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Resumen

Las lipasas (triacilglicerol acilhidrolasa; EC 3.1.1.3) estan entre las enzimas de uso mas comdn
en aplicaciones biotecnoldgicas, ya que son capaces de catalizar muchas reacciones. Ello ha
causado que se conviertan en catalizadores valiosos en diferentes aplicaciones industriales y
recientemente han sido utilizadas en la produccion de biodiesel. La identificacion de nuevas
fuentes de lipasas con patrones Unicos de la selectividad para cada reaccion, ha generado un gran

interés en el desarrollo de herramientas de deteccién de la actividad enzimatica.

En este trabajo se describe un método espectrofotomeétrico y un método gravimétrico para la

medicion de la actividad enzimatica de las lipasas.

El método espectrofotométrico esta basado en el cambio de absorbancia de un triglicérido
cargado con nanoparticulas dispersado sobre una lamina de polietileno tereftalato (PET), el
cambio en la absorbancia es proporcional a la actividad enzimatica. El desarrollo del método
gravimétrico se basa en la colocacion de una pelicula de un triglicérido sobre la superficie del
electrodo de un sensor piezoeléctrico gravimétrico como lo es la microbalanza de cristal de
cuarzo (QCM). Al degradarse el triglicérido, la frecuencia de oscilacion de la QCM aumenta,

siendo esto una medida directa de la pérdida de masa y la actividad enzimatica.

Se lograron determinar las condiciones 0ptimas para el desarrollo de cada uno de los métodos asi
como curvas de calibracién para la determinacién de la actividad de la lipasa a diferentes
concentraciones de la enzima. Desarrollando asi dos métodos para la determinacion directa de la
actividad de la enzima lipasa, que resultan ser sencillos, rapidos, sensibles, confiables y un costo

relativamente menor a métodos tradicionales.



1. Introduccion



1.1 Planteamiento del problema

Una gran cantidad de enzimas son utilizadas en la industria, siendo de estas la mayoria de origen
microbiano. Debido a las mejoras en el conocimiento de las reacciones biogquimicas, los procesos
de fermentacion y los métodos de recuperacion, un creciente nimero de enzimas pueden ser
producidas exitosamente. La utilizacion en diferentes industrias (farmacéutica, papelera, de
alimentos, de detergentes), de enzimas como la lipasa ha venido en aumento en los Gltimos afios.
Mas de 100 lipasas se han caracterizado hasta cierto punto, y mas de 30 se encuentran
disponibles comercialmente. La identificacion de nuevas fuentes de lipasas con patrones Unicos
de la selectividad para cada reaccién hace necesaria la determinacion de la actividad catalitica
para cada lote de lipasas, lo cual ha creado la necesidad de buscar nuevos métodos de
determinacion de actividad enzimatica que no requieran un procedimiento elaborado en donde
las determinaciones se puedan realizar en una manera rapida, que no necesiten equipo muy
costoso o personal especializado, permitiendo disminuir el costo de la determinacion y aplicar el
método en cualquier laboratorio basico, cuya sensibilidad permita determinar la actividad a

diferentes concentraciones de la enzima y que ofrezca resultados confiables.
1.2 Justificacion

Hoy en dia, se conocen cerca de 4000 tipos de enzimas, de las cuales cerca de 200 se encuentran
para uso comercial. Ademas, la capacidad de las enzimas de catalizar una gran variedad de
reacciones y tener una gran selectividad de sustratos a causada un aumento en las enzimas
utilizadas comercialmente. En la produccion de nuevas enzimas los métodos adecuados para el
andlisis de la actividad son requisitos previos para la purificacion e identificacion de la

especificidad de la enzima.



Se han publicado diversos analisis para la determinacién de la actividad de la lipasa, los cuales
aunque suelen ser utilizados cominmente, presentan diversas desventajas. Debido a que la
mayoria de los métodos establecidos requieren la preparacion de emulsiones y un procedimiento
elaborado al momento de realizar la reaccion enzimaética, el tiempo que se requiere para la
desarrollo de estos ensayos es considerablemente largo. Otra de las desventajas comunes en
ensayos tradicionales es la utilizacion de sustratos no especificos para la enzima lipasa, los
cuales pueden llegar a ser costos o dificiles de obtener. Al no existir un método que superen las
ventajas y desventajas de los ensayos actuales la blasqueda de nuevos métodos para la
determinacion de la actividad enzimtica sigue siendo un objetivo en la investigacion de
tecnologia enzimatica. En este trabajo se presenta el desarrollo de dos métodos distintos para la
determinacion de la actividad enzimatica de la lipasa, los cuales pueden ser utilizados en ensayos
de actividad de manera directa, rapida, sensible y a un bajo costo, en comparacion con métodos

ya establecidos.
1.3 Obijetivo de la investigacion

Desarrollo de dos métodos basados en gravimetria y espectrofotometria para la determinacion
directa de la actividad de la enzima lipasa, que no requieran un procedimiento elaborado a un
costo competitivo, cuya sensibilidad permita determinar la actividad a diferentes concentraciones
de la enzima y que ofrezca resultados confiables, a manera de poder aplicarlos en ensayos

cotidianos.
1.3.1 Objetivos especificos

e Desarrollo de un método para la determinacion directa de la actividad de la lipasa, basado

en un método espectrofotométrico



e Desarrollo de un método para la determinacion directa de la actividad de la lipasa, basado
en un método gravimétrico utilizando una microbalanza de cristal de cuarzo (QCM).

e Estudiar los pardametros operacionales del método para la cuantificacion de la actividad
de la lipasa en condiciones de concentracién de sustrato, temperatura y pH. Para ambos
métodos.

e Elaboracion de curva de calibracion para la determinacién de la actividad enzimatica de

la lipasa a diferentes concentraciones. Para ambos métodos.
1.4 Hipotesis

La presente investigacion describe dos métodos diferentes a partir de los cuales serd posible

determinar la actividad enzimética de la enzima lipasa.
Para el método espectrofotométrico:

H1: La disminucién de la luz absorbida por la celda espectrofotométrica es proporcional a la

actividad enzimatica.
H2: La utilizacion de nanoparticulas amplificara el cambio en la luz absorbida por la celda.
Para el método gravimétrico:

H1: El aumento en la frecuencia de oscilacion de la QCM es proporcional a la actividad

enzimatica.

H2: La utilizacion de nanoparticulas amplificarad el cambio en la frecuencia de oscilacion de

la QCM.



2. Marco Teorico



2.1 Enzimas

Las enzimas son los catalizadores de las reacciones de los sistemas bioldgicos, cuyas dos

principales caracteristicas son la extrema especificidad y la increible velocidad de reaccion [1].

En la actualidad las enzimas o biocatalizadores pueden ser clasificados en dos grandes categorias
segun su actividad y los volumenes de produccién. En la primera se ubican aquéllas que tienen
gran actividad biologica y por lo tanto sus volumenes de produccién son pequefios, como
ejemplo se pueden mencionar las enzimas utilizadas en la industria farmaceutica y de analisis

clinico [2].

