movilización de los lípidos almacenados, eso explicaría la alta eficiencia 

en la digestión de lípidos de invertebrados comparada con la de mamíferos, donde una 

lipasa pancreática y una lipasa gástrica en conjunto hidrolizan cerca del 95% de los TAGs 

del alimento, siendo la lipasa gástrica la que contribuya con un 17% de esta hidrólisis 

(Carrière et al., 1993), mientras que en invertebrados se han reconocido más de una lipasa 

digestiva y dos potenciales lipasas intracelulares ortólogas a ATGL y a HSL que son las 

responsables del 95% de la hidrólisis de los TAGs almacenados (Schweiger et al., 2006).  

El número de lipasas encontradas en invertebrados ha sido relacionado con la alimentación 

de los organismos, se establece que los principales alimentos de muchos de los insectos 

contienen bajas cantidades de TAGs, y predominan los fosfolípidos y galactolípidos, por 

ello se atribuye que la especificidad de las lipasas de insectos difiera a las de mamíferos 

(Horne et al., 2009).  

Por lo anterior, se puede establecer que tanto los transcritos de lipasas digestivas como las 

intracelulares se ven afectados por el ayuno, mostrando una correlación inversa, es decir, 

mientras que los transcritos de lipasa digestiva disminuyen, los correspondientes a la lipasa 
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intracelular presentan un aumento, sugiriendo una movilización de las reservas energéticas 

después de 24 h de ayuno en P. vannamei, pero también es claro dado los antecedentes en 

insectos, el proceso de regulación es complejo, ya que implica mecanismos de regulación 

postranscripcionales y postransduccionales, por lo que es necesario hacer más estudios 

sobre el metabolismo de lípidos en estos organismos. 
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Conclusiones 

En concreto, se encontró que la lipasa digestiva de P. vannamei se  traduce exclusivamente 

en la glándula digestiva, indicando un rol en la digestión de lípidos, mientras que la lipasa 

intracelular se traduce en diferentes tejidos (músculo, pleópodos y urópodos), incluyendo 

glándula digestiva, esto sugiere que tiene una participación en la movilización de lípidos 

almacenados como TAGs en los tejidos, pero no excluye su participación en la digestión. 

Las variaciones en los diferentes parámetros analizados en este estudio sugieren que las 

enzimas purificadas comparten características del grupo de lipasas: secuencia consenso, 

triada catalítica, especificidad, etc., pero presentan diferencias estructurales relacionadas 

con su secuencia de aminoácidos. 

La lipasa digestiva presentó una constante de Michaelis-Menten menor con respecto a la 

intracelular, y una eficiencia catalítica muy alta. Esta característica tiene una connotación 

biológica importante, que pudiera describirse como una mayor capacidad de digerir más 

moléculas de lípidos en menor tiempo. Dado que el tiempo que transcurre entre la ingestión 

del alimento y la excreción dura menos de 2 h, es factible que exista una relación entre el 

poco tiempo de residencia del alimento y la alta capacidad de la lipasa digestiva para 

digerirlo.  

Dos ADNc codificantes para una lipasa digestiva (pvl) y una lipasa intracelular (pv_il) de 

camarón blanco P. vannamei fueron obtenidos por PCR, las cuales representan el primer 

reporte de secuencias de nucleótidos de lipasas y función biológica de la enzimas que 

codifican en crustáceos. pvl, una lipasa digestiva que se sintetiza exclusivamente en la 

glándula digestiva, se encarga de hidrolizar los TAGs del alimento, liberando los ácidos 
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grasos y glicerol; este transcrito es regulado negativamente durante el ayuno, dado la 

ausencia del alimento, mientras pv_il, una lipasa intracelular que se encuentra en diferentes 

tejidos es la responsable de la movilización de TAGs almacenados como cuerpo graso, que 

fungen como reservas energéticas para satisfacer las necesidades metabólicas del 

organismo durante el ayuno, esta función se vio reflejada en el aumento de los transcritos 

de pv_il de camarón balnco a las 120 h de ayuno. 
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Conclusiones generales  

La digestión de elementos de la dieta es un paso importante en el uso de alimento, y es 

importante desde varios aspectos como el ecológico. El enfoque de este problema científico 

es interdisciplinario e incluye experiencias de fisiología, bioquímica, biología molecular, 

ecología y evolución y se ha enfocado en entender el funcionamiento fisiológico 

bioquímico de sistemas digestivos de organismos marinos. 

