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Resumen 

 
Las lacasas son oxidasas azul multicobre que catalizan la oxidación de compuestos fenólicos 

sustituidos, aminas aromáticas e incluso ciertos compuestos inorgánicos, usando el oxígeno 

molecular como aceptor de electrones.  Esta versatilidad sobre sustratos hace a las lacasas 

sumamente interesantes en biotecnología.  Las áreas de aplicación actuales y potenciales de las 

lacasas incluyen a la industria textil, farmacéutica, alimentaria, papelera y en la detoxificación de 

suelos y agua contaminados.  En estas industrias la catálisis enzimática puede ser una alternativa 

ambientalmente menos dañina que los procesos químicos actualmente empleados*.  Diversas 

especies fúngicas producen varias isoenzimas de lacasas, debido a que presentan más de un gen que 

codifica para la proteína, por lo cual la regulación de la expresión de los genes es substancialmente 

diferente en las distintas especies.  Algunas especies del hongo filamentoso Trichoderma, al infectar 

cultivos de hongos productores de lacasas, provocan el incremento en la producción de la enzima e 

incluso la inducción de algunas isoformas.  

 

El objetivo de este proyecto fue purificar y caracterizar las lacasas producidas por Pleurotus 

ostreatus (cultivo axénico°) y en cultivos duales con Trichoderma viride.   

 

En el extracto crudo del cultivo de Pleurotus ostreatus se detectaron dos bandas con actividad de 

lacasa.  La presencia de Trichoderma viride no estimuló un incremento en la producción de la 

enzima, sin embargo, modificó una de las enzimas con actividad de lacasa.  Las tres enzimas fueron 

purificadas mediante ultrafiltración, cromatografía de intercambio iónico, permeación en gel e 

interacción hidrofóbica.  Los pesos moleculares fueron estimados por SDS PAGE siendo de 44, 27 

y 35 kDa para lcs1, lcs2 y lcs3 respectivamente.  La caracterización bioquímica se realizó con 

sustratos fenólicos como los monoaromáticos Guayacol (GUAI) y 2-6 Dimetoxifenol (DMP) y 

Siringaldazina (SGZ), así como el no fenólico heterocíclico Ácido 2,2'-azino-bis (3-

etilbenzotiazolin)-6-sulfónico (ABTS).  Se obtuvieron especificidades considerablemente 

diferentes, lcs1 y lcs3 mostraron una mayor afinidad sobre ABTS y SGZ.  Además lcs3, debido al 

procesamiento al que fue sometida durante el co-cultivo, incrementó la afinidad por DMP y SGZ 

comparada con lcs1.  La enzima lcs2 presentó valores más bajos de Km sobre DMP y SGZ.  Los 

ensayos de estabilidad térmica indicaron que lcs1 y lcs3 presentan gran estabilidad a altas 

temperatura. 

                                                 
* Uso dióxido de azufre en industria alimentaria-remoción de fenoles, peróxido de hidrógeno en industrial textil-blanqueo, ozonización de 
agua–degradación hidrocarburos aromáticos policíclicos. 
 
° Cultivo que contiene solamente una especie microbiana. 
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CAPÍTULO I 
 
 
Introducción 
 

Las lacasas son enzimas oxido reductasas que pertenecen al grupo de las polifenol oxidasas.  Son 

glicoproteínas que contienen generalmente cuatro átomos de cobre en su centro catalítico por lo 

cual son usualmente llamadas oxidasas multicobre.  Las lacasas catalizan la oxidación de 

compuestos fenólicos, la cual es acompañada por la reducción de oxígeno para producir agua.  Los 

grupos fenólicos son oxidados por la remoción de un electrón, generándose un radical libre, el cual 

puede ser oxidado de nuevo o experimentar una polimerización.  El rango de sustratos que pueden 

ser oxidados es amplio y varía entre una lacasa y otra (Maheshwari et al., 2000). 

 

Las lacasas son producidas principalmente por plantas y hongos (Mayer y Staples, 2002), se ha 

establecido que en plantas participan en mecanismos involucrados en la formación de polímeros de 

lignina (Liu et al., 1994), mientras que en hongos sus actividades están relacionadas con 

morfogénesis, defensa a estrés y degradación de lignina (Thurston, 1994). 

 

La producción de lacasas por hongos ligninolíticos de los géneros Trametes, Pleurotus, Lentinula, 

Pycnoporus y Agaricus ha sido estudiada ampliamente por la facilidad con que estos 

microorganismos se cultivan y debido a que las enzimas son excretadas al medio de cultivo.  Por 

otra parte, el estudio de la oxidación de compuestos aromáticos utilizando lacasas fúngicas ha ido 

en incremento, ya que representan una alternativa en el área de biorremediación de compuestos 

xenobióticos.  Además, el uso de enzimas proporciona ventajas sobre los tratamientos físicos y 

químicos, entre las que encontramos la remoción específica de contaminantes, altas velocidades de 

reacción y reducción en los volúmenes de operación (Aitken, 1993).  

 

Las lacasas extracelulares de hongos ligninolíticos se presentan en diferentes isoformas, las cuales 

pueden ser constitutivas o inducibles.  Se ha reportado la producción diferencial de isoformas como 

resultado de la adición de compuestos fenólicos al medio de cultivo, encontrándose interesantes 

propiedades catalíticas en las distintas isoenzimas, tales como una gran estabilidad térmica, 

ausencia de inhibición por EDTA, así como la degradación de compuestos fenólicos sin la adición 

de mediadores (Farnet et al., 2000). 

 



Introducción 

2 
 

La producción de lacasas fúngicas se ha visto fuertemente incrementada con modificaciones en la 

formulación y en la concentración de los componentes del medio, principalmente cobre (Palmieri et 

al., 2000).  Un aumento en la producción de lacasas también ha sido observado cuando se realizan 

co-cultivos de hongos productores de dichas enzimas con hongos del género Trichoderma 

(Baldrian, 2004; Hatvani et al., 2002).  Así mismo se ha reportado que existe una producción 

diferencial de isoformas de una misma cepa de Trametes, cuando se realiza la inducción por 

compuestos químicos o por la interacción biológica con Trichoderma sp. (Zhang et al., 2006). 

 

En nuestro laboratorio, se evaluó la producción de lacasas de Pleurotus ostreatus CP-50 en co-

cultivo con diferentes cepas de Trichoderma sp.  Se encontró que la producción de lacasas de los 

co-cultivos, en medio agar-extracto de malta, no solo incrementó la actividad de la lacasa en tres 

sustratos diferentes, sino también se detectó la presencia de una isoforma ausente en el medio 

control (donde solo creció Pleurotus ostreatus).  Si bien la sobreproducción de lacasas durante la 

interacción biológica, así como las diferentes isoformas (número de bandas) generadas por 

inducción química y/o biológica han sido reportadas, no existen estudios de la influencia de la 

interacción Trichoderma-hongos ligninolíticos sobre el perfil y el potencial catalítico de las 

isoformas de lacasas. 

 

Por tal motivo, el objetivo de este trabajo fue evaluar el perfil de lacasas producidas por Pleurotus 

ostreatus CP-50 y durante los co-cultivos con Trichoderma viride, en medio líquido a base de 

extracto de malta, así como la caracterización cinética utilizando cuatro de los sustratos de lacasas 

más estudiados. 
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CAPÍTULO II 
 
 
Antecedentes 
 
 
2.1 Biotecnología Ambiental 
 
Como consecuencia del desarrollo humano y tecnológico, en las últimas décadas nos hemos 

enfrentado a serios problemas de contaminación ambiental.  Por lo cual, se ha buscado encontrar 

medidas efectivas que controlen los efectos nocivos provocados por la contaminación.  La 

biotecnología ambiental ha surgido como una respuesta a muchos de los problemas de 

contaminación actual.  De manera general, la biotecnología ambiental abarca diversas aplicaciones 

destinadas a reducir la contaminación.  Con el fin de subsanar el daño al medio ambiente, se han 

desarrollado tecnologías con el uso de microorganismos así como enzimas para transformar 

contaminantes en compuestos no tóxicos.  

 
Las enzimas al ser catalizadores biológicos y altamente eficientes presentan varias ventajas sobre 

los catalizadores químicos, los tratamientos físicos y los biológicos.  Entre las que se encuentran su 

alta especificidad, su biodegradabilidad, alta velocidad de reacción, reducción del volumen de 

operación y no ser tóxicas.  

 
En la remoción de contaminantes tanto de suelos como de agua, el uso de complejos enzimáticos ha 

permitido la biodegradación o disminución de la toxicidad de compuestos xenobióticos como 

plaguicidas, herbicidas, fenoles, así como hidrocarburos aromáticos.  Los cuales son contaminantes 

con propiedades mutagénicas, tóxicas y cancerígenas que se encuentran presentes en aguas 

residuales de industrias del papel, petróleo, minera, colorantes, etc. (Karam y Nicell, 1996).  

 
De las diversas enzimas que se han utilizado para realizar la degradación de compuestos aromáticos 

así como la remoción de metales, encontramos a las peroxidasas y a las polifenoloxidasas.  Las 

peroxidasas son oxido-reductasas producidas por microorganismos y plantas.  Catalizan una 

variedad de reacciones en presencia de peróxido de hidrógeno.  Dentro de las polifenoloxidasas se 

encuentran las lacasas, las cuales para llevar a cabo su actividad requieren de oxígeno molecular y 

no utilizan coenzimas.  Debido a su versatilidad para oxidar una amplia gama de sustratos, las 

lacasas son un grupo de enzimas con aplicaciones muy diversas tanto en la biotecnología ambiental 

como en otro tipo de industrias. 
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2.2 Lacasas: distribución y roles fisiológicos 
 

Las lacasas son enzimas encontradas comúnmente en la naturaleza, se encuentran presentes en 

plantas y hongos así como en algunas bacterias e insectos.  La primera lacasa fue obtenida de los 

exudados del árbol japonés de la laca Rhus vernicifera (Yoshida, 1883).  Poco tiempo después fue 

aislada de hongos y caracterizada como enzima oxidasa que contiene metal (Bertrand, 1896).  

Aunque ha sido conocida desde hace tiempo, la lacasa atrajo la atención solo después del inicio de 

estudios de degradación enzimática de madera por hongos de la podredumbre blanca.  

 

De las diversas proteínas que contienen cobre, la lacasa es la más ampliamente distribuida.  En 

plantas, la lacasa ha sido identificada en árboles como el roble (Quercus), álamo (Populus) 

(Thurston, 1994), en manzana (Malus), papa (Solanum tuberosum), betabel (Beta vulgaris), 

esparrago (Asparagus officinalis) y otros vegetales (Levine, 1965).  Las lacasas en plantas son 

proteínas constitutivas extracelulares y la mayoría están glicosiladas.  Se han encontrado en el 

xilema y su actividad ha sido correlacionada con la lignificación ya que utilizan sustratos como el 

alcohol cumarílico, coniferílico y sinapílico, los cuales son precursores de la lignina (Ranocha, et 

al., 1999).  Además se les ha involucrado con la reconstitución de la pared celular en la 

regeneración de protoplastos (Liu et al., 1994).  La detección y purificación de lacasas de plantas 

frecuentemente resulta difícil debido a que el extracto crudo contiene diversas enzimas oxidativas 

que presentan actividad sobre diversos sustratos, lo cual podría explicar la limitada información de 

propiedades bioquímicas de lacasas de dicho origen. 

 

Con respecto a las lacasas fúngicas, éstas forman un grupo más estudiado, debido a que han sido 

aisladas de diversas especies de hongos, principalmente de Ascomicetos, Deuteromicetos y 

Basidiomicetos.  Los basidiomicetos ligninolíticos son los degradadores de lignina más eficientes y 

los más ampliamente estudiados.  Las lacasas fúngicas son glicoproteínas y el papel fisiológico 

reportado es muy diverso.  Las lacasas de Trametes versicolor participan en la biodegradación de la 

lignina oxidando principalmente las subunidades fenólicas de la lignina (Bourbonnais y Paice, 

1990; Thurston, 1994).  En Cryphonectria parasitica la lacasa mostró ser importante en el proceso 

de patogénesis del hongo hacia la nuez castaña (Mayer y Staples, 2002).  En Aspergillus nidulans se 

ha relacionado la actividad de lacasa con la producción de pigmento en los conidios, ya que la 

depleción del gene yA* provocó la ausencia de la coloración verde de las esporas (Aramayo y 

Timberlake, 1993).  

                                                 
* Gene yA codifica para la fenol oxidasa y se acumula en los conidios. 
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En hongos, las lacasas también han sido asociadas con el crecimiento y desarrollo del cuerpo 

fructífero.  En Aspergillus nidulans se ha detectado actividad de lacasa en la formación del cuerpo 

fructífero y regulación durante la diferenciación de conidios (Hermann et al., 1983).  En Agaricus 

bisporus se ha reportado la oscilación de la actividad de lacasa relacionada con el ciclo de 

maduración del basidioma y actividad ligninolítica (Bonnen, et al., 1994).  En Pleurotus florida se 

encontró que una de las dos isoformas aisladas reguló el crecimiento y la formación del cuerpo 

fructífero (Das et al., 1997) y en Phlebia sp con la diferenciación de micelio cenocítico o septado 

(White y Boddy, 1992).  Otro rol con el cual se han relacionado es la detoxificación de fenoles (a 

través de su polimerización) generados como mecanismo de defensa por las plantas contra ataque 

fitopatogénico así como en la producción de melanina (Iakovlev y Stenlid, 2000).  Entre las lacasas 

fúngicas más estudiadas se encuentran las producidas por los géneros Agaricus, Ceriporiopsis, 

Coriolopsis, Lentinula, Pleurotus, Polyporus, Trametes, (Baldrian, 2006). 

 

Las lacasas fúngicas, al participar en el rompimiento de lignina, son principalmente extracelulares, 

aunque han sido encontradas intracelulares.  Al cultivar Trametes versicolor en glucosa y paja de 

trigo, sintetizó lacasas tanto extra como intracelularmente (Schlosser et al., 1997).  La mayoría de la 

actividad enzimática fue producida extracelularmente 98% y 95% respectivamente.  

 
 
2.2.1 Estructura de lacasas 
 

Las lacasas (p-difenol:dioxígeno óxido-reductasa E.C.1.10.3.2) presentan una estructura plegada 

que consta de tres dominios (A, B y C), con tamaños aproximadamente iguales (Ducros et al. 1998; 

Piontek et al., 2002).  Los tres dominios son importantes para la actividad catalítica de las lacasas.  

El sitio de unión al sustrato está localizado en una hendidura entre los dominios B y C, un centro 

mononuclear de cobre se encuentra localizado en el dominio C, y un centro trinuclear de cobre esta 

en la interface de los dominios A y C [Figura 2.1] (Piontek et al., 2002). 

 

El sitio catalítico presenta generalmente cuatro átomos de cobre, los cuales están distribuidos en tres 

sitios redox (T1, T2 y T3).  El centro de cobre mononuclear contiene un átomo de cobre tipo 1 (T1) 

el cual está coordinado trigonalmente a dos histidinas y una cisteína [Figura 2.2].  El enlace entre el 

T1 y la cisteína es covalente y causa una fuerte absorción a 600 nm confiriendo a las lacasas su 

típica coloración azul (Solomon et al., 1996). 
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Figura 2.1. Estructura de Lacasa de Trametes versicolor mostrando los tres dominios (A, B, C) y los cuatro 

sitios de cobre (esferas). (Tomada de Piontek et al., 2002). 
 

El cluster trinuclear contiene un átomo de cobre tipo 2 (T2) y un par de cobres tipo 3 (T3) y es 

donde se lleva a cabo la reducción del oxígeno molecular a agua (Messerschmidt, 1997; Solomon et 

al., 1996).  El cobre T2 está coordinado por dos histidinas y los átomos de cobre T3 por seis* 

(Piontek et al., 2002) [Figura 2.2].  En sus estados oxidados los cobres T1 y T2 exhiben señales 

específicas en espectros de resonancia paramagnética de electrones (EPR).  El par de cobres T3 no 

es paramagnético, pero puede ser detectado ya que emite señal a 330 nm (Andreasson y 

Reinhammar, 1979). 

  
Figura 2.2. Centro catalítico de la estructura de Lacasa de Cerrena maxima, a) Cluster T2/T3, b) Cobre T1.  

(Tomada de Zhukhlistova et al.2009). 
                                                 
* Cada cobre T3 se encuentra coordinado por 3 histidinas. 

C 

A 

B 

His 450 

His 398 

a 
b 
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Algunas lacasas no contienen cuatro átomos de cobre por molécula, al carecer del cobre T1 no 

presentan absorción alrededor de los 600 nm.  Una isoenzima de Pleurotus ostreatus no presenta 

coloración azul por lo cual es denominada como “lacasa blanca”.  Se determinó por absorción 

atómica que la lacasa presenta 1 átomo de cobre, 1 átomo de zinc y dos átomos de hierro (Palmieri 

et al., 1997).  Además se han reportado “lacasas amarillas”, sin embargo estas enzimas presentan un 

contenido similar de cobre que las azules.  Se ha propuesto que las lacasas amarillas no mantienen 

sus centros de cobre en el estado oxidado, así como la unión de material fenólico de bajo peso 

molecular proveniente de la degradación de la lignina, contribuyendo esto a la coloración amarilla 

de la enzima.  Sin embargo, lo anterior no ha sido verificado (Leontievsky et al., 1997). 

 

Las lacasas son codificadas por familias de genes relacionados estructuralmente.  Típicamente la 

lacasa es una proteína de 500 a 600 aminoácidos.  Se han clonado varios genes de lacasas entre las 

que se encuentran cinco de Trametes villosa (Yaver et al,. 1996) y Trametes sanguinea (Hoshida et 

al., 2001) cuatro de Rhizoctonia solani (Wahleithmer, et al., 1996) dos de Agaricus  bisporus (Perry 

et al., 1993) y Pleurotus ostreatus (Giardina et al., 1995).  Si bien el porcentaje de identidad entre 

las lacasas de hongos puede ser bajo existe alta conservación entre las regiones involucradas en la 

unión con cobre.  
 

El peso molecular promedio de las lacasas extracelulares oscila entre 60 y 80 kDa.  Como se 

mencionó anteriormente la mayoría de las lacasas fúngicas son glicoproteínas.  El grado de 

glicosilación generalmente se encuentra entre el 10% y 25%, sin embargo se han reportado lacasas 

de Coriolopsis fulvocinnerea con porcentaje del 32% (Shleev et al., 2004) y en Pleurotus 

pulmonarius del 44% (Marques de Souza y Peralta, 2003).  Por otro lado, un bajo grado de 

glicosilación se ha observado en lacasas de Pleurotus eryngii donde el contenido de azúcar para la 

lacasa I fue del 7% y para la lacasa II sólo del 1% (Muñoz et al., 1997).  Entre los sacáridos 

presentes se encuentran glucosa, arabinosa, xilosa, manosa y galactosa (Marbach et al., 1984).  Se 

ha propuesto que el grado de glicosilación puede participar en la protección de la enzima de la 

degradación proteolítica (Yoshitake et al., 1993). 

 

La mayoría de las lacasas son proteínas monoméricas, sin embargo existen reportes de enzimas con 

estructura homodimérica, como el caso de Pleurotus pulmonarius (Marques de Souza et al., 2004) 

donde la proteína está formada por dos subunidades de 22.4 kDa y Trametes villosa del cual se 

purificaron dos isoenzimas diméricas de 63 kDa (Yaver et al., 1996).  Algunas especies producen 

lacasas oligoméricas, en Monocillium indicum una banda de actividad con una masa molecular 
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relativa de 100 kDa fue resuelta en tres proteínas de 24, 56 y 72 kDa (Thakker et al., 1992) y Wood 

reportó que la lacasa de Agaricus bisporus consiste en varios polipéptidos de 21, 32, 45,52, 53 y 56 

kDa al ser analizada con geles SDS-PAGE (Wood, 1980).  