La mayoria de las enzimas que son comercialmente importantes se producen a partir de un
namero limitado de microorganismos. Los microorganismos producen una enorme gama de
enzimas potencialmente Gtiles, muchas de las cuales son segregadas al exterior celular. Por otra
parte, son capaces de desarrollarse facil y rapidamente en su medio de cultivo y la tecnologia al
respecto, a gran escala, se encuentra hoy bien establecida [3].

Las enzimas se usan extensivamente en la industria: proteasas y lipasas se incluyen en
detergentes; amilasas y glucosa isomerasas se utilizan en la obtencién de jarabes de glucosa o
fructosa a partir de maiz. Todas ellas presentan una gran eficiencia cuando son empleadas en la
industria. Las enzimas microbianas son mas usadas que las enzimas derivadas de plantas o
animales, por la variedad de actividades cataliticas, la posibilidad de producir grandes cantidades
empleando manipulacién genética y el rapido crecimiento de los microorganismos. Las enzimas
microbianas presentan mayor estabilidad que las enzimas extraidas de plantas y animales; asi

mismo su produccidn es mas conveniente y segura [4].



Las lipasas (triacilglicerol acilhidrolasa; EC 3.1.1.3, figura 2.1) estan entre las enzimas de uso
mas comun en aplicaciones biotecnoldgicas [5]. Su ventaja frente a los catalizadores quimicos
clasicos es que exhiben una mejor especificidad de sustrato y operan en condiciones de reaccion
mas suaves. Ademas, el hecho de que conservan su actividad en disolventes organicos y que son
capaces de catalizar distintos tipos de reacciones, amplia su gama de aplicacion [6].

Muchas lipasas son activas en disolventes orgéanicos donde catalizan una serie de reacciones
atiles que incluyen esterificacion, transesterificacion, acilacién regioselectiva de glicoles y
mentolados, y la sintesis de péptidos y otras sustancias quimicas [6].

Su principal uso es en la hidrolisis de triglicéridos a acidos grasos y glicerina, ello ha causado
gue se conviertan en catalizadores valiosos en diferentes aplicaciones industriales, tales como:
aditivos en la formulacion de detergentes, en la industria alimenticia para la elaboracion de
productos dietéticos con bajo nivel de grasas y colesterol, en la industria del papel con el
objetivo de eliminar la cera de la pulpa del papel, en la industria farmacéutica en la obtencion de
moléculas bioactivas, asi como en procesos de sintesis quimica para la obtencion de compuestos

Opticamente puros, modificacion de grasas y otros lipidos por hidrolisis y esterificacion [7].

Figura 2.1. Estructura de la enzima lipasa (triacilglicerol acilhidrolasa).



Estas enzimas hidroliticas se encuentran ampliamente distribuidas en la naturaleza y estan
presentes en los procesos metabdlicos degradables de algunas plantas y animales. Son
producidas por un gran nimero de microorganismos a partir de los cuales se obtienen usualmente
para fines comerciales, un ejemplo tipico son las lipasas producidas por los hongos Aspergillus

niger y A. fumigatus [7].

2.1.1 Actividad enzimética

La actividad enzimaticaes una propiedad especifica para cada tipo de enzima, la cual es
medida por el aumento de la tasa de conversion de una reaccién quimica para una enzima y

reactantes especificos.

La actividad enzimatica estd definida como la cantidad de enzima que puede convertir cierta
cantidad de reactivos en productos en un periodo especifico de tiempo bajo condiciones de

temperatura y pH especificas [8].

La comision internacional de enzimas a adaptado una unidad estandar de actividad enzimatica
Ilamada unidad internacional de actividad enzimatica (U). La unidad esta definida por la cantidad

de enzima que puede convertir 1 pmol de sustrato en producto por minuto a 25°C [8].

1 Unidad de Actividad (U) = 1 pmol/min

En la caracterizacion de nuevas enzimas se utiliza también el concepto de actividad especifica, la
cual estd definida como el nimero de unidades de actividad enzimatica por miligramos de

proteina.

Unidades de Actividad
mg de proteina

Actividad Especifica =



2.1.2 Aplicaciones de las lipasas como catalizadores

Las enzimas como catalizadores que son, aceleran las reacciones quimicas, pero ellas mismas no
resultan irreversiblemente modificadas. EI aumento de la velocidad se atribuye al descenso de la
energia de activacién de la reaccién. En términos simples, esto se explica por la union fisica del
reactante a la enzima en un “sitio activo”, formando un complejo mataestable. La energia de
activacion para la rotura de este complejo es considerablemente menor que para la rotura del
reactante solo. Partiendo de este sencillo concepto, se pude proponer el esquema de reaccion

siguiente [3].

Enzima + Reactante < Complejo — Enzima + Producto

[E] [R] [ER] [E] [P]

La etapa de formacion del complejo se considera reversible, ya que el complejo tiene un estado
energético semejante a la mezcla enzima-reactante. La rotura subsiguiente del complejo para
rendir los productos se considera exotérmica, esta etapa puede ser practicamente irreversible en

muchos casos [3].

Las lipasas son muy diferentes en lo que respecta tanto a sus origenes (que puede ser de
bacterias, hongos, mamiferos, etc) y sus propiedades, y pueden catalizar la hidrolisis, o la
sintesis, de una amplia gama de diferentes ésteres carboxilicos y liberar acidos organicos y

glicerol. Todos ellos muestran una actividad muy especifica hacia sustratos glicéridos [9].

Debido a su capacidad para hidrolizar grasas, las lipasas han encontrar un uso principal como
aditivos en la lavanderia industrial y detergentes domésticos. Las lipasas en detergentes son
especialmente seleccionadas para satisfacer los requisitos siguientes: (1) una baja especificidad

de sustrato, es decir, una capacidad de hidrolizar las grasas de distintas composiciones, (2)

10



capacidad para resistir las condiciones de lavado relativamente duras (pH 10-11, 30-60°C), (3)
capacidad para soportar agentes tensioactivos y enzimas dafiinas, que son ingredientes

importantes de las formulaciones de muchos detergentes [9].

Las grasas y aceites son constituyentes importantes de los alimentos. El valor nutricional y las
propiedades fisicas de un triglicérido estdn muy influenciados por factores tales como la posicion
de los acidos grasos en el esqueleto de glicerol, la longitud de cadena del acido graso, y su grado
de instauracion. Las lipasas nos permiten modificar las propiedades de los lipidos mediante la
alteracion de la localizacién de cadenas de acido graso en el glicérido y sustitucion de uno o mas
de los acidos grasos con los nuevos. De esta manera, un lipido relativamente barato y menos

deseable se puede modificar para un valor mas alto de grasa [9].

Las lipasas se han utilizado con éxito como catalizador para la sintesis de ésteres. Los ésteres
producidos a partir de cadena corta de &cidos grasos tienen aplicaciones como agentes
aromatizantes en la industria alimentaria. Esteres de metilo y de etilo de los acidos de cadena

larga se han utilizado para enriquecer combustibles como el diesel [9].

Se utilizan lipasas en las reacciones de lipofilizacion, para insertar un radical lipofilo a uno
hidrofilico, tal como azucar, aminoacidos y proteinas o compuestos fendlicos. Un buen ejemplo
es la lipofilizacion de sustratos de azucar con el fin de mejorar la solubilidad de dicho azlcar en

el disolvente seleccionado [10].

