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1. INTRODUCCIÓN 
 

El paradigma estructura-función señala que la actividad de una enzima es dependiente de su 

estructura tridimensional, es decir, para que una proteína desempeñe su función necesita 

tener una conformación específica. Si dicha conformación se pierde y afecta la estructura 

del sitio activo, el acoplamiento entre la enzima y el sustrato no se llevará a cabo, perdiendo 

la actividad. La capacidad de las proteínas de mantener la estructura se conoce como 

estabilidad conformacional (Beadle y Shoichet, 2002), la cual se define desde el punto de 

vista termodinámico, como la diferencia en la energía libre entre el estado plegado y el 

estado desplegado de una proteína (Pace, 1990). Dado que las proteínas y, por ende, las 

enzimas, son moléculas dinámicas, un balance entre la flexibilidad y la estabilidad 

estructural es necesario para que una reacción de catálisis pueda llevarse a cabo (Fields, 

2001). Por ejemplo, las enzimas adaptadas al frio, se caracterizan por poseer un sitio activo 

flexible que les permite aumentar los estados conformacionales del complejo enzima-

sustrato generando una reducción de la energía libre y, de esta manera, acelerar la reacción 

enzimática a bajas temperaturas (D’Amico et al., 2002; Kokkinidis et al., 2012). 

 

A lo largo de la evolución, la naturaleza ha seleccionado a los organismos que presentan 

adaptaciones que garantizan la reproducción aún bajo la presión del medio ambiente. A 

nivel metabólico, este proceso está relacionado con la diversidad de funciones y 

conformaciones que presentan las enzimas, las cuales les permiten catalizar reacciones 

eficientemente (Copley, 2012). Mientras que en condiciones fisiológicas las enzimas 

mantienen una conformación que les permite tener una actividad óptima, en biotecnología, 

las enzimas pueden verse expuestas a distintas condiciones que repercuten en la actividad 

(Dubey y Jagannadham, 2003). Afortunadamente, en la naturaleza existen algunas enzimas 

que a lo largo de la evolución adquirieron adaptaciones que les permiten resistir efectos 

adversos, por lo cual han sido excelentes herramientas para ser utilizadas en procesos de 

biocatálisis en la industria (Prakash y Jaiswal, 2010). 
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El uso de las enzimas en la industria ha sido de gran importancia debido a la capacidad 

única que tienen estas moléculas de catalizar reacciones a gran velocidad y en una amplia 

diversidad de ambientes, de modo que ha permitido el desarrollo de nuevos procesos 

biocatalíticos factibles y rentables. En la industria, las enzimas son expuestas a condiciones 

a las que difícilmente se verían expuestas en la naturaleza tales como: temperaturas 

extremas, fuerzas iónicas, solventes, así como a la presencia de enzimas proteolíticas.  

Estas condiciones pueden afectar las interacciones intramoleculares que mantienen la 

conformación activa de las proteínas, dando lugar a la pérdida de la actividad (Chi et al., 

2003). Por esta razón, la búsqueda de enzimas que puedan catalizar en las condiciones a las 

cuales podrían ser expuestas en la producción, almacenamiento y aplicación, resultan de 

gran importancia para entender sus mecanismos de acción y de esta manera poder ser 

aplicadas en procesos biotecnológicos. Entre las enzimas más importantes en biotecnología 

se encuentran las peptidasas, también conocidas como enzimas proteolíticas, las cuales 

hidrolizan los enlaces peptídicos que unen a los aminoácidos que forman a las proteínas. 

Las peptidasas se clasifican en exopeptidasas y endopeptidasas, de acuerdo al sitio donde 

hidrolizen en la proteína. Las primeras hidrolizan el enlace peptídico en aminoácidos 

terminales, y las endopeptidasas al interior de la proteína; esto se conoce como 

especificidad de reacción. Las peptidasas también se clasifican según su mecanismo de 

catálisis en serino-, cisteíno-, aspártico-, metalo-, treonino- y glutámico- peptidasas 

(Rawlings y Barrett, 2013). 

 

La catepsina D1 (CD1) del jugo gástrico de langosta americana (Homarus americanus) es 

una aspártico peptidasa de que ha sido aislada y caracterizada desde el punto de vista 

bioquímico y termodinámico (Rojo et al., 2010a, 2010b; Bibo-Verdugo et al., 2016). La 

CD1 es una enzima que cataliza en un intervalo de pH de 3.5 a 5.0 y presenta alta eficiencia 

catalítica a bajas temperaturas (< 5 °C) con relación a enzimas homólogas de organismos 

homeotermos, por esta razón ha sido considerada como una enzima adaptada al frío (Rojo 

et al., 2013a). La CD1, por encima de los 25 °C, tiene una mayor eficiencia catalítica que la 

de organismos endotermos, incluso a temperaturas de hasta 55 °C, característica que no 

había sido reportada en enzimas adaptadas al frío (Bibo-Verdugo et al., 2016). 
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En este trabajo se evaluó la relación estructura-función de la CD1 en respuesta a cambios 

químicos en su microambiente, mediante la cuantificación de cambios en la actividad y la 

conformación de la enzima por efecto de solventes orgánicos, surfactantes no iónicos, NaCl 

y agentes caotrópicos, para conocer las condiciones en las que la aspártico peptidasa de 

langosta mantiene una conformación con capacidad catalítica y, dado que es una proteína, 

evaluar su resistencia a proteólisis al exponerla a peptidasas con actividad a pH ácido.  
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2. ANTECEDENTES 
 

2.1. Relación estructura-función de las enzimas 

 

La función de una enzima se encuentra intrínsecamente relacionada a la estructura 

tridimensional, la cual determina la manera en la que esta puede llevar a cabo la reacción de 

catálisis (Dill y Shortle, 1991; Pace et al., 1996). La estabilidad de una proteína es producto 

de la contribución de distintas interacciones moleculares, como puentes de hidrógeno, 

interacciones iónicas y atracciones hidrofóbicas; por otro lado, la entropía conformacional 

es la fuerza desestabilizadora principal (Pace et al., 1996). La ruptura de los distintos 

enlaces intermoleculares conducen al cambio de conformación, e incluso la 

desnaturalización, con pérdida de actividad (Fersht, 2008). El mecanismo más simple a 

través del cual una proteína se desnaturaliza se debe a la transición entre dos estados, en el 

cual la proteína pasa de una conformación plegada a una desplegada de forma cooperativa. 

Esta transición es descrita por ܰ↔ܦ, donde N se refiere a la proteína plegada, mientras D 

a la proteína desnaturalizada. Cabe mencionar que, entre estos dos estados por lo general 

solo existe una diferencia de entre 5 a 10 kcal/mol en condiciones fisiológicas (Pace et al., 

1996). 

 

Los estudios que exploran la relación estructura-función de las proteínas se basan en la 

interacción que existe entre la actividad enzimática, la estabilidad estructural y la 

flexibilidad al ser expuestas a distintas condiciones de temperatura, pH, fuerza iónica y 

composición del solvente, con el fin de interpretar los posibles mecanismos que les 

permiten mantener y/o cambiar la conformación en respuesta a cambios en el ambiente y, al 

mismo tiempo, entender estos cambios en función de la actividad (Georlette et al., 2004; 

Doukyu y Ogino, 2010). Estudios llevados a cabo en enzimas psicrofílicas han demostrado 

que éstas presentan una mayor flexibilidad estructural, en comparación con enzimas 

mesofílicas y termofílicas homólogas (Collins et al., 2003; D’Amico et al., 2003). La 

exposición de algunas enzimas a solventes orgánicos afecta la estructura y, por 

consiguiente, repercute negativamente en la actividad (Parravicini et al., 2016). No 
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obstante, algunas enzimas presentan mecanismos estructurales que les permiten mantener la 

actividad e incluso aumentarla, de modo que se eficientiza el proceso de catálisis (Alsafadi 

y Paradisi, 2013). 

 

2.2. Interacción enzima sustrato 

 

El mecanismo más simple que describe la interacción enzima-sustrato, se maneja como la 

“teoría de llave cerradura” la cual menciona que tanto la enzima como el sustrato presentan 

una estructura predeterminada que les permite interactuar para generar productos. Sin 

embargo, considerando que las moléculas son dinámicas, esta teoría es obsoleta. En la 

actualidad existen dos modelos que tratan de explicar cómo sucede la interacción de una 

enzima con el sustrato (Csermely et al., 2010). El primero conocido como “teoría de 

arreglo inducido” menciona que el sustrato, al estar en contacto con una proteína, induce un 

cambio conformacional que les permite interactuar para formar productos. El segundo se 

conoce como “teoría de selección conformacional”, la cual menciona que las enzimas, al 

ser moléculas dinámicas, fluctúan entre conformaciones y únicamente cuando presenten 

una conformación específica pueden interactuar con el sustrato (Gianni et al., 2014). 

Teóricamente la interacción enzima-sustrato es representada por: 

 

E+S = ES     (1) 

 

donde E es la enzima, S el sustrato y ES es el complejo enzima-sustrato. No obstante, este 

modelo no resulta tan simple, ya que la relación entre la función, el mecanismo de 

reconocimiento, estructura, cinética, energía y dinámica se encuentran influenciados por el 

ambiente en que se encuentran las moléculas. Por lo tanto, el estudio de la interacción 

enzima sustrato debe de ser evaluado mediante la exposición de las enzimas a diferentes 

condiciones de temperatura, pH, composición del amortiguador (fuerza iónica y 

naturaleza), osmolitos, solventes (incluyendo cosolventes), sales y concentraciones de otros 

iones, desnaturalizantes (caotrópicos), surfactantes (detergentes), estabilizantes (glicerol) y 

agentes reductores de disulfuros como el ditiotreitol (DTT; Chowdhry y Harding, 2001). 
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Los cambios que suelen presentarse en la proteína no solo se encuentran referidos a 

cambios en la estructura (secundaria/terciaria/cuaternaria), conformación, tamaño, 

geometría de forma y topología, sino que también incluye cambios en la distribución de 

carga, el estado de hidratación y protonación, el volumen molar parcial, así como los 

cambios en el área de superficie accesible, la polaridad (hidrofobicidad), y los factores de 

entropía intra- e intermolecular. Tales cambios, pueden afectar directamente al sitio activo 

de una enzima, evitando que esta pueda interactuar con el sustrato y llevar a cabo la 

actividad catalítica (Chowdhry y Harding, 2001). 

 

2.3. Técnicas para evaluar cambios conformacionales en las proteínas 

 

La evaluación de los cambios conformacionales en una proteína pueden ser evaluados 

desde distintas perspectivas: 1) cambios globales, cuando una proteína se mueve o se 

reorganiza modificando, de manera general, las estructuras secundarias o terciarias que la 

conforman; 2) cambios regionales, cambios en regiones específicas en que la forma total y 

el pliegue de la proteína permanece relativamente constante, pero una porción diminuta 

puede moverse; 3) cambios locales, cuando la conformación individual de los elementos de 

la cadena principal de aminoácidos experimentan continuamente variaciones menores. 

 

Diversas técnicas experimentales han sido utilizadas para investigar diversos aspectos de la 

conformación y dinámica, así como para evaluar cambios conformacionales a escala global 

de las proteínas. Entre ellas, la cristalografía de rayos X y la resonancia magnética de alta 

resolución son capaces de proporcionar (en muchos casos) una estructura detallada de las 

proteínas y sus complejos, aportando conocimientos que han sido realmente inestimables 

para el desarrollo de muchos productos en la industria biotecnológica (Scarff et al., 2008). 

Desafortunadamente, estas poderosas técnicas tienen limitaciones metodológicas y 

económicas, que a menudo hacen imposible su aplicación a los análisis de cambios 

estructurales en las proteínas. Por lo tanto, el uso de otro tipo de análisis biofísicos básicos 

de conformación de las proteínas, tales como diversas técnicas espectroscópicas 

(especialmente dicroísmo circular, fluorescencia, absorción UV y espectroscopia FTIR), 
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dispersión de luz, calorimetría, así como la centrifugación analítica y cromatografía de 

exclusión de tamaño han sido frecuentemente empleado para evaluar cambios 

conformacionales en las proteínas (Nguyen et al., 2003). 