 
 
2.2.2 Mecanismo de reacción y sustratos de lacasas  
 

El mecanismo de reacción de las lacasas se ha planteado de manera general, donde los sustratos son 

oxidados por el sitio I reduciéndose éste, y los electrones extraídos son transferidos al centro de 

cobre trinuclear T2/T3, para la reducción del oxígeno.  La vía de transferencia de los electrones de 

T1 a T2/T3 se realiza través de un motivo tripéptido (His-Cys-His) altamente conservado 

(Garavaglia et al., 2004) [Figura 2.3].   

 
Figura 2.3. Ciclo catalítico de Lacasa. 

(Tomado de Baldrian, 2006) 
 

Las lacasas catalizan la oxidación de difenoles y sustratos relacionados usando al oxígeno como 

aceptor final de electrones.  Sin embargo, en contraste con la mayoría de las enzimas, las cuales son 

generalmente sustrato específicas, las lacasas actúan sobre un amplio intervalo de sustratos, 

incluyendo difenoles, polifenoles, diferentes fenoles sustituidos, diaminas, aminas aromáticas y 

benceno-tioles (Xu, 1996).  En la oxidación del sustrato se generan radicales catiónicos debido a la 

remoción de un electrón del núcleo aromático (Tien y Kirk, 1988).  Se ha sugerido que el producto 

inicial al ser relativamente inestable puede presentar una segunda oxidación para formar quinonas, o 
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puede también ocurrir una reacción no enzimática tal como una hidratación o desprotonación, o 

podría participar en una reacción de polimerización (Thurston, 1994) [Figura 2.3].  

 

Algunos de los sustratos más conocidos de las lacasas incluyen al no fenólico ácido 2,2'-azino-bis 

(3-etilbenzotiazolin)-6-sulfónico)(ABTS), monofenoles como el 2,6 dimetoxifenol (DMP), naftol, 

cresol y 2-metoxifenol (GUAI).  Difenoles como el 4-Hidroxi-3,5-dimetoxi-benzaldehído hidrazina 

(SGZ), el cual se ha reportado como un sustrato específico de lacasa y con ello puede ser 

diferenciada la actividad de la lacasa de otras fenoloxidasas (Harkin et al., 1974) [Figura 2.4].  

                                           
 

                                                                      
 

Figura 2.4. Sustratos comúnmente usados para determinar actividad de Lacasa. 
a) Acido 2,2'-azino-bis (3-etilbenzotiazolin)-6-sulfónico) [ABTS], b) 2,6 Dimetoxifenol [DMP], c) 2-Metoxifenol 
(Guayacol) [GUAI], d) 4-Hidroxi-3,5-dimetoxi-benzaldehído hidrazina (Siringaldazina) [SGZ] 
 

Para que un compuesto químico sea sustrato de las lacasas dependerá de dos factores básicamente.  

Primero que el sustrato pueda acoplarse a la vecindad del sitio T1, lo cual está determinado 

principalmente por la naturaleza y posición de los sustituyentes del anillo fenólico, especialmente 

de aquellos con cadenas muy voluminosas (Xu, 1996; Bertrand et al., 2002).  Segundo que el 

potencial redox (E0) sea lo suficientemente bajo, debido a que se ha observado que la velocidad de 

la reacción dependerá de la diferencia entre los potenciales redox de la enzima y del sustrato (ΔE0 

[lacasa-sustrato]).  El potencial redox del sustrato está determinado por su estructura química y los 

diferentes sustituyentes, los cuales tendrán diferente impacto en E0 [sustrato] dependiendo de su 

tendencia a donar electrones.  Los potenciales redox de las lacasas varían de 0.4 a 0.8 V y el factor 

más crítico determinante del ΔE0 [lacasa] es la coordinación del cobre T1  (Xu, 1996; Xu et al., 

1996; Xu et al., 2000; Xu et al., 2000). 

 

Por lo anterior, algunos sustratos de interés no pueden ser oxidados directamente por las lacasas, ya 

sea por ser demasiado grandes para penetrar al sitio activo de la enzima o debido al alto potencial 

a)
( 

b) 
 

c) d) 
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redox que presentan.  Esta limitación ha logrado superarse con la adición de ciertos compuestos 

químicos, los cuales son compuestos de bajo peso molecular que pueden actuar como mediadores 

redox*.  Una vez que el mediador es oxidado por la lacasa, difunde del centro catalítico y oxida al 

sustrato.  La adición de ABTS y Hidroxibenzo-triazol (HBT) ha sido utilizada para la oxidación de 

diferentes compuestos xenobióticos (Bourbonnais et al., 1997; D' Acunzo et al., 2002; Castro et al., 

2003).  Camarero et al., (2005) realizaron una selección de 10 compuestos fenólicos derivados 

naturales de la lignina, encontrándose que el siringaldehído, acetosiringona, vainillina, 

acetovainillona y ácido p-cumárico fueron mediadores más efectivos para la decoloración de 

reactivo negro 5 usando lacasas de Pycnoporus cinnabarinus y Trametes villosa [Figura 2.5]. 

 

                         
 

                                            
 

Figura 2.5. Mediadores de lacasa. 
a) ABTS, b) Hidroxibenzo-triazol (HBT), c) 3,5-Dimetoxi-4-hidroxibenzeno carbonal (Siringaldehído), d) 4'-
Hidroxi-3',5'-dimetoxi acetofenona (Acetosiringona), e) 4-Hidroxi-3-metoxibenzaldehido (Vainillina), f) 4′-
Hidroxi-3′-metoxi acetofenona (Acetovainillona), g) Ácido 4-Hydroxi cinámico (Ac p-cumárico). 
 
 
2.2.3 Inhibidores 
 

Diversos compuestos han sido descritos como inhibidores de lacasas, principalmente pequeños 

iones como azida, floruro, cianuro e hidróxido son fuertes inhibidores, los cuales se unen al sitio T2, 

bloqueando la transferencia interna de electrones (Johannes y Majcherczyk, 2000).  El EDTA, ácido 

tioglicólico y la dimetil glioxima han mostrado inhibición de la actividad al ser agentes quelantes 

del cobre (Chefetz et al., 1998).  Los iones metálicos (Fe2+, Hg2+) y detergentes catiónicos de 

amonio cuaternario resultan inhibidores al estar involucrados con modificación de residuos de 

aminoácidos o cambios conformacionales (Gianfreda et al., 1999, Zavarzina et al., 2004).  Muchos 

                                                 
* El mediador actúa como un “transportador de electrones” entre la enzima y el sustrato.   

a) b) c) 

d) e) f) 
g) 
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compuestos que contienen sulfidrilos, tales como la L-cisteína, el ácido. tioglicólico y ditriotreitol 

se han considerado inhibidores de lacasa.  Sin embargo, cuando el efecto de inhibición se ha 

estudiado por medio del consumo de oxígeno en lugar de medidas de absorbancia, se encontró que 

la inhibición observada fue causada por la reducción del sustrato por los compuestos sulfidrilos y no 

por inhibición de la enzima (Johannes y Majcherczyk, 2000).   

 

 
2.2.4 Aplicación de lacasas 
 

Las reacciones de oxidación son ampliamente utilizadas en procesos industriales, por ejemplo en 

industrias como la textil, alimentaria, procesamiento de madera, farmacéutica y química.  

Actualmente muchos de los métodos utilizados son económica y ambientalmente poco 

convenientes, debido a que se producen reacciones secundarias no deseables y los oxidantes y 

catalizadores empleados suelen ser tóxicos.  De tal manera que la oxidación enzimática es una 

alternativa a los métodos químicos, al ser las enzimas catalizadores biodegradables muy eficientes y 

específicos; además las reacciones enzimáticas se llevan a cabo en condiciones no severas. 

 

La transformación de fenoles y aminas aromáticas mediante la acción de peroxidasas o lacasas, es 

probablemente uno de los procesos enzimáticos más estudiados en el área de tratamiento de 

desechos.  Tanto las peroxidasas como las lacasas de hongos ligninolíticos tienen un elevado 

potencial de aplicación ambiental por su facilidad de separación, purificación y producción en 

biorreactores, facilitando su producción a gran escala (Ikehata et al., 2004).  

 

Las lacasas ofrecen varias ventajas de gran interés para aplicaciones biotecnológicas.  Al presentar 

una baja especificidad de sustrato son capaces de oxidar un amplio rango de compuestos 

xenobióticos.  Además, a diferencia de las peroxidasas, no requieren la adición o síntesis del 

peróxido de hidrógeno que puede inactivar a la enzima, utilizando el oxígeno como aceptor de 

electrones, el cual usualmente se encuentra presente en su medio ambiente.  

 

Una aplicación potencial de las lacasas es en el área ambiental, donde las propiedades catalíticas de 

éstas han sido utilizadas para oxidar diversos contaminantes orgánicos.  Los hidrocarburos 

aromáticos policilícos (PAHs) junto con otros compuestos xenobióticos son la fuente principal de la 

contaminación del suelo, por lo cual su degradación es de gran importancia.  Lacasas de Trametes 

versicolor y de Coriolopsis gallica lograron oxidar PAHs en presencia de mediadores químicos 

como el HBT y ABTS (Collins et al., 1996; Johannes et al., 1998; Majcherczyk et al., 1998, 
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Pickard et al., 1999).  Otros compuestos que las lacasas han sido capaces de oxidar son compuestos 

fenólicos clorados (Bollag et al., 2003), colorantes sintéticos y pesticidas (Torres et al., 2003).  

Además la enzima fue capaz de mediar el acoplamiento de metabolitos reducidos de 2,4,6-

trinitrotolueno (TNT) a una matriz orgánica y con ello detoxificar residuos de explosivos (Durán y 

Esposito, 2000). 

 

Debido a que las lacasas catalizan reacciones de transferencia de electrones sin la adición de 

cofactores, su uso ha sido estudiado en la elaboración de biosensores.  En la industria farmacéutica 

los biosensores enzimáticos permiten la identificación de morfina y distinguirla de codeína *(Bauer 

et al., 1999) [Figura 2.6].  También se ha logrado detectar con los biosensores varios compuestos 

fenólicos, oxígeno, azidas, catecolaminas o flavonoides (Rodríguez y Toca, 2006). 
 

 
Figura 2.6. Selectividad del sensor de lacasa (LACC/GDH). 

Lacasa (LACC), Glucosa deshidrogenasa (GDH), Morfina deshidrogenasa (MDH). 
(Tomado de Bauer et al., 1999). 

 
La lacasa también es empleada en la industria alimentaria para modificar la apariencia y el color de 

algunas bebidas y alimentos.  En este sentido, la aplicación de las lacasas involucra la eliminación 

de compuestos fenólicos responsables del oscurecimiento y formación de turbidez en jugos, 

cervezas y vino (Gianfreda et al., 1999).   

 
En cuanto a la producción de etanol, el metabolismo de los microorganismos empleados en la 

síntesis del alcohol llega a ser inhibido por compuestos fenólicos presentes en los hidrolizados 

lignocelulósicos utilizados.  Por lo cual la lacasa ha sido expresada en Saccharomyces cerevisiae y 

con ello lograr la resistencia de los microorganismos y así resolver esta inhibición (Mayer y Staples, 

2002).  

 
Dentro de la industria textil el uso de la lacasa está creciendo muy rápidamente, ya que además de 

decolorar los efluentes, la enzima es utilizada para el blanqueo de telas sustituyendo el uso de 

hipoclorito y en la síntesis de colorantes azo (Setti et al., 1999). 
                                                 
* La lacasa oxida la morfina pero no puede convertir la codeína. La morfina deshidrogenasa oxida tanto a la morfina como a la codeína. 
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Otro campo donde la lacasa ha sido empleada es en la industria cosmética, donde se han 

desarrollado tintes los cuales resultan menos irritantes y más fáciles de manejar que los 

convencionales, debido a que la lacasa remplaza el peróxido como agente oxidante en la 

formulación (Lang y Cotteret, 1999).  También se ha empleado en preparaciones cosméticas y 

dermatológicas para aclarar la piel (Golz-Berner et al., 2004). 

 
 
2.2.5 Producción e inducción de lacasas en cultivos de hongos ligninolíticos 
 

La producción de lacasas por hongos ligninolíticos ha sido ampliamente estudiada, debido a la 

capacidad de estos microorganismos para crecer en sustratos económicos, excretar las enzimas y su 

potencial en la oxidación de compuestos xenobióticos (Ikehata et al., 2004).  Las lacasas 

extracelulares en basidiomicetos son producidas constitutivamente en pequeñas cantidades; sin 

embargo su producción puede ser considerablemente incrementada por diversas sustancias químicas 

y compuestos aromáticos. 

 

Entre los inductores químicos que se han estudiado se encuentra el cobre, el cual al ser añadido al 

medio produce incrementos entre siete y treinta veces con respecto al control (Klonowska et al., 

2001, Giardina et al., 1999).  Dentro de los compuestos aromáticos están el ácido ferúlico, la 

vainillina, p-anisidina, orcinol, p-toludina, xilidina, ácido veratrico y guayacol,  cuyo suplemento 

aumenta hasta treinta veces la producción de la lacasa (Marques de Souza et al., 2004; Gianfreda et 

al., 1999).  Además de la adición de inductores químicos, la producción de lacasas resulta ser 

estimulada por diferentes condiciones de cultivo.  Particularmente se ha evaluado la limitación 

nutricional de carbono y nitrógeno (Kirk y Ferell, 1987). 

 

Una característica importante de la lacasa es que está codificada por una familia de genes, por lo 

cual es producida en forma de múltiples isoenzimas.  Se ha probado que los genes que codifican las 

isoformas son regulados diferencialmente (Soden y Dobson, 2001).  Varias isoformas han sido 

detectadas en muchas especies fúngicas.  Blaich y Esser (1975) realizaron un “screening” de la 

actividad de varios hongos de la podredumbre blanca.  Las diferentes especies examinadas fueron 

Coprinues plicatilis, Leptoporus litschaueri, Pleurotus corticatus, P. ostreatus, Trametes gibbosa y 

T. versicolor, las cuales exhibieron la producción de más de una isoenzima.  Por lo anterior, al 

incrementar la producción de la lacasa mediante la adición de inductores químicos, no solo se 

obtiene una variación en la actividad, también se regula la secreción de la lacasa, mediante la 

inducción de diferentes isoformas. 
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La inducción de algunas isoformas se ha realizado mediante compuestos aromáticos relacionados 

con la lignina, tales como la lignina Kraft, xilidina, alcohol veratrilico, entre otros (Gianfreda et al., 

1999; Dekker et al., 2001).  Se ha reportado que el uso de ácido ferúlico y vainillina no solo 

incrementa la producción de lacasas por Pleurotus pulmonaris, sino que también se observó que las 

isoformas lac 1 y lac 2 son producidas en cultivos basales y con la adición de los compuestos se 

induce lac 3 y lac 2 continúa presentándose (Marques de Souza et al., 2004).  Klonowska et al., 

(2001) demostraron que Marasmius quercophilus produce una sola lacasa en medio líquido a base 

de extracto de malta, sin embargo cuando se adiciona CuSO4 se producen tres isoenzimas. 

 

Con respecto a las cepas del hongo Pleurotus ostreatus se ha reportado que produce al menos ocho 

diferentes isoenzimas de lacasa, seis de las cuales han sido aisladas y caracterizadas (Palmieri et al., 

1993, 1997, 2003; Giardina et al., 1999).  La principal proteína presente en los medios de cultivo 

fue POXC con un peso de 59 kDa y un pI de 2.9.  Las isoenzimas POXA3a y POXA3b exhibieron 

pesos moleculares similares alrededor de 85 kDa, mientras POXA1b, POXA1w y POXA2 son más 

pequeñas (aproximadamente 65 kDa).  Palmieri et al., (2003)  reportaron que la producción de 

isoenzimas de lacasas en la cepa de P. ostreatus estudiada, está regulada por la presencia de cobre 

ya que dos isoenzimas (POXA3a y POXA3b) fueron detectadas solamente con la adición de este 

metal.  Por otra parte, aunque POXC es la proteína más abundante en los cultivos tanto extracelular 

como intracelularmente, la mayor producción de RNAm detectado fue para POXA1b, la cual es 

probablemente una proteína intracelular o bien asociada a la pared celular y es degradada por una 

proteasa extracelular (Palmieri et al., 1997). 

 

El cambio en el perfil de las lacasas producidas al suplementar el medio con compuestos fenólicos 

se ha propuesto como un mecanismo de detoxificación del microorganismo en presencia de tales 

compuestos (Marques de Souza et al., 2004).  Por otra parte, se ha observado que las isoenzimas 

que son sintetizadas en presencia de algunos compuestos fenólicos presentan características más 

ventajosas que algunas de las sintetizadas constitutivamente.  Como es el caso de cuatro isoenzimas 

inducidas de una cepa de Marasmius quercophilus (Farnet et al., 2000) donde al determinar las 

propiedades catalíticas, una de las isoformas exhibió mayor estabilidad térmica a 40°C.  Además 

esa isoenzima no mostró inhibición en presencia de EDTA y catalizó la degradación de clorofenoles 

sin la adición de mediadores.  En el estudio realizado por Lorenzo et al.,  (2005) con una cepa de 

Trametes versicolor donde se efectuó inducción con fibra de cebada, se encontraron dos isoformas 

denominadas LacI y LacII.  Se cuantificó mayor actividad de LacII, además esta isoenzima exhibió 
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resistencia a la presencia de Mg2+ y Zn2+, que son generalmente inhibidores de la actividad de 

lacasas.  

 

Por lo anterior la composición y tipo de medio de cultivo así como el uso de inductores, representan 

un papel importante en la productividad y perfil de las lacasas.   

 
 
2.2.6 Trichoderma spp. incrementan la producción de lacasas de hongos ligninolíticos  
 

Si bien la inducción química ha sido una estrategia eficiente para lograr un incremento en la 

producción de las lacasas así como en la modificación del perfil de isoformas, este método puede 

resultar un poco inseguro, debido al tipo de inductores utilizados, ya que debido a sus propiedades 

físicas son compuestos tóxicos [Apéndice 1].  Por lo anterior, se han buscado alternativas que 

permitan desarrollar estrategias más seguras y a costos más bajos.  Con respecto a esto, se ha 

reportado el uso de la inducción biológica para incrementar la producción de las lacasas.  Este 

método se basa en co-cultivos de hongos productores de lacasa con el hongo del género 

Trichoderma* y/o bacterias.  Con este tipo de estrategia se ha obtenido un incremento en la 

producción de lacasas sintetizadas por Lentinula edodes y Pleurotus spp. en cultivos líquidos 

infectados con Trichoderma (Savoie et al., 1998; Mata et al., 2005; Hatvani et al., 2002).  Baldrian 

(2004) reportó el incremento en la producción de lacasas en co-cultivo en medio sólido, de 18 cepas 

diferentes de hongos ligninolíticos con una cepa de Trichoderma harzianum.  Si bien con este tipo 

de interacción se han presentado los mayores incrementos de actividad, la adición del sobrenadante 

donde creció Trichoderma al cultivo del hongo ligninolítico ha permitido también aumento en 

producción de lacasa.   

 

Sin embargo, existen reportes en los cuales se indica que solo con un tipo de interacción (co-

cultivos o sobrenadante) se logra obtener un incremento en la producción de la lacasa.  Durante los 

co-cultivos de Lentinula con diferentes cepas de Trichoderma los resultados mostraron una 

represión de lacasas, obteniéndose una mayor producción solo con los sobrenadantes de 

Trichoderma (Hatvani et al., 2002).  Caso contrario fue el co-cultivo de Trametes versicolor-

Trichoderma donde sólo en los co-cultivos se incrementó la producción de lacasas y no con el uso 

de sobrenadantes de Trichoderma °(Baldrian 2004).  