Aunque las lipasas estan disefiadas por la naturaleza para la disociacion hidrolitica de los enlaces
éster del triacilglicerol, las lipasas pueden catalizar la reaccion inversa (sintesis de éster) en un
entorno con bajo nivel de agua. La hidrolisis y esterificacion pueden ocurrir simultdneamente en

un proceso conocido como interesterificacion. Dependiendo de los sustratos, las lipasas pueden

11



catalizar aciddlisis (donde un radical acilo es desplazado entre una acilglicerol y un acido
carboxilico), alcoholisis (donde un radical acilo es desplazado entre una acilglicerol y un
alcohol), y la transesterificacion (donde dos radicales acilo se intercambian entre dos
acilgliceroles) [1]. Bajo determinadas condiciones, la cantidad de agua en la mezcla de reaccion
determina la direccion de la reaccion catalizada por lipasa. Cuando hay poca o no hay agua, s6lo

la esterificacion y transesterificacion se favorecen [9].

2.1.3 Mecanismo de reaccién de la hidrdlisis catalizada con lipasa.

La hidrolisis de un triglicérido catalizada por la lipasa es un proceso enzimatico que se produce
en condiciones heterogéneas. Este proceso interfacial Unico es debido a tres dominios que
caracterizan a las lipasas: Es capaz de distinguir al sustrato al contacto con su superficie, el
dominio “hidréfobo” es responsable de extraer una molécula de sustrato y su conexién con la

parte "funcional", que es el sitio real de la actividad catalitica de moléculas de enzima.

El area funcional de la lipasa se compone de tres aminoacidos Ser, His y Asp (donde Ser
representa al aminoacido serina, His a la histiadina y Asp al acido aspartico), dichos aminoacidos
estan presentes en practicamente la totalidad de las lipasas (aunque en algunas de ellas el acido

aspartico es sustituido por el glutamico) [11].

La accion enzimatica de las lipasas sobre el sustrato es un resultado de un ataque nucledfilo
sobre el atomo de carbono del carbonilo de los grupos éster[11]. Las figuras 2.2 y 2.3 muestran

el mecanismo de reaccion para la hidrolisis de un triglicérido por medio de la lipasa.

12



Paso 1

CH CHy

Acido graso

Figura 2.2. Paso 1 en la hidrolisis de un triglicérido por la lipasa.

Paso 2

| Diglicérido I

CH———CH,

H,C

Figura 2.3. Paso 2 en la hidrdlisis de un triglicérido por la lipasa.
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El primer paso de la reaccidn se produce con el ataque nucleofilo al primer carbono del glicerol
por la cadena lateral Ser. El oxigeno que estaba involucrado en el enlace éster se convierte al
grupo saliente y es protonizado por el hidrogeno de la cadena Ser que se ha retirado desde el
grupo hidroxilo para neutralizar su carga negativa. Con la adicion del ion hidrégeno al oxigeno
del producto de acido graso de la primera posicion esta completamente formado y libre. El
glicerol permanece unido al oxigeno de la cadena Ser, la cual debe ser removida si la enzima

sigue siendo funcional.

En el segundo paso del mecanismo con el fin de completar la molécula de glicerol, es necesario
que un grupo hidroxilo se una al primer carbono del glicerol y un ion de hidrégeno se una al
oxigeno de la cadena Ser. Una molécula de agua a temperatura ambiente proporciona estos
componentes necesarios. La molécula de agua, a traves de la interaccion de hidrégeno, se
encuentra en su forma disociada. El ion hidronio tiene un momento dipolar muy grande y actla
como un nucleofilo en el primer carbono del glicerol. EI oxigeno de la cadena Ser, en este caso,
es el grupo saliente. La cadena Ser cargada negativamente es rapidamente protonizada por el ion
de hidrégeno que vino del agua. Ahora esta formado el producto que es un diglicérido. El puente
de hidrogeno entre el nitrdgeno aromatico de la cadena His y el grupo hidroxilo en la cadena Ser

es reformado y la enzima se encuentra en su orientacion original, listo para otra reaccion.

La siguiente reaccién de hidrolisis se produce para catalizar el diglicérido recién formado en un
acido graso y un monoglicérido. El mecanismo en este caso es el mismo que el de la hidrdlisis de
los triglicéridos, excepto que los ataques nucletfilos se llevan a cabo en el tercer carbono del
glicerol, y otra molécula de agua se utiliza. Después de este mecanismo, el monoglicérido y el
nuevo &cido graso formado se mueven del sitio activo, y la enzima se arma para el triglicérido

siguiente.
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2.1.4 Aceite de oliva como sustrato para la lipasa

El uso del aceite de oliva como sustrato para ensayos de actividad enzimatica de la lipasa ha sido
estudiado extensamente y se presenta como uno de los sustratos mas compatibles con este tipo de
enzima. El aceite de oliva es un alimento altamente energético, aporta 9 kcal/g provenientes de
sus acidos grasos, de los cuales el acido oleico representa del 68-81.5%, siendo por ello el aceite

considerado una grasa monoinsaturada [12].

Los &cidos grasos en el aceite de oliva estan distribuidos en triglicéridos. Los triglicéridos son
ésteres provenientes de la union del trialcohol glicerina (1, 2, 3-propanotriol), con acidos grasos
como el acido oleico. El triglicérido més representativo del aceite de oliva es la trioleina (Figura
2.4) [12]. La trioleina es un sustrato para la lipasa altamente especifico, el alto contenido de
trioleina en el aceite de oliva y su menor costo hace que sea mas adecuado en ensayos de la

actividad de la lipasa.

Figura 2.4. Molécula de trioleina.

De la hidrdlisis de aceite de oliva catalizada con lipasa se desprenden acidos grasos y glicerina,

principalmente acido oleico (Figura 2.5) y glicerol (Figura 2.6) respectivamente.

MOH

Figura 2.5. Molécula de acido oleico.
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HO OH

Figura 2.6. Molécula de Glicerol.

Acido Olei
---.CT.-D _...en?..:"r.. Glicerol

Acido Oleico | Acido Oleico

Figura 2.7. Descomposicion de una molécula de trioleina en acidos oleicos y glicerol.
2.2 Métodos de determinacion de actividad enzimética de la lipasa

Con el descubrimiento de nuevas enzimas o alteracion de las propiedades de las enzimas, existe
un interés primordial en el desarrollo de herramientas de deteccion que se pueden utilizar para
buscar el mejor rendimiento con respecto a la propiedad especifica [13], como es la actividad
enzimatica. Muchos de los métodos disponibles para la determinacion de la actividad de la lipasa
se han desarrollado para la industria [2], sin embargo, en el ser humano se encuentran lipasas
como la lipoproteinlipasa (LPL) y la lipasa hepatica (HL) las cuales juegan un rol central en el
metabolismo de los lipidos en el cuerpo humano y la deficiencia de estos puede provocar
diversas enfermedades como la hipercolesterolemia y la hipertrigliceridemia, las cuales resultan
en peligrosos problemas cardiacos [14,15]. Lo cual hizo también necesario el desarrollo de

métodos para la determinacion de la actividad de las enzimas en el cuerpo humano.