 

2.3.1. Accesibilidad del triptófano para evaluar cambios conformacionales en las 

proteínas 

 

Muchas moléculas biológicas tienen la capacidad de emitir fluorescencia intrínsecamente al 

ser exitadas a una longitud de onda específica. Los aminoácidos aromáticos fenilalanina, 

tirosina y triptófano son los responsables de que las proteínas puedan fluorescer. Si bien, 

estos tres aminoácidos tienen la capacidad de emitir fluorescencia, la cuantificación de la 

fluorescencia que emite el triptófano es la medida más utilizada para estimar los cambios 

conformacionales que se presentan en una proteína al ser expuesta a distintas condiciones 

en el microambiente, debido a que el triptófano es un aminoácido sumamente sensible a la 

polaridad del ambiente. Así mismo, el rendimiento cuántico de la fluorescencia del 

triptófano es superior al de los otros dos aminoácidos y no existe transferencia de energía 

entre ellos y el triptófano, lo cual evita el opacamiento de la fluorescencia (Möller y 

Denicola, 2002).  

 

El triptófano es un aminoácido aromático hidrofóbico que suele encontrarse completa- o 

parcialmente dispuesto en el centro hidrofóbico de las proteínas. De igual manera puede 

localizarse en la interfaz de sistemas proteicos oligoméricos o en la interfaz de dos 

dominios y/o subdominios. El triptófano presenta máxima absorción a 280 nm, pese a ello, 

en la mayoría de los estudios suele ser excitado a 290 nm con el fin de disminuir la 

interferencia de la fluorescencia emitida por la tirosina (Tabla I). Por otro lado, el punto de 

emisión máxima del triptófano se localiza en la mayoría de las proteínas a 348 nm (Royer 

et al., 1993). Debido a que la fluorescencia intrínseca del tirptófano es sensible a la 

polaridad del microambiente donde se encuentra la proteína, los cambios en la polaridad 

pueden dar lugar a modificaciones en la exposición de este aminoácido al medio. El 

aumento en la polaridad del solvente favorece la formación de puentes de hidrógeno entre 
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el agua y el grupo amino del triptófano, produciendo una reducción del nivel de energía del 

estado excitado del triptófano por efecto del solvente, lo que se refleja en cambios en la 

intensidad de la fluorescencia, que pueden ser entendidos como cambios conformacionales 

en la proteína, tales como asociación de subunidades, ruptura de enlaces o 

desnaturalización (Royer, 2006). 

 
Tabla I. Propiedades de fluorescencia de los aminoácidos aromáticos en agua a pH neutro 
(Held, 2003). 

 Tiempo de vida (τ) Absorción  Fluorescencia 

 (ns) λ (nm) Absortividad (ε)  λ (nm) Absortividad (ε) 

Triptófano 3.1 280 5600  348 0.20 

Tirosina 3.6 274 1400  303 0.14 

Fenilalanina 6.4 257 200  382 0.04 

 

2.4. Enzimas intrínsecamente estables y su importancia en la industria biotecnológica 

 

Debido a la diversidad de ambientes que existen en nuestro planeta podemos encontrar 

organismos que habitan en distintas condiciones de temperatura, pH, salinidad y presión. 

Estos organismos presentan adaptaciones evolutivas en sus mecanismos de biocatálisis que 

les permiten sobrevivir en ambientes en los cuales otros organismos no sobrevivirían 

(Niehaus et al., 1999). Entre las adaptaciones fisiológicas que presentan, podemos 

encontrar la producción de enzimas termófilas, acidófilas, alcalófilas, psicrófílicas, 

barófilas (Demirjian et al., 2001). Enzimas activas al ser expuestas a distintas condiciones, 

han sido de gran interés en el desarrollo de nuevas biotecnologías, muchas de las cuales han 

encontrado su camino en aplicaciones industriales debido a la capacidad que tienen de 

mantener la conformación, evitando así la pérdida de la actividad (Karan et al., 2012). 

 

En la industria, durante la manipulación, la formulación, el almacenamiento y/o la 

administración de las enzimas, cualquier tipo de entrada de energía desde el microambiente 

puede generar cambios en la conformación que repercuten en la actividad. Para 

contrarrestar el efecto del ambiente, así como solventar la demanda que existe para la 

producción y el abastecimiento de las enzimas, se han implementado diversas estrategias 
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para incrementar la estabilidad. Entre la cuales se pueden mencionar la inmovilización, la 

cristalización, modificaciones químicas, producción de enzimas heterólogas y el uso de 

aditivos estabilizantes (Iyer y Ananthanarayan, 2008). Una gama de aditivos ejerce efectos 

de estabilización mediante la inducción de la hidratación preferencial de las proteínas, es 

decir, el aditivo tiende a ser excluido de la superficie de la proteína induciendo en ella una 

conformación compacta con la que evitan la desnaturalización (Vagenende et al., 2009). 

 

2.4.1. Las peptidasas en la industria de las enzimas 

 

Las peptidasas son un importante grupo de enzimas que representa aproximadamente el 

60% del total de las enzimas utilizadas en la industria. Estas enzimas son frecuentemente 

empleadas en la elaboración de detergentes, alimentos y productos farmacéuticos debido a 

su alta eficiencia en la ruptura de los enlaces peptídicos (Tunga et al., 2003; Merheb et al., 

2007). Los microorganismos representan la fuente más representativa de peptidasas 

utilizadas en la industria debido a su fácil manejo y cultivo, así como a su elevada tasa de 

producción y la gran diversidad de ambientes en los que se pueden desarrollar. Así mismo, 

existen peptidasas de eucariotas marinos con características catalíticas atractivas y cuya 

abundancia en organismos de interés comercial y su aplicación permitiría el 

aprovechamiento total del recurso (Aspmo et al., 2005; Espósito et al., 2009). De igual 

manera, la producción heteróloga en vectores microbianos de peptidasas provenientes de 

plantas y animales ha sido una práctica común en biotecnología con el fin de optimizar y 

reducir los costos de extracción, procesamiento y abastecimiento así como la obtención de 

peptidasas a partir de organismos con poco o nulo valor comercial (Macouzet et al., 1999; 

Venkatesh et al., 2005).  

 

2.4.2. Caracterización de peptidasas de crustáceos y su potencial biotecnológico 

 

En biotecnología, la actividad de las peptidasas en condiciones físicas y químicas no 

fisiológicas es un requisito (Sumantha et al., 2006). Por tanto, peptidasas que mantengan la 

actividad en presencia de solventes, detergentes, sales y enzimas proteolíticas tiene una 



10 
 
 

 
 

gran relevancia en la aplicación de procesos en la industria. En crustáceos se han estudiado 

y caracterizado peptidasas desde distintos puntos de vista, que van desde aspectos 

fisiológicos (Lemos et al., 2002; Gamboa-Delgado et al., 2003), bioquímicos (Ezquerra et 

al., 1997; González-Zamorano et al., 2013) a termodinámicos (Rojo et al., 2013; Bibo-

Verdugo, 2014), en los cuales se han descrito algunas características sobresalientes de estas 

enzimas que las hacen atractivos modelos de estudio y fuente de peptidasas con potencial 

biotecnológico.  

 

Las peptidasas de camarones, cangrejos y langostas han mostrado tener la capacidad de 

catalizar reacciones en condiciones a las que difícilmente se verían expuestas en la 

naturaleza. La tripsina del camarón blanco Litopeneaus vannamei, ha demostrado tener un 

aumento en la actividad al exponerla a iones Ca+2, situación que no se presenta en tripsinas 

de vertebrados (Sainz et al., 2004). Por otro lado, algunas peptidasas han demostrado, no 

solo mantener la actividad al ser expuestas a distintas concentraciones de solventes, sino 

que incluso se activan en presencia de éstos. Se ha reportado un aumento en la actividad de 

serino peptidasas de Cancer pagurus de hasta un 600% al ser expuestas a 20% de los 

solventes orgánicos etanol, metanol, propanol y acetona (Saborowski et al., 2004). Las 

aspártico peptidasas digestivas de las langostas del género Homarus han sido caracterizadas 

y denominadas como enzimas adaptadas al frío, ya que presentan alta eficiencia catalítica a 

temperaturas de bajas a moderadas (5-20 °C; Rojo et al., 2013). La quimotripsina de la 

langosta Panulirus interruptus, a pesar de tener un pH óptimo en condiciones alcalinas, 

mantiene la actividad desde pH ácido a alcalino (3-9 pH), además de ser una enzima 

tolerante a la exposición de solventes orgánicos, mostrando incluso un aumento 

significativo en la actividad en presencia algunos de ellos (Bibo-Verdugo et al., 2015). Por 

otro lado, se ha demostrado que las enzimas digestivas de Callinectes bellicosus y L. 

vannamei son resistentes a hidrólisis cuando son expuestas en presencia de tripsina bovina, 

siendo esta última enzima hidrolizada por las peptidasas de crustáceos (González-

Zamorano et al., 2013) 
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2.5. Las aspártico peptidasas 

 

Las peptidasas de tipo aspártico (EC 3.4.23.X), son enzimas ampliamente distribuidas, que 

pueden encontrarse en organismos diversos como retrovirus, bacterias, levaduras, plantas y 

animales (Sumantha et al., 2006). Esta clase de enzimas se caracterizan por catalizar 

reacciones a pH ácido, condición que se encuentra asociada a la ionización los dos residuos 

de ácido aspártico en el sitio activo (Yreeva y Rumsh, 2008). Estructuralmente, las 

aspártico peptidasas se caracterizan por poseer una cadena polipeptídica de entre 320 a 360 

residuos de aminoácidos y presentar un peso molecular de entre 32 y 36 kDa. La estructura 

tridimensional de estas enzimas está formada principalmente por placas beta arregladas en 

dos lóbulos homólogos. El sitio catalítico, dispuesto entre los dos lóbulos, se forma por dos 

residuos de ácido aspártico: Asp32 y Asp215, que se encuentran unidos mediante un puente 

de hidrógeno entre el extremo carboxilo de ambos y una molécula de agua (Pearl y 

Blundell, 1984); ambos residuos activan a la molécula de agua responsable del ataque 

nucleofílico al enlace peptídico. 

 

2.5.1. Mecanismo de catálisis de las aspártico peptidasas 

 

El mecanismo de catálisis de las aspártico peptidasas ha sido descrito (Rawlings y Barrett, 

2013). En la figura 1, se observa una molécula de agua próxima a los dos residuos de ácido 

aspártico del sitio activo (Fig. 1A). La catálisis comienza cuando Asp215 se protona 

aceptando un hidrógeno de la molécula de agua, la cual se activa y actúa como nucleófilo 

atacando al átomo del carbono el grupo carbonilo del enlace peptídico, lo que resulta en una 

disrupción del doble enlace y en la formación de un intermediario tetrahédrico metaestable 

(Fig 1B). Posteriormente, el Asp215 forma un puente de hidrógeno con el átomo de 

oxígeno de la molécula de agua original, mientras que el protón restante forma un puente de 

hidrógeno con el oxígeno de Asp32. La modificación estérica del átomo de nitrógeno, 

permite la formación de un puente de hidrógeno con el protón de Asp215, produciendo la 

ruptura del enlace entre el grupo amino y el carboxilo generando dos productos (Fig. 1C). 
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Figura 1. Mecanismo de catálisis de las aspártico peptidasas. 
 