                                                 
* Algunas especies del hongo filamentoso Trichoderma son antagonistas que causan grandes pérdidas en la producción de hongos 
comestibles.  
° Estos hongos pueden ser demasiado agresivos para algunos basidiomicetos ya que producen diversas enzimas (quitanasas y glucanasas) 
involucradas en la degradación de la pared celular de hongos. 
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Se ha propuesto que el incremento obtenido en la producción de la lacasa durante la interacción con 

Trichoderma se debe a un mecanismo de defensa del hongo productor de la enzima contra 

Trichoderma, ya que algunas de sus cepas son micoparásitarias agresivas de los cultivos de hongos 

ligninolíticos comestibles (Pleurotus, Agaricus y Lentinula) (Savoie y Mata, 1999).  Lo anterior 

surge debido a lo observado al realizar co-cultivos en medio sólido, donde el hongo productor de la 

lacasa produce una hifa emergente en la zona de contacto entre las hifas de ambos hongos, la cual 

se acompaña de un pigmento de color café.  Al evaluar la actividad de lacasa, en dicha zona, se 

obtiene una sobreproducción de la enzima.  Se ha reportado que existe un incremento de la 

actividad polifenoloxidasa en el hongo Lentinula edodes y esto es inducido por el daño micelial 

causado por metabolitos Trichoderma (Tokimoto 1980, 1982).  Por otra parte, la represión de la 

lacasa observada en algunos co-cultivos se ha tratado de explicar por medio de una sobreproducción 

de enzimas hidrolíticas por Trichoderma sp (Hatvani et al., 2002).  Con los resultados reportados se 

observa la importancia del tipo de interacción (por micoparasitismo o a través de metabolitos 

extracelulares) Trichoderma-hospedero en el incremento de la producción de las lacasas.  

 

Con respecto al perfil de isoformas, se ha comparado la inducción química (liginina Kraft o 

toludina) y la inducción biológica (Trametes - Trichoderma sp) encontrándose que se genera una 

isoforma (LacC) en la inducción biológica distinta a las dos obtenidas con la adición de los 

compuestos aromáticos.  Además existe una represión de una de las dos isoformas inducidas 

químicamente.  Por otra parte, la isoenzima LacC resultó ser más estable a pH 4.0-8.0 y a 60°C 

(Zhang et al., 2006).  En la interacción de Lentinula edodes y Trichoderma sp, se observó que 

Trichoderma indujo cambios en el patrón de las isoenzimas.  Sin embargo, el cambio fue sobre la 

proteína ya sintetizada y no un efecto de inducción de una nueva isoforma o la liberación de una 

lacasa intracelular.  Debido a que el cambio en el patrón de isoformas se observó tanto en ausencia 

como en presencia del micelio activo de L. edodes, con diferencias en la intensidad del color de las 

bandas.  Proponiéndose que el cambio en la lacasa fue a través de la acción de proteasas 

provocando solo una pequeña disminución en la actividad de la proteína (Savoie et al., 1998). 

 

Una de las ventajas reportadas al realizar la inducción biológica sobre la química, es que la síntesis 

de la lacasa se produjo más rápido* cuando Pleurotus ostreatus fue cultivado con Trichoderma 

longibrachiatum (Velázquez-Cedeño, 2004).  Una característica observada durante la inducción 

química es que la lacasa puede perder actividad súbitamente.  Sin embargo, durante los co-cultivos 

se ha mantenido entre un 60 y 70% de su actividad máxima (Velázquez-Cedeño, 2007; Zhang et al., 

                                                 
*La síntesis de la lacasa se realizó en la mitad del tiempo requerido en el cultivo axénico. 
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2006).  Esta estabilidad obtenida con interacción biológica resulta importante para su aplicación 

industrial o ambiental.  

 

En nuestro grupo se realizó un estudio con la cepa de Pleurotus ostreatus CP-50 en co-cultivo con 

cepas de Trichoderma.  El análisis se llevó a cabo en medio sólido con extracto de malta, 

observándose un incremento en la actividad en la zona de contacto Pleurotus ostreatus- 

Trichoderma.  Tal incremento se vio favorecido al ser evaluada la actividad con tres diferentes 

sustratos (ABTS, DMP y SGZ).  Otro dato interesante, fue el obtenido con geles de poliacrilamida 

en condiciones no desnaturalizantes, donde se detectó la presencia de una isoforma, no encontrada 

en el medio control de Pleurotus ostreatus.  Además, en los geles de actividad con extractos 

obtenidos de los cultivos de Trichoderma sp. no se detectó actividad de lacasa.  

 

 

2.2.7 Propiedades Bioquímicas 
 

Se ha evaluado la oxidación de diversos sustratos por lacasas fúngicas, sin embargo las constantes 

catalíticas han sido reportadas principalmente para un pequeño grupo de sustratos – ABTS, DMP, 

GUAI y SGZ-.  La constante de Michaelis-Menten, Km, es un parámetro que refleja la afinidad de 

una enzima por un sustrato y permite describir cuantitativamente la acción catalítica de la enzima.  

Esta constante ha sido determinada para diversas lacasas y se ha observado una gran variación entre 

ellas.  Los valores de Km se encuentran en un intervalo muy amplio, con lo cual se puede inferir 

que existen diferentes propiedades catalíticas de estas enzimas.  Dichas diferencias dependerán del 

origen de la enzima y del sustrato evaluado.  Los valores más bajos de Km se han obtenido con 

Siringaldazina, el cual es un dímero de 2 moléculas de 2,6 dimetoxifenol unido por un puente de 

azida.  Donde el puente de azida o la forma dimérica parecen beneficiar la afinidad de las lacasas 

sobre la SGZ, ya que los valores de Km obtenidos para el monómero (DMP) son generalmente 

mayores a los obtenidos con SGZ [Tabla 2.1].  Por su parte la especificidad por el oxígeno es 

menos dependiente de la enzima, y los valores de Km se han reportado entre 20 y 50 para 

diferentes lacasas (Yaver et al., 1999; Xu, 2001; Xu et al, 1996).  

 

Además de las constantes cinéticas, el desempeño catalítico de las lacasas suele ser descrito por su 

actividad y estabilidad a diferentes condiciones de temperatura y pH.  El perfil de actividad con 

respecto al pH frecuentemente es en forma de campana con un óptimo entre 4-6, cuando es 

evaluado con sustratos fenólicos (Hoffmann y Esser, 1977; Palmieri et al., 1993; Eggert et al., 



Antecedentes 

18 
 

1996; Xu, 1997; Chefetz et al., 1998; Garzillo et al., 2001).  La disminución de la actividad a 

valores de pH neutros o alcalinos se debe al incremento en la concentración de iones hidróxido 

causando inhibición.  Sin embargo, al incrementar el pH, disminuye el potencial redox del sustrato 

fenólico, lo cual hace al sustrato más susceptible a la oxidación por la lacasa (Xu, 1997).  Por lo 

cual, el perfil de pH en forma de campana es el resultado de dos efectos opuestos, el incremento en 

el ΔE0 [lacasa-sustrato] y la inhibición por el ion hidroxilo.  Con respecto a los sustratos no 

fenólicos como el ABTS, los cuales no involucran intercambio de protones, las mayores actividades 

se obtienen a valores de pH entre 2 y 3 y se presenta una disminución en la actividad al incrementar 

el pH (Hoffmann y Esser, 1977; Xu, 1997; Garzillo et al., 2001). 

 

Tabla 2.1. Características de lacasas purificadas de Hongos 

n: Número de enzimas.  Min: Valor Mínimo Reportado.  Max: Valor Máximo Reportado 
Baldrian, Petr. FEMS Microbiology Reviews 30 (2), 215-242. 2006 
 

La estabilidad de las lacasas con respecto a la temperatura varía considerablemente dependiendo del 

origen de la enzima.  Sin embargo, las lacasas son estables entre 30 y 50°C y pierden rápidamente 

actividad a temperaturas superiores a 70°C.  Las lacasas más termoestables han sido aisladas de 

bacterias.  Con respecto a las lacasas fúngicas a altas temperaturas, la vida media a 70°C se 

encuentra por debajo de una hora y menos de 10 minutos a los 80°C (Wood, 1980; Xu et al., 1996; 

Chefetz et al., 1998; Jung et al., 2002). 

 

Característica n Min Max Lacasa 
PM (kDa) 103 43 383 Agaricus bisporus 

Agaricus blazei 
Ceriporiopsis subvermispora 
Chaetomiun termophilum 
Chalara paradoxa 
Coniothyrium minitans 
Coprinus cinereus 
Coriolipsis rigida 
Daedalea quercina 
Lentinula edodes 
Marasmius quercophilus 
Phellinus ribis 
Pleurotus eryngii 
Pleurotus florida 
Pleurotus ostreatus 
Pleurotus pulmonarius 
Pycnoporus cinnabarinus 
Rigidoporus lignosus 
Thelephora terrestris 
Trametes gallica 
Trametes versicolor 
Volvariella volcea 

pI 67 2.6 6.9 
Temperatura (°C) 39 25 80 

pH 
 

ABTS 
DMP 
GUAI 
SGZ 

 
 

49 
36 
24 
31 

 
 

2.0 
3.0 
3.0 
3.5 

 
 

5.0 
8.0 
7.0 
7.0 

Km (M) 
 

ABTS 
DMP 
GUAI 
SGZ 

 
 

36 
30 
23 
21 

 
 

4 
26 
4 
3 

 
 

770 
14 720 
3 000 
4 307 

kcat (s-1) 
 

ABTS 
DMP 
GUAI 
SGZ 

 
 

12 
12 
10 
4 

 
 

198 
100 
90 

16 800 

 
 

350 000 
360 000 
10 800 
28 000 
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La variabilidad en las propiedades catalíticas y físicas de las lacasas no solo es función de la cepa 

productora.  También se han reportado diferencias para las diversas isoformas aisladas de un mismo 

género, así como para un mismo hongo (Palmieri et al., 1993, 1997, 2003; Giardina et al., 1999).  

En la tabla 2.2 se agruparon las características de las isoenzimas purificadas para una misma cepa 

de Pleurotus ostreatus.  

 
                 Tabla 2.2. Características de isoenzimas de lacasas purificadas de Pleurotus ostreatus. 
 

NA: No Activa.  Ácido 2,2'-azino-bis (3-etilbenzotiazolin)-6-sulfónico (ABTS), 2,6-dimetoxifenol (DMP), Guayacol 
(GUAI), 4-hidroxi-3,5-dimetoxi-benzaldehído hidrazina (SGZ). 
Baldrian, Petr. FEMS Microbiology Reviews 30 (2), 215-242. 2006 
 

LACASA PM 
(kDa) pI 

pH  (Actividad Máxima) 

ABTS DMP GUAI SGZ 

P. ostreatus RK36 67 3.6 ---- ---- ---- 5.8 
POXA 1b 62 6.9 3.0 4.5 ---- 6.0 
POXA 1w 61 6.7 3.0 3.0-5.0 NA 6.0 
POXA 2 67 4.0 3.0 6.5 6.0 6.0 
POXA 3a 85 4.1 3.6 5.5 6.2 --- 
POXA 3b 83 4.3 3.6 5.5 6.2 --- 

POXC 59 2.9 3.0 3.0-5.0 6.0 6.0 

 
Temperatura 

(°C) 
(Actividad Máxima) 

Km (μM) 

ABTS DMP GUAI SGZ 

P. ostreatus RK36 50 --- ----- ---- ---- 
POXA 1b --- 370 260 ---- ---- 
POXA 1w 45-65 90 2,100 NA 45-65 
POXA 2 25-35 120 740 3,100 25-35 
POXA 3a 35 70 14,000 ---- 35 
POXA 3b 35 74 8,800 ---- 35 

POXC 50-60 280 230 1,200 50-60 
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CAPÍTULO III 
 
 
Justificación 
 
 

Las lacasas han llamado la atención debido a la amplia variedad de compuestos fenólicos que 

oxidan.  Hasta ahora se han purificado y caracterizado un gran número de lacasas fúngicas y se 

observa que existe una considerable heterogeneidad en las propiedades físico-químicas y catalíticas 

de estas enzimas.  Las diferencias entre las isoformas se presentan en el peso molecular, grado de 

glicosilación y especialmente con respecto a su estabilidad térmica, tolerancia a inhibidores y mayor 

actividad sobre algunos sustratos.  Siendo éstas propiedades características ventajosas de unas 

isoenzimas sobre otras.  Permitiendo que con dichas propiedades el uso de isoenzimas específicas 

en los diversos campos de aplicación, resulte más eficiente. 

 

Por otro lado, hasta ahora la mayoría de las isoformas caracterizadas son procedentes de 

modificaciones en el medio de cultivo o bien de la adición de ciertos inductores.  Sobre la 

interacción de distintas cepas productoras de lacasas con Trichoderma sp. se ha reportado 

incremento en la producción de lacasa y la modificación en el perfil de isoenzimas, sin embrago no 

se han caracterizado bioquímicamente las isoformas modificadas o inducidas.  Con respecto al 

trabajo realizado por Zhang et al., (2006) se trata de un análisis comparativo entre la inducción 

química y la biológica, ya que la cepa evaluada de Trametes no produce lacasa de manera 

constitutiva.  El único antecedente sobre la influencia de co-cultivos en la inducción de isoformas 

de la enzima, con una cepa productora de lacasa (constitutiva) es el estudiado en nuestro grupo, en 

co-cultivos en medio sólido, sin embargo no se caracterizaron las isoenzimas producidas por 

Pleurotus ostreatus.  

 

Por lo anterior, el objetivo de este proyecto fue caracterizar las isoformas de lacasas producidas por 

Pleurotus ostreatus en medio líquido y estudiar el efecto de la interacción de Pleurotus ostreatus-

Trichoderma viride.  Con este estudio se buscó definir si la interacción entre los dos hongos resultó 

favorable, por un lado para lograr un incremento en la producción de las lacasas, y además inducir 

un cambio en el patrón de isoenzimas.  Se adaptó un método de purificación que permitió separar 

las isoformas de lacasas producidas por la cepa de Pleurotus ostreatus CP-50.  Se determinaron 

propiedades físicas y capacidades catalíticas de las distintas isoenzimas. 
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CAPÍTULO IV 
 
Hipótesis 
 

La interacción de Pleurotus ostreatus CP-50 con Trichoderma viride en medio líquido incrementa 

la producción de lacasas e induce cambios en el patrón de isoformas. 

 
 
 
Objetivo General 
 

Purificar y caracterizar cinéticamente las diferentes isoenzimas de lacasas producidas por Pleurotus 

ostreatus y en co-cultivo con Trichoderma viride. 

 
 
 
Objetivos Particulares 
 

 Adaptar un método de purificación  para las lacasas producidas. 

 Caracterizar parcialmente las diferentes lacasas.  

 Determinar el intervalo de pH y temperatura óptimo de actividad para cada una de 

las lacasas. 

 Determinar los parámetros cinéticos de las diferentes lacasas: Km y Vmax para los 

sustratos ABTS, DMP, GUAI y SGZ. 
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CAPÍTULO V 
 

Materiales y Métodos 
 

5.1 Materiales 

 

5.1.1 Microorganismos 
 

Se utilizó una cepa de Trichoderma evaluada anteriormente como inductora de lacasas en cultivos 

sólidos de Pleurotus ostreatus. 

 

La cepa de Pleurotus ostreatus CP-50 fue obtenida del Colegio de Posgraduados, Unidad Puebla.  

Trichoderma viride (CIAD 01-570903) fue proporcionada por el Centro de Investigación en 

Alimentación y Desarrollo, Unidad Culiacán. 

 

Ambas cepas fueron preservadas en caja de Petri, en medio de agar y extracto de malta (1.5%  y 2% 

respectivamente).  Inoculándose aproximadamente 1 cm2  del medio con la cepa preservada, a otra 

caja con medio fresco.  Posteriormente se incubaron por 192 horas la cepa de Pleurotus ostreatus y 

144 horas las cepas de Trichoderma viride en oscuridad a 29º C y finalmente se conservaron a 4º C 

durante un mes antes de realizar una nueva resiembra*. 

 

5.1.2 Inóculo de Pleurotus ostreatus 
 

Pleurotus ostreatus se inoculó en matraces Erlenmeyer de 500 mL con medio extracto de malta 

(2%), pH 6 e incubados durante 4 días a 25°C y 150 rpm.  El medio líquido fue inoculado con 2 cm2  

del medio de agar-extracto de malta (previamente molidos a 30, 000 rpm con medio estéril durante 

10 segundos).  El volumen de trabajo en el matraz fue de 100 mL (10 mL de suspensión de inóculo 

y 90 mL de medio). 

 

Transcurridos los (4 días) de cultivo, el micelio se centrifugó en condiciones de esterilidad a 11,000 

rpm (18,533g) durante 15 minutos a 4ºC.  Se retiró el sobrenadante y el micelio se transfirió a tubos 

falcon de 15 mL, se adicionó solución salina (0.9%) y se centrifugó a 3000 rpm por 10 minutos.  Se 
                                                 
* Los tiempos de incubación para los hongos son diferentes debido a sus velocidades radiales de crecimiento P. ostreatus 0.023 cm h-1 y 
T. viride 0.056 cm h-1. 
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realizaron tres lavados para eliminar cualquier residuo de medio, se eliminó el sobrenadante y se 

recuperó el micelio.  Finalmente el micelio fue resuspendido en agua destilada estéril (1:3 volumen 

de micelio / volumen de agua) y se molió a 30, 000 rpm durante 10 segundos.  El fermentador se 

inoculó con 100 mL de esta solución.  

 

5.1.3 Inóculo de Trichoderma viride  
 

La cepa de Trichoderma viride fue sembrada en medio extracto de malta 2% - agar 1.5%  por 6 días 

en caja de Petri en oscuridad a 29°C.  Se recuperaron las esporas en condiciones de esterilidad 

adicionando 5mL de solución salina 9 g L-1 y Tween 40 al 0.05%, a la cepa cultivada en caja de 

Petri.  La suspensión del lavado se recolectó en un matraz Erlenmeyer con 100 mL de solución 

salina. 

 

5.1.4 Co-cultivos 
 

La cepa de Trichoderma viride fue inoculada en una concentración de 5x103 esporas mL-1.  La 

infección se efectuó a las 30 h del desarrollo del cultivo de P. ostreatus.   

 

5.1.5 Producción de lacasas 
 

La producción de la enzima se llevó a cabo en medio líquido con 2% de extracto de malta pH 6.  Se 

utilizó un fermentador marca Microferm-114 (New Brunswick Scientific).  Con jarra de vidrio de 

14 L de capacidad y se utilizó un volumen de trabajo de 10 L.  El fermentador estuvo equipado con 

tres impulsores tipo Rushton de 7.1 cm de diámetro (D/T=0.3) cada uno y un difusor de punto.  El 

cultivo se desarrolló a una temperatura de 25ºC, agitación 200 rpm y aireación de 0.5 vvm. La 

tensión de oxígeno disuelto (TOD) fue monitoreada con un electrodo polarográfico de oxígeno 

esterilizable (Ingold, modelo A420) conectado a un amplificador de TOD, previamente calibrado a 

100% de oxígeno disuelto. 

 

El pH del medio fue monitoreado mediante un electrodo esterilizable (Ingold, modelo 2300) 

conectado a un transmisor-controlador de pH.  El pH se mantuvo a un valor de 6 por medio de la 

adición automática de NaOH 0.4 N estéril mediante una bomba peristáltica (Cole-Palmer, modelo 

7014-20). 
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La espuma fue controlada por la adición de antiespumante estéril (Clerol AF, Dow Corning, 30% 

P/V), mediante un sensor de nivel de conductividad conectado a una bomba peristáltica. 

 

El cultivo se desarrolló durante 96 h y una vez terminada la fermentación, se eliminó el micelio para 

obtener el sobrenadante conteniendo la proteína. 

 

 

5.2 Métodos 
 

5.2.1 Obtención del extracto crudo de lacasas 
 

Una vez finalizada la fermentación, el caldo de cultivo se separó del micelio mediante tamizado en 

malla. Se utilizó tamaño de malla número 40 y 120*.  Posteriormente el caldo obtenido del tamizaje 

fue sometido a ultrafiltración, en un equipo DC10L, Amicon.  Con membranas de polisulfonas con 

corte de 100 y 10 kDa.  La ultrafiltración fue realizada con el objetivo de obtener dos fracciones 

concentradas de lacasas.  Finalmente las fracciones en las cuales se detectó actividad de lacasa 

fueron liofilizadas en un equipo SMH-15, Usifroid, con la finalidad de mantener la estabilidad 

biológica.  Del lote liofilizado se tomaron muestras para realizar las etapas de purificación. 