Se han publicado diversos analisis para la determinacién de la actividad de la lipasa. Podemos
analizar la actividad de las lipasas monitoreando tanto la cantidad de acidos grasos como la

cantidad de glicerol liberada por el triglicérido debido a la reaccion de hidrdlisis [13].
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2.2.1 Método volumétrico

El método se basa en la determinacion volumétrica de los acidos grasos libres liberados de
triglicéridos por medio de la hidrdlisis catalizada por la lipasa. Las técnicas aplicadas implican la
incubacion de la muestra y titulacion alcalina en el punto final de la liberacion de acidos grasos
0 por valoracion continua de los productos por medio de un potenciometro titulador. Los
resultados dependen de la actividad de la lipasa. Un valorante comunmente usado es hidroxido
de sodio (NaOH). EI método de punto final se conoce desde 1932, cuando se aplico para la

evaluacion de la actividad de la lipasa sérica, utilizando fenolftaleina como indicador [16].

Sin embargo, el tiempo de incubacion de 24 horas a 40 ° C, asi como la rapida separacion de la
mezcla de emulsion de sustrato/solucién enzimatica ha limitado su utilizacion experimental y ha
Ilevado a la modificacion del método con el objetivo de reducir el tiempo de incubacién y buscar
la optimizacion de las condiciones experimentales [17]. Los sustratos ideales son los triglicéridos
de cadena larga como trioleina y aceite de oliva [11]. Otro sustrato utilizado es la tributirina, que
no es tan especifico como lo es la trioleina, pero presenta la propiedad de formar dispersiones
acuosas en la ausencia de emulsificantes [18]. El &cido butirico y butirato de sodio liberado son
solubles en agua, en contraste con la trioleina, aceite de oliva y los productos de la lipdlisis. Los

triglicéridos de cadena larga requieren ser emulsificados, tipicamente se utiliza goma arébiga.

A pesar de sus deficiencias: como el largo tiempo de analisis (2 determinaciones/h), la baja
sensibilidad (1 mmol mL-1), las mediciones tediosas, y los errores debidos a la valoracién
incompleta, los métodos volumétricos para la determinacion de la actividad de lipasas se

mantiene en uso como un método de referencia.
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2.2.2 Métodos espectrofotométricos

2.2.2.1 Colorimetria

Ensayos colorimétricos se basan en la cuantificacion de los productos de la lip6lisis. Los &cidos
grasos libres son convertidos en un jabon de color azul debido a la formacion de complejos de
cobre y acidos grasos. Los productos finales coloreados se extraen mediante un disolvente
organico y son evaluados por mediciones espectrofotométricas [19, 20]. Los numerosos intentos
realizados para mejorar el método dio lugar a la reduccién del tiempo de andlisis (4
determinaciones / h) por el acortamiento del periodo de incubacion y mediante la eliminacién de
los pasos de transferencia de fase [21-27]. EI aumento de sensibilidad se consigue mediante la
seleccion apropiada de los reactivos reveladores de color y disolventes organicos adecuados [28-
30]. El método es especifico para acidos grasos y mas sensibles en comparacion con el método
de titulacion. Los inconvenientes del método estadn relacionados con el uso de solventes

organicos toxicos.

2.2.2.2 Espectrometria visible

Los métodos espectrofotométricos para la determinacion de actividad de la lipasa hacen uso de
sustratos sintéticos los cuales tras la hidrdlisis catalizada por enzimas son transformados en
productos capaces de ser detectados espectrofotometricamente. Los sustratos predominantes son

los ésteres de p-nitrofenilo y naftilo de acidos grasos de cadena larga y tioésteres.

La lipdlisis de los ésteres de p-nitrofenilo (lauratos, palmitatos, oleatos) da lugar a p-nitrofenol
de color amarillo, medido a 405-410 nm [31-43]. La deficiencia del método esté relacionada con

la dependencia del pH con el coeficiente de absorcion del p-nitrofenol y la ausencia total de
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absorcion a valores acidos de pH. Ademas, los ésteres de p-nitrofenol podrian desarrollar una

hidrolisis no enzimatica [44].

La hidrolisis de los ésteres de naftilo (naftilcaprilato, naftilacetato, naftilpropionato) producen
naftol, en que el complejo formado con sales diazonuim produce un color rojo y es medido a

560 nm [45-48].

Los tioésteres producen tioles que estan acoplados con la reactivo de Ellman (2-Acido nitro
benzoico, DTNB) para obtener aniones TNB de color amarillo, evaluados a 412 nm [49-51].
Estos procesos han sido empleados para el desarrollo de rapidos y sensibles kits de ensayo de
lipasa (40 a 1600 mU ml™) [52,53], utilizando dimercaptopropanol tributirato (BALB) como

sustrato.

Otro kit de ensayo de lipasa, basado en el método desarrollado por Panteghini [54] se propone
por Randox [55]. El sustrato utilizado es el éster resorufina 1, 2-O-dilauril-racglicero-3-acido
glutérico-(6-metilresorufina) transformado en la hidrdlisis enziméatica en metil resorufina, que es

cuantificado a 570 nm. La sensibilidad conseguida es 4 mU ml™.

Un inconveniente comdn de los métodos espectrofotométricos mencionados es la baja

especificidad de los sustratos de la enzima hacia los sustratos sintéticos analogos.

Existen métodos alternativos que se basan en la cuantificacion del glicerol formado como
resultado de la hidrolisis de los triglicéridos, de acuerdo con el siguiente esquema: degradacion
de acilglicerol; oxidacion periddica de glicerol a formaldehido; conversion de formaldehido con
acido cromotrépico a un croméforo violeta que es entonces cuantificado

espectrofotométricamente [56].
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Otros ensayos [57,58] hacen uso de una serie de reacciones enzimaticas acopladas, las cuales
convierten el glicerol liberado en un colorante quinoneimina, el cual es determinado a 545 nm.

Tal kit de ensayo fue desarrollado por Sigma [59].

Los métodos espectrofotométricos permiten efectuar 4 determinaciones / h, pero su numero

puede ser aumentado de 16-96 determinaciones/h utilizando sistemas automatizados.
2.2.2.3 Espectrometria Infrarrojo

El método se basa en el analisis del espectro de infrarrojo por transformada de Fourier obtenido
mediante la medicion de la hidrolisis catalizada por lipasas de triglicéridos [60, 61]. Esteres de
acidos grasos y los acidos grasos libres se pueden evaluar basandose en su coeficiente molar de
absorcion y la ley de Beer. Debido a la dependencia con el pH de la frecuencia de absorcion de
carbonilo de los acidos grasos libres, la actividad lipolitica debe cuantificarse preferentemente

usando la frecuencia de absorcion especifica del éster carbonilo de 1730-1750 cm™ [62].
2.2.2.4 Espectrometria por Fluorometria

La fluorometria es una técnica analitica sensible que permite el monitoreo continuo de la
actividad enzimética. Los numerosos metodos fluorométricos para la determinacion de la
actividad de la lipasa se podrian clasificar como métodos en los que se utilizan sustratos
cromogeénicos, y métodos basados en la cuantificacion de los acidos grasos liberados después de

su conversion en productos cromogenicos.