2.5.2. Las aspártico peptidasas y su importancia en la industria 

 

Las serino peptidasas son la clase de enzimas proteolíticas más utilizadas en la industria 

biotecnológica, debido a su capacidad de catalizar reacciones en medios alcalinos, 

condición que les permite participar en una amplia gama de aplicaciones diversas en la 

industria tales como, detergentes, limpieza de pieles, purificación de ácidos nucleicos, entre 

otras (Tavano, 2013). Las aspártico peptidasas, por la capacidad de llevar a cabo reacciones 

a pH ácido, han sido utilizadas en las industrias alimentaria, cosmética y farmacéutica. En 

la industria alimentaria la aplicación más importante es la capacidad de coagular proteínas, 

como evidencia de esto, existe una gran demanda de peptidasas aspárticas en la industria de 

la fabricación de quesos, debido a la capacidad de coagular la caseína de la leche 

(Neelakantan et al., 1999); la renina y la quimosina son las dos aspártico peptidasas más 

utilizadas para la coagulación de la caseína, así mismo se han reportado catepsinas D con la 

misma capacidad (Hurley et al., 2000). Enzimas de tipo aspártico se usan para eliminar 

turbidez en jugos de frutas y bebidas alcohólicas, previniendo la formación de agregados de 

proteínas (Lybo et al., 2006; Pinelo et al., 2010). El proceso de clarificación de algunas 

bebidas ocurre a baja temperatura (< 10° C), en condiciones ácidas, en presencia de cierta 

fuerza iónica y, en ocasiones, a baja concentración de etanol y algunos polifenoles 

(Mesquita et al., 2001; Marangon et al., 2011; Dufrechou et al., 2012), por esta razón las 
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enzimas utilizadas en esta industria deben de tener la capacidad de catalizar en estas 

condiciones (Pocock et al., 2003). 

 

Por otra parte, el uso de aspártico peptidasas también ha cobrado interés en la industria 

farmacéutica y dermatológica, ya que diferentes padecimientos y procesos de infección se 

encuentran regulados por aspártico peptidasas (Benes et al., 2008). Esta clase de enzimas 

son empleadas en tratamientos dermatológicos para prevenir la descamación de la piel 

(Horikoshi et al., 1999) y para la eliminación de piojos y liendres (Watkms y Hayyvard, 

1999). De igual manera, han sido utilizadas en la industria farmacéutica por la actividad 

retroviral que algunas de ellas poseen (Dunn et al., 2002; Bernard et al., 2005). En la 

industria cosmética y farmacéutica el uso de distintos solventes orgánicos como 

isporopanol, metanol, DMSO, polioles y surfactantes es muy común, de tal forma que 

peptidasas que mantengan la actividad en estas condiciones resultan de gran interés para ser 

explotadas y aplicadas.  

 

2.6. La langosta americana (Homarus americanus) 

 

La langosta americana, también conocida como langosta quelada (H. americanus), es un 

crustáceo decápodo de la familia Nefropidae que se distribuye en la costa oeste del 

Atlántico Norte, lugar donde es reconocida por su alto valor comercial. En 2012, la pesca 

de langosta americana fue de 148 millones de libras de langosta desembarcada, que 

corresponde aproximadamente a un ingreso de 429 millones de dólares, lo cual la convierte 

en la tercera pesquería más importante de Estados Unidos, por debajo únicamente del 

salmón y el camarón (NMFS, 2016). La abundancia en la pesquería de esta langosta sugiere 

la generación de gran cantidad de desechos que podrían ser utilizados como materia prima 

en aplicaciones biotecnológicas a mediano y largo plazo, como ha sucedido con desechos 

pesqueros de otros organismos marinos (Aspmo et al., 2005; Espósito et al., 2009). 
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2.6.1. Las peptidasas del sistema digestivo de langosta americana, H. americanus 

 

Contrario a lo que se observa en la mayoría de los sistemas digestivos de crustáceos, el jugo 

gástrico de las langostas del género Homarus (H. gamarus y H. americanus) presenta 

mayor actividad a pH ácido (Navarrete Del Toro et al., 2006). Se han purificado y 

caracterizado las peptidasas digestivas aspártico y cisteíno a partir de la glándula digestiva 

y del jugo gástrico de langosta americana (Laycock et al., 1989; Rojo et al., 2010a). Las 

cisteíno peptidasas del jugo gástrico corresponden a tres isoenzimas de catepsina L (CL): 

CL1, CL2 y CL3 (Laycock et al., 1991; Bibo-Verdugo et al., 2016). Además, se ha 

identificado, purificado y caracterizado una aspártico peptidasa, denominada catepsina D1 

(CD1; Rojo et al., 2010b).  

 

2.6.2. La CD1 de H. americanus 

 

En la langosta americana ha sido descrita una aspártico peptidasa en el jugo gástrico, la 

cual, por medio de secuenciación del extremo N-terminal, espectrometría de masas y 

secuenciación del ADN complementario, se denominó como CD1 (Rojo et al., 2010a). A 

esta enzima se le ha atribuido una función digestiva por encontrarse activa en el jugo 

gástrico de la langosta y por expresarse únicamente en la glándula digestiva y formar parte 

del jugo gástrico (Rojo et al., 2010a). 

 

La CD1 del jugo gástrico de langosta americana está formada por 386 residuos de 

aminoácidos con una masa molecular de 42.6 kDa (Rojo et al., 2010a). Esta enzima, al 

igual que enzimas homólogas de mamíferos, tiene afinidad principalmente por residuos de 

aminoácidos hidrofóbicos Phe, Trp y Tyr en las posiciones P1-P1’ (Bibo-Verdugo et al., 

2016). La enzima tiene un pH óptimo en un rango de 3.5 a 5.5, y alta eficiencia catalítica en 

un rango de 5 a 25 °C, de manera que es considerada como una enzima con capacidad de 

catalizar a bajas temperaturas (Rojo et al., 2013). La CD1, presenta una mayor Kcat que 

enzimas homólogas de endotermos desde 5 a 55 °C, lo que se relaciona a una mayor 

capacidad catalítica en relación a sus homólogas (Bibo-Verdugo et al., 2016). La capacidad 
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de la enzima de langosta de catalizar a un amplio rango de temperatura se ha asociado a la 

ausencia de un lazo de prolinas que le provee de mayor flexibilidad (Rojo et al., 2013), 

característica indispensable de las enzimas adaptadas al frío.  
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3. JUSTIFICACIÓN 
 

En biotecnología, la actividad de las peptidasas en condiciones extremas de pH, 

temperatura y presencia de solventes, detergentes, sales y enzimas proteolíticas es un 

requisito; tales condiciones pueden llegar a modificar la estructura de las proteínas, o 

incluso desnaturalizarlas, dando lugar a la pérdida de la actividad, de manera que el estudio 

de la capacidad que tienen las enzimas de mantenerse activas en condiciones extremas en 

las que podrían verse expuestas durante su extracción, procesamiento y aplicación, resulta 

de gran relevancia en el momento de buscar  procesos en la industria. Por otro lado, la 

exposición a distintas condiciones físicas y químicas en el microambiente no afectan de la 

misma manera a todas las proteínas, por ello la comprensión de cambio en la conformación 

de las enzimas en relación a la actividad enzimática resulta de gran importancia ya que 

permite tener un mejor control sobre el proceso de pérdida de actividad, estabilización y 

propiedades catalíticas (Chi et al., 2003). 

 

Entender la relación entre la estructura-función de la CD1 bajo diferentes condiciones 

resulta de interés tanto en caracterización teórica como en innovación biotecnológica, ya 

que esta enzima presenta alta eficiencia catalítica a temperaturas frías y moderadas, así 

como a un amplio espectro de pH, características que la hacen una enzima con potencial 

biotecnológico. En consecuencia, un estudio donde se evalúe el efecto de agentes 

desnaturalizantes en la estructura y la función de la CD1 permitirá explorar la posibilidad 

de ser utilizada como biocatalizador en la industria. Bajo estos supuestos se plantearon las 

siguientes preguntas científicas: ¿Es la CD1 de langosta americana (H. americanus) capaz 

de mantener la actividad en presencia de aditivos químicos y proteolíticos?, ¿Existe una 

relación estructura-función al ser expuesta a estas condiciones? 
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4. HIPÓTESIS 
 

Si las peptidasas de crustáceos son particularmente activas al ser expuestas a agentes 

químicos desnaturalizantes y enzimas proteolíticas, lo cual se relaciona con el arreglo 

conformacional que poseen, entonces, la CD1 de H. americanus mantendrá su actividad en 

función de la conformación al ser expuesta a diferentes agentes químicos desnaturalizantes 

y será resistente a la presencia de enzimas proteolíticas. 
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5. OBJETIVOS 
 

5.1. Objetivo general  

Evaluar la respuesta de la Catepsina D1 de H. americanus al ser expuesta a agentes 

químicos y proteolíticos. 

 

5.2. Objetivos particulares 

 

1. Purificar la CD1 a partir de jugo gástrico de H. americanus. 

2. Evaluar la estabilidad de la CD1. 

3. Cuantificar el efecto del glicerol, Tritón-X y Tween-20 en la actividad de la CD1 

4. Cuantificar los cambios en la actividad de la CD1 al ser expuesta a urea, NaCl y 

solventes orgánicos: etanol, DMSO, metanol e isopropanol. 

5. Estimar los cambios conformacionales de la CD1 al ser expuesta a urea, NaCl y 

solventes orgánicos: etanol, DMSO, metanol e isopropanol. 

6. Estudiar el efecto de la exposición de la CD1 a las peptidasas renina y papaína. 
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6. MATERIAL Y MÉTODOS 
 

6.1. Técnicas recurrentes 

 

6.1.1. SDS-PAGE 

 

La técnica de “Sodium-Dodecyl-Sulfate Polyacrylamide-Gel Electrophoresis” (SDS-

PAGE) utilizando la metodología descrita por Laemmli (1970), fue empleada para 

comprobar la pureza de la CD1, así como para evaluar la respuesta de la enzima de langosta 

al ser expuesta a otras peptidasas. Las muestras de interés fueron adicionadas con 

amortiguador de muestra 4X-DTT y se calentaron a 100 °C por 10 min, finalmente las 

muestras fueron colocadas y separadas en un gel de poliacrilamida 12%. Posterior a la 

electroforesis, los geles fueron lavados con agua destilada y teñidos con azul de Coomassie 

R-250 o tinción de plata. Por otro lado, se llevaron a cabo ensayos de actividad por 

zimograma utilizando la metodología descrita por García-Carreño et al. (1993), con algunas 

modificaciones. Las muestras fueron separadas en un gel de policarilamida 12% en 

condiciones nativas con amortiguador de muestra 4X sin DTT. Finalizada la electroforesis, 

el gel fue lavado en agua destilada y posteriormente se ajustó el pH mediante tres lavados 

consecutivos de 10 min con 50 mM acetato de sodio pH 4.5. El gel fue incubado por 30 

min en baño de hielo en una solución de 0.25% hemoglobina en 100 mM amortiguador de 

acetato de sodio, pH 4.5. Finalizado el tiempo los geles fueron extraídos del baño de hielo e 

incubados a temperatura ambiente por 1.5 h. Después de la incubación los geles fueron 

lavados con agua destilada y teñidos con solución de azul de Coomassie R-250. En ambas 

técnicas SDS-PAGE y actividad por zimograma, los geles fueron desteñidos y analizados 

en un fotodocumentador de imagen Image-Lab (BIO-RAD).  

 

6.1.2. Cuantificación de la actividad  

 

La actividad específica de la CD1 de langosta americana a fue cuantificada por la hidrólisis 

del sustrato fluorogénico 7-metoxicumarin-4-ácidoacético-Gly-Lys-Lys-Pro-Il-Phe-Phe-

Arg-Leu-Lys-(2,4dinitrofenil)-D-Arg-NH2 (EnzoLife Sciences BML-P145-0001), 
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siguiendo la metodología de Yasuda et al. (1999) usando en un lector de microplaca 

Synergy 4 (Biotek) a una longitud de onda de 328 y 393 nm de excitación y emisión, 

respectivamente. Se utilizó una curva de calibración generada por la emisión de 

fluorescencia de distintas concentraciones conocidas del fluorocromo 7-methoxycoumarin-

4-ácido acético (MCA) y por la comparación de las unidades de fluorescencia relativa 

(UFR) contra la concentración de MCA. La actividad de la CD1 es expresada en pmol de 

MCA liberados por minuto por cada μg de proteína. 