 

5.2.2 Biomasa 
 

El crecimiento micelial se evaluó mediante la determinación gravimétrica de biomasa.  El micelio 

se filtró al vacío sobre papel filtro (Whatman No. 1) previamente tarado, se secó a 85º C en un 

horno (Hoffman-Pinther & Bosworth, modelo HA223) por 24 h para obtener peso constante y se 

pasó a un desecador por 1 hora.  La concentración de biomasa se calculó mediante la diferencia de 

pesos y se expresó en gramos de biomasa por litro de caldo de cultivo.  

 

5.2.3 Actividad de lacasa 

 

La oxidación de cada uno de los sustratos ensayados fue monitoreada usando un espectrofotómetro 

Beckman DU-650.  La actividad de la enzima fue expresada en unidades (U).  Donde una U se 

                                                 
*Apertura 0.42 mm y 0.125 mm para número 40 y 120 respectivamente. 
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definió como la cantidad de enzima que oxida 1 mol de sustrato por minuto bajo las condiciones 

de reacción. 

 

5.2.3.1. Ensayo de actividad con ABTS 

 

El colorante no fenólico ácido 2,2'-azino-bis (3-etilbenzotiazolin)-6-sulfónico es oxidado por la 

lacasa a un estado estable del radical catiónico [figura 5.1].  La concentración del radical catiónico 

responsable de la coloración azul verdosa puede ser correlacionada a la actividad de la enzima 

(Majcherczyk et al., 1998).  La mezcla de reacción contenía 1,750 L de amortiguador de acetatos 

pH 5, 50 L de extracto enzimático y 200 L de sustrato 0.1 M.  La absorbancia del radical 

catiónico fue monitoreada a una longitud de onda de 436 nm y se utilizó el coeficiente de extinción 

molar (de 29,300 M-1cm-1 (Niku-Paavola et al., 1990). 

 
Figura 5.1 Oxidación del ABTS a un radical catiónico (ABTS+) catalizada por lacasa  

(Munteanu et al., 2006). 
 

5.2.3.2. Ensayo de actividad con SGZ 

 

Este método es una adaptación del método descrito por Harkin y col, el cual esta basado en la 

oxidación de (4-hidroxi-3,5-dimetoxi-benzaldehído hidrazina) Siringaldazina (SGZ) a su quinona 

correspondiente [figura 5.2].  El incremento en la absorbancia fue seguido a 525 nm utilizando el  

de 6.5x104 M-1 cm-1 (Harkin et al., 1974). 

 

La solución stock de SGZ fue preparada disolviendo 0.1mM de sustrato en metanol.  La mezcla de 

reacción contenía 200 L de sustrato, 1,750 L de amortiguador de acetatos pH 5 y 50 L de 

extracto enzimático. 



Materiales y Métodos 
 

26 
 

 
Figura 5.2 Oxidación de SGZ a su quinona correspondiente catalizada por lacasa  

(Sánchez-Amat y Solano, 1997). 
 

5.2.3.3. Ensayo de actividad con DMP 

 

El 2,6 Dimetoxifenol (DMP) es oxidado a su quinona (2,6 dimetoxyciclohexa-2,5- dienona) por la 

lacasa [figura 5.3].  La coloración amarillenta rojiza formada por la quinona es medida 

espectrofotométricamente y puede ser correlacionada a la actividad de la enzima (Palmieri et al., 

1997). 

 

 

 

 

 

 
 

Figura 5.3 Oxidación catalizada por la lacasa del DMP a su quinona correspondiente  
(Sánchez-Amat y Solano, 1997). 

 

La oxidación del DMP fue seguida a 468 nm y con un  de 27,500 M-1cm-1 (Muñoz et al., 1997).  

La mezcla de reacción fue preparada con 1,750 L de amortiguador de acetatos pH 5, 50 L de 

extracto enzimático y 200 L de sustrato 0.6 mM. 
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5.2.3.4. Ensayo de actividad con GUAI 

 

El compuesto 2-metoxifenol (Guayacol) es oxidado por la lacasa formándose su quinona 

correspondiente [figura 5.4].  La formación de la quinona lleva a una coloración café rojiza la cual 

puede ser correlacionada con la actividad de la lacasa. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Figura 5.4 Oxidación catalizada por la lacasa de Guaiacol a su quinona correspondiente  

(Doerge et al., 1997). 
 

 

La oxidación del Guayacol fue monitoreada a 470 nm y con un  de 26,600 M-1cm-1 (DePillis et al., 

1991).  La mezcla de reacción fue preparada con 1,750 L de amortiguador de acetatos pH 5, 50 L 

de extracto enzimático y 200 L de sustrato 6 mM. 

 

5.2.4 Determinación de proteína  
 

Se realizó por el método de Bradford (1976), utilizando albúmina bovina como estándar.  La 

proteína se midió con 800 L de muestra, a la cual se le adicionaron 200 L de reactivo de 

Bradford (Bio-Rad).  La solución se agitó en vortex y después de 30 minutos en incubación 

(Temperatura Ambiente), se leyó la absorbancia a una longitud de onda de 595 nm.  

 

Para conocer la concentración de proteína en la muestra se construyó una curva estándar con 

soluciones de 2, 6, 10, 14, 18 y 22 g/mL de albúmina sérica bovina [Apéndice 2].  Las 

determinaciones de proteína se realizaron por duplicado. 
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5.2.5 Purificación  
 

5.2.5.1 Cromatografía de Intercambio iónico 

 

Del extracto enzimático liofilizado se tomó una muestra la cual fue disuelta en buffer de fosfatos 

(NaH2PO4•H2O/Na2HPO4•7H2O) 10 mM pH 6.  La muestra fue cargada en una columna con la 

resina (25mL de resina)  DEAE Sheparose Fast Flow (SIGMA) que había sido previamente 

equilibrada con el buffer de fosfatos.  La muestra fue eluida con una gradiente lineal de 0 a 0.35 M 

de NaCl en el mismo buffer, dicha concentración se mantuvo un volumen de columna (CV).  

Posteriormente, se incrementó a una concentración de 1M NaCl.  El flujo se mantuvo constante de 1 

mL por minuto.  La corrida se realizó a temperatura ambiente. 

 

Para detectar de manera rápida que fracciones tenían lacasa activa, se determinó cualitativamente la 

actividad, observando la oxidación de los distintos sustratos*.  Se colocaron 10 L de sustrato, 100 

L de buffer para actividad y 10 L de la fracción colectada, en pozos de una placa de poliestireno.   

 

Las fracciones con actividad de lacasa fueron sometidas a diálisis toda la noche contra 10 

volúmenes de buffer de fosfatos 10 mM pH 6 a 4°C.  Posteriormente, se cuantificó 

espectrofotométricamente la actividad de lacasa con los cuatro sustratos  Además se determinó la 

concentración de proteína.  

 

Se eligieron las fracciones con actividad para ser sometidas a electroforesis tanto nativa como 

desnaturalizante, con el objetivo de determinar el avance en la purificación. 

 

Una vez separadas las bandas de actividad, las distintas fracciones fueron concentradas en un 

equipo de ultrafiltración (Stirred Ultrafiltration Cell Millipore) con una membrana de 10 kDa.   

 

5.2.5.2. Cromatografía de Exclusión Molecular 

 

Las fracciones (banda superior o inferior) concentradas en la celda de ultrafiltración, fueron 

sometidas a permeación en gel utilizado una columna con Sephacryl HR300 (SIGMA), equilibrada 

con el buffer de la cromatografía anterior.  Nuevamente se determinó tanto actividad de lacasa 

como concentración de proteína a las fracciones obtenidas.   
                                                 
* La oxidación de sustratos se alternó entre las distintas fracciones y se identificó por el cambio de coloración de cada sustrato. 
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Las fracciones de interés se concentraron y se realizó electroforesis tanto nativa como 

desnaturalizante. 

 

5.2.5.3. Cromatografía de Interacción Hidrofóbica 

 

La tercera cromatografía fue realizada por interacción hidrofóbica utilizado una resina t-Butyl HIC 

(Bio-Rad), equilibrada con el buffer de fosfatos 10 mM pH 6.  Las muestras fueron eluidas con un 

gradiente lineal de sulfato de amonio de 2 a 0 M en buffer de fosfatos. 

 

Las fracciones con actividad se dializaron, posteriormente se cuantificó la actividad de lacasa así 

como concentración de proteína y se realizó nuevamente el análisis electroforético.  

 
 
5.2.6 Análisis de Electroforesis en gel de poliacrilamida con SDS 
 

La electroforesis en geles de poliacrilamida (PAGE) se realizó mediante el método descrito por 

Laemmli (1970).  Se utilizaron geles con 10% de acrilamida que fueron preparados mezclando los 

volúmenes de los reactivos de acuerdo a la tabla 5.1.  Los geles se montaron y corrieron en una 

cámara mini-protean Bio-Rad.  

 

Las bandas de proteína en los minigeles se revelaron con Azul de Coomassie.  Para determinar los 

pesos moleculares las bandas fueron comparadas con marcadores de masas moleculares 

(BenchMark Ladder Invitrogen). 

 

5.2.6.1 Preparación del gel y de las muestras 

 

Antes de mezclar las soluciones para elaborar el gel, se ensambla el dispositivo de moldeado del 

gel.  Primero se adiciona el gel de separación.  Después de que gelifique, se le adiciona el gel 

concentrador hasta llenar el molde y se coloca el peine. 

La preparación de la muestra consistió en adicionar a 20 µL de la muestra 5µL de -mercaptoetanol 

y 2.5 µL de SDS 10%, posteriormente se calentó en un termobloque a 95°C durante 5 min.  

Posteriormente se tomaron 20 µL de la muestra preparada y se le agregaron 7µL del buffer de carga 

[Apéndice 3].  A cada pozo, se le adicionaron 15 µL de la muestra.  
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5.2.6.2 Condiciones de corrida  

 

Los geles de 0.75 mm de grosor se corrieron a un voltaje constante de 20 mA, en un amortiguador 

Tris-Glicina pH 8.3, durante 60 minutos.  

 

5.2.6.3 Revelado de las bandas de proteína  

 

Una vez corrido el gel fue sumergido en la solución fijadora durante 30 min.  Posteriormente se 

realizó la tinción con azul de Coomassie por 60 min.  El exceso de colorante se retiró sumergiendo 

el gel en una solución de desteñido [Apéndice 3].  

 

         Tabla 5.1 Soluciones para geles de acrilamida 

SOLUCIÓN GEL SEPARADOR 10% GEL CONCENTRADOR 5% 

Acrilamida 40% 1.74 0.30 

Buffer de TRIS 1.5M pH 8.8 1.68 ____ 

Buffer de TRIS 0.5M pH 6.8 ____ 0.80 

Agua bidestilada 3.306 1.37 

SDS 10% 0.132 0.0216 

Persulfato de amonio (APS) 10% 0.06 0.0146 

TEMED 0.006 0.0029 

Las soluciones requeridas para preparar las soluciones de trabajo de los geles se encuentran en el apéndice 3. 
 
 
5.2.6.4 Geles de poliacrilamida en condiciones nativas (ZIMOGRAMAS) 
 
Para realizar el gel nativo se utilizaron las mismas soluciones que para geles desnaturalizantes, 

excluyendo el SDS.  La muestra no fue desnaturalizada con calor y tampoco se le adicionó 

mercaptoetanol y SDS.  Finalizada la electroforesis, el gel fue sumergido en 50 mL de buffer de 

acetatos pH 5, 0.1M, se adicionaron 5 mL de cada uno de los sustratos a la concentración reportada 

en el ensayo de actividad y se detectaron las bandas por la aparición del color de oxidación de los 

sustratos. 

 

La adición de los sustratos fue de uno a la vez.  Antes de incorporar el siguiente sustrato, la mezcla 

de reacción se eliminó y el gel fue lavado con 50 mL de buffer de acetatos.  El orden de adición de 
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los sustratos fue: ABTS, SGZ, DMP y GUAI.  La corrida se realizó bajos las mismas condiciones 

que los geles desnaturalizantes.  

 
 
5.2.7 Determinación del efecto del pH sobre la actividad enzimática 
 
La influencia de pH sobre la actividad enzimática de las tres bandas con actividad lacasa purificadas 

fue estudiada espectrofotométricamente.  Se determinó el pH óptimo de oxidación de los cuatro 

sustratos.  Esto se realizó en un intervalo de pH de 2.2 a 8.0.  Se utilizó el buffer glicina-HCl 0.1 M 

para el intervalo de 2.2 a 3.6.  Buffer de acetato de sodio-ácido acético 0.1 M de 3.6 a 5.6 y 

finalmente en el intervalo de 5.7 a 8.0 el buffer de fosfato monobásico de sodio–fosfato dibásico de 

sodio 0.1 M.  El sistema de reacción consistió en 1790L de buffer, 200 L de sustrato y 10L de 

la solución enzimática.  

 

Las concentraciones de los sustratos utilizadas fueron las reportadas en el apartado de actividad de 

lacasa.  Todos los ensayos se realizaron por triplicado. 

 
 
5.2.8 Determinación del efecto de la Temperatura sobre la actividad enzimática 
 

Para determinar la temperatura óptima de oxidación para los cuatro sustratos analizados, se 

monitorearon la reacciones espectrofotométricamente a temperaturas de 25, 35,45, 55 y 65 °C.  La 

incubación se realizó en un termobloque (Thermomixer R Eppendorf).   

 

Para cada una de las bandas con actividad de lacasa purificadas se utilizó el amortiguador al valor 

de pH óptimo de oxidación de cada sustrato.  El sustrato fue incubado por 5 minutos a las diferentes 

temperaturas y una vez añadida la enzima se inició la reacción.  La proporción de reactantes fue la 

utilizada que en el caso del efecto de pH. 

 
 
5.2.9 Termoestabilidad 
 

La estabilidad térmica fue determinada siguiendo la oxidación de ABTS 0.1 M, en buffer de 

acetatos 0.1 M pH 3.6, por tres minutos a 25°C después de incubar la enzima.  Los periodos de 

incubación variaron dependiendo de la banda de actividad los cuales se encontraron desde 30 

segundos hasta 780 minutos.  Las temperaturas evaluadas fueron 40,50, 60 y 70°C. 
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5.2.10 Especificidad de sustrato 
 
La especificidad de las enzimas hacia diferentes compuestos fenólicos y no fenólicos fue 

determinada.  Se evaluaron cuatro de los sustratos más utilizados (ABTS, DMP, SGZ y GUAI) 
(Palmieri et al., 1997; Giardina et al., 1999; Xu, 1996).  El ABTS se disolvió en buffer de acetatos 

0.1 M, pH 3.6.  Se utilizaron amortiguadores de acetatos y de fosfatos para DMP y para SGZ 

dependiendo de la banda de actividad.  Para el GUAI se empleó buffer de fosfatos. 

 
Se emplearon al menos 20 diferentes concentraciones de cada sustrato, los ensayos se realizaron por 

triplicado.  Los datos se sometieron a un análisis de regresión no lineal (Origin) usando la ecuación 

de Michaelis-Menten y se determinaron los parámetros cinéticos Km y Vmax [Apéndice 10]. 
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CAPÍTULO VI 
 
Resultados y Discusión  
 
6.1 Crecimiento y Producción de Lacasa por Pleurotus ostreatus CP-50 a 200 rpm 
 
Se inició con la caracterización de la producción de lacasas en nuestro sistema control, cultivo de 

Pleurotus ostreatus CP-50.  Se realizó el cultivo bajo las condiciones mencionadas la sección de 

materiales y métodos.  La producción de biomasa y la actividad de lacasa extracelular fueron 

monitoreadas como una función del tiempo durante el crecimiento de Pleurotus ostreatus en cultivo 

líquido.  El curso de la fermentación fue seguido durante 144 h, como se observa en la figura 6.1 al 

contar con un inóculo donde el microorganismo se encontraba en la fase exponencial de 

crecimiento, no se presentó fase de adaptación.  La concentración máxima de biomasa (0.5 g L-1) se 

alcanzó a las 72 horas de la fermentación y posteriormente existió un cese en el crecimiento.  El 

bajo crecimiento alcanzado, así como el cese del mismo puede explicarse por dos fenómenos 

principalmente.  Por una parte pudo presentarse limitación nutricional debido a que el medio de 

cultivo fue formulado solo con extracto de malta (2%) resultando la disponibilidad de nutrientes 

escasa a tiempos largos del cultivo.  Por otro lado al tratarse de un hongo que su morfología en 

cultivo sumergido se presenta en forma de pellet, el crecimiento sé verá limitado por el grosor que 

se alcance en la capa exterior del pellet, provocando que el pellet llegue a un tamaño determinado y 

posteriormente debido a limitación difusional de oxígeno, se presenta cese del crecimiento.  Así que 

una vez que se ha detenido el crecimiento por limitación de algún nutriente puede presentarse 

autolisis de las células en el centro del pellet.  El otro fenómeno importante a señalar, es el hecho 

que después de las 30 horas de la fermentación se presentó adhesión de la biomasa en la parte 

superior del biorreactor (paredes y rompedor de espuma) así como en los “baffles”.  Por lo que al 

realizar la determinación del crecimiento, dicha biomasa no fue considerada en la cuantificación.  

De tal forma que la baja concentración de biomasa y el decremento de ésta pudieron deberse tanto a 

la disgregación del pellet como a la adhesión de éste en el tanque. 

 

Para determinar la producción de la lacasa, se cuantificó espectrofotométricamente la actividad de 

la enzima cada 24 horas de transcurrida la fermentación.  Se midió la actividad en el extracto crudo, 

con cuatro sustratos encontrándose una tendencia similar en la oxidación de los compuestos [figura 

6.1].  Una vez que se presentó la formación del pellet, el hongo empezó a secretar la enzima y la 

actividad de lacasa fue detectable a las 24 horas de cultivo.  Obteniéndose el mayor incremento 

después de las 48 h, aumentando la actividad entre 7 y 10 veces dependiendo del sustrato utilizado, 

en las 24 horas siguientes.  La máxima actividad se detectó con los cuatro sustratos a las 96 horas.  
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Posteriormente una vez alcanzada la producción máxima de la enzima, se presentó un drástico 

descenso en actividad llegando a ser casi nula después de las 168 horas de cultivo.  

 

 
Figura 6.1 Cinética de producción de lacasa y crecimiento de Pleurotus ostreatus en medio líquido. 

(Agitación 200 rpm) 
 

Al comparar la tendencia de síntesis de las lacasas de esta cepa de Pleurotus ostreatus con lo 

reportado tanto para otras cepas de Pleurotus así como para otros Basidiomicetos, encontramos solo 

algunos reportes donde la actividad de la lacasa es detectable en los primeros días alcanzándose la 

máxima actividad entre el tercer y quinto día de fermentación (Chefetz et al., 1998, Iyer y Chattoo, 

2003; Han et al., 2005; Mansur et al., 2003; Rigling et al., 1993) ya que generalmente la producción 

de la enzima es obtenida después de 8 días de cultivo. 
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Con respecto al tipo de metabolito que es la lacasa, se observó que la producción de la enzima se 

encuentra asociada al crecimiento de Pleurotus ostreatus.  Debido a que la actividad total se 

incrementó paralelamente a la producción de la biomasa.  Alcanzándose la máxima actividad de la 

enzima una vez que el microorganismo ha llegado al punto máximo de crecimiento.  Esto está 

apoyado con lo reportado por otros autores donde se observa que la síntesis de la lacasa es asociada 

al crecimiento micelial de P. ostreatus, Lentinula edodes, Cryphonectria parasitica y Agaricus 

blazei (Mansur et al., 2003; Nagai et al., 2002; Okamoto et al., 2000; Rigling et al., 1993; Ullrich et 

al., 2005).  

 

Por otra parte, el drástico decremento en la actividad de la enzima una vez que se ha alcanzado el 

punto máximo de actividad, es un comportamiento que se observa comúnmente en la síntesis de 

enzima por hongos.  Esta disminución se presenta generalmente en etapas avanzadas del cultivo, 

cuando el microorganismo se encuentra en la fase estacionaria de crecimiento.  Este fenómeno ha 

sido explicado por la acción de proteasas, cuya actividad se ve incrementada una vez que se ha 

consumido totalmente la fuente de energía (Mcneil et al., 1997).  Particularmente para el descenso 

de la actividad lignolítica, Dosoretz et al., (1990) sugirieron que la actividad extracelular de una 

lignino peroxidasa se encontraba regulada por la actividad proteolítica presente en el caldo de 

cultivo.  Con respecto a la actividad lacasa, Palmieri et al., (2001) caracterizaron y estudiaron el 

papel de una proteasa extracelular de Pleurotus ostreatus y reportaron que esta enzima está 

involucrada en la regulación de lacasas a través de la degradación de una isoenzima de Pleurotus 

ostreatus.   