Una variedad de ésteres de acidos grasos derivados de acido parinarico [63-66], cumarinicos
(umbeliferona) [67-71], compuestos pyrenic [72-75], resorufina [76], fluoresceina [77], etc son

utilizados como sustratos cromogénicos.
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El 4cido parinarico es un croméforo de origen natural, proporcionando fluorescencia a 432 nm
con una longitud de onda de excitacion a 320 nm. EI método se aplico con éxito para la medicion
de la actividad de lipasa pancreatica con un limite de deteccion de 0,1 ng a pH 8. Un aumento
significativo de la fluorescencia del &cido parinarico libre se observd en la presencia de
detergentes [66]. El inconveniente de estos ensayos es la oxidacion de los &cidos parinaricos por

el oxigeno en la atmosférica [66].

Numerosos ésteres de acidos grasos de la cumarina se sintetizaron y se ensayaron como sustratos
cromogénicos para la lipasa [71, 78]. La sensibilidad alcanzada es 0.1-5 nmol [70]. Sin embargo,

estos sustratos sufren de hidrolisis espontanea (a pH>8.8).

Al usar derivados de Acilglicerol pirenaico, los acidos grasos libres liberados debido a la
hidrolisis catalizada por la lipasa causan un cambio en la intensidad del pico de fluorescencia. El
aumento de la intensidad del pico con el tiempo se correlaciona con la actividad de la lipasa.
Segun el procedimiento desarrollado por Marker Tecnologias Gene, la medicion de la actividad
de la lipasa puede llevarse a cabo utilizando el sustrato fluorescente 1, 2-dioleoil-3-(piren-1-il)-
decanoylrac glicerol. Su hidrdlisis forma el &cido graso fluorescente acido pirenadecanoico [79].
Sin embargo, los derivados de acilglicerol pirenaico son también poco hidrolizados por lipasas

[66, 74].

Otro kit de ensayo de lipasa ofrecido por Marker Tecnologias Gene se basa en el uso de la larga
longitud de onda fluorescente del oleato resorufina. La liberacion de resorufina por la hidrélisis

se cuantifico mediante fluorometria [80].

Otro método basado en hidrolisis catalizada por lipasa implica la conversion de acidos grasos

libres en productos cromogénicos utilizando rodamina B y la medicion de la fluorescencia
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emitida a 535 nm con una longitud de onda de excitacion a 485 nm [81-83]. EI método es rapido,
podria ser automatizado, y permite la determinacion simultanea de un gran nimero de muestras

usando varios sustratos.

2.2.2.5 Turbidimetria y nefelometria

La turbidimetria es un método para determinar la concentracion de una sustancia en una solucién
mediante la medicion del cambio de la intensidad de la luz en la direccion de propagacion del
haz incidente, con referencia a una solucién estandar. La cuantificacion de la actividad de la
lipasa se lleva a cabo midiendo la disminucion con el tiempo en la absorbancia de una emulsion
de triglicéridos, debido a la de-emulsificacion con la liberacion de acidos grasos libres [84-91].

El método turbidimétrico de Neumann [85,86], fue comercializado por Boehringer-Mannheim.

Otra técnica consiste en el uso de sustratos como Tweens, determinando la actividad por un
aumento de la absorbancia debido a la precipitacién de los productos de la hidrélisis como sales
de calcio [92,93]. Los métodos de turbidimetria utilizando Tweens resultan ser bastante

sensibles, sin embargo, los Tweens no son sustratos especificos de las lipasas.

La nefelometria consiste en la medicion de la intensidad de la luz dispersada. La determinacion

nefelométrica de la actividad de la lipasa podria ser realizada en un periodo de 2-4 min [92-94].

En general, la turbidimetria y la nefelometria son métodos muy convenientes para la evaluacion
rapida de la actividad de la lipasa. Los problemas que surgen y algunas soluciones han sido

revisados por Tietz [90].
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2.2.3 Ensayos radioactivos

Las dos técnicas principales aplicadas implican: (i) el uso de la sustratos de lipasa marcados y la
cuantificaciéon de los productos liberados, y (ii) el uso de sustratos no marcados y la

determinacion de los acidos grasos libres marcados una vez liberados.

Los sustratos radiactivos cominmente utilizados son oleiglicerol marcado con **C o *H, asf
como-yodo-131 etiquetados analogos de triglicéridos [95-98]. La cantidad detectable del

producto se encontrd que era del orden de nanogramos [99].
El marcado de los acidos grasos se lleva a cabo mediante el empleo de ®*Ni [100].

Los Ensayos radioactivos son métodos analiticos especificos y sensibles. Sin embargo, no
permiten el monitoreo continuo y requieren mucho tiempo, debido a los pasos extraccion
implicados para eliminar los acidos grasos. Ademas, hacen uso de sustancias radiactivas, que

requieren de medidas de seguridad diferentes a las cominmente utilizadas.
2.2.4 Ensayos inmunoldgicos

Los ensayos inmunoldgicos se conocen como técnicas altamente especificas y sensibles para la
determinacion de la actividad de lipasas. Estos métodos son de importancia principalmente para
diagnosticos clinicos y estan aplicados para la cuantificacion de lipasas en suero y plasma,
tejidos y cultivos celulares lisados, y duodeno [101-115]. Un numero de Kits clinicos basados en
ensayos de ELISA se han desarrollado, y son dtiles en el rango de hasta 500 ng mI™ de lipasa
[116-122]. Estas técnicas no son adecuadas para la evaluacion de la actividad de lipasas

originadas a partir de diversas fuentes, ya que requieren la seleccién de una amplia gama de
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anticuerpos especificos. Ademas, la enzima podria formar agregados [123], lo que limita la

precision de los ensayos inmunoldgicos.

2.2.5 Conductimetria

La evaluacion conductimétrica de actividad de la lipasa se basa en la medicion de la variacién de
la conductancia de una solucion, debido al cambio de concentracion de carga eléctrica como
resultado de la liberacién de &cidos grasos libres. Se obtuvieron resultados confiables utilizando
Triacetina [124-126]. La Triacetina es un sustrato adecuado debido a su solubilidad en agua. Los
limites de la conductividad equivalente de los aniones acetato liberados son mayores en
comparacion con la de los &cidos grasos de cadena larga, aumentando la sensibilidad de las
determinaciones. El inconveniente de esta técnica es que la triacetina no es un sustrato especifico

de la lipasa y las mediciones conductimétricas sufren de dependencia de altas temperaturas.

2.2.6 Cromatografia

La cromatografia es una técnica poderosa, muy adecuada para probar matrices complejas. Los
métodos relacionados que se aplican actualmente para la medicion de los lipidos y acidos grasos
libres puesto en libertad en la lipolisis son: cromatografia de capa fina, cromatografia de gases, y

cromatografia liquida de alto rendimiento (HPLC).

El estado actual de analisis de lipidos por cromatografia en capa fina fue revisado recientemente
por Fuchs et al. [127]. El método es sensible y permite la deteccion de picomoles de &cidos

grasos [128].