Dependiendo del análisis se llevaron a cabo tres diferentes metodologías: 

a) Análisis de actividad de las fracciones cromatográficas: 10 µL de cada una de las 

fracciones fueron colocados en una microplaca negra con 80 µL de amortiguador de 

acetatos, 50 mM, pH 4.5; la reacción fue iniciada con la adición de 10 µL de 

sustrato 2 µM de concentración final, disuelto en dimetilsulfóxido (DMSO) y 

amortiguador de reacción.  

b) Análisis de actividad a baja concentración: la enzima purificada a una concentración 

de 0.5 mg/mL, fue diluida 1:10000 hasta una concentración de 0.05 µg/mL en 

amortiguador de acetato de sodio 100 mM a pH 4.5, y/o la concentración de aditivo 

deseada utilizando soluciones stock del aditivo disueltas en el mismo amortiguador. 

Del extracto final, 90 µL fueron extraídos y depositados en una microplaca a la cual 

se le añadieron 10 µL de sustrato sintético específico para CD a una concentración 

final de a 2 µM y se evaluó la actividad a 25 °C. La actividad de la CD1 se expresó 

mediante unidades de actividad relativa, considerando al control positivo como el 

100%.  

c) Análisis de actividad a alta concentración: la enzima purificada a una concentración 

de 0.5 mg/mL, fue diluida 1:100 hasta una concentración de 5.0 µg/mL en 

amortiguador de acetatos 100 mM a pH 4.5, y/o la concentración de aditivo deseada 

utilizando soluciones stock del aditivo disueltas en el mismo amortiguador. Minutos 

antes de medir la actividad, la enzima fue nuevamente diluida 1:100 en 

amortiguador y/o la solución stock del aditivo hasta una concentración final de 

proteína de 0.05 µg/mL. La actividad de la enzima fue medida inmediatamente 

después de la segunda dilución, de la misma manera que en el apartado b. 



21 
 
 

 
 

6.1.3. Evaluación de la fluorescencia del triptófano 

 

Los cambios conformacionales de la CD1 fueron estimados por espectrometría de 

fluorescencia, empleando un espectrofluorómetro de microplaca Synergy 4 (BIO-TEC), 

utilizando la técnica espectrométrica de emisión de fluorescencia del triptófano. La emisión 

de fluorescencia de las muestras que contenían 0.05 mg/mL de la enzima de langosta en un 

volumen de 220 µL de amortiguador de fosfatos pH 4.5, con o sin aditivo, fueron 

analizadas mediante la lectura del espectro de fluorescencia excitando las muestras a 290 

nm y recuperando la emisión cada 5 nm en un rango de 315 a 400 nm de longitud de onda, 

utilizando 120 unidades de sensibilidad. Como control positivo se utilizó la enzima disuelta 

en el amortiguador de reacción y como control negativo, la enzima disuelta a la máxima 

concentración de aditivo. Todos los ensayos fueron llevados a cabo por triplicado, haciendo 

dos lecturas de cada muestra. 

 

6.2. Obtención y procesamiento de las muestras 

 

6.2.1. Obtención de jugo gástrico 

 

Ejemplares adultos de langosta americana fueron mantenidos en cautiverio bajo 

condiciones controladas de salinidad, temperatura y suministro de alimento. El jugo 

gástrico se extrajo de los especímenes vivos y en condiciones de ayuno, utilizando una 

jeringa equipada con un tubo flexible que se insertó por la cavidad oral hasta la cavidad 

gástrica. Inmediatamente después del muestreo, el jugo gástrico se colocó en tubos 

Eppendorf de 2 mL y se mantuvo a 4 °C; posteriormente, los tubos fueron centrifugados 

por 10 min a 4 °C y 10 000g, con el fin de separar los sólidos. El sobrenadante fue 

almacenado a -20 °C para su posterior uso. 

 

6.2.2. Purificación de CD1 

 

La catepsina D1 fue purificada por cromatografía de afinidad e intercambio aniónico. Por 

afinidad, las aspártico peptidasas fueron separadas en una columna de cromatografía 
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empacada manualmente con pepstatin A-agarosa (PS032, Sigma-Aldrich), utilizando un 

Cromatógrafo BIO-RAD. Cuatro mL de jugo gástrico fueron concentrados a un mL en una 

columna de ultrafiltración Amicon (corte 10 kDa) a 4000 x g y 4 °C, para obtener un mayor 

rendimiento final en la cromatografía. La columna de cromatografía fue equilibrada con 15 

mL del mismo amortiguador, posteriormente 1 mL de jugo gástrico concentrado fue 

inyectado a la columna, se lavó con 15 mL del mismo buffer. La elusión de las proteínas 

adsorbidas en la columna se realizó mediante cinco pasos de elusión: 1) 20 mL de 

amortiguador de acetatos 50 mM, pH 4.5; 2) 20 mL de amortiguador de citratos 50mM, 

NaCl 1 M, pH 3.5; 3) 20 mL de amortiguador de citratos 50 mM, pH 3.5; 4) 25 mL de Tris-

HCl 100 mM, NaCl 1 M, pH 7.0; y 5) 5 mL de Tris-HCl 100 mM, NaCl 1 M, pH 7.5. 

Fracciones de 1.5 mL fueron colectadas a una velocidad de 1 mL/min y posteriormente 

analizadas por SDS-PAGE y zimogramas. Las fracciones donde se observó a la CD1 

fueron concentradas por ultrafiltración a 4000 x g y 4 °C hasta obtener un volumen final de 

1 mL.  

 

Las fracciones que presentaron mayor pureza obtenidas de la cromatografía de afinidad 

fueron aplicadas a una columna de NAPTM-5 Sephadex G25 (Amersham Biociences) para 

intercambiar el amortiguador de Tris-HCL 100 mM, 1 M NaCl, pH 7.5 a un amortiguador 

de Tris-HCl 100Mm, pH 7.0. Una vez acondicionado al pH, la muestra fue aplicada a una 

columna UNOTM Q1 (720-0001, BIO-RAD) empleando el cromatógrafo antes mencionado. 

Bajo estas condiciones, la peptidasa se adsorbió en la columna y se eluyó utilizando un 

gradiente de NaCl (0-1 M) en amortiguador de Tris y un flujo constante de 1 mL/min. 

Fracciones de 1 mL fueron colectadas. Las fracciones que contenían los picos de UV 

mayores fueron analizadas en SDS-PAGE 12% y por zimograma, siguiendo la metodología 

descrita en el apartado 6.1.1, así como por ensayos de actividad específica utilizando la 

metodología descrita en el apartado 6.1.2a. Las fracciones que contuvieron a la CD1 fueron 

concentradas a 0.5 mg/mL y separadas en alícuotas de 30 µL para su posterior uso. 
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6.3. Evaluación de la actividad de la CD1 de langosta americana en condiciones 

ambientales 

 

La actividad de la CD fue cuantificada a diferentes concentraciones. La CD1 purificada 

(0.5 mg/mL) fue llevada hasta una concentración de 0.05 µg/mL en 50 mM amortiguador 

de acetatos pH 4.5, la enzima fue incubada a 25 °C por 24 h y se cuantificó la actividad a 1, 

2, 4, 8 y 24 h siguiendo la metodología descrita en el apartado 6.1.2b. La cuantificación de 

la actividad a alta concentración se llevó a cabo diluyendo la enzima hasta una 

concentración de 5 µg/mL en 50 mM amortiguador de acetatos pH 4.5, la enzima fue 

incubada a 25 °C y se cuantificó la actividad diariamente por siete días siguiendo la 

metodología descrita en el aparado 6.1.2c. La actividad de la CD1 en el tiempo fue 

evaluada cualitativamente mediante ensayos de actividad por zimograma. La CD1 

purificada fue diluida hasta una concentración final de 0.125 mg/mL en amortiguador de 

acetatos 50 mM, pH 4.5. Posteriormente, la enzima fue incubada durante 7 días a 25 °C. 

Muestreos diarios fueron llevados a cabo, en los cuales 15 µL de la muestra fueron 

extraídos, colocados en tubos individuales y almacenados a -20 °C, hasta su uso. Una vez 

finalizados los siete días, las muestras fueron descongeladas y la actividad fue evaluada por 

zimograma, el cual se efectuó siguiendo la metodología descrita en el apartado 6.1.1.  

 

6.4. Efecto de aditivos químicos en la actividad de la CD1 

 

6.4.1. Evaluación de la actividad de la CD1 en respuesta a la conformación por la 

exposición a urea 

 

Con el fin de identificar el efecto de la urea en la conformación y la actividad de la CD1 de 

langosta americana, la aspártico peptidasa fue expuesta a concentraciones de 0 a 7.5 M de 

urea, a pH 4.5 y 25 °C. Para los ensayos de actividad en presencia de urea, se diluyó la CD1 

pura a una concentración final de 2.0 µg/mL en la concentración deseada de urea utilizando 

una solución stock de 8 M en 50 mM amortiguador de acetatos, pH 4.5. La reacción fue 

ajustada con amortiguador de acetatos pH 4.5, a un volumen final de 300 µL. Todas las 

muestras fueron incubadas a 25 °C por 24 h. Finalizado este tiempo, cada muestra fue 
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diluida nuevamente hasta una concentración de 0.02 µg/mL utilizando la misma 

concentración de urea y amortiguador. Inmediatamente después se llevaron a cabo ensayos 

de actividad siguiendo la metodología descrita en el apartado 6.1.2.b.  

 

La evaluación de los cambios conformacionales de la CD1 por efecto de la urea se llevó a 

cabo por un análisis de la emisión de fluorescencia del triptófano, por triplicado. La 

cuantificación de la emisión de fluorescencia de la CD1 en presencia de urea fue evaluada 

utilizando una concentración final de 0.03 mg/mL de CD1, la cual fue expuesta a la 

concentración de 0.5 a 7.5 M de urea, reacción que fue ajustada con amortiguador de 

fosfatos pH 4.5, a 220 µL de volumen final. Las muestras fueron incubadas a 25 °C por 24 

h. Finalizado este tiempo, se extrajeron 100 µL de cada mezcla y se midió la emisión de 

fluorescencia por duplicado como se indica en el apartado 6.1.3. La actividad y la 

fluorescencia de la CD1 no tratada fueron consideradas como controles experimentales y la 

emisión obtenida de los amortiguadores a la máxima concentración de urea fue considerada 

como blanco. 

 

6.4.1.1. Curva de desnaturalización inducida por urea  

 

Las curvas de desnaturalización son una excelente vía para estimar la estabilidad de una 

proteína. Utilizando los valores obtenidos de emisión de fluorescencia a 330 nm del ensayo 

anterior, se evaluó la constante de equilibrio termodinámico entre el estado plegado y el 

estado desplegado de la CD1, así como los parámetros termodinámicos que definen la 

estabilidad de una proteína. 