 

Como se observa en la figura 6.1 el extracto crudo de lacasa sintetizada por la cepa de P. ostreatus 

CP-50 presentó mayor actividad sobre DMP y SGZ.  Con estos sustratos a las 96 horas de cultivo se 

detectan 0.61 y 0.41 U/mL respectivamente.  Con respecto a la oxidación de Guayacol resultó la 

reacción menos favorecida, esto concuerda con lo reportado sobre la baja afinidad que suelen 

presentar sobre este sustrato las lacasas fúngicas (Baldrian, 2006).  

 

Considerando que la biomasa adherida al tanque podría tener un efecto negativo en la producción 

de la enzima, disminuyéndose la actividad volumétrica.  Esto debido al que al no encontrarse el 

hongo en contacto con el medio de cultivo (sin disponibilidad de nutrientes) la síntesis de la lacasa 

pudo no presentarse en esa fracción de pellets.  Se realizó un cultivo modificando la velocidad de 

agitación de 200 a 100 rpm.  Con el objetivo de evitar la adhesión de la biomasa en el fermentador. 

 



Resultados y Discusión 
 

36 
 

6.2 Crecimiento y Producción de Lacasa por Pleurotus ostreatus CP-50 a 100 rpm 
 

El perfil de producción de lacasa y crecimiento micelial se presenta en la figura 6.2.  Al reducir la 

velocidad de agitación, se logró disminuir la adhesión de pellets en el biorreactor, con lo cual la 

cantidad de biomasa suspendida en el caldo de fermentación se incrementó.  Se cuantificó un 

crecimiento de 1.3 g/L a las 96 horas de cultivo, lo que equivale a tres veces más a lo determinado a 

200 rpm.  Por otra parte, al modificar la velocidad de agitación se provocaron cambios 

morfológicos en los pellets, siendo éstos más grandes y menos compactos.  Aún cuando el tamaño 

de pellet no fue medido, visualmente la diferencia en tamaños resultó evidente.  El aumento en el 

tamaño de pellet es respaldado por lo reportado por Márquez-Rocha et al., (2000) donde 

encontraron que el tamaño del pellet de P. ostreatus se ve disminuido (hasta 60 % el diámetro) al 

aumentar la velocidad de agitación de 200 a 400 rpm.  Esta disminución se debe principalmente a 

que al incrementar la velocidad de agitación se generan mayores fuerzas de corte, lo cual reduce la 

aglomeración de la hifa disminuyéndose el diámetro del pellet (Papagianni, 2004).  
 

  
Figura 6.2 Cinética de producción de lacasa y crecimiento de P. ostreatus CP-50 en medio líquido.  

La actividad fue evaluada con la oxidación de DMP. (Agitación 200 y 100 rpm) 
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Con respecto a la actividad volumétrica encontramos que aún cuando existió mayor biomasa 

suspendida en el caldo de cultivo la producción de lacasa no mostró un incremento.  Como se 

muestra en la figura 6.2, el punto máximo de actividad se alcanzó a las 72 horas, posteriormente se 

presenta la caída en la actividad volumétrica.  Al comparar las actividades máximas, a 100 rpm en 

la oxidación de DMP se alcanzaron 0.35 U mL-1, 41% menos actividad que la lograda con 200 rpm.  

El comportamiento en la oxidación de los distintos sustratos fue similar, obteniéndose globalmente 

menores actividades volumétricas en esta fermentación.  Donde la actividad máxima obtenida a una 

velocidad de agitación de 100 rpm (72h) es comparable con la actividad detectada a ese mismo 

tiempo a 200 rpm, pero no con el punto máximo de ésta condición.  Es importante señalar que a 

menor velocidad de agitación, el descenso de la actividad se presentó en una etapa más temprana 

del cultivo (24 horas antes que a 200 rpm) ya que a las 72 horas de este cultivo existió un ligero 

incremento del crecimiento micelial.  Lo cual puede ser respuesta a un cambio en el metabolismo 

del hongo, provocado posiblemente por el tamaño de pellet y con ello que la regulación de la 

actividad se presentara antes de que el microorganismo se encontrara en la fase estacionaria de 

crecimiento. 

 

Los bajos títulos alcanzados al incrementar el tamaño de pellet, pudieron ser provocados al someter 

a la célula a limitaciones en el transporte de nutrientes.  Se ha reportado, que los pellets de menor 

tamaño ofrecen menor barrera difusional al oxígeno y otros nutrientes, dando como resultado la 

obtención de mayores productividades en comparación con lo alcanzado con pellets de mayor 

diámetro.  Particularmente, con respecto a la producción de enzimas se ha documentado que al 

producirse pellets de tamaño pequeño se ve favorecida su síntesis (Gibbs et al., 2000).  

 

Con lo anterior, se puede observar que la producción específica a 100 rpm resultó menor a la 

alcanzada a 200 rpm.  Los valores de actividad volumétrica obtenidos en la oxidación del resto de 

los sustratos se encuentran en el apéndice 4. 

 

Para determinar el efecto de la potencia volumétrica suministrada al cultivo, deberán realizarse las 

evaluaciones tanto de actividad enzimática como del tamaño de pellet (a las dos velocidades de 

agitación aquí ensayadas) y con ello tener mayor evidencia de su relación, debido a que en este 

ensayo solo se cuenta con una determinación de la actividad volumétrica a 100 rpm, por lo cual es 

necesario contar con las réplicas para verificar si se presentan los mismos fenómenos en la actividad 

y en el crecimiento.  

 



Resultados y Discusión 
 

38 
 

6.2.2 Actividad Específica  

 
Se calculó la actividad específica para las dos condiciones de agitación encontrándose que el punto 

máximo coincidió con la máxima actividad volumétrica, 96 horas de cultivo para 200 rpm y 72 

horas a 100 rpm [figura 6.3].  Como se observa en el gráfico, al correlacionar la actividad 

volumétrica con la cantidad de proteína sintetizada, en el extracto con agitación de 200 rpm se 

cuantificó mayor actividad.  Sin embargo, al comparar la cantidad de proteína extracelular, desde el 

inicio de la fermentación hasta las 72 horas, se obtuvieron concentraciones equivalentes.  Esto nos 

indica que a 100 rpm, la proteína sintetizada con actividad de lacasa fue menos activa o se encontró 

en menor concentración.  Posteriormente, a las 96 horas a 100 rpm, la concentración de proteína 

incrementó ligeramente, esto nos sugiere nuevamente que el descenso más temprano de la actividad 

bajo esta condición, pudo ser resultado de que la autolisis se disparara a menor tiempo de 

fermentación, a causa del tamaño de pellet alcanzado, provocando la acción de proteasas sobre la 

lacasa.  La cantidad de proteína extracelular al final de la fermentación en ambas condiciones fue 

similar.   

  
Figura 6.3 Actividad específica (Agitación 200 y 100 rpm).  Los valores de la velocidad a 200 rpm se 
calcularon por triplicado.  Para la actividad a 100 rpm solo se muestra el valor de una determinación. 
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Como se mencionó para la actividad volumétrica el extracto de lacasa presentó mayor actividad con 

Siringaldazina y DMP.  La alta actividad observada con SGZ concuerda con lo reportado en la 

caracterización de las lacasas, ya que para este sustrato se reportan valores de Km más bajos que 

para otros sustratos utilizados por lacasas.  De manera general las lacasas combinan alta afinidad 

por SGZ con altas constantes catalíticas.  Por lo anterior se ha considerado a la Siringaldazina como 

un sustrato específico de las lacasas (Baldrian, 2006). 

 
 
6.3 Concentración del Extracto Crudo 
 
6.3.1 Ultrafiltración 

 

Con la finalidad de obtener un concentrado con actividad de lacasa, el caldo de cultivo obtenido de 

una fermentación a 200 rpm y 96 horas de cultivo se tamizó y posteriormente se sometió a un 

proceso de ultrafiltración.  Esto nos permite no solo concentrar nuestro producto de interés, además 

nos da la posibilidad de trabajar con volúmenes más pequeños en las siguientes etapas.  Se 

utilizaron membranas de corte de 10 y 100 kDa, las cuales fueron seleccionadas en base a lo 

reportado con respecto al peso molecular promedio de las lacasas fúngicas, el cual fluctúa entre 50-

80 kDa (Baldrian, 2006).  

 

El caldo tamizado fue ultrafiltrado primeramente con una membrana de 100 kDa, obteniéndose dos 

fracciones. Una con moléculas mayores a 100 kDa (retenido por la membrana) y la otra con 

moléculas con pesos promedio inferiores a los 100 kDa.  Está última fracción fue sometida 

nuevamente a ultrafiltración, ahora utilizando un corte de 10 kDa.  En este paso, las fracciones que 

se obtuvieron se encontraban en pesos moleculares alrededor de 10-100 kDa (retenida) y menor a 

10 kDa (eluyente). 

 

Para conocer el avance de la purificación así como verificar si en la fracción de 10-100 kDa se 

retuvo la mayor actividad, se determinó actividad de lacasa, en las cuatro fracciones, con los cuatro 

sustratos, mencionados anteriormente.  Una vez realizadas las mediciones tanto de actividad como 

de proteína se efectuaron los balances correspondientes.  En la tabla 6.1 se presenta el balance 

obtenido con la oxidación de ABTS [el resumen global se encuentra en el apéndice 5].   

 

Como se esperaba, considerando los pesos reportados para lacasas, así como el análisis previo de 

los pesos moleculares de nuestras proteínas, en la fracción de 10-100 kDa se concentró la mayor 
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cantidad de actividad, , sin embargo la fracción >100 kDa retuvo alrededor del 20 % de la actividad 

total.  Considerando ambas fracciones con la oxidación de los cuatro sustratos se tiene una 

recuperación promedio del 80 % de la actividad total detectada en el extracto crudo tamizado.  El 

factor de purificación para la oxidación de ABTS fue de 1.5 y 0.63 para las fracciones de 10-100 

kDa y >100 kDa respectivamente.  En la fracción del eluyente de la membrana de 10 kDa solo se 

detectó actividad residual y la cantidad de proteína osciló alrededor 35 mg. 

 
Tabla 6.1 Resumen de la etapa de ultrafiltración del extracto crudo de lacasa de P. ostreatus CP-50. 

Fracción Sustrato Volumen 
(mL) 

Proteína 
(mg/mL) 

Proteína 
Total 
(mg) 

Actividad 
Total 
(U) 

Actividad 
Específica 

(U/mg) 

Factor de 
Purificación 

Rendimiento 
% ABTS 

Tamizado 6925 0.0283 195.98 703.85 3.59   
 >100kDa 1087.5 0.0657 71.45 160.47 2.25 0.63 23 

10-100 kDa 1150 0.0753 86.60 467.88 5.40 1.50 66 
La muestra denominada Tamizado es aquella obtenida del caldo de cultivo, a la que solo se le eliminó el 
micelio-pellet y considerada como el 100% para los balances. 
 
 
6.3.2 Análisis Electroforético 

 

El análisis con geles de poliacrilamida se realizó en condiciones nativas y desnaturalizantes.  Para 

visualizar por un lado, bandas activas con actividad de lacasa y por otra parte estimar de manera 

general el peso molecular aproximado de las lacasas producidas por P. ostreatus CP-50, en medio 

líquido bajo las condiciones estudiadas. 

 

6.3.2.1 Geles de Actividad  

 

Las proteínas en los sobrenadantes de diferentes días de la fermentación fueron analizadas mediante 

geles nativos PAGE, los cuales fueron teñidos con los cuatro sustratos.  En cada tinción pudieron 

detectarse dos bandas con actividad de lacasa [figura 6.4].  Se probaron diferentes concentraciones 

de proteína, de 100 a 250 g/mL, obteniéndose en cada caso dos bandas de actividad y la misma 

movilidad electroforética.  En las concentraciones más altas el revelado de las bandas se presentó en 

menor tiempo, la intensidad de ambas bandas fue mayor y la difusión de los sustratos se extendió 

más sobre el gel. 

 

Muchas especies fúngicas secretan varias isoformas de lacasas principalmente como respuesta a la 

presencia de ciertos compuestos químicos, Trametes villosa produce al menos tres isoformas y 
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Marasmius quercophilus sintetiza cuatro.  Con respecto a las cepas del hongo Pleurotus ostreatus 

se ha reportado que produce al menos ocho diferentes isoenzimas de lacasa.  Estas isoenzimas han 

sido inducidas principalmente por la adición de cobre.  En las condiciones de cultivo solo con 

extracto de malta, en el sobrenadante de P. ostreatus CP-50 se detectaron dos bandas con actividad 

de lacasa. 

  
 

Figura 6.4. Gel Nativo PAGE revelado con DMP 
 

Una vez que se corroboró que el patrón de bandas no cambió durante el curso del cultivo, se 

realizaron geles en condiciones nativas de las dos fracciones (10-100 kDa) y (>100 kDa) obtenidas 

por ultrafiltración.  Esto con el objetivo principal de determinar si la ultrafiltración permitió que 

alguna de las fracciones presentara solo una de las bandas de actividad, debido a los porcentajes 

recuperados.   

 

En la figura 6.4 se muestra el gel nativo, en el primer carril del gel se cargó la muestra proveniente 

de la fermentación, tomada a las 96 horas de cultivo (P t=96h).  En los carriles dos y tres se 

inyectaron las fracciones obtenidas por ultrafiltración (10-100 kDa y  >100 kDa).  Las muestras se 

estandarizaron a una concentración de proteína de 200 g/mL y la intensidad de la banda obtenida 

nos indica de manera cualitativa la actividad de la enzima. 

 

Como se observa en el gel, las dos fracciones del ultrafiltro presentaron las dos bandas de actividad.  

Sin embargo, la intensidad de las bandas de la fracción >100 kDa fue menor, lo cual concuerda con 

lo obtenido espectrofotométricamente, donde se encontró mayor actividad en la muestra 

 (10-100 kDa) 
 

P t = 96h  (>100 kDa) 
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correspondiente a la fracción de 10-100 kDa.  Aún cuando la diferencia en la cantidad de proteína 

recuperada en las dos fracciones fue solo de 10 mg, en la fracción >100 kDa solo se cuantificó un 

20% de la actividad total, lo que nos permite inferir que la mayor parte de la proteína presente en 

esta fracción son proteínas contaminantes.  El fraccionamiento de las dos bandas de actividad en los 

cortes 10-100 y >100 pudo deberse a una saturación de las membranas. 

 

6.3.3 Liofilización 
 
La fracción 10-100 kDa fue liofilizada para facilitar las etapas de purificación.  Se decidió realizar 

la liofilización debido a que se ha observado que los extractos liofilizados presentan mayor 

estabilidad que los extractos crudos acuosos, ya que al disminuir la actividad de agua, se disminuye 

con ello actividad biológica (actividad de proteasas), y por lo tanto se reduce la degradación de la 

proteína.  Se había considerado que durante la liofilización se tendría pérdida de actividad, sin 

embargo, el rendimiento obtenido en esta etapa fue muy bajo.  La reducción de la actividad (~70%) 

puede explicarse a la falta de protección de la enzima durante la liofilización, ya que durante esta 

operación se puede presentar la desnaturalización de la proteína por congelamiento y/o 

deshidratación.  La desnaturalización puede ser reversible o irreversible y en algunos casos puede 

no presentarse cambios de las proteínas, sin embargo estas conductas dependerán de la naturaleza 

de las enzimas.  Por lo anterior, para evitar pérdidas de actividad es recomendable proteger las 

proteínas el uso de estabilizadores.  Al comparar los rendimientos alcanzados con el uso de 

crioprotectantes y sin su formulación, se ha reportado que la pérdida de actividad sin ningún 

estabilizador puede ser del 65% y con su uso se recupera hasta el 90% de la actividad (Wang, W. 

2000).   En el caso de nuestras enzimas, fue evidente que será necesario el uso de protectantes si 

consideramos el extracto liofilizado como alternativa de almacenamiento a largo plazo.  Sin 

embargo, después de evaluar la estabilidad de extracto líquido a -20°C, en un periodo de 

almacenamiento de un año, encontramos que la pérdida de actividad fue alrededor del 40%., 

además considerando el tiempo que nos tomó separar las dos bandas con actividad de lacasa, resulta 

más conveniente mantener el extracto líquido.  El balance de la liofilización se presenta en la tabla 

6.2.  La actividad fue evaluada con la oxidación de ABTS.  

 

Tabla 6.2 Resultados de la liofilización (Fracción 10-100 kDa). 

Etapa Proteína Total 
(mg) 

Actividad Total 
(U) 

Actividad Específica 
(U/mg) 

Rendimiento 
% ABTS 

Ultrafiltración 62.14 220.85 3.55 100 

Liofilización  43.74 74.16 1.70 34 
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6.4 Purificación de Lacasa 
 

Posterior a la liofilización, se tomó una muestra y se resuspendió en buffer fosfatos 10 mM pH 6, 

para realizar tres cromatografías con la intención de separar las dos bandas de actividad detectadas 

en los geles nativos.  Utilizando como criterio el pI preponderante de las lacasas reportadas de 

distintos hongos el cual es ácido (3-5) se decidió realizar como primer paso de purificación una 

cromatografía de intercambio iónico. 

 

6.4.1 Cromatografía de Intercambio Aniónico 

 

Se realizó la cromatografía en tres fases, en la primera fase se utilizó un gradiente salino, 

posteriormente se efectuó una elución isocrática durante un volumen de columna, y finalmente en la 

tercera fase se cambió a un segundo gradiente.  El perfil de elución se muestra en la figura 6.5.  

Como se observa en el gráfico, se obtuvieron tres picos de absorbancia a 280 nm.  El primero de 

ellos fue eluido cuando se mantuvo 1 CV de buffer de fosfatos, antes de iniciar el gradiente salino.  

Los dos siguientes fueron separados con el gradiente de NaCl.   

 

 
Figura 6.5 Perfil de separación de la proteína producida por Pleurotus ostreatus, en cromatografía de 
intercambio iónico. Las fases móviles fueron: amortiguador de fosfatos, pH 6, 10 mM y el mismo 
amortiguador con 0.35 M y 1 M de NaCl, con  un flujo de 1 mL/min. 
     Actividad Volumétrica (medida con ABTS) 
     Absorbancia 280 mn 
     NaCl  
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Para lograr separar las dos bandas de actividad fue necesario realizar la cromatografía con un 

gradiente escalonado, el uso de un solo gradiente, provocaba que las dos bandas de actividad co-

purificaran, encontrándose pocas fracciones con una sola banda de actividad.  Aún cuando se 

utilizaron bajos flujos, así como diferentes valores de pH. 

 

Al analizar las fracciones de cada pico, espectrofotométricamente se resolvieron dos picos de 

actividad bien definidos.  En las muestras pertenecientes al primer pico de absorbancia solo se 

presentó actividad residual.  La baja actividad en estas fracciones nos deja inferir que se trata 

principalmente de proteínas contaminantes, las cuales presentaron menos cargas externas negativas, 

siendo poco afines a la resina DEAE Sepharose y eluidas solo con el buffer.  La mayor parte de la 

enzima con actividad de lacasa se unió a la matriz de DEAE, además como se mencionó 

anteriormente fue necesario mantener 0.35 de NaCl por 1 CV para permitir que se resolviera el 

primer pico de actividad.  Al incrementar la concentración de sal hasta 1 M se consiguió resolver el 

segundo pico.  Por otra parte, con el incremento de la concentración salina se logró la separación de 

contaminantes no proteicos los cuales se eluyeron en las fracciones finales no mostrando 

absorbancia a 280 nm.   