Simples y rapidos métodos de cromatografia de gases para la determinacion de la actividad de la

lipasa usando tributirina como sustrato se describen por Kulkarni y Li [129]. Las técnicas
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implican un tratamiento de procedimientos sencillos, un periodo de incubacion corto, y sélo 6

minutos de tiempo de andlisis después de la reaccion enzimatica.

Métodos de HPLC para el seguimiento de reacciones de lipasa fueron disefiados por Ergan y
André [130]. Supervision directa de la actividad de la lipasa por HPLC en medios micelares

inversos la realizaron Mingarro et al. [131].

Un nuevo ensayo in vitro de la lipasa que supera las limitaciones del sustrato y pH de las técnicas
convencionales fue desarrollado por Hao et al. [132]. Se basa en la cuantificacién de &cidos
grasos por cromatografia liquida-espectrometria de masas. Los acidos oleicos enziméaticamente
liberados de trioleina se aislaron de la mezcla de reaccion por cromatografia de fase inversa,
ionizado en un espectrometro de masa en modo de electrospray negativo y se cuantificé con la
ayuda del estandar interno de C**-4cido oleico. La actividad enzimatica se midi6 por seguimiento
de producciones de 4&cido oleico en puntos de tiempo multiples. Sin embargo, las
determinaciones cromatograficas siguen siendo costosas y consumen mucho tiempo. Ademas,

requieren personal con experiencia y equipo de laboratorio sofisticados.
2.2.7 Métodos basados en biosensores

Los biosensores, de acuerdo con la definicion de la IUPAC, son "Dispositivos que utilizan las
reacciones bioquimicas especificas mediadas por enzimas aisladas, sistemas inmunoldgicos,
tejidos, organulos o células enteras para detectar compuestos quimicos por lo general, por medio

de sefiales eléctricas térmicas u Opticas "[133].

Varios biosensores se han desarrollado para la determinacion de los productos de lipdlisis de
sustratos de lipasa, utilizando enzimas inmovilizadas. Estos biosensores son ampliamente
revisado por Starodub, 2006 [21].
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Los biosensores para la determinacion de triglicéridos recientemente disefiados incluyen: (i) los
biosensores amperométricos, construido por co-inmobilizacion de la lipasa, la quinasa de
glicerol, y glicerol-3 fosfato oxidasa sobre distintos soportes: acetato de celulosa [135], PVC
[136], alcohol de polivinilo [137], cascara de huevo [138], y una pelicula de material compuesto
de quitosano y nanoparticulas de 6xido de zinc [139] depositada sobre la superficie de un
electrodo de Pt. En todos los casos la respuesta amperométrica es la corriente de oxidacion de
H,0,; (ii) biosensores impedimétricos utilizando como soporte para la inmovilizacion de la
lipasa utilizan nanotubos de polianilina depositados electroforéticamente (PANI-NT) en una
pelicula de indio-estafio-6xido sobre una superficie de vidrio. Las moléculas de &cidos grasos
producidos durante la hidrolisis de triglicéridos provocan un cambio en la resistencia de
transferencia de carga de la pelicula PANI-NT en funcion de la concentracion de triglicéridos
[140], (iii) los biosensores potenciométricos y micromecéanicos, basados respectivamente en un
capacitor electrolito-aislante-semiconductor, y una microguia de polisilicio [141]; y (iv)
transistor de efecto de campo enzimatico, en base a lipasas inmovilizadas a través de
nanoparticulas magnéticas [142]. Sin embargo, sélo unos pocos biosensores se aplicaron a la
determinacion de la actividad de la lipasa. Tal sensor es un sensor capacitivo con una estructura
de tipo sandwich: AuU/S(CH,)17CHa/sustrato/electrolito [143]. La actividad enzimética se
cuantifico mediante el seguimiento de la velocidad de desorcion de los productos de la lipdlisis.
La desorcién se evalla midiendo el incremento de la capacitancia de los electrodos. Un
biosensor amperomeétrico para la evaluacion de la actividad de la lipasa fue sugerido por Rejeb et
al. [144]. Implica glicerol deshidrogenasa/NADHoxidase inmovilizado en la superficie de un

electrodo modificado con una pelicula impresa con Azul de Prusia.

El principio de la determinacion se basa en las siguientes reacciones:
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R Lipasa . <.
Triacilgliceroles + 3H,O—— glicerol + 3 Acidos grasos

Gliceroldehidrogenasa

Glicerol + NAD" dihidroxiacetona + NADH + H*

NADHoxidasa

NADH + H" + 0, —————NAD" + H,0;

La sefial analitica es la corriente de oxidacion de H,0O,, determinada con azul de Prusia como
mediador, y proporcional a la concentracion de glicerol, que es dependiente de la actividad de la
lipasa. Las mediciones se realizan en el electrodo de bajo potencial, evitando asi interferencias.
La sensibilidad de los analisis es inferior a la lograda por cromatografia de gases, pero suficiente
para la determinacion de los niveles de triglicéridos en sueros biolégicos y preparaciéon de

alimentos.

Un método muy conveniente para la determinacion de la actividad de la lipasa se ha desarrollado
recientemente por QSENSE, utilizando una microbalanza de cristal de cuarzo con disipacion
(QCM-D) [145]. Utilizando trioleina como substrato para la lipasa, se deposita trioleina sobre la
superficie del electrodo de oro de la QCM-D. La degradacion de la enzima de la pelicula de
trioleina se controlé continuamente midiendo los cambios en la frecuencia y la disipacion, y se

correlaciond con la actividad de la lipasa.

Los biosensores son considerados como prometedoras herramientas analiticas, debido a la

rapidez y la sensibilidad de las determinaciones, y al bajo costo de los equipos.

2.2.8 Otros métodos

Un método de quimioluminiscencia, permitiendo la terminacién de un Unico ensayo dentro de 5
min, y mostrar una sensibilidad y una repetibilidad superiores a las del método de titulacion fue

sugirio por Arima et al. [146]. Se utiliza el acido laurico éster de 2-(4-hidroxifenil)-4,5-
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difenilimidazol (HDI-laurate) como un sustrato, y se basa en la reaccion de quimioluminiscencia
del luminol-peroxidasa de rabano picante de perdxido de hidrogeno con HDI, que se libera desde
el sustrato mediante hidrélisis enzimatica. EI método se aplicé para la determinacion de la

actividad de la lipasa en preparaciones farmacéuticas.

Una novedosa técnica de electroforesis basado en gel para la actividad de enzimas lipoliticas,
combinados con imagenes de fluorescencia, y la identificacion de las proteinas etiquetadas por
MS/MS fue desarrollado por Morak et al. [147]. el estudio representa la primera aplicacion de

esta tecnologia para analisis comparativo de las lipasas y esterasas.

En este grupo también se incluyen los métodos disefiados para deteccién de actividad de la lipasa
y la investigacion cinética de la lipolisis, en lugar de para la cuantificacion de la actividad de
lipasa. Los métodos comprende: Numerosos ensayos de placa [83, 148, 149], mediciones de
tension superficial [150, 151], microscopia electrénica [152, 153], microscopia de fuerza atdmica

[154, 155], y resonancia magnética nuclear [156].