El equilibrio del estado plegado y el estado desplegado se define como: 

 

ிܨ ൅ ஽ܨ ൌ 1      (2) 

 

Donde FF representa la fracción de moléculas en la conformación plegada y FU representa 

la fracción de moléculas en su conformación desplegada. En los estudios que evalúan el 

despegamiento de proteínas, el valor de desnaturalización es expresado en términos de la 
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fracción desplegada Y, a determinada concentración de desnaturalizante la cual se define 

como: 

 

ܻ ൌ ேܻܨே ൅ ஽ܻܨ஽     (3) 

 

donde YN y YD representan los valores típicos de Y del estado plegado y desplegado 

respectivamente. Esta ecuación puede ser ajustada para conocer el valor de FU, obteniendo 

la siguiente fórmula: 

஽ܨ ൌ
௒ಿି௒

௒ಿି௒ವ
      (4) 

 

La principal medida de estabilidad de una proteína que se obtienen de los estudios de 

desnaturalización es ΔG, la energía libre requerida para pasar de un estado plegado a uno 

desplegado. Los valores de la constante de equilibro, KD y ΔG pueden ser calculados 

utilizando las ecuaciones siguientes: 

 

 

஽ܭ 	ൌ 	
ிವ
ிಿ
	ൌ 	 ிವ

ଵିிವ
	ൌ 	 ௒ಿି௒

௒ି௒ವ
     (5) 

y 

ܩ∆ ൌ െܴܶ	݈݊		ܭ஽     (6) 

 

donde R es la constante universal de los gases (1.987 cal·mol-1·°K-1) y T es la temperatura 

medida en grados Kelvin. 

 

La generación de los parámetros de equilibrio (ΔG(H2O) y el valor de m), fueron obtenidos 

utilizando el método de extrapolación linear descrito por Greene y Pace (1973). Este 

método asume que el valor de ΔG de la transición entre ambos estados, depende 

linealmente de la concentración del desnaturalizante, la cual se traduce en la ecuación: 

 

ΔG ൌ ΔGሺܪଶܱሻ െ ݉ሾܽ݁ݎݑሿ    (7) 
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donde ΔG(H2O) es la estabilidad conformacional de la proteína en unidades de kcal·mol-1 y 

m es la dependencia del desnaturalizante en cambio en la energía libre en unidades de 

kcal·mol-1·M-1. 

 

6.4.2. Efecto de surfactantes no iónicos en la actividad de la CD1 

 

La actividad de la CD1 fue cuantificada en presencia de distintas concentraciones de los 

detergentes no-iónicos Tritón-X y Tween-20 (0.0005-0.5%), así como de glicerol (0.5-

30%), para evaluar el efecto de estos compuestos sobre la enzima. Para este propósito, 10 

µL de CD1 (0.5 mg/mL) fueron llevados a una concentración final de 25 ng/mL, diluyendo 

la enzima en 50 mM amortiguador de acetatos, pH 4.5 y 0.0005-0.5% de Tween-20, Tritón-

X ó 0.5-30% de glicerol. Las muestras fueron incubadas a 25 °C por 24 h. La actividad 

residual fue cuantificada empleando la metodología descrita en el apartado 6.1.2c. Los 

ensayos de actividad en presencia de cada concentración de aditivo fueron llevados a cabo 

por triplicado. La actividad de CD1 no tratada a las 0 y 24 h fue considerada como control 

experimental. 

 

6.4.3. Efecto del NaCl en la actividad y la conformación de la CD1 

 

Con el fin de cuantificar el efecto del NaCl en la actividad y la conformación de la CD1 de 

langosta americana, la aspártico peptidasa fue expuesta a concentraciones de 0 a 4 M de 

NaCl en condiciones ácidas (pH 4.5) a 25 °C. Para los ensayos de actividad, la CD1 fue 

incubada en concentraciones de 0-4 M de NaCl utilizando una solución stock de 4.5 M 

NaCl disuelta en amortiguador de acetatos pH 4.5 por 24 h a 25 °C. La reacción fue 

ajustada a 300 µL con amortiguador de acetatos pH 4.5 y se midió la actividad utilizando la 

metodología descrita en el apartado 6.1.2b. Por otro lado, la cuantificación de la emisión de 

fluorescencia de la CD1 en presencia de NaCl fue evaluada utilizando una concentración 

final de 0.05 mg/mL de CD1, la cual fue expuesta a la concentración de 0-4.0 M de NaCl, 
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reacción que fue ajustada con amortiguador de fosfatos pH 4.5 a 220 µL. Las muestras 

fueron incubadas a 25 °C por 24 h. Finalizado este tiempo, se extrajeron 100 µL de cada 

mezcla y se midió la emisión de fluorescencia por duplicado como se indica en el apartado 

6.1.3. La actividad y la fluorescencia de la CD1 no tratada fueron consideradas como 

controles experimentales, y la emisión obtenida de los amortiguadores a la máxima 

concentración de urea fue considerada como blanco. 

 

6.4.4. Efecto de solventes orgánicos en la actividad y la conformación de la CD1 

 

Con el fin de cuantificar el efecto de los solventes orgánicos en la actividad y la 

conformación de la CD1, la enzima fue expuesta a concentraciones de 0 a 50 % de etanol, 

metanol, isopropanol y DMSO. Para evaluar la actividad, 10 µL (2.5 mg/mL) de CD1 

fueron expuestos a la concentración deseada del solvente, equilibrando la reacción con 

amortiguador 50 mM acetato de sodio, pH 4.5 y llevando a 1 mL de volumen final con 

agua destilada. Las muestras fueron incubadas a 25 °C por 24 h. La reacción fue ajustada a 

300 µL con amortiguador de acetatos pH 4.5 y se midió la actividad utilizando la 

metodología descrita en el apartado 6.1.2b. A su vez, la cuantificación de la emisión de 

fluorescencia de la CD1 en presencia de solventes orgánicos fue evaluada utilizando una 

concentración final de 0.05 mg/mL de CD1, la cual fue expuesta a la concentración de 0-

50% de los solventes antes mencionados. La reacción que fue ajustada con amortiguador de 

fosfatos (pH 4.5) a 220 µL. Las muestras fueron incubadas a 25 °C por 24 h. Finalizado 

este tiempo, se extrajeron 100 µL de cada mezcla y se midió la emisión de fluorescencia 

por duplicado como se indica en el apartado 6.1.3. La actividad y la fluorescencia de la 

CD1 no tratada fueron consideradas como controles experimentales, y la emisión obtenida 

de los amortiguadores a la máxima concentración de urea fue considerada como blanco. 

 

6.5. Exposición de CD1 de langosta americana a otras peptidasas comerciales 

 

Con el fin de estudiar el potencial proteolítico y la posible resistencia a proteólisis que tiene 

la CD1, la peptidasa de langosta fue expuesta a dos distintas peptidasas: la papaína (P-
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3125, sigma), renina (un extracto de cuajo de bovino comercial), cuya actividad fue 

previamente calculada empleando la técnica de Díaz-López et al (1993). En tubos 

separados, 6 µL de renina bobina (19.89 U/mL) o 7.5 µL de papaína (12.36 U/mL) fueron 

adicionados con 24 µL de 225 mM amortiguador de acetatos, 1.5 mM DTT y 21 µL de la 

CD1 (7.203 U/mL), la reacción se ajustó a 53 µL y fue incubada durante 20 h a 25 °C. Para 

hacer un monitoreo de la reacción fueron muestreados 18 µL a 1 y, 20 h después del inicio 

de la reacción. Como control positivo se evaluó la actividad de la renina y la papina 

incubándolas con la CD1 desnaturalizada por calor. Para descartar auto hidrólisis, cada 

peptidasa fue expuesta a las condiciones de reacción supliendo a la CD1 con agua destilada 

y se incubaron por 20 h. Para el análisis de hidrólisis las muestras fueron separadas en un 

gel de electroforesis 12% siguiendo la metodología descrita en el apartado 6.1.1.  
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7. RESULTADOS 
 

7.1. Purificación de la CD1 de langosta americana 

 

Se purificó la aspártico peptidasa CD1 de la langosta americana mediante dos pasos 

cromatográficos: afinidad con pepstatin A-agarosa e intercambio aniónico. Por 

cromatografía de afinidad se identificaron cuatro fracciones de elución (Fig. 2). La CD1 se 

identificó en la cuarta, libre de la mayoría de las proteínas que se encuentran en el jugo 

gástrico, observándose únicamente dos bandas de proteína (45 y 66 kDa), de las cuales la 

banda más abundante (45 kDa) corresponde a la enzima de interés (Fig. 3, carril 3). 

 

 
Figura 2. Cromatograma de la separación de la CD1 por afinidad con Pepstatin-Agarosa. 
La línea de tendencia azul señala la absorbancia de UV. 

 
La fracción que contenía a la CD1 fue adsorbida en una columna de intercambio aniónico, 

método por el cual se obtuvieron dos fracciones principales de elusión (Fig. 4), las 

fracciones del pico eluído a 25 ups, correspondientes al segundo pico, fueron las que 

presentaron máxima actividad específica y pureza a homogeneidad (Fig. 3, carril 4, 5 y 6). 

La actividad específica correspondió a 6254.83 U/mg, con un rendimiento de purificación 

de 9.27% (Tabla II). Utilizando 4 mL de jugo gástrico concentrado se recuperó 1.5 mg de 

CD1 pura. 
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Figura 3. Purificación de la catepsina D1 de langosta americana. 1) Marcador de peso 
molecular; 2) extracto crudo de jugo gástrico en condiciones desnaturalizantes; 3) tinción 
de plata del extracto de CD1 después de utilizar Pepstatin-agarosa 4) tinción de plata de 
CD1 después de la purificación de intercambio aniónico, en condiciones desnaturalizantes; 
5) tinción de plata de CD1 después de la purificación de intercambio aniónico, en 
condiciones desnaturalizantes 6) actividad de la CD1 purificada por zimograma. 

 

 
Figura 4. Cromatograma del aislamiento de la CD1 por intercambio aniónico. La línea de 
tendencia azul señala la absorbancia de UV. 
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Tabla II. Tabla de purificación de la CD1 de langosta americana. 

 
Volúmen 

(mL) 

Concentración 
de proteína 

(mg/mL) 

Proteína 
total 
(mg) 

Actividad 
(U/mL) 

Actividad 
total 

Actividad 
específica 

(U/mg) 

Factor de 
purificación 

Rendimiento 
(%) 

Jugo gástrico 1 20.34 20.34 10118.12 10118.12 497.45 1.00 100.00 

Precipitación 0.95 15.87 15.08 9432.15 8960.54 594.34 1.19 88.56 

Pepstatin-
agarosa 

0.8 0.80 0.64 2476.00 1980.80 3095.00 6.22 19.58 

Intercambio 
aniónico 

0.5 0.30 0.15 1876.45 938.23 6254.83 12.57 9.27 

 
 
7.2. Espectro de emisión de la CD1 nativa  

 

El espectro de emisión de la CD1 en un rango de 315 a 400 nm de longitud de onda fue 

obtenido mediante el uso de espectrometría de fluorescencia con el fin de identificar la 

longitud de onda a la cual se presenta la máxima fluorescencia en la enzima. En la figura 5 

se observa que la emisión máxima de fluorescencia en la CD1 se presenta a 330 nm de 

longitud de onda. 

 
Figura 5. Representación a diferentes longitudes de onda del espectro de emisión de 
fluorescencia de la CD1 excitada a 290 nm a 25 °C y pH 4.5. 

 

7.3. La actividad de la CD1 en condiciones ambientales  

 

Mediante ensayos de actividad en tubo y zimogramas, se evaluó la actividad de la CD1 a 

través del tiempo, a 25 °C a pH 4.5. La enzima purificada y concentrada (0.5 µg/mL) se 



32 
 
 

 
 

mantiene activa hasta por siete días de incubación (Fig. 6A). Por otro lado, la enzima a baja 

concentración, 0.05 ng/mL, pierde completamente la actividad a las 8 h (Fig. 6B). 

 

 
Figura 6. Actividad de la CD1 en el tiempo. A) Representación gráfica y zimograma de la 
actividad de la CD1 concentrada (0.5 µg/mL) durante siete días de incubación a 25° C, pH 
4.5. B) Actividad de la CD1 en dilución (0.05 ng/mL) durante 24 h de incubación a 25 °C, 
pH 4.5. El valor de actividad obtenido al tiempo 0’ fue considerado como control. Todos 
los ensayos fueron llevados a cabo por triplicado.  