 

Al realizar el análisis mediante geles nativos PAGE [figura 6.6], encontramos que con el gradiente 

escalonado las fracciones provenientes del primer pico de actividad presentan solo la banda con 

menor movilidad electroforética y aquella con mayor movilidad se observa en las fracciones que 

forman el segundo pico.  Una característica importante encontrada al teñir el gel con los diferentes 

sustratos encontramos que la actividad eluida a 0.3 M de NaCl fue más reactiva con ABTS, 

mientras la fracciones de la segunda (eluidas a 0.7) mostraron mayor reactividad con DMP, GUAI y 

SGZ.  Lo cual concuerda con las actividades volumétricas cuantificadas espectrofotométricamente.  

Esto nos permite inferir que dichas bandas de actividad pueden corresponder a dos isoformas 

diferentes de lacasa, debido a que muestran una actividad diferente sobre los sustratos. 

 
Para identificar más clara y fácilmente las dos bandas con actividad de lacasa, la proteína con 

menor movilidad electroforética se denominó lcs1 y la proteína que presentó mayor movilidad lcs2.  

En el balance de proteína así como de la actividad enzimática, se obtuvo un porcentaje de 

recuperación de 43.8 y 75.5%  respectivamente.  El balance de la cromatografía se encuentra en la 

tabla 6.3 donde se reporta el balance individual para lcs1 y lcs2.  Los valores de actividad 

reportados fueron obtenidos por la oxidación de ABTS. 
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Figura 6.6. Gel nativo PAGE.  En el carril 1 y 2 se cargaron las muestras correspondientes a los minutos 103 
y 110 respectivamente (primer pico de actividad).  En el carril 3 se colocó la muestra liofilizada y los carriles 
4 y 5 corresponden a los minutos 165 y 175 (segundo pico de actividad). 
 

Tabla 6.3 Purificación de lcs1 y lcs2. (Cromatografía intercambio aniónico) 

Etapa 

Proteína 
Total 
(mg) 

Actividad Total 
(U) 

Actividad Específica 
(U/mg) 

Factor de 
Purificación 

Rendimiento 
% 

Liofilizado 22.24 37.6 1.69 -- 100 

DEAE-SEPHAROSE 
(lcs1) 5.65 17.2 3.04 1.80 45.7 

DEAE-SEPHAROSE 
(lcs2) 4.10 11.2 2.73 1.62 29.8 

 

Posteriormente se realizó el gel en condiciones desnaturalizantes para observar si las bandas de 

actividad separadas por la matriz DEAE lograron ser purificadas a homogeneidad, o bien existía la 

presencia de otras proteínas contaminantes.  Además estimar por SDS PAGE los pesos moleculares 

de las lacasas.  En la figura 6.7 se muestra el gel desnaturalizante, en la muestra proveniente del 

liofilizado se pueden observar siete bandas de proteínas.  En las muestras de lcs1 y lcs2 se 

detectaron cinco bandas a diferentes intensidades, sin embargo aquellas correspondientes tanto a 

lcs1 y a lcs2 mostraron la mayor intensidad, sus pesos se estimaron en 44 y 27 kDa 

respectivamente.  La curva para la estimación del peso molecular se encuentra en el apéndice 6.   

 

Para identificar la banda con actividad lacasa se realizó un gel en condiciones desnaturalizantes 

suaves, sin adicionar -mercaptoetanol y calentando solo por dos minutos a 70°C la muestra, esto 

nos permitió diferenciar entre las distintas bandas de proteínas nuestras enzimas de interés, 

identificándolas por la oxidación de los distintos sustratos.  Para obtener un mayor grado de pureza, 

eliminando las proteínas contaminantes se realizó una cromatografía de filtración en gel. 

    1         2         3         4         5    

lcs2 

lcs1 
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Figura 6.7 Gel SDS- PAGE.  En el carril 1 se encuentra el marcador de pesos moleculares.  En el carril 2 la 
muestra liofilizada y en los carriles 3 y 4 las muestras con lcs1 y lcs2 respectivamente. 
 

Para identificar la banda con actividad lacasa se realizó un gel en condiciones desnaturalizantes 

suaves, sin adicionar -mercaptoetanol y calentando solo por dos minutos a 70°C la muestra, esto 

nos permitió diferenciar entre las distintas bandas de proteínas nuestras enzimas de interés, 

identificándolas por la oxidación de los distintos sustratos.  Para obtener un mayor grado de pureza, 

eliminando las proteínas contaminantes se realizó una cromatografía de filtración en gel. 

 

6.4.2 Cromatografía de Exclusión Molecular 

 

Para eliminar las proteínas contaminantes se decidió realizar una cromatografía de filtración en gel, 

se optó por esta técnica debido a que por medio del intercambio iónico se logró separar las dos 

bandas de actividad, sin embargo las proteínas contaminantes copurificaron con nuestras enzimas.  

Esto nos indica que las proteínas presentan carga muy similar, a las condiciones en que se realizó la 

cromatografía de intercambio iónico.  Además el gel desnaturalizante nos permitió observar que 

existe una diferencia de al menos 5 kDa, con respecto al peso de nuestras proteínas de interés.  Se 

concentraron las fracciones en una celda de ultrafiltración, para formar los “pools” de lcs1 y lcs2.  

Cada uno de los concentrados fue cargado en una columna con resina Sephacryl 300HR.  El perfil 

de elución se muestra en la figura 6.8.  Cada pool se resolvió en un solo pico de absorbancia, sin 

embargo, al realizar el análisis por espectrofotometría se obtiene que la actividad se encuentra 

dentro de las primeras fracciones.  En el perfil de elución de lcs1 se observa que la actividad se 

encuentra dentro de un pequeño hombro del pico de absorbancia a 280 nm.  Las dos corridas se 

M (PM)   LIOF    lcs1      lcs2    kDa 
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realizaron bajo las mismas condiciones, la elución de lcs2 al tener menor peso, se retrasó 

ligeramente con respecto al tiempo en que eluyó lcs1 (mayor peso molecular).  En ambos casos se 

recolectaron fracciones que mostraron absorbancia (280 nm) al final de la corrida, pero éstas no 

fueron reactivas con ninguno de los sustratos evaluados.  Sin embargo, presentaron la pigmentación 

café que se había observado en el extracto crudo y que anteriormente parte de éste se había 

eliminado al mantener la muestra a 4°C y con el intercambio iónico. 

 

 
Figura 6.8 Perfil de Absorbancia y Actividad Volumétrica de lcs1 y lcs2, sometidas a cromatografía de 
Exclusión Molecular. 
     Absorbancia a 280 nm 
     Actividad Volumétrica (Oxidación de ABTS) 

 

Se realizó el gel en condiciones desnaturalizantes de lcs1 y lcs2, el cual se muestra en la figura 6.9.  

Sin embargo, en ambas muestras aún se encuentran otras bandas de proteína contaminante.  Por lo 

anterior se decidió someter a las fracciones a una cromatografía de interacción hidrofóbica.  El 

avance de purificación se reportó en la tabla 6.4.  La actividad se evaluó con la oxidación de 

ABTS.   
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Tabla 6.4 Purificación de lcs1 y lcs2. (Intercambio aniónico y exclusión molecular) 

Etapa 

Proteína 
Total 
(mg) 

Actividad Total 
(U) 

Actividad Específica 
(U/mg) 

Factor de 
Purificación 

Rendimiento 
% 

Liofilizado 22.24 37.6 1.69 -- 100 

DEAE-SEPHAROSE 
(lcs1) 5.65 17.2 3.04 1.80 45.7 

SEPHACRYL 300 HR 
(lcs1) 1.70  11.5  6.76  4.0  30.6  

DEAE-SEPHAROSE 
(lcs2) 4.10 11.2 2.73 1.62 29.8 

SEPHACRYL 300 HR 
(lcs2) 1.23 4.0 3.25 1.92 10.6 

 
6.4.3 Cromatografía de Interacción Hidrofóbica 
 

Para purificar nuestras enzimas de interés se habían utilizado los criterios de peso molecular 

(ultrafiltración y tamiz molecular) y pI (intercambio aniónico), lográndose separar las dos bandas 

con actividad lacasa y eliminar la mayor cantidad de proteínas contaminantes.  Sin embargo, se 

buscaba afinar más la purificación, así que se decidió utilizar como tercer paso cromatográfico 

interacción hidrofóbica.  Con esta técnica, la separación de nuestras enzimas y las proteínas 

contaminantes sería en base a su grado de hidrofobicidad, el cual es dependiente de la secuencia de 

aminoácidos.  Además, las interacciones hidrofóbicas que pueda formar la proteína en su estado 

nativo, dependerán de la presencia de aminoácidos no-polares en su superficie.  Por lo cual, la 

distribución de esas regiones es una característica de cada proteína.  Con este criterio de 

purificación, las proteínas contaminantes detectadas, se encuentran en muy baja concentración, 

considerando la intensidad de ellas con respecto a nuestras proteínas de interés y la concentración 

de proteína total cargada en el gel [figura 6.9].  Además, al realizar el gel nativo PAGE de lcs1 y 

lcs2, se obtiene una sola banda de actividad.  Por lo anterior, la presencia de la proteína 

contaminante no representa un factor que pueda alterar las determinaciones para caracterizar a 

nuestras enzimas.  Es decir, no contribuye en la oxidación de los sustratos, por lo cual se procedió a 

realizar una caracterización parcial de las dos bandas de actividad lacasa (lcs1 y lcs2).  El 

rendimiento obtenido en esta etapa se encuentra resumido en la tabla 6.5. 

 

En la figura 6.9 se muestra el avance de la purificación de las enzimas lcs1 y lcs2 sometidas a tres 

pasos cromatográficos.  Al comparar los pesos moleculares estimados para lcs1 y lcs2 (44 y 27 

kDa) con los reportados para lacasas fúngicas encontramos que presentan pesos más pequeños al 
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promedio reportado (50-80 kDa Mayer y Staples, 2002; Baldrian, 2006).  Sin embargo, el peso 

molecular de lcs1 es coincidente con lo reportado para lacasas pequeñas, como el de una isoenzima 

de Pleurotus pulmonarius con masa molecular de 46, el peso de 43 kDa de una lacasa de 

Tricholoma giganteum y una isoforma de Pleurotus ostreatus se estimó en 43.7 kDa (Baldrian, 

2006; Tlecuitl-Beristain et al., 2008).  

 

 
Figura 6.9. Gel SDS-PAGE (10%) de lcs1 y lcs2.  En el carril 1, se encuentran los marcadores de peso molecular.  En el 
carril 2 se cargó la muestra liofilizada.  Los carriles 3, 4 y 5 corresponden a la purificación lcs1.  Los carriles 6,7 y 8 
contienen las fracciones de lcs2. 
DEAE Cromatografía de intercambio iónico 
SC Cromatografía de tamiz molecular 
HIC Cromatografía de interacción hidrofóbica 
 

Tabla 6.5 Resumen de las etapas de purificación de lcs1 y lcs2. (Balance global) 

Etapa 

Proteína 
Total 
(mg) 

Actividad Total 
(U) 

Actividad Específica 
(U/mg) 

Factor de 
Purificación 

Rendimiento 
% 

Liofilizado 22.24 37.6 1.69 -- 100 

DEAE-SEPHAROSE 
(lcs1) 5.65 17.2 3.04 1.80 45.7 

SEPHACRYL 300 HR 
(lcs1) 1.70  11.5  6.76  4.0  30.6  

HIC 
(lcs1) 0.97  7.6  7.84  4.63  20.2  

DEAE-SEPHAROSE 
(lcs2) 4.10 11.2 2.73 1.62 29.8 

SEPHACRYL 300 HR 
(lcs2) 1.23 4.0 3.25 1.92 10.6 

HIC 
(lcs2) 0.67 3.5 5.22 3.08 9.3 

M (PM)  LIOF    DEAE      SC      HIC      DEAE       SC       HIC 

          lcs1                   lcs2 
kDa 
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6.5 Co-Cultivos Pleurotus ostreatus-Trichoderma viride 
 
Una vez caracterizado el perfil de lacasas en el cultivo control se llevo a cabo la inducción 

biológica.  La fermentación de los co-cultivos se realizó bajo las mismas condiciones que los 

cultivos control a 200 rpm.  El tiempo de infección así como la concentración de esporas de 

Trichoderma se evaluaron previamente.  

 
6.5.1 Cinética de Crecimiento de Pleurotus ostreatus-Trichoderma  viride 

 
En la figura 6.10, se muestra el perfil de crecimiento obtenido en los co-cultivos.  Primeramente, se 

inició la fermentación inoculando solo P. ostreatus.  Esto se realizó con la finalidad de permitir que 

el hongo productor de la lacasa se encontrará en una etapa de su crecimiento, la cual le permitiera 

responder ante la presencia de Trichoderma viride.  Debido a que la velocidad de crecimiento de P. 

ostreatus es menor a la de T. viride.  Cumplidas las 30 horas de cultivo de P. ostreatus se inoculó la 

cepa de T. viride en forma de esporas.  Una vez germinadas las esporas y desarrollados los pellets 

(36 h) se observa como el crecimiento en el co-cultivo se incrementa hasta las 72 horas y 

posteriormente entra a una fase estacionaria.   

 

 
Figura 6.10. Cinética de crecimiento de cultivo control (P. ostreatus) y en co-cultivos (P. ostreatus-T. viride) 
en medio líquido.  La adición de esporas de T. viride se realizó a las 30 h de la fermentación de P. ostreatus. 
 

En esta fermentación nuevamente gran parte de la biomasa se adhirió al fermentador.  Sin embargo, 

como se observa en el gráfico la concentración de biomasa llegó a 1.2 g L-1.  Esto significa un 
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incremento del cien por ciento con respecto a lo alcanzado en los cultivos control bajo las mismas 

condiciones de fermentación.  Lo cual nos indica que si existió la germinación de las esporas de 

Trichoderma.  Esto se corroboró mediante microscopía donde se observó que a las 72 h del co-

cultivo ya no había presencia de esporas y se encontraba en el caldo solo micelio disperso y en 

forma de pellets.  Por lo cual, el incremento en la biomasa fue causado por el crecimiento de 

Trichoderma viride.  

 

6.5.2 Producción de Lacasa  
 

Para determinar la influencia de la presencia de Trichoderma viride en la enzima sintetizada por 

Pleurotus ostreatus, se evaluó la producción de la lacasa, midiendo la actividad enzimática con los 

distintos sustratos, cada 24 horas de transcurrida la fermentación.  

 

6.5.2.1 Evaluación de la Actividad Enzimática  

 
El perfil de actividad se muestra en la figura 6.11, donde se puede observar que no existió 

incremento en la producción de la enzima.  Sin embargo, como se muestra en el gráfico la síntesis 

de la enzima se incrementó ligeramente con respecto al control después de la inoculación de T. 

viride.  El aumento de la actividad (evaluada con DMP), fue 3 veces más con respecto al control a 

las 18 horas de iniciado el co-cultivo.  El efecto de una síntesis más temprana de la enzima por 

inducción biológica fue reportado previamente en co-cultivos de Pleurotus ostreatus-Trichoderma 

longibrachiatum (Velázquez-Cedeño, 2004).  Posteriormente a las 72 h la actividad en ambos 

cultivos fue igual y en el co-cultivo la actividad se mantiene sin aumentar significativamente. 

 

A diferencia del descenso de actividad encontrado en los cultivos control, en los co-cultivos se 

observó que una vez que se ha alcanzado la actividad máxima no se presentó una disminución 

significativa de la actividad enzimática.  La tendencia de estabilidad en la actividad se encontró en 

la oxidación de los cuatro sustratos.  Esta estabilidad obtenida con interacción biológica se reportó 

en cultivos de P. ostreatus y Trametes sp. con Trichoderma sp. (Velázquez-Cedeño, 2007; Zhang et 

al., 2006).  Las actividades volumétricas obtenidas con ABTS, GUAI y SGZ se encuentran en el 

apéndice 7. 
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Figura 6.11. Actividad Volumétrica de lacasa evaluada con DMP, producida por P. ostreatus y en co-cultivo 
con T. viride, medio líquido. 
 

6.5.3 Concentración del Extracto Crudo 
 
Para obtener el extracto crudo de la lacasa producida en el co-cultivo se siguió la misma estrategia 

que la realizada en los cultivos control.  Primeramente se eliminó el micelio, después se sometió al 

extracto crudo a ultrafiltración obteniéndose dos fracciones (10-100kDa y >100kDa) y se realizó el 

balance de actividad con los cuatro sustratos.  Posteriormente se realizó la liofilización.  Debido a 

que se obtuvieron mayores rendimientos en la fracción de 10-100 kDa, ésta se utilizó en las 

siguientes etapas.  El balance tanto de ultrafiltración y liofilización se reportan en el apéndice 8. 

 

6.5.4 Análisis Electroforético 

 

Para conocer el perfil de lacasas obtenidas en los co-cultivos se realizaron los geles de actividad.  

Como podemos observar en la figura 6.12, continúan presentándose dos bandas de actividad.  No 

obstante, el patrón de éstas cambió.  Si bien la banda inferior presenta la misma movilidad 

electroforética que lcs2, la banda superior tiene una mayor migración que lcs1. 
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Figura 6.12. Gel nativo de poliacrilamida revelado con DMP. 

 

La modificación en el Rf puede sugerir la presencia de una enzima con actividad lacasa distinta a 

lcs1.  Este cambio en el patrón de bandeo puede explicarse por dos efectos, la inducción de una 

nueva proteína o bien la modificación de una proteína ya sintetizada (Zhang et al., 2006; Savoie et 

al., 1998).  En este caso, con los tiempos de muestreo, en los geles nativos no se observó claramente 

en qué momento se inició la represión de lcs1 y la inducción de la nueva banda denominada lcs3.  

Por lo cual, se decidió realizar un cultivo sólo con el sobrenadante donde creció P. ostreatus e 

inocular T. viride, con esto, se buscaba verificar si el cambió se debía a una modificación sobre la 

proteína sintetizada previamente.  Con el experimento se obtuvieron nuevamente dos bandas de 

actividad y la movilidad electroforética de la banda superior se encontró muy cercana a la de lcs3 

(gel no mostrado).  Aún cuando el Rf no fue exactamente el mismo, con esa evidencia 

consideramos que lcs3 fue generada durante el co-cultivo debido a la acción de Trichoderma viride 

sobre la isoforma lcs1, a través de la acción de proteasas o glicosidasas, sin alterar 

significativamente la actividad.  Se realizó la purificación y caracterización de lcs3 para conocer si 

el procesamiento al que fue sometida esta enzima tuvo impacto en alguna de sus propiedades. 

 

6.5.5 Purificación 

 

Para la purificación de lcs3 se utilizaron los mismos pasos cromatográficos que en el caso de las 

enzimas del cultivo control.  Como primer paso se realizó una cromatografía de intercambio iónico, 

con DEAE.  El primer gradiente salino se llevó a cabo de 0-0.3 M NaCl y se mantuvo durante 1 

CV, posteriormente se incrementó la concentración a 1 M NaCl. 

P. ostreatus  P. ostreatus 

                        -T. viride 

lcs1 

lcs2 

lcs3 
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Figura 6.13. Perfil de separación de las enzimas con actividad lacasa, producida por P. ostreatus, en co-
cultivo con T. viride.  Cromatografía de intercambio aniónico.  Las fases móviles fueron: amortiguador 
fosfatos, pH 6, 10 mM y el mismo amortiguador con 0.3 M NaCl y 1 M de NaCl, con  un flujo de 1 mL/min. 
    Actividad Volumétrica (medida con ABTS) 
     Absorbancia 280 mn 
     NaCl  
 

El perfil de elución se muestra en la figura 6.13, se detectaron dos fracciones de proteínas por 

absorbancia a 280 nm.  La primera fue eluida solo con buffer de fosfatos y la segunda durante el 

gradiente salino.  Sin embargo, se resolvió un solo pico de actividad, el cual se obtuvo a una 

concentración de 0.15 – 0.3 M de NaCl.  El incremento de la concentración salina fue necesario 

para eliminar fracciones con pigmento que no fueron reactivas con los distintos sustratos, pero si 

presentaron absorbancia a 280 nm.   
 