Tomando en cuenta que ninguno de los métodos antes mencionados cumple en su totalidad con
los requisitos analiticos, el método de eleccion se debe seleccionar basada en la finalidad del
analisis, el equipo disponible de laboratorio y el personal calificado. Los esfuerzos actuales son
enfocados a mejorar la rapidez, la sensibilidad y la selectividad de los métodos para la

determinacion de la actividad enzimatica.

2.3 Espectrometria de absorcion

La espectroscopia emplea la interaccion de la radiacion con la materia para determinar
informacion sobre una muestra dada. Habitualmente la muestra se estimula en cierto modo al

aplicar energia en la forma de calor, energia eléctrica, luz, particulas o una reaccién quimica.
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En la espectroscopia de absorcion se mide la cantidad de luz absorbida en funcion de la longitud

de onda, lo que proporciona informacion cuantitativa y cualitativa sobre la muestra.

La ley de absorcion, también llamada ley de Beer-Lambert, indica cuantitativamente la forma en
que el grado de atenuacion depende de la concentracidon de las moléculas absorbentes y de la
longitud del trayecto en el que ocurre la absorcion. Cuando la luz atraviesa un medio que
contiene un analito absorbente, disminuye su intensidad como consecuencia de la excitacion del

analito (Figura 2.8) [157].

Figura 2.8. Representacion de absorcion.

Segun la ley de Beer, la absorbancia es directamente proporcional a la concentracion de la
especie absorbente ¢ y a la longitud de trayecto b del medio de absorcién, como se expresa en la

siguiente ecuacion:

A = abc Ecuacion 2.1

Donde a es la constante de proporcionalidad llamada absortividad. Cuando se expresa la
concentracion con unidades de moles por litro y b en centimetros, la constante de

proporcionalidad se llama absortividad molar y recibe el simbolo especial € (Ecuacion 2.2).
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A = ebc Ecuacién2.2

La ley de Beer, como se expresa en la ecuacion anterior puede emplearse de diversas maneras.
Es posible calcular la absortividad molar de especies cuando se conoce la concentracion. Puede
emplearse el valor medio de la absorbancia para obtener la concentracion si se tienen los valores
de absortividad y longitud de trayecto. Se pueden utilizar soluciones patron del analito en el
mismo disolvente y a temperatura similar para obtener la absortividad en el momento del
analisis. Lo mas frecuente es recurrir a una serie de soluciones patron del analito para preparar

una curva de calibracién, de A frente a ¢ y obtener una ecuacion de regresion lineal [157].

2.4 Microbalanza de cristal de cuarzo (QCM)

La microbalanza de cristal de cuarzo (QCM, por sus siglas en inglés) es un dispositivo altamente
sensible a las pequefias variaciones de masa que en ella ocurren. Esto se debe a los cambios que
experimenta la frecuencia de resonancia del cristal de cuarzo, material piezoeléctrico, al hacerlo
su masa. Algunas microbalanzas poseen una resolucion de hasta 0,05 ng. Las QCM poseen una
mayor sensibilidad que las microbalanzas analiticas convencionales que se utilizan actualmente
en los laboratorios. Esta gran sensibilidad a la masa se explica en la elevada aceleracion que

actlia sobre el film depositado.

Las QCM (Figura 2.9) estan constituidas por un delgado disco de cristal de cuarzo al cual se le
fijan los electrodos para la estimulacion y sensado. La aplicacion de un potencial eléctrico
externo al material piezoeléctrico, produce tensiones mecénicas internas. Un campo eléctrico
oscilante aplicado en las caras del dispositivo induce una onda acustica que se propaga a través

del cristal [158].
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Figura 2.9. Microbalanza de cristal de cuarzo

Desde que el uso de resonadores de cristal de cuarzo para aplicaciones de control de frecuencia
en equipos radio-comunicacion comenzd, ha sido conocido el efecto de materiales externos
depositados sobre la superficie de resonancia. Sin embargo, la relacién cuantitativa de la masa y
la frecuencia no fue establecida sino hasta 1959. La posibilidad de usar la QCM como un
dispositivo medidor cuantitativo de la masa fue explorada por primera vez por Sauerbrey [159].
La disminucion de la frecuencia de resonancia de un corte delgado de un cristal de cuarzo
resonante es proporcional a la pelicula de masa depositada en la superficie, descrita por la

siguiente ecuacion:

, Am .,
Af = —fs m Ecuacion 2.3

Donde f; es la frecuencia de oscilacion inicial; A es el area del cristal y p es su densidad; N es una
constante.

Es posible simplificar la ecuacion de Sauerbrey a una simple relacion del cambio de frecuencia

respecto al cambio en la masa a través de una constante de proporcionalidad.
Af = —KAm Ecuacion 2.4
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Hay tres supuestos que deben cumplirse para que la relacién Sauerbrey pueda aplicarse. En
primer lugar, la masa adsorbida sobre la microbalanza debe ser relativamente méas pequefia en
relacion a la masa del cristal de cuarzo; segundo, la masa adsorbida debe ser absorbida
rigidamente, y tercero, la masa adsorbida se distribuye uniformemente sobre el &rea activa del

cristal.

Los sistemas comerciales estan disefiados para medir de forma fiable los cambios de masa hasta
100 mg, mientras que el minimo cambio detectable en masa suele ser 1 ng cm?. El reto planteado
es la adaptacion de la quimica de la superficie de modo que el dispositivo puede ser un detector
de masas especifico y no simplemente una microbalanza. EI espesor del cristal determina la
frecuencia de resonancia, que a su vez determina la sensibilidad a la masa. El cristal y sus
electrodos estan incorporados en un circuito oscilador de retroalimentacion positiva. Un contador
de frecuencia puede ser empleado para realizar mediciones (Figura 2.10). La eventual aplicacion

de la QCM debe ser cuidadosamente abordado antes de comprar un QCM [160].
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Figura 2.10. Montaje tipico de equipo experimental de microbalanza de cristal de cuarzo.
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3. Metodologia



3.1 Método espectrofotométrico

El método esta basado en la actividad catalitica de la lipasa que en contacto con aceite de oliva
separa al triglicérido en glicerina y acido oleico. Sobre una lamina de polietileno tereftalato
(PET) se coloca una capa delgada de aceite de oliva con nanoparticulas. Dentro de una celda
espectrofotométrica se coloca una solucion enzimatica y posteriormente una lamina que fue
preparada con sustrato y nanoparticulas (Figura 3.1). Esta celda es colocada dentro de un
espectrofotometro UV-vis y se mide la absorbancia por un periodo determinado de tiempo. Las
nanoparticulas actian como una barrera para el haz de luz del espectrofotometro, conforme la
enzima acelera la reaccion de hidrolisis en el sustrato, las nanoparticulas van siendo removidas
por la degradacion del aceite, resultando en la amplificacién de la intensidad de luz que pasa a
través de la muestra, provocando una disminucion en la absorbancia, siendo proporcional a la

actividad enzimatica.
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Figura 3.1. Lamina de prueba dentro de una celda espectrofotométrica.