 
7.4. Efecto de surfactantes no iónicos en la actividad de la CD1. 

 

El efecto que tienen el glicerol y los surfactantes no iónicos Tween-20 y Tritón-X sobre la 

actividad de la CD1 a baja concentración se evaluó mediante ensayos de actividad 

específica de la enzima tratada con cada uno de ellos a pH 4.5 a 25 °C. En las muestras 

tratadas con 0.001-0.01 % Tritón-X (Fig. 7A) la actividad de la aspártico peptidasa es 

parcialmente estabilizada observándose valores de 60 % de actividad residual después de 

24 de incubación. Por otra parte, al ser expuesta a 0.0005, 0.05 y 0.1% del surfactante se 

observan valores de actividad remanente menores al 20 %. La presencia de 0.001-0.01% 

Tween-20 (Fig. 7B) generó una estabilización total de la enzima de langosta presentándose 

valores cercanos al 100 % de actividad residual en las muestras tratadas después de las 24 h 

de incubación, sin diferencias significativas con el control (tiempo cero). A concentraciones 

fuera de este rango la actividad residual observada fue menor al 30 %, sin diferencias 

significativas entre estas y el grupo control a las 24 h de incubación. La actividad de la 
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CD1 expuesta a 2.5-30 % glicerol (Fig. 7C) no mostró diferencias significativas respecto 

grupo control después de 24 h de incubación, ya que se observaron valores de actividad 

residual del 0 % en las muestras tratadas. 

 

Figura 7. Efecto de surfactantes no iónicos en la actividad de la CD1. Actividad de la CD1 
en presencia de: A) Tritón-X, B) Tween-20 y C) glicerol después de 24 horas de incubación 
a 25 °C, pH 4.5. CD1 (0 h), valor de actividad de la CD1 no tratada obtenido al tiempo 0; 
CD1 (24 h): valor de actividad de la CD1 no tratada después de 24 h de incubación. Todos 
los ensayos fueron llevados a cabo por triplicado. Los asteriscos señalan las diferencias 
significativas entre cada uno de los tratamientos. 

 
7.5. Efecto de Urea en la actividad y la conformación de la CD1. 

 

El efecto de la urea en actividad y conformación de la CD1 fue evaluado mediante ensayos 

de actividad específica y por la cuantificación de la emisión de fluorescencia intrínseca de 
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la enzima de langosta, respectivamente, después de incubar por 24 h con urea a 25 °C y pH 

4.5. La actividad de la CD1 incubada con 0.5 a 1.5 M urea tiende a aumentar, no obstante, 

no existen diferencias significativas entre la actividad a estas concentraciones y el grupo 

control. La enzima se mantiene el 100 % de actividad hasta 2 M de urea y desciende a un 

80% a 2.5 M y a un 20% a 3 M. A partir de 3.5 M la enzima se encuentra completamente 

inactiva (Fig. 8A). El análisis de la fluorescencia de la enzima de langosta a 330 nm señala 

que no existen diferencias significativas en la fluorescencia de la CD1 cuando es expuesta a 

concentraciones menores a 3 M. Así mismo, se puede observar que hay un descenso en la 

fluorescencia a partir de 3.5 M con un valor de intensidad mínimo a 4 M. En 6-7.5 M de 

urea la fluorescencia tiende a aumentar nuevamente, sin diferencias significativas entre 

ninguno de estos tratamientos (Fig. 8A). El análisis del espectro de fluorescencia de la CD1 

en el rango de 315 a 400 nm señala que existen diferencias significativas en el pico de 

máxima intensidad de fluorescencia, el cual a concentraciones mayores a 5 M urea se 

desplaza de 330 nm a 360 nm, (Fig. 8B).  

 
Figura 8. Efecto de la concentración de urea en la actividad y la fluorescencia intrínseca de 
la CD1 de langosta americana, después de 24 horas de incubación a 25 °C y pH 4.5. A) 
Efecto en la actividad (cuadros obscuros) y en la emisión de fluorescencia a 330 nm 
(cuadros claros) de la CD1 por la exposición a concentraciones ascendentes de urea. B) 
Cuantificación de la emisión de fluorescencia del triptófano de la CD1 expuesta a urea (0-
7.5 M), en un intervalo de 315 a 400 nm de longitud de onda. El valor de actividad y 
fluorescencia obtenido de la reacción sin urea, fue considerado como control. Todos los 
ensayos fueron llevados a cabo por triplicado. 

 
La estabilidad conformacional de la CD1 se cuantificó mediante la generación de una curva 

de desnaturalización obtenida por una regresión no lineal con valores de emisión de 
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fluorescencia de la enzima a 330 nm después de 24 h de incubación con la urea a 25 °C, pH 

4.5 (Fig. 9). La curva muestra que la transición entre el estado plegado y el estado 

desplegado ocurre entre 2.5 y 4.0 M de urea, observándose una C1/2 de 3.152 ± 0.07.  

 
Figura 9. Curva de desnaturalización de la CD1 inducida por urea después de 24 h de 
incubación a 25 °C, pH 4.5. Los valores de intensidad de fluorescencia se obtuvieron 
exitando a 330 nm de longitud de onda. 

 
7.6. Efecto del NaCl en la actividad y la emisión de fluorescencia de la CD1. 

 

El efecto del NaCl en actividad y conformación de la CD1 fue evaluado mediante ensayos 

de actividad específica y por la cuantificación de la emisión de fluorescencia intrínseca de 

la enzima de langosta, respectivamente, después de incubar por 24 h con urea a 25 °C y pH 

4.5. La actividad de la CD1 disminuyó conforme aumenta la concentración de NaCl (Fig. 

10). Al ser expuesta a 0.5 M NaCl la actividad se mantiene cercano al 100% y desciende 

significativamente a un 50% y un 20 % en 1 y 1.5 M, respectivamente. Al ser expuesta a 

concentraciones mayores a 2 M la enzima se encuentra totalmente inactiva (Fig. 10A). Por 

su parte, el aumento en la concentración de NaCl no tiene efecto sobre la emisión de la 

fluorescencia de la enzima (Fig. 10B), ya que no existen diferencias significativas entre los 

valores de fluorescencia obtenidos de la enzima expuesta a las diferentes concentraciones. 
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Figura 10. Efecto de la concentración de NaCl en la actividad y la emisión de fluorescencia 
de la CD1 de langosta americana, después de 24 h de incubación a 25 °C, pH 4.5. A) Efecto 
en la actividad (cuadros obscuros) y en la emisión de fluorescencia a 330 nm (cuadros 
claros) de la CD1 por la exposición a concentraciones ascendentes de NaCl. B) 
Cuantificación de la emisión de fluorescencia del triptófano de la CD1 expuesta a NaCl (0-
4 M), en un intervalo de 315 a 400 nm de longitud de onda. El valor de actividad y 
fluorescencia obtenido de la reacción sin NaCl, fue considerado como control. Todos los 
ensayos fueron llevados a cabo por triplicado a 25 °C a pH 4.5. 

 
7.6. Efecto de solventes en la actividad y la emisión de fluorescencia de la CD1. 

 

El efecto de solventes en la actividad y la conformación de la CD1, la peptidasa de langosta 

fue expuesta a concentraciones de 0 a 50% v/v de etanol, metanol, isopropanol y DMSO 

por 24 h a 25 °C, pH 4.5 (Figs. 11 y 12). La actividad en 10% etanol refleja un aumento 

significativo del 50%. A concentraciones de 5 y 15 % de etanol no hay cambios 

significativos en la actividad de la enzima con respecto al grupo control. La actividad de la 

peptidasa disminuye de un 60 a un 40% a concentraciones de 25 y 35% de etanol, 

respectivamente. En etanol 50% la enzima pierde completamente la actividad (Fig. 11A). 

En el análisis de emisión de fluorescencia se puede observar que a 5 a 15% de etanol no 

existen diferencias significativas en la emisión de fluorescencia de la CD1, descartando 

cambios conformacionales significativos en la enzima. Cambios significativos en la 

emisión de fluorescencia fueron observados a concentraciones superiores al 25%, 

mostrando una relación con la pérdida de actividad de la enzima (Fig. 11B). La exposición 

de la CD1 a concentraciones de 5 a 15% de metanol produce un aumento en la actividad de 

un 50%. En metanol 25% la enzima mantiene 100% de la actividad. Por encima de 35% de 
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metanol, la enzima pierde completamente la actividad (Fig. 11C). A pesar de que se 

observan ligeras variaciones en la fluorescencia de la enzima al ser expuesta a distintas 

concentraciones de metanol, no existen diferencias significativas en la intensidad de la 

enzima (Fig. 11D). La presencia de 15% isopropanol genera un aumento significativo del 

80% en la actividad de la CD1, la cual desciende a un 50% en isporopanol 25% y se pierde 

completamente a 35% del solvente (Fig. 11E). La fluorescencia de peptidasa de langosta 

aumenta significativamente al ser expuesta a 10 y 15% de isopropanol y desciende 

nuevamente en isopropanol 25%, observándose un desplazamiento del pico de máxima 

fluorescencia de 330 a 345 nm de longitud de onda, cuando es expuesta 35 y 50% del 

solvente (Fig. 11F). Contrario a lo que ocurre al exponer a la CD1 a isopropanol, etanol y 

metanol, la CD1 al ser expuesta a DMSO muestra una disminución significativa de un 40% 

en 10 y 15% de DMSO. En 25% del solvente la enzima muestra únicamente un 20% de 

actividad residual, la cual se pierde completamente cuando se expone a la enzima a 35% 

DMSO (Fig. 12A). La disminución de la actividad de la CD1 en presencia de DMSO se 

relaciona inversamente con el aumento en la fluorescencia intrínseca. A medida que 

aumenta la concentración de DMSO, la fluorescencia tiende a aumentar, reflejando 

cambios conformacionales significativos (Fig. 12B). 
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Figura 11. Efecto de la exposición de la CD1 a distintas concentraciones de etanol, 
metanol e isopropanol en la actividad y la fluorescencia intrínseca después de la incubación 
por 24 h, a 25 °C, pH 4.5. A, C y E) Efecto en la actividad (cuadros obscuros) y en la 
emisión de fluorescencia a 330 nm (cuadros claros) de la CD1 por la exposición a 
concentraciones ascendentes de etanol, metanol e isopropanol, respectivamente. B, D y F) 
Emisión de fluorescencia de la CD1, en un intervalo de 315 a 400 nm de longitud de onda, 
al ser expuesta a etanol, metanol e isopropanol, respectivamente. El valor de actividad y 
fluorescencia obtenido del grupo no tratado, fue considerado como control. Todos los 
ensayos fueron llevados a cabo por triplicado. 
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Figura 12. Efecto de la exposición de la CD1 a distintas concentraciones de DMSO en la 
actividad y la fluorescencia intrínseca después de la incubación por 24 h, a 25 °C, pH 4.5. 
A) Efecto en la actividad (cuadros obscuros) y en la emisión de fluorescencia a 330 nm 
(cuadros claros) de la CD1 por la exposición a concentraciones ascendentes de DMSO. B) 
Emisión de fluorescencia de la CD1, en un intervalo de 315 a 400 nm de longitud de onda, 
al ser expuesta a DMSO. El valor de actividad y fluorescencia obtenido de la reacción sin 
DMSO fue considerado como control. Todos los ensayos fueron llevados a cabo por 
triplicado. 