El análisis con geles nativos PAGE [figura 6.14] reveló que las primeras fracciones del pico de 

actividad presentan solo la banda lcs3 y posteriormente se encuentran ambas bandas en el resto de 

las fracciones.  Posteriormente, se realizaron diversas cromatografías modificando el gradiente, ya 

sea haciéndolo de manera lineal, o escalonado a diversas concentraciones salinas.  También se llevo 

a cabo la cromatografía a otros valores de pH (5, 7, 8).  No obstante, con estas modificaciones 

nuevamente solo algunas fracciones presentaban lcs3 y en el resto se encontraban lcs2 y lcs3.  Sin 

embargo, como el objetivo principal con esta cromatografía era el separar lcs3, lo cual se logró, se 

decidió continuar con los siguientes pasos de purificación de la enzima lcs3. 
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Figura 6.14. Gel nativo PAGE. En el carril 1 se colocó la muestra liofilizada. En el carril 2 se cargó la 
muestra correspondiente al tiempo del minuto 140, en el carril 3 la del minuto 155 y el carril 4 corresponde al 
minuto 165.  
 

La cromatografía de tamiz molecular nos permitió nuevamente eliminar el pigmento café rojizo. 

Finalmente, con la cromatografía de interacción hidrofóbica se obtiene una sola banda intensa de 

proteína y dos más en muy baja concentración.  Como en este caso nuevamente solo una de las 

bandas presentó actividad se decidió iniciar la caracterización de lcs3.  Con respecto al peso 

molecular éste se estimó en 35 kDa.  La curva para la estimación del peso molecular se encuentra 

en el apéndice 6.  En la figura 6.15 se muestra el gel SDS PAGE del avance de la purificación de 

lcs3 y el resumen de los tres pasos cromatográficos se encuentran en la tabla 6.6. 

 

 
Figura 6.15. Gel SDS PAGE (10%).  Carril 1 marcadores de pesos moleculares. En el carril 2 muestra 
liofilizada, en los carriles 3, 4 y 5 lcs3 sometida a los tres pasos cromatográficos. 
DEAE Cromatografía de intercambio iónico 
SC Cromatografía de tamiz molecular 
HIC Cromatografía de interacción hidrofóbica 
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Tabla 6.6 Resumen de las etapas de purificación de la enzima lcs3 (Balance Global).  

Etapa 

Proteína 
Total 
(mg) 

Actividad Total 
(U) 

Actividad Específica 
(U/mg) 

Factor de 
Purificación 

Rendimiento 
% 

Liofilizado 30.0 75.76 2.53 -- 100 

DEAE-SEPHAROSE  7.85 30.0 3.82 1.51 39.6 

SEPHACRYL 300 HR  3.54 23.12 6.53 2.58 30.5 

HIC 1.82 16.76 9.21 3.64 22.1 

 

 

6.6 Caracterización de las enzimas con actividad Lacasa 
 

Para la caracterización de pH, temperatura y afinidad por sustratos de lcs1, lcs2 y lcs3, se utilizaron 

cuatro de los sustratos típicos de lacasa: ABTS, DMP, GUAI y SGZ.   

 

6.6.1 Perfil de pH 

 

Debido a que la actividad enzimática está influida significativamente por el valor del pH, se evaluó 

la actividad utilizando soluciones amortiguadoras en el intervalo de 2.2 a 8.  

 

Con respecto a la oxidación de ABTS, se puede observar en la figura 6.16 que la actividad máxima 

para las tres enzimas se encuentra localizada en el intervalo ácido y al incrementar el pH la 

actividad disminuye constantemente.  Este comportamiento de la actividad en función del pH, en la 

oxidación de sustratos no fenólicos, es una característica de las lacasas, debido a que al tratarse de 

una oxidación la cual no involucra protones, el decaimiento monotónico al incrementar el pH se 

debe principalmente a la unión de OHˉ al centro T2/T3 causando inhibición (Xu, 1997).  El valor 

obtenido para las tres enzimas es comparable con la mayoría de las lacasas fúngicas, las cuales 

presentan un pH óptimo alrededor de 3 (Das et al., 2001; Farnet et al.,. 2002; Jung et al., 2002; 

Palmieri et al., 1997).  La máxima actividad para las tres enzimas se encontró alrededor de 3.6, sin 

embargo, lcs2 fue más activa en un mayor intervalo, a pH 6.0, lcs2 mantiene el 30% de la actividad 

máxima mientras lcs1 y lcs3 solo exhiben aproximadamente el 5%.  Esto nos indica que lcs2 es más 

tolerante que lcs1 y lcs3 a la inhibición por iones hidroxilo.  La modificación a la cual fue sometida 

lcs1 durante el co-cultivo, ahora caracterizada como lcs3, no tuvo efecto sobre el perfil de 

actividad-pH en la oxidación de ABTS. 
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Figura 6.16. Perfiles de pH de las enzimas lcs1, lcs2 y lcs 3 con la oxidación de ABTS, DMP, SGZ y GUAI. 
(Las determinaciones se realizaron por triplicado). 
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Cuando la actividad es evaluada con la oxidación de sustratos fenólicos, la mayoría de las lacasas 

fúngicas presentan pH óptimo entre 4 y 6, y se pierde rápidamente la actividad, cuando el pH se 

incrementa por arriba de 6 (Chefetz et al., 1998; Palmieri et al., 1993; Xu, 1997).  Las tres enzimas, 

presentaron el típico perfil de campana en la oxidación de los sustratos fenólicos.  Este 

comportamiento bifásico puede ser explicado por dos fenómenos.  El primero es la diferencia del 

potencial redox entre el sustrato y el cobre Tipo 1 en el centro catalítico de la enzima.  Aquí la 

velocidad de transferencia es favorecida para los sustratos fenólicos a pH ácido.  El segundo es 

generado por la unión de iones hidróxido al centro de cobre Tipo 2/Tipo 3, lo cual inhibe la unión 

de O2 y por lo tanto se inhibe la actividad a pH alcalino (Wahleithner et al., 1996; Xu, 1997). 

 

El comportamiento de lcs3 en la oxidación de sustratos fenólicos, no mostró gran diferencia al 

presentado por lcs1, con lo que se corrobora que el procesamiento de ésta enzima no alteró su 

actividad en función del cambio de pH.  La enzima lcs2 presentó un perfil de actividad más amplio 

con los tres sustratos fenólicos, esta conducta como mencionamos para la oxidación de ABTS, 

puede indicar que para la inhibición por OHˉ se requiere una mayor concentración de estos iones 

para lcs2.  De manera general, se observó que mientras lcs2 mantiene del 30 al 60% de la actividad 

máxima a valores de pH altos (7-8), lcs1 y lcs3 presentan solo el 25% o no hay actividad, 

dependiendo del sustrato utilizado.   

 

Particularmente, las tres enzimas presentaron actividades máximas con DMP a un valor de pH 

ligeramente menos ácido (5.2 - 6.3) al valor promedio (pH 4.0) reportado para otras lacasas 

fúngicas (Baldrian, 2006). 

 

 

6.6.2 Perfil de Temperatura 

 

Para determinar la temperatura óptima de oxidación de los cuatro sustratos ensayados para las tres 

enzimas, se evaluó la actividad enzimática en un intervalo de 15 a 75°C.  Los perfiles obtenidos se 

muestran en la figura 6.17.  Con los cuatro sustratos, las tres enzimas fueron activas en todo el 

intervalo de temperatura ensayado.  Se detectó actividad significativa desde 15 hasta 75°C.  Una 

característica comúnmente observada en catálisis de enzimas, es que la actividad enzimática de las 

lacasas incrementa al aumentar la temperatura alrededor de 55°C, posteriormente se presenta 

termoinactivación. 
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Figura 6.17. Perfiles de Temperatura de lcs1, lcs2 y lcs3 con la oxidación de ABTS, DMP, GUAI y SGZ.  
(Las determinaciones se realizaron por triplicado). 
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El incremento de la actividad lacasa al aumentar la temperatura, fue observado en la oxidación de 

los de cuatro sustratos con las tres enzimas, encontrándose las máximas actividades en el intervalo 

de los 45 a 55°C.  Estas temperaturas óptimas de actividad se encuentran dentro del intervalo 

reportado para distintas lacasas fúngicas.  Donde generalmente la temperatura óptima se presenta 

entre 50 y 60°C, sin embargo existen reportes de enzimas con actividad máxima a los 35 y 25°C 

(Baldrian, 2006).  Un comportamiento importante de señalar, es que las enzimas mantuvieron 

alrededor del 60% (promedio de las tres enzimas con los cuatro sustratos) de la actividad máxima 

por arriba de los 60°C, temperatura a la cual se ha documentado que se presenta una caída drástica 

en la actividad.  Esta pérdida de actividad enzimática, se ha reportado es causada por cambios 

conformacionales de los cobres T1 y T2, principalmente por la liberación del cobre T2 a 70°C 

(Koroleva et al., 2001).   

 

 
6.6.3 Termoestabilidad 
 

Para determinar la estabilidad de las tres enzimas con respecto a la temperatura, se incubaron a 40, 

50, 60 y 70°C.  A 40°C no se presentó una caída significativa de la actividad, se decidió iniciar los 

ensayos de termotolerancia a partir de esta temperatura debido los perfiles de algunas lacasas 

fúngicas, cuya vida media se encuentra alrededor de 7 horas a 40°C o 30 minutos a 50°C.  Contrario 

a esto, las tres enzimas fueron estables, especialmente lcs1 aún cuando se mantuvo en incubación 

por 24 horas, no mostró pérdida de actividad.  Por tal motivo, no se presenta la vida media de las 

enzimas a esa temperatura.  El t1/2 de las tres enzimas esta reportado en la tabla 6.7.  Los perfiles de 

estabilidad térmica se encuentran en el apéndice 9. 

 

El comportamiento de las tres enzimas a 50, 60 y 70°C mostró diferencias de estabilidad, 

particularmente lcs1 y lcs3 fueron más termoestables que lcs2.  La diminución en la actividad de 

lcs2 a 50°C, llevó a esta enzima a conservar el 50% de su actividad máxima a 1.8 horas de 

incubación.  A 60 y 70°C lcs2 mostró una drástica pérdida de actividad, por lo cual su vida media se 

redujo a 20 minutos y minuto y medio respectivamente.  Esta estabilidad de lcs2 es comparable a lo 

reportado para otras lacasas fúngicas donde la vida media fluctúa entre 10 y 30 minutos a 50 y 60°C 

(Marques de Souza y Peralta, 2003; Nagai et al., 2002; Okamoto et al., 2000; Quarantino et al., 

2007; Ullrich et al., 2005). 
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Tabla 6.7 Tiempos de vida media determinados para las enzimas (lcs1, lcs2 y lcs3) de P. ostreatus CP-50. 

t1/2 ( h ) 
Temperatura 

(°C) lcs1 lcs2 lcs3 

50 57.8 1.8 42.7 
60 1.9 0.4 2.2 
70 0.3 0.01 0.5 

 

Los valores de vida media para lcs1 y lcs3 a las distintas temperaturas fueron muy similares, 

encontrándose en ambas enzimas alta estabilidad tanto a 50 y 60°C.  Al comparar con otras 

isoformas de lacasas tanto lcs1 y lcs3 fueron más estables a 60°C (Das et al., 2001; Galhaup et al., 

2002; Han et al., 2005; Iyer y Chattoo 2003; Jung et al., 2002; Palmieri et al., 1993; Palmieri et al., 

1997; Wood, 1980).  Además la estabilidad a 50 y 70°C fue similar a la reportada para lacasas de 

hongos termófilos de los géneros Chaetomium thermophilium y Melanocarpus albomyces (Chefetz 

et al., 1998; Kiiskinen et al., 2002). 

 

Con respecto al procesamiento al que fue sujeta lcs1 en el co-cultivo y denominada como lcs3, 

encontramos en este ensayo que no se alteró su termoestabilidad, así que al comparar la vida media 

de ambas enzimas ésta no difiere significativamente. 

 

Para explicar la disminución de actividad a 60 y 70°C de lcs2, se debe recordar que las lacasas 

suelen presentar un perfil muy característico de actividad en función de la temperatura, donde al 

incrementarse ésta, la actividad enzimática se ve favorecida hasta llegar a un valor en el cual la 

actividad disminuye drásticamente.  Esta caída en la actividad se presenta generalmente en el 

intervalo de 55-65°C y puede ser causada por cambio conformacionales en los sitios de cobre T1 y 

T2.  Se ha reportado que la termoinactivación se debe particularmente a la liberación del cobre T2 y 

que los cobres del sitio T1 y T3 se encuentran desintegrados a temperaturas la actividad de lacasas 

mayores de 70°C (Koroleva et al., 2001).   

 

La pérdida de cobres a temperaturas superiores a 65°C, resulta contradictorio con la estabilidad 

térmica mostrada por lcs1 y lcs3, sin embargo, en la literatura de enzimas termotolerantes se ha 

postulado que existen varios factores físico-químicos que proveen la termoestabilidad, entre los que 

se encuentran: grado de hidrofobicidad, alto contenido de estructuras alfa, mayor densidad de 

puentes de hidrogeno y salinos, distribución de residuos cargados en la superficie y proporción de 

ciertos aminoácidos.  Existe en particular un reporte de estudios estructurales de una lacasa 
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termoestable y al ser comparada con otras oxidasas multicobre, muestra numerosas interacciones 

hidrofóbicas entre los tres dominios y un alto contenido de prolina, lo cual puede actuar en 

coordinación con el alto grado de compactación y con ello proporcionar alta termoestabilidad 

(Enguita et al. 2003).  

 

 

6.6.4 Especificidad de Sustratos 
 

Las velocidades iniciales de reacción de la actividad de las enzimas fueron determinadas a 

diferentes concentraciones de sustrato.  Para ABTS se utilizó de 0-4 mM, con DMP de 2-20 mM, de 

0-40 mM para GUAI y con SGZ de 0-100 M.  Las velocidades fueron graficadas contra la 

concentración de sustrato para determinar si la concentración de enzima obedece a una cinética de 

Michaelis-Menten.  La velocidad de reacción a las diferentes concentraciones de los distintos 

sustratos mostró que las tres enzimas exhiben una cinética de Michaelis-Menten.  Los valores de las 

constantes Km y Vmax fueron determinadas mediante un ajuste no lineal por medio del programa 

Origin (Microcal, USA).  

 

Los valores de Km (Tabla 6.8) de lcs1 hacia los distintos sustratos fue en el orden de 

SGZ<ABTS<GUAI<DMP, la afinidad de lcs2 se encontró SGZ>DMP>ABTS>GUAI y con lcs3 la 

afinidad mostrada fue SGZ>ABTS>DMP>GUAI.  Las tres enzimas presentaron diferencias en la 

afinidad por los sustratos.  Particularmente, lcs2 mostró mayor actividad que las otras enzimas, con 

los sustratos fenólicos, por ejemplo la oxidación de DMP se ve favorecida 19 y 10 veces 

comparando con lo observado con lcs1 y lcs3 respectivamente.  Con respecto a la oxidación del 

ABTS el valor de Km para lcs2 fue 3.7 veces mayor que el obtenido tanto para lcs1 y lcs3. 

 

Al analizar la influencia del número de sustituyentes del anillo aromático se observa que al 

comparar GUAI y DMP la adición de un segundo grupo metoxi incrementa la afinidad tanto en lcs2 

y lcs3.  El mismo efecto se observó con SGZ, obteniéndose los valores más bajos de Km con las 

tres enzimas, siendo este sustrato un dímero del DMP. 

 

Las distintas afinidades por los sustratos fenólicos de las tres enzimas, pueden ser explicadas por 

diferencias en sus potenciales redox.  Esta hipótesis surge por el comportamiento de las lacasas en 

la oxidación de sustratos fenólicos, se ha documentado que la afinidad por el sustrato tiende a 

incrementar cuando el Eo incrementa, ya sea por el incremento en Eo [lacasa] o por la 
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disminución de Eo [sustrato] (Xu et al., 2000).  Con este fenómeno, se puede explicar el porqué se 

obtienen valores de Km menores con una misma enzima al disminuirse el potencial redox, debido al 

sustrato evaluado.  Por otra  parte, al comparar las diferencias de afinidades por un mismo sustrato 

con las tres enzimas, podemos inferir de manera general que lcs2 debe presentar un mayor potencial 

redox, ya que con los tres sustratos fenólicos ensayados esta enzima exhibió los valores más bajos 

de Km. 

 
Tabla 6.8 Parámetros cinéticos lcs1, lcs2 y lcs3 para cuatro sustratos. 

Enzima lcs1 lcs2 lcs3 

Sustrato 
Km 
(M) 

Vmax 
(mol L-1 min-1) 

Km 
(M) 

Vmax 
( mol L-1 min-1) 

Km 
(M) 

Vmax 
(mol L-1 min-1) 

ABTS 40 223.1 132 385.3 35 524.7 

DMP 1864 196.35 96.6 393 983 189.4 

GUAI 910 6.4 354 1236.5 1208 7.0 

SGZ 18.7 41.9 2.1 19.95 4.1 10.8 

 

Para determinar el efecto del procesamiento de una de las enzimas por parte de Trichoderma viride 

se compararon lcs1 y lcs3.  Siendo ésta última la enzima procesada durante el co-cultivo, 

observándose principalmente un incremento en la afinidad en DMP y SGZ.  Donde se obtuvieron 

disminuciones del valor de Km del 50 y 20 por ciento respectivamente.  Este aumento en la 

reactividad podría estar relacionado con un corte generado en alguno de los extremos de la proteína.  

Como se mencionó en el apartado 6.5.4, por acción de enzimas de Trichoderma viride.  Esta 

hipótesis surge tomando como antecedente estudios con lacasas truncadas, en los cuales se ha 

encontrado que la eliminación de algunos aminoácidos en la región C terminal provocó cambios en 

el potencial redox de la proteína (Gelo-Pujic et al., 1999).  Además análisis realizados con mutantes 

de lacasas, mostraron que el cambio de ciertos aminoácidos puede conducir no solo a 

modificaciones en el potencial redox, también a una disminución o incremento en la afinidad de la 

proteína por ciertos sustratos, (Xu et al., 1998; Festa et al., 2007).   

 

Al comparar las afinidades obtenidas de las tres enzimas con otras lacasas fúngicas (Tabla 6.9), 

encontramos que en la oxidación de SGZ el valor de Km obtenido con lcs2 es más bajo al mínimo 
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reportado hasta ahora.  Al realizar la comparación particularmente con otras isoformas de Pleurotus 

ostreatus, se observó que las tres enzimas exhibieron al menos con alguno de los sustratos valores 

de Km más bajos.  Específicamente la enzima lcs2 es más reactiva con DMP, GUAI y SGZ.  

 

Los datos experimentales y el ajuste por regresión no-lineal de las tres enzimas para cada uno de los 

cuatro sustratos se encuentran ilustrados en el apéndice 10. 

 
Tabla 6.9 Comparación de Km de las enzimas de Pleurotus ostreatus (CP-50) con otras lacasas fúngicas y 
con isoenzimas de otras cepas de Pleurotus ostreatus. 

Enzima Km (M) 
ABTS DMP GUAI SGZ 

Isoenzimas (Fúngicas)* 
4 
- 

770 

26 
- 

14 720 

4 
- 

30 000 

3 
- 

4 307 

Isoformas+  
(Pleurotus ostreatus) 

70 
- 

280 

230 
- 

14 000 

550 
- 

3 100 

20 
- 

220 
lcs1 40 1864 910 18.7 
lcs2 132 96.6 354 2.1 
lcs3 35 983 1208 4.1 

*Baldrian, P (2006) FEMS Microbiology Reviews 30:215-242.  
+Palmieri et al., (1993) Appl Microbiol Biotechnol. 39:632–636; Palmieri et al., (1997) J Biol Chem. 272: 31301–31307; 
Palmieri et al., (2003)  Enzyme Microb Technol. 33:220–230.  
Para cada sustrato se presentan los valores mínimos y máximos reportados. 
 
 

Tabla 6.10 Resumen de las propiedades determinadas de las enzimas lcs1, lcs2 y lcs3. 

Enzima MW 
( kDa ) 

t ½ 
(h) 

( 60°C ) 

Km 
(M) 

ABTS DMP GUAI SGZ 
lcs1 44 1.96 40 1864 910 18.7 

lcs2 27 0.34 132 96.6 354 2.1 

lcs3 35 2.19 35 983 1208 4.1 
 

En la tabla 6.10 se presentan las propiedades más relevantes de la caracterización de las tres 

enzimas con actividad de lacasa purificadas de los cultivos de P. ostreatus y P. ostreatus- T. viride.  