A la fecha, el estado del conocimiento de la biología básica de crustáceos es aún limitado, 

sobretodo en lo relacionado con la fisiología y los procesos metabólicos de la  digestión  de 

los lípidos que ocurre gracias a las lipasas. Por lo que en este estudio, empleando como 

modelo el  camarón blanco Penaeus vannamei, se identificaron y estudiaron a dos grupos 

de enzimas: lipasas digestivas e intracelulares, enzimas responsables de la hidrólisis de los 

TAGs del alimento y aquellos almacenados como cuerpo graso, respectivamente, así como 

se evaluó el efecto del ayuno sobre los transcritos de lipasas, ya que los productos de 

hidrólisis son la principal fuente de energía de invertebrados, siendo las lipasas 

intracelulares las que representan un papel importante durante el ayuno.  

Además se demostró una expresión diferencial de los transcritos de lipasas, aparentemente 

por mecanismos distintos (regulación postranscripcional y postrasduccional), lo que 

permite mantener un equilibrio energético cuando estos organismos están sujetos a estrés 

alimenticio, por lo que la hipótesis planteada para este trabajo fue aceptada.  

 Sin embargo, para poder elucidar con mayor certeza el proceso de lipólisis de crustáceos es 

necesario buscar los factores que intervienen en la activación de estas enzimas y los 
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factores transcripcionales que están involucrados en la síntesis de los transcritos que 

codifican a estas enzimas.  
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Material suplementario 

No. Organism Accession number 
1 Aedes aegypti-lip1 XP_001652442.1 
2 Aedes aegypti-lip2 XP_001652520.1 
3 Aedes aegypti-lip3 XP_001652524.1 
4 Aedes aegypti-lip4 XP_001652528.1 
5 Aedes aegypti-lip5 EAT35159.1 
6 Antherea yamamai BAD22559.1 
7 Aspergillus niger ABG379061.1 
8 Bombyx mori-lip1 BAC00960.1 
9 Bos taurus XP_593842.3 
10 Burkholderia cepacia P22088 
11 Caenorhabditis elegans-lip1 NP_503233.1 
12 Caenorhabditis elegans-lip2 NP_503184.1 
13 Caligus rogercreseyi ACO11197.1 
14 Canis familiaris AAA30885.1 
15 Carcinus maenas DV111912.1 
16 Culex quinquefasciatus-lip1 XP_001844302.1 
17 Culex quinquefasciatus-lip2 XP_001845810.1 
18 Culex quinquefasciatus-lip3 XP_001846790.1 
19 Culicoides sonorensis AAV84257.1 
20 Danio rerio AAI63963.1 
21 Drosophila melanogaster-lip1 NP_523540.1 
22 Drosophila melanogaster-lip3 CAA74737.1 
23 Drosophila melanogaster-lip4 AAF52971.1 
24 Drosophila melanogaster-lipA ACF37117.1 
25 Drosophila melanogaster-lipB P_001014548.1 
26 Drosophila pseudoscura XP_001358074 
27 Epiphyas postvittana EV806704.1 
28 Helicoverpa armigera ABK29468.1 
29 Hommarus americanus EH116029.1 
30 Homo sapiens CAA01714.1 
31 Ixodes scapularis-lip1 XP_002413710.1 
32 Ixodes scapularis-lip2 EEV17018 
33 Mamestra configurata-1 ACD37363.1 
34 Mamestra configurata-2 ACD37364.1 
35 Mamestra configurata-3 ACD37365.1 
36 Mayetiola destructor  ACF95831.1 
37 Mizuhopecten yessoensis ACA23976.1 
38 Mus musculus NP_081201.2 
39 Mycoplasma pneumoniae NP_110161 
40 Pagrus major BAF31237.1 
41 Penaeus monodon GO081405.1 
42 Penaues vannamei FJ619564 
43 Phlebotomus papatasi AA022149.1 
44 Proteus vulgaris AAB01071 
45 Pseudomona aeruginosa NP_251552 
46 Rattus novergicus AAA79888.1 
47 Salmo salar ACI33308.1 
58 Thermomyces lanuginosus O599952 
49 Xenopus tropicalis NP_001072431.1 
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