 

7.7. Exposición de la CD1 a enzimas proteolíticas. 

Se evaluó la resistencia a hidrólisis de la CD1 al ser expuesta a la renina bovina y la 

papaína por 20 h, a 25 °C y pH 5.0. La actividad de las dos enzimas comerciales fue 

confirmada mediante la incubación de cada una con la CD1 previamente desnaturalizada 

por calor, donde se puede observar que ambas peptidasas pueden hidrolizar a la CD1 

completamente después de 20 h (Figs. 13A y B, carril 4). La presencia de bandas intactas 

correspondientes a la enzima de langosta después de 1 y 20 h de incubación con las 

peptidasas señala que la CD1 es resistente a la hidrólisis por parte de la papaina (Fig. 13A, 

carriles 5 y 6) y la renina (Fig. 13B, carriles 5 y 6), por su parte se puede observar que la 

enzima de langosta es capaz de hidrolizar ambas enzimas comerciales. Mediante la 

incubación de cada una de las péptidasas de manera individual y en las condiciones 

experimentales se descartó la auto-hidrólisis ya que las bandas correspondientes a cada una 

permanecieron intactas después de 20 h (Fig. 13, carriles 7 y 8). 
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Figura 13. SDS-PAGE de la exposición de la CD1 a A) papaína y, B) renina. La CD1 fue 
expuesta de manera individual a cada una de las enzimas. La reacción se incubó durante 1 
y, 20 h, a 25 °C y pH 5.0. 1) Marcador de peso molecular, 2) CD1, 3) peptidasa (papaína o 
renina), 4) peptidasa incubada con CD1 desnaturalizada por calor, 5) peptidasa incubada 
con CD1 por 1 h, 6) peptidasa incubada con CD1 por, 20 h, 7) enzima incubada por, 20 h, 
8) CD1 incubada por, 20 h.  
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8.  DISCUSIÓN 
 
La estructura y la actividad de las enzimas se encuentran fuertemente influenciadas por el 

ambiente. Si bien, se han llevado a cabo diversos estudios para evaluar el efecto que tiene el 

microambiente en la actividad y la conformación de las peptidasas, la mayoría de ellos se 

encuentran enfocados en microorganismos, principalmente en peptidasas de la clase serino. 

En el presente trabajo se evaluó el efecto de urea, NaCl, glicerol, los surfactantes no 

iónicos: Tween-20 y Tritón-X y los solventes orgánicos: etanol, metanol, isopropanol y 

DMSO en la actividad y la conformación de la CD de langosta americana, evaluados 

mediante ensayos de actividad y espectroscopía de fluorescencia, respectivamente, así 

como la resistencia de la CD1 al ser expuesta a otras enzimas proteolíticas. 

 

8.1. La estabilidad de la CD1 

 

En biotecnología, cuando se trabaja con enzimas, uno de los problemas más frecuentes al 

que nos enfrentamos es la pérdida de actividad. Si bien la CD1 demostró mantenerse activa 

al menos por 7 días de incubación cuando se encuentra concentrada, debido a que los 

ensayos de actividad específica de catepsina D se llevan a cabo utilizando un sustrato 

fluorogénico altamente sensible, es necesario que la preparación enzimática sea diluida 

hasta 10 000 veces para obtener valores de fluorescencia dentro de la curva estándar de 

MCA; a esta baja concentración se observó la pérdida total de la actividad después de 8 h. 

Se ha sugerido que la pérdida de actividad enzimática en las condiciones experimentales se 

puede deber a factores como procesos oxidativos, envenenamiento de los grupos tiol por la 

presencia de iones metálicos, la degradación por peptidasas contaminantes e incluso por la 

adhesión de la proteína al recipiente de almacenamiento (Bisswanger, 2014). El análisis del 

proceso de la pérdida de actividad no fue elucidado en este trabajo, se recomienda ser 

considerado en investigaciones futuras. 

 

Al igual que la CD1 a bajas concentraciones, muchas enzimas pueden perder fácilmente su 

actividad por efecto de ligeros cambios en las condiciones del microambiente, no obstante, 

existen mecanismos de estabilización que permiten que la enzima mantenga la actividad 
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aún en condiciones adversas. La estabilización de las enzimas podría lograrse de varias 

maneras: mediante la modificación química (Díaz-Rodríguez y Davis, 2011), por ingeniería 

de proteínas (Chamani y Heshmati, 2008), inmovilización (Arola et al., 2012) o mediante el 

uso de aditivos estabilizantes (Vagenende et al., 2009).  

 

En relación al uso de aditivos, algunos surfactantes como detergentes no iónicos y polioles, 

como el glicerol, son algunos de los compuestos más utilizados para estabilizar proteínas 

(Costa et al., 2002). Los detergentes son moléculas anfifílicas que presenta una cabeza 

polar y una cola no polar. Para estabilizarlas, estos compuestos interactúan con la proteína 

reduciendo al mínimo la exposición de la porción hidrófoba de la proteína hacia el medio 

polar, de esta forma únicamente las regiones hidrófilas se exponen al medio acuoso 

evitando la pérdida de la conformación nativa, la agregación y aumentando la solubilidad 

(Arnebrant y Wahlgren, 1995). En el presente estudio se demostró que la CD1 es 

completamente estabilizada cuando se expone a concentraciones de 0.001 a 0.01% de 

Tween-20, y parcialmente estabilizada a las mismas concentraciones de Tritón-X. Este 

efecto no ocurre a concentraciones inferiores y superiores de ambos surfactantes. Las 

propiedades estabilizantes del Tween-20 y Tritón-X han sido reportadas para otras 

peptidasas (Do Nascimento y Leal Martins, 2006; Ezgimen et al., 2009). Un efecto 

estabilizante similar ha sido reportado al exponer a la pepsina porcina a surfactantes no-

iónicos: Tween-80 y Tritón-X, la cual mantiene 100% de su actividad por al menos 24 h de 

incubación a temperatura ambiente (Guzmán et al., 2016). El efecto estabilizante que tienen 

ambos detergentes no iónicos en la actividad de otras enzimas hidrolíticas, si bien ha sido 

ampliamente estudiado, no ha sido completamente elucidado (Eriksson et al., 2002). El 

efecto estabilizador se atribuye a tres diferentes causas: 1) los surfactantes estabilizan la 

estructura de las enzimas previniendo la desnaturalización, 2) los surfactantes afectan la 

estructura del sustrato haciéndolo más accesible para la hidrólisis, 3) los surfactantes 

afectan la interacción enzima-sustrato haciendo más efectiva la hidrólisis. Con los 

resultados obtenidos en este trabajo, no es posible identificar si existe una interacción entre 

el Tritón-X y el Tween-20 con el sustrato para hacerlo más accesible para la hidrólisis. Sin 

embargo, una interacción entre la peptidasa de langosta y los surfactantes pudiera estar 
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ocurriendo, dando lugar a la formación de interacciones hidrófobas fuertes con la proteína 

que resultan en un plegamiento óptimo que da rigidez a su estructura, lo cual le permite a la 

enzima mantener su conformación, previniendo la desnaturalización. Este mecanismo fue 

descrito al estudiar la unión del surfactante con diez α amilasas de diferentes fuentes y que 

actúan en diferentes procesos y producen diferentes tipos de productos (Yoon y Robyt, 

2005). En reacciones de biocatálisis en la industria, una enzima que se mantenga activa a lo 

largo del tiempo, como la CD1, permitiría aumentar la vida de anaquel de los productos, así 

como su uso en procesos que requieran enzimas activas por largos periodos de tiempo. 

 

Además de los detergentes no iónicos, otros aditivos de bajo peso molecular como azúcares 

y otros polioles ejercen un efecto estabilizante mediante la inducción de la hidratación 

preferencial de las proteínas, que en términos termodinámicos significa que en un sistema 

proteína-agua-cosolvente, la proteína se encuentra preferencialmente vinculada al agua, 

mientras que el cosolvente presenta una vinculación negativa, de modo que aumenta la 

energía libre del estado nativo de la enzima haciéndola más estable (Timasheff, 2002). Sin 

embargo, los resultados presentados en este trabajo señalan que el glicerol no tiene ningún 

efecto en la actividad de la CD1, ya que no se observaron diferencias significativas entre la 

actividad del grupo control a ninguna concentración del aditivo (0.05 a 30%). Si bien el 

glicerol ha sido catalogado como un buen estabilizador de enzimas, se han reportado 

peptidasas cuya exposición a este compuesto ha mostrado tener poco o nulo efecto en la 

actividad (Nirmal y Laxman, 2014). En un estudio donde se evaluó el efecto de distintas 

concentraciones de glicerol en la actividad de la peptidasa alcalina de Conidiobolus 

brefeldianus, los valores de actividad en las muestras tratadas, si bien presentaron valores 

ligeramente superiores al grupo control perdieron la actividad con el tiempo, resultados que 

concuerdan con Costa et al. (2002), que afirma que las propiedades estabilizantes que tiene 

los polioles en la actividad de las enzimas son únicamente aplicables para reacciones a 

corto plazo. 
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8.2. Desnaturalización de la CD1 inducida por urea refleja relación estructura-

función 

 

Un método clásico para evaluar la relación estructura-función de las proteínas, resulta de la 

evaluación de los cambios en la actividad y la conformación mediante la desnaturalización 

inducida por agentes caotrópicos como la urea. La desnaturalización se refiere al proceso 

por el cual una enzima pierde la conformación que le permite tener actividad. La urea es un 

compuesto conocido por afectar la estructura de las proteínas por la ruptura de las 

interacciones electrostáticas en la superficie de las proteínas resultado de la formación de 

puentes de hidrógeno, así como del interior de la proteína por la afinidad que tiene por 

grupos polares y no polares (Rossky, 2008; Canchi et al., 2010). La desnaturalización de la 

CD1 fue evaluada por los cambios en la actividad y la emisión de fluorescencia de la 

enzima cuando es expuesta a urea. Los resultados muestran que hay un decremento en la 

fluorescencia y en la actividad cuando la enzima es expuesta a concentraciones de 2.5 y 2.0 

M de urea, con un punto mínimo de ambas cuando se expone a 4 M, señalando una relación 

entre ambos parámetros (Fig. 8B). La relación entre la estructura-función de las proteínas 

es uno de los temas más estudiados en enzimología. Una conformación específica es un 

requisito para que una proteína pueda interactuar con el sustrato y transformarlo, de esta 

manera la actividad se mantiene, condición que ha sido descrita en las teorías de arreglo 

inducido y selección conformacional (Gianni et al., 2014). Existen pocos estudios donde se 

evalúe la estabilidad de otras aspártico peptidasas al ser expuestas a urea. En comparación 

con la pepsina porcina que puede mantener el 100% de la actividad hasta una concentración 

de 5 M de urea (Kubota et al., 2010), la actividad de la CD1 de langosta se mantiene 

constante hasta 2 M. Por otro lado, tres aspártico peptidasas provenientes de plantas 

(napentesinas I, IIa y IIb) disminuyen hasta en un 50% la actividad al ser expuestas a 

concentraciones menores a 1 M urea (Kubota et al., 2010), concentración a la cual la 

enzima de langosta conserva el 100% de la actividad. Esta comparación hace sugerir que si 

bien, la CD1 se desnaturaliza más fácilmente que la de porcino, es más estable que otras 

aspárticopeptidasas. 

 



45 
 
 

 
 

En un análisis de los cambios en la fluorescencia de la CD1 se puede observar que a 

medida que aumenta la concentración de urea, la máxima longitud de onda de emisión se 

desplaza de 330 nm a 360 nm y la fluorescencia aumenta ligeramente (Fig. 8A). Por lo 

general, el proceso de desnaturalización se genera siguiendo el modelo de dos estados, sin 

intermediarios significativos entre el estado plegado y el desplegado (Fink et al., 1994). Sin 

embargo, las diferencias significativas que se observan entre el espectro de fluorescencia de 

la CD1 a distintas concentraciones de urea sugiere la presencia de un intermediario entre 

los dos estados de la enzima, a estas conformaciones intermedias se les conocen como 

glóbulos fundidos (Jennings y Wright, 1993). Estas estructuras han sido reportadas para 

otras aspártico peptidasas en el proceso de desnaturalización por efecto del pH y la 

temperatura (Chamani y Heshmati, 2008; Kulkarni et al., 2008), sin embargo, es necesario 

llevar a cabo otros estudios estructurales como dicroísmo circular y cristalografía para 

desafiar este supuesto.  