Al realizar un análisis de estas características con lo reportado sobre otras lacasas fúngicas, 

encontramos que los pesos moleculares son evidentemente más pequeños, sin embargo presentaron 

actividad con los cuatro sustratos más representativos de las lacasas.  Además mostraron los perfiles 

de oxidación para sustratos fenólicos y no-fenólicos (en función del pH) característicos de lacasas.  



Resultados y Discusión 
 

65 
 

Como mencionamos anteriormente existen algunos reportes de lacasas fúngicas cuyos pesos 

moleculares oscilan entre los 43 y 46 kDa (Baldrian, 2006; Tlecuitl-Beristain et al., 2008).  Si bien 

se han caracterizado estas enzimas con respecto a sus propiedades catalíticas, no se ha realizado un 

estudio estructural detallado que nos indique el porqué de la diferencia en peso molecular, al 

promedio reportado que se encuentra entre los 60 y 80 kDa.  Estos pesos moleculares tan pequeños 

podrían indicarnos que se trata de una lacasa distinta estructuralmente a las reportadas, las cuales 

regularmente presentan tres dominios.  Hasta ahora se ha reportado, en algunas bacterias la 

presencia de oxidasas multicobre, cuyos pesos moleculares se determinaron en 34 y 37 kDa.  Sin 

embargo, la característica estructural de estas enzimas es que están formadas solo por dos dominios.  

La diferencia de pesos en proteínas de dos y tres dominios es evidente siendo de 60-75 kDa y de 30-

40 kDa respectivamente.  Otra característica importante de señalar de estas oxidasas pequeñas, es 

que además de mostrar actividad sobre los sustratos típicos de lacasas, presentan cuatro átomos de 

cobre por monómero como las lacasas de 60-80 kDa, no obstante la coordinación del cobre es 

diferente.  Se ha documentado además del peso molecular otra diferencia importante, el análisis de 

secuencia del amino terminal ha evidenciado que en un mismo número de dominios se presenta alta 

identidad, sin embargo al comparar oxidasas de dos y tres dominios el grado de identidad es bajo 

(Komori et al., 2009; Nakamura y Go, 2005).  Con estas referencias podríamos hipotetizar que las 

enzimas de Pleurotus ostreatus CP-50 pueden encontrarse entre las oxidasas multicobre de dos 

dominios y para tener evidencias más firmes de esto deberán realizarse los análisis de secuencia, así 

como del contenido de cobre y con ello definir a qué grupo de oxidasas multicobre pertenecen. 
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Conclusiones  

 
La producción de la lacasa por la cepa de Pleurotus ostreatus (CP-50), bajo las condiciones establecidas 

en este estudio, se presenta asociada al crecimiento y una vez que el microorganismo ha entrado a la fase 

estacionaria, la actividad de la enzima disminuye considerablemente. 

 

Durante los co-cultivos no existió incremento en la actividad enzimática, sin embargo se modificó el 

patrón de enzimas con actividad de lacasa sintetizadas por Pleurotus ostreatus CP-50. 

 

La columna con DEAE-SEPHAROSE permitió separar las tres enzimas con actividad lacasa, con 

rendimientos y factores de purificación promedios del 37% y 1.6 respectivamente. 

 

La Cromatografía de Exclusión Molecular permitió la eliminación del pigmento anaranjado asociado a las 

enzimas con actividad de lacasa. 

 

Los pesos moleculares se determinaron en 44 para lcs1, 27 lcs2 y 35 kDa para lcs3.  Siendo 

particularmente lcs2 la enzima fúngica con actividad de lacasa más pequeña hasta ahora reportada. 

 

Las enzimas lcs1 y lcs3 mostraron remarcable estabilidad a altas temperaturas, siendo su termoestabilidad 

comparable con lacasas sintetizadas por hongos termófilos. 

 

La enzima lcs2 exhibió alta reactividad hacia los sustratos fenólicos estudiados, siendo sus valores de Km 

menores a los reportados para otras isoformas de Pleurotus ostreatus. 

 

Las enzimas lcs1 y lcs3 fueron más reactivas que lcs2 con ABTS, encontrándose el valor de Km entre los 

más bajos reportados. 

 

La edición de lcs3 generada por la acción de Trichoderma viride, no provocó cambios en la estabilidad 

térmica, ni en su perfil de oxidación con los sustratos evaluados, sin embargo se incrementó la afinidad 

por los sustratos fenólicos DMP y SGZ. 
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Perspectivas  
 

Con el estudio realizado con la cepa de Pleurotus ostreatus (CP-50), se observó que el crecimiento del 

hongo en las dos condiciones de fermentación (agitación) ensayadas fue muy pobre, llegando a afectar 

negativamente la productividad del cultivo.  Por lo cual, resultaría conveniente estudiar el efecto de 

algunos nutrientes en el medio de cultivo para incrementar la biomasa y por consiguiente mejorar la 

productividad.  Entre algunas de las modificaciones que se pueden ensayar son fuentes alternas de 

carbono como la glucosa, celobiosa, papa dextrosa y xilosa.  Además, la adición de fuentes orgánicas 

externas de nitrógeno como son la peptona, el extracto de levadura, triptona, asparagina.  Entre otras 

modificaciones que pudieran realizarse al medio de cultivo se encuentran el uso de compuestos químicos 

tales como el Cobre, el ácido ferúlico, la vainillina, así como algunos compuestos fenólicos derivados de 

lignina y determinar su efecto sobre la actividad y el patrón de isoformas. 

 

Con respecto al análisis realizado en este trabajo de las enzimas con actividad de lacasa, se propone 

efectuar una caracterización más detallada de las tres proteínas.  Primeramente, se deberán purificar a 

homogeneidad las enzimas.  Entre los estudios que nos permitirían una comparación más crítica de las 

enzimas, se sugiere el análisis del contenido de metal, con lo cual conoceremos si existen los tres tipos de 

cobre o bien se trata de enzimas con otros metales como es el caso de una lacasa amarilla de una cepa de 

P ostreatus.  La determinación del potencial redox nos dejará explicar al menos en parte las diferencias de 

afinidad entre las enzimas con un mismo sustrato.  También deberán realizarse análisis estructurales, para 

conocer el porcentaje y tipo de azúcares, composición y secuencia de aminoácidos.  Al conocer la 

secuencia se podrá determinar la homología entre las tres proteínas, así como con otras lacasas fúngicas y 

otras oxidasas multicobre de dos o tres dominios.   

 

Para evaluar las capacidades catalíticas sería conveniente examinar el efecto de inhibidores y mediadores 

de lacasas.  Así como la oxidación de sustratos no fenólicos y fenólicos con diferentes potenciales redox, 

especialmente compuestos xenobióticos.  Además evaluar la dependencia de las enzimas sobre la 

especificidad en la reducción del oxígeno molecular. 

 

En relación a la generación de lcs3, deberá también caracterizarse al grado que podamos explicar la 

edición a la que fue sometida, comparando con lcs1 y buscando aquella secuencia que fue reconocida por 

los metabolitos de T. viride (proteasas/glucanasas) y que seguramente no se encuentra en lcs2, ya que ésta 

no fue procesada.  La secuencia de lcs3 y su potencial redox nos darán evidencia para explicar el 
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incremento en las afinidades por DMP y SGZ.  Para entender más claramente el procesamiento ocurrido 

en los co-cultivos se propone realizar cultivos con inhibidores de proteasas y con esto definir la naturaleza 

del corte.  

 

Al caracterizar detalladamente y evaluar las capacidades de las diferentes enzimas podremos sugerir 

algunas aplicaciones particulares en las distintas áreas biotecnológicas, donde la catálisis oxido-reducción 

se realiza.   
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Apéndice 1 

Toxicidad de inductores 

Compuesto 
Estructura 
Química 

Toxicidad 
Efectos Potenciales para la Salud 

Inhalación Piel Ojos 

p-Anisid ina 

NH ?(>
OCH3 

LOSO (ipr-mus) 
806 mg!kg 
Exposición crónica: 
cancerígeno (IARC) 

Mortal. 
Irritante para mucosas 
y tracto respiratorio 
superior. 

Mortal al 
absorberse. 
Irritación. 

Irritación. 

Ac Ferúl ico 

o 

,. ' ('~" "., ,~ I ' 

4c·· ...'-.:: f/ 
Ct~; . 

DL50 (ipr-mus) 
194 mg!kg 

Nocivo. 
Irritación del tracto 
respiratorio. 

Nocivo. 
Irritació n. 

Irritación. 

Guayacol 

OH 

~~' / OCH3 

L.",J 
DLLo (orl-man) 
43 mg!kg 

Nocivo. 
D<:structi vo para 
mucosas y tracto 
respiratorio superior. 

Nocivo, 
Provoca 
quemaduras, 

Provoca 
quemaduras. 

Orcinol 

OH 
J 

//'-. 

H CJ~JlOH
3 

DLSO (orJ-rat) 
844 mg/kg 

Nocivo, 
Irritación del tracto 
respiratorio. 

Nocivo. 
Irritación. 

Irritación. 

p-Toludina 

NH; 

)~,

tJ CH> 

DLSO (orl-rat) 
336 mg!kg 

Mortal. 
Irritación del tracto 
respiratorio 

Tóxico. Irritación. 

Vainillina 

o H 

X./OH 

t_/~OC H3 

LOSO (ipr-rat) 
34743 mg!kg 
Exposición crónica: 
probablemente 
cancerígeno (IARC) 

Nocivo. 
Irritante para mucosas 
y tracto respiratorio 
superior. 
Convulsiones. 

Nocivo, Irritación, 

i\c Veratrico 

o"r OH 

-"'
O '[ 
~ "" OCH = 

OCH, 

LOSO (ipr-mus) 
800 mg/kg 

Nocivo, 
Irritación del tracto 
respiratorio. 

Noc ivo. 
Irritación. 

Irritación. 

Xilidina 

NH, 

D)~,-,· CH~, 
/I~

H,C 

LOSO (orl-rat) 
467 mg! kg 

Altamente tóxico, 
Tóxico. 
Se absorbe 
fácilmente 

Irritación , 

DOSIS leta l mas baja publicada (DLLo) 

Dosis Letal 50. Dosis individual de una sustancia que provoca la muerte del 50% de la pohlación animal (DUO) 

lntraperiloneal (ipr), Oral (orl), Hombre (man), Rata (ral), Ralon (mus) 

International Agency ror Research on Cancer: Agencia Internacional de Investigación sobre el Cáncer (IARC) 

Datos tomados de Corporación Sigma-Aldrich 
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Apéndice 2 

Curva Estándar de BSA 


La proteína se determinó por el método de Bradford (Sección 5.2.4) 


0.90 
y =O.035x - 0.0079 

0.80 R2 = 0.9985 

0.70 

E 
= 0.60 

or. 
a-.. 
or. 0.50 
= 'C:; 

= 0.40 
= ~ 
1.. 0.30o 
~ '" 0.20-<t: 

0.10 

0.00 

o 	 2 4 6 8 10 12 14 16 18 20 22 24 

BSA ( ¡.tg rnL-1 ) 

- -

[Albúmina Sérica Bovina] Absorbancia 1 Absorbancia 2 Absorbancia 3 Promedio 
(Jlg/mL) (nm) (nm) (nm) (nm) 

2 0.039 0.057 0.061 0.0523 

6 0.191 0.203 0.208 0.2007 

10 0.334 0.341 0.385 0.3533 

14 0.469 0.476 0.515 0.4867 

18 0.598 0.635 0.656 0.6297 

22 0.716 0.739 0.787 0.7473 

A2 




Apéndices 

Apéndice 3 

Soluciones de Trabajo para Preparar Geles de Electroforesis 

• 	 Condiciones Desnaturalizantes SDS-PAGE. 

1. 	 ACRILAMIDA 40% 

Pesar 40 g de acrilamida y 0.8 g de bisacrilamida, aforar a 100 mL con agua bidestilada. Guardar 

la so lución en un frasco ámbar y almacenar a 4°C. 

2. 	 BUFFER DE TRIS 1.5 M pH 8.8 

Pesar 18.17 g de TRIS y disolverlos en 50 mL de agua bidestilada, ajustar el pH a 8.8 con HC I 

1 N, posterionnente aforar a 100 mL. Guardar la solución en un frasco ámbar y almacenar a 4°C. 

3. 	 BUFFER DE TRIS 0.5 M pH 6.8 

Pesar 6.06 g de TRIS y disolverlos en 50 mL de agua bidestilada y ajustar el pH a 6.8 con HCI 

1 N, posteriormente aforar a 100 mL. Guardar la solución en un frasco ámbar y almacenar a 4°C. 

4. 	 SDS 10%. 


Pesar 10 g de SOS y disolverlos en 100 mL de agua bidestilada. 


5. 	 PERSULFATO DE AMONIO (APS) 10% 


Pesar 10 mg de APS y disolverlos en 100 IlL de agua bidestilada . 


6. 	 p-Mercaptoetanol 1% 


Pesar 0 .5 g Y disolverlos en 50 mL de agua bidestilada. 


7. 	 BUFFER DE CARGA. 


Mezclar: 2.5 mL de Buffer de TRIS 0.5 M pH 6.8. 


2 mL de Glicerol. 


4 mL de SDS 10%. 


2 mg de Azul de Bromofenol. 


Aforar la mezcla a 15 mL. 
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8. 	 BUFFER DE CORRIDA. 

Pesar: 

0.025M de TRIS. 

0.19M de glicina. 

0.1% de SOS. 

Aforar a 1 L con agua bidestilada 


9. 	 SOLUCIÓN FIJADORA. 

Mezclar: 	 50% Metano!. 

10% Acido acético. 

40% Agua bidestilada. 


10. 	 SOLUCIÓN DE TINCIÓN CON AZUL DE COOMASSIE. 

Mezclar: 	 30% Metano!. 

10% Acido acético. 

59.7% Agua bidestilada. 

0.3% Azul brillante. 


11. SOLUCIÓN PARA DESTEÑIR. 

Mezclar: 	 40% Metano!. 

10% Acido acético. 

50% Agua bidestilada. 


• 	 Condiciones No Desnaturalizantes Tris-Glicina. 

Se utilizan los mismos reactivos que para geles desnaturalizan te, pero se excluye el SOS de 
todas las soluciones. 

1. 	 BUFFER DE CARGA. 

Mezclar: 	 2.5 mL de Buffer de TRIS 0.5 M pH 6.8 . 

2 mL de Glicerol. 

2 mg de Azul de Bromofenol. 


Aforar la mezcla a 15 mL. 

2. 	 BUFFER DE CORRIDA (50Mm TRIS + 380 Mm GLICINA). 


Pesar 60.57 g de TRIS y 28.52 g de Glicina, aforar a 1 L. 
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Apéndice 4 

Comparación de la Actividad Volumétrica obtenida a 200 y 100 rpm 
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Los valores de actividad a 200 rpm se calcularon por triplicado. Para la actividad a 100 rpm solo se 
muestra el valor de una determinación. 

AS 




Apéndices 

Apéndice 5 

Resumen de la etapa de ultrafiltración del extracto crudo de lacasa de Pleurotus ostreatus 

Fracción I Sustrato Volumen [Proteína[ 
Proteína Actividad Actividad 

Factor de Rendimiento
Total Total Específica

DMP (mL) (mg/mL) 
(mg) (U) (U/mg) 

Purificación % 
~ 

Tamizado 6925 0.0283 195.98 3891.76 19.86 ----------
(> 100 kDa) 1087.5 0.0657 71.45 971.55 13.60 0 .68 25 

( 1 0-1 00 kDa) 1150 0.0753 86.60 2017.00 23.29 1.17 52 

SGZ 

Tamizado 6925 0.0283 195.98 2592.45 13.23 ----------
(> 100 kDa) 1087.5 0.0657 71.45 401.46 5.62 0.42 15 

(10-100 kDa) 1150 0.0753 86.60 1582.92 18.28 1.38 61 

ABTS 

Tamizado 6925 0.0283 195 .98 703.85 3.59 ----------
(> lOO kDa) 1087.5 0.0657 71.45 160.47 2.25 0.63 ?~

-,) 

(10-100 kDa) 1150 0 .0753 86.60 467.88 5.40 1.50 66 

GUAI 

Tamizado 6925 0.0283 195.9775 489.74 2.50 ----------

(> lOO kDa) 1087.5 0.0657 71.44875 72.35 1.01 0.41 15 

(IO-IOOkDa) 1150 0.0753 86.595 306.16 3.54 1.41 63 

La muestra denominada Tamizado es aquella obtenida del caldo de cultivo, a la que solo se le eliminó el 

micelio-pellet y considerada como el 100% para los balances. 
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Apéndice 6 

Curva Estándar de Pesos Moleculares 

CURVA DE PM SOS2.0 
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0.255 
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Migración del frente de corrida 5.5 cm 
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Apéndice 7 

Actividades volumétricas de lacasa evaluada con ABTS, GUAI y SGZ, producida por Pleurotus 

ostreatus y en co-cultivo con Trichoderma viride, medio líquido. 
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Apéndice 8 

Resumen de ultrafiltración y liofilización de la lacasas producida por Pleurotus ostreatus en co
cultivo con Trichoderma viride 

ULTRAFILTRAC¡ÓN 

Fracción. j Sustrato 

DMP 

Volumen 
(mL) 

IProteínal 
(mg/mL) 

Proteína 

Total 
(mg) 

Actividad 

Total 
(U) 

Actividad 

Específica 
(U/mg) 

Factor de 

Pu rificación 

Rendimiento 

% 

Tamizado 7500 0.0279 209.25 3084.55 14.74 ---------- 100 

(> 100 kDa) 1250 0.0419 52 .37 749.27 14 .29 0.97 24 

(J 0-1 00 kDa) 1000 0.0584 58.40 1563.82 26.80 1.82 51 

SGZ 

Tamizado 7500 0 .0279 209.25 1735.38 8.29 ---------- 100 

(> 100 kDa) 1250 0 .0419 52.37 440.00 8.39 1.0 I 25 

(10-100 kDa) 1000 0.0584 58.40 801.82 13.74 1.66 46 

ABTS 

Tamizado 7500 0.0279 209.25 750.41 3.59 ---------- 100 

(> 100 kDa) 1250 0.0419 52.37 228.26 4.35 1.21 30 

(10-100 kDa) 1000 0.0584 58.40 290.95 4.99 1.39 39 

GUAI 

Tamizado 7500 0.0279 209.25 355.26 1.70 --------'-- 100 

(> lOO kDa) 1250 0.0419 52 .37 87 .22 1.66 0.98 25 

(10-100 kDa) 1000 0.0584 58.40 169.17 2.90 1.71 48 

LIOFILIZACIÓN (fracción 10-100 kDa). 

Etapa Proteína Total Actividad Total Actividad Específica Rendimiento 

ABTS (mg) (U) (U/mg) % 

U Itrafi Itración 40. 14 190.95 4.76 100 

Liofilización 35 .84 90.51 2.53 47 
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Apéndice 9 

Perfiles de estabilidad térmica de las enzimas Iesl, Ies2 y Ies3 de Pleurotus ostreatus CP-SO 

2.0 

1.5 

1.0 

0.5 

0.0 

2.0 .. 
"O 

eo: 
.- 1.5"O 

.-..... > 
<:J 

-< 1.0 

';;(¿= 
0.5 

OJ) 

O 

~ 0.0 

2.0 

J.5 

1.0 

0.5 

0 .0 

Y = -0.0059x + 1.9114 
R' = O.9391 

6. 0 50°C 
A 60°C 

y = -O.0405x + 2.0345 0 70°C 
R' = 0.9405 

O 30 

y = 

O 120 

Tiempo de incubación (min) 

60 90 120 150 180 210 

les3 

y = -0.00027x + 1.9587 
R' = 0.9893 

Y = -0 .0052x + 1.8478 
R' = 0.969 

0 50°C 

A 60°C 

0 70°C 

-0.0219x 1.5794 
R' = 0.9155 

240 360 480 600 720 840 

AlO 



Apéndices 

Apéndice 10 
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