 

8.3. Activación de la CD1 a bajas concentraciones de solventes y pérdida de la 

actividad a concentraciones altas.  

 

Las reacciones enzimáticas en solventes orgánicos proveen numerosas ventajas industriales, 

como aumento de la solubilidad de sustratos no polares, la inversión del equilibrio 

termodinámico de las reacciones de hidrólisis, la supresión de reacciones secundarias que 

dependen del agua, la alternancia de la especificidad de sustrato, la enantioselectividad, y la 

eliminación de la contaminación microbiana. Sin embargo, la mayoría de las enzimas 

presentan valores bajos de actividad cuando son expuestas a solventes orgánicos, lo cual 

resulta predecible dado que muchas de ellas en condiciones fisiológicas se encuentran 

actuando principalmente en ambientes acuosos (Yang et al., 2004).  

 

Pese a la pérdida de actividad en presencia de solventes, distintas peptidasas provenientes 

de microorganismos han mostrado tener la capacidad de catalizar reacciones de hidrólisis 

en presencia de solventes orgánicos (Gupta y Khare, 2007; Badoei-Dalfard y Karami, 

2013); algunas peptidasas de crustáceos poseen características similares (Teschke y 
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Saborowski, 2005; Bibo-Verdugo et al., 2015). En estudios centrados en peptidasas 

solvente-tolerantes se plantea que la actividad de las enzimas en presencia de éstos se 

encuentra influenciada por distintos factores como la flexibilidad estructural, la polaridad 

de su microambiente, la conformación y la dinámica de cada enzima (Doukyu y Ogino, 

2010). En el presente estudio, se reporta a la CD1 como una enzima con actividad en 

presencia de bajas concentraciones de los solventes orgánicos: etanol, metanol e 

isopropanol. La enzima mostró un aumento de entre un 35 a un 80% en la actividad cuando 

fue expuesta a bajas concentraciones (5-15%) de los solventes antes mencionados. A estas 

concentraciones no se observaron diferencias significativas en la emisión de fluorescencia 

de la CD1, por lo tanto, se sugiere que no hay cambios en la estructura terciaria de la 

enzima. Comparativamente, en un estudio de simulación molecular no se observaron 

cambios significativos en la estructura de la subtilisina BPN’ al ser expuesta a 

concentraciones bajas octano (Yang et al., 2004). La activación de peptidasas en presencia 

de solventes orgánicos se ha atribuido principalmente a la mejora de la nucleofilicidad de 

los grupos funcionales en el sitio activo de la enzima en presencia de disolvente orgánico 

(Kudryashova et al., 2003).  

 

Cuando la enzima es expuesta a concentraciones de entre un 25 y 35% de etanol, metanol e 

isopropanol y 10% de DMSO, se observó una disminución cercana al 50% de la actividad. 

Estudios donde se ha evaluado la actividad de enzimas resistentes a solventes señalan que 

el aumento en la concentración de las mismos, genera una competencia entre el agua y los 

solventes para interactuar con la enzima (Timasheff, 2002b), y esta competencia depende 

de la polaridad del solvente (Verma y Ghosh, 2010). Se ha demostrado que los enlaces 

relacionados con la actividad de los residuos que componen el hueco de oxianión del sitio 

activo de la subtilisina son afectados por el solvente, disminuyendo o restringiendo la unión 

con el sustrato que en consecuencia conduce a la pérdida de la actividad enzimática (Szabó 

et al., 2009). Algunos solventes orgánicos a bajas concentraciones inducen una unión 

preferencial negativa con las proteínas, es decir, que existe una mayor preferencia por el 

agua que por el solvente, sin embargo, a medida que aumenta la concentración la unión 

preferencial se hace positiva lo que lleva a la proteína a tener mayor afinidad por el 
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solvente modificando la conformación de la proteína (Arakawa et al., 2007). Algunos 

estudios han evaluado la respuesta de aspártico peptidasas en presencia de solventes 

orgánicos, Simon et al. (2007) evaluaron el efecto de distintos solventes orgánicos en la 

actividad de la pepsina porcina, señalando que ésta mantiene la actividad en 

concentraciones de hasta 70% de etanol y acetonitrilo, no obstante se ha demostrado que la 

actividad disminuye a través del tiempo (Bansal et al., 2010), de modo que los resultados 

de actividad proteolítica para la pepsina porcina no pueden ser comparables con los 

reportados en este trabajo debido a que la pepsina fue incubada con los solventes 

únicamente por 20 min, mientras que aquí se presenta la actividad residual de la CD1 

después de 24 horas de exposición.  

 

La disminución en la actividad a altas concentraciones de solventes también se ha asociado 

a un desequilibrio con las moléculas de agua que mantienen la conformación del sitio 

activo, necesaria para que se lleve a cabo la actividad catalítica. En este trabajo, los 

resultados de fluorescencia del triptófano reportados anteriormente para la pepsina porcina 

concuerdan con los reportados para la CD1 de langosta. La pepsina muestra un aumento 

significativo en la fluorescencia en concentraciones de 70% de etanol (Simon et al., 2007), 

atribuido a un reordenamiento de la estructura terciaria de la enzima ocasionado por el 

cambio en la polaridad del ambiente que restringe la exposición del Trp. Con base en lo 

anterior, se propone que la CD1 al exponerse a concentraciones superiores al 35% de todos 

los solventes presenta una interacción positiva con estos lo cual modifica su conformación, 

esto es soportado por la presencia de cambios significativos en la intensidad de 

fluorescencia, así como a la pérdida total de la actividad de la enzima. 

 

Algunas peptidasas de crustáceos han demostrado ser estables o incluso activarse por la 

exposición a solventes orgánicos (Saborowski et al., 2004; Bibo-Verdugo et al., 2015). En 

2004, se reportó un aumento de hasta un 800% en la actividad proteolítica de quimotripsina 

del cangrejo C. pagurus, al ser expuesta a concentraciones menores de 40 % propanol, 

etanol y acetona (Saborowski et al., 2004). Por otro lado, en, 2015 se reportó la presencia 

de una serino peptidasa solvente-tolerante en la langosta P. interruptus, que presentó 
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aumento en la actividad proteolítica al ser expuesta a concentraciones bajas y moderadas de 

etanol, DMSO, acetona (Bibo-Verdugo et al., 2015). La tolerancia a solventes orgánicos de 

la CD1 y de otras peptidasas de crustáceos hace notar la capacidad de las peptidasas de 

estos organismos de poder catalizar reacciones en presencia de solventes diferentes del 

agua y por consiguiente la factibilidad de éstos de ser utilizados como biocatalizadores 

industriales en procesos que requieran de estas condiciones. 

 

8.4. La CD1 una enzima resistente a proteólisis  

 

La resistencia de la aspártico peptidasa de langosta a la presencia de las peptidasas renina y 

papaina en condiciones ácidas resulta de gran importancia en biotecnología ya que la 

hidrólisis por enzimas proteolíticas se encuentra relacionada con la pérdida de actividad en 

diversos procesos industriales. La presencia de bandas intactas en SDS-PAGE 

correspondientes a la CD1 cuando es expuesta a la papaina y la renina, así como a la 

desaparición de las bandas correspondientes a estás dos enzimas. El presente trabajo se 

reporta a la CD1 como una enzima resistente a proteólisis, lo cual ha sido asociado a 

enzimas cinéticamente estables (Daniel et al., 1982). Las proteínas cinéticamente estables 

tienen una superficie exterior que le confiere esta resistencia a la proteólisis (Grzelczak y 

Lane, 1984), si bien existen un sinnúmero de enlaces peptídicos expuestos en una proteína 

globular, por lo general los sitios de corte se presentan en regiones de la cadena altamente 

flexible o no estructurada (Fontana et al., 1986; 1997). La CD1, al ser una peptidasa con la 

capacidad de catalizar a bajas temperaturas, ha sido asociada como una enzima con un sitio 

activo flexible, lo cual contrasta con los resultados obtenidos en este trabajo, ya que la 

peptidasa de langosta es resistente a la presencia de otras peptidasas, cualidad que se 

atribuye a enzimas de estructuras rígidas, por lo tanto surge el supuesto que la CD1 es una 

enzima que posee un sitio activo flexible y al mismo tiempo, una estructura rígida que le 

impide a otras peptidasas hidrolizarla. Para confirmar este hecho se recomienda llevar a 

cabo estudios de cristalografía, mutagénesis o análisis bioinformáticos. 
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8.5. Observaciones importantes 

 
La actividad de las proteínas se encuentra fuertemente relacionada con la flexibilidad, 

fluctuaciones intermoleculares y otros procesos dinámicos. La CD1, es una aspártico 

peptidasa con la capacidad de catalizar reacciones en un amplio espectro de pH y 

temperatura en comparación con otras enzimas homólogas. Además ha sido catalogada 

como una enzima adaptada al frío (Rojo et al., 2013), esta capacidad ha sido relacionada 

con enzimas caracterizadas por presentar alta flexibilidad (D’Amico et al., 2003). En el 

presente trabajo se reporta que la peptidasa de langosta es una enzima capaz de catalizar 

reacciones en una amplia gama de ambientes que incluyen la presencia de solventes 

orgánicos, surfactantes no iónicos, NaCl y urea, lo que no concuerda con la baja estabilidad 

que caracteriza a las enzimas adaptadas al frío (D’Amico et al., 2003). Las diferencias 

observadas entre la CD1 y otras enzimas adaptadas al frío, no resultan sorprendentes, ya 

que se ha demostrado que la peptidasa de langosta presenta características poco 

convencionales de enzimas adaptadas al frío. Por ejemplo, los valores de la Kcat no solo no 

disminuyen a temperaturas moderadas, aumentan, comportándose también como una 

enzima mesofílica (Bibo-Verdugo et al., 2016). La capacidad que tiene la CD1 de langosta 

americana de catalizar reacciones a un amplio espectro de temperatura, pH, la presencia de 

caotrópicos, NaCl, surfactantes no iónicos, solventes orgánicos, además de mantenerse 

estable por largos periodos y ser resistente a proteólisis, posiciona a esta aspártico 

peptidasa, como una enzima con gran potencial de ser utilizada en procesos aplicados en la 

industria. 
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9. CONCLUSIONES 
 
La CD1 de langosta americana es capaz de mantener la actividad hasta por siete días de 

incubación cuando se encuentra concentrada, por el contrario, la pierde a baja 

concentración. 

 

Existe una relación estructura-función de la CD1 cuando es expuesta a concentraciones 

ascendentes de urea. Cuando es expuesta a 2.5 M de urea se observa un decremento en la 

actividad, así como en la emisión de fluorescencia presentando un valor mínimo de ambas a 

4 M. 

 

La CD1 es estabilizada por la presencia de Tween-20 y Tritón-X a concentraciones de 

0.001 a 0.01%, los cuales concuerdan con la concentración crítica de formación de micelas 

reportado para ambos detergentes. 

 

La CD1 es una enzima-solvente-tolerante con la capacidad de catalizar e incluso activarse 

significativamente a concentraciones bajas (<15%) de etanol, metanol, isopropanol y 

DMSO. 

 

La CD1 tiene la capacidad de hidrolizar otras enzimas proteolíticas que catalizan a pH 

ácido, al mismo tiempo es una enzima resistente a proteólisis, ya que ninguna de las 

enzimas a las que se expuso fue capaz de hidrolizarla. 

 

Con base en lo anterior, la hipótesis propuesta se confirma debido a que la CD1 de langosta 

americana se mantiene activa en función de la conformación cuando es expuesta a distintos 

agentes químicos desnaturalizantes y, a su vez, es resistente a proteólisis. Estas 

características resultan de gran importancia ya que se corrobora el potencial de las 

peptidasas de crustáceos de ser aplicadas en la industria de los biocatalizadores. 
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