3.1.1 Materiales y equipo.

En los ensayos se utilizaron laminas de polietileno tereftalato transparente (PET). Las
dimensiones de las laminas de prueba fueron 35x10x0.5 mm con un &rea de recubrimiento del

sustrato de 6x10 mm en el extremo de la tira.

34



Las mediciones espectrofotométricas se realizaron utilizando espectrofotometro UV-visible de
Gilford Stasar Il (Figura 3.2). Imagenes de microscopia Optica se obtuvieron con un
microscopio XJP-H100. Iméagenes de AFM se registraron con un AFM/STM 8 (Bruker). La

longitud que atraviesa el haz de luz a través de la celda de prueba fue de 1 cm.

Figura 3.2. Espectrofotometo UV-visible iIford Stasar 1.

3.1.2 Reactivos

La lipasa de Rhizopus arrhizus (~ 10 U mg-1) se adquirié de Sigma. La actividad enzimética se
verifico aplicando un ensayo volumétrico. Los datos obtenidos (10.4 U mg-1) bajo diferentes

condiciones de almacenamiento fueron consistentes con la establecida por el fabricante.

Se prepard una solucién tampén de fosfato (PBS) (0.1 M, pH 8), obtenida disolviendo las
cantidades apropiadas de K;HPO, y KH,PO,4 en agua destilada. La solucidén tampoén se utilizd
como blanco en las pruebas base y para preparar una solucion enzimatica con una concentracion

de 100 pg/mL.

Como sustrato se utiliz6 una marca comercial de aceite oliva. Se utilizaron dos tipos de
nanoparticulas para los ensayos, nanoparticulas de grafito y nanoparticulas de 6xido de fierro I11
(Fe,O3). Las nanoparticulas de grafito eran 99.9 % carbono y fueron manufacturadas por la

comparfiia American Elementes (Figura 3.3).
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Figura 3.3. Tiras de prueba con nanoparticulas de grafito.

Las nanoparticulas de Fe,Os; en dispersion acuosa fueron suministradas por US Research
Nanomaterials, Inc. (Figura 3.4), el tamafio de particulas original fue de 20-100 nm y la

concentracion de particulas fue de 20% w / v.

”

Figura 3.4. Tiras de prueba con nanoparticulas de Fe;Os.

Todos los productos quimicos utilizados en la solucion tampén y la solucién enzimatica eran de

grado reactivo analitico y se utilizaron sin purificacion adicional.
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3.1.3. Determinacion de la actividad enzimatica.

Para la determinacion de la actividad enzimatica es necesario graficar para cada ensayo el

comportamiento de la absorbancia con respecto al tiempo (Figura 3.5).
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Figura 3.5. Espectro de absorbancia de una lamina de prueba.

En la gréfica se puede observar como conforme transcurre el tiempo la absorbancia disminuye,
las nanoparticulas adheridas al sustrato son arrastradas al fondo de la celda por la hidrolisis
catalizada por la lipasa, permitiendo que la cantidad de luz que atraviesa la celda aumente. Por lo
tanto la gréfica es una representacion de la generacion de productos a través del tiempo. Bajo
esta consideracion, la pendiente de la primera seccion lineal es igual a la actividad enzimatica.
La pendiente puede ser determinada facilmente por medio de un analisis de regresion lineal

simple.
Tomando en cuenta que la ecuacién que describe a una recta es:

Y=mX+0b Ecuacion 3.1
Para el caso de los ensayos Y es igual a la absorbancia y X representa el tiempo. La pendiente de
la recta estd representada por la letra m, para determinar la pendiente se utiliza la siguiente

ecuacion.

37



ZT_l 1XY _ (Z?=1 Yl)(Z{;le)

1= [ 2l n .z

m = Ecuacion 3.2
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3.2 Método gravimétrico utilizando una microbalanza de cristal de cuarzo

(QCM)

Sobre la superficie del electrodo de la microbalanza de cristal de cuarzo se colocan 10uL de
solucion de sustrato/cloroformo y se deja secar alrededor de 10 min hasta que el cloroformo se
evapora y el sustrato queda fijado a la superficie de la microbalanza. Una vez que el sustrato
queda adherido, se coloca dentro de la celda de medicion a la microbalanza y se agregan 180uL
de solucién tampdn. Se da tiempo al equipo para estabilizarse por 3 minutos y se agregan 20uL
de solucion enzimética. Debido a la accion de la enzima sobre el sustrato se comienza a liberar
glicerina y &cido oleico. La glicerina es desplazada a la fase acuosa en la celda, la pérdida de
masa sobre la superficie de la microbalanza afecta su frecuencia de vibracion, siendo esto una

medida directa de la pérdida de masa y la actividad enzimatica.

3.2.1. Materiales y equipo.

Las mediciones se llevaron a cabo utilizando la microbalanza de cristal de cuarzo series

electrochemical modelo CHI400A (Figura 3.6).

Figura 3.6. QCM y celda de prueba.
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El equipo incluye un potenciostato/galvanostato modelo CHI440A, una caja externa con un
circuito oscilador, y una celda de prueba (Figura 3.7). La densidad de los cristales de cuarzo
recubiertos con oro (13.7 mm didmetro del cristal, y el diametro de 5.11 mm del disco de oro)

fue de 2.648 g cm™. El cambio de masa es de 0.14 ng por cambio de frecuencia de 0.1 Hz.

Figura 3.7. QCM instalada en su celda de medicion.

3.2.2 Reactivos

La lipasa de Rhizopus arrhizus (~ 10 U mg-1) se adquirié de Sigma. La actividad enzimética se
verifico aplicando un ensayo volumétrico. Los datos obtenidos (10.4 U mg-1) bajo diferentes

condiciones de almacenamiento fueron consistentes con la establecida por el fabricante.

Se prepar6d una solucién tampon de fosfato (PBS) (0.1 M, pH 8), obtenida disolviendo las
cantidades apropiadas de K,;HPO, y KH,PO, en agua destilada. La solucién tampdn se utiliz6
directamente en las pruebas y para preparar  soluciones enzimaticas con diversas

concentraciones.

Se utilizaron dos tipos de soluciones de sustratos para los ensayos, una solucion de aceite de
oliva/cloroformo y otra con aceite de oliva/nanoparticulas de Didxido de Silicio

(SiO,)/cloroformo. Las solucion de aceite de oliva/cloroformo se preparé con 1.2 mg de aceite
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de oliva comercial y 5 mL de cloroformo. La solucién de oliva/nanoparticulas de Didxido de
Silicio (SiOy)/cloroformo se prepar6 con 1.6 mg de aceite de oliva, 5 mL de cloroformo y 6 mg
de nanoparticulas de SiO. Inicialmente se formé un gel mezclando manualmente aceite de oliva

con las nanoparticulas de SiO,, posteriormente se agrego el cloroformo.

Todos los productos quimicos utilizados en la solucion tampdn, las soluciones del sustrato y la

solucion enzimatica eran de grado reactivo analitico y se utilizaron sin purificacion adicional.

3.2.3 Determinacion de la actividad enzimatica.

Por medio un equipo cémputo acoplado al dispositivo de control de la microbalanza se puede
registrar el comportamiento de la frecuencia de vibracion del cristal de cuarzo a través del

tiempo (Figura 3.8.), lo cual es necesario para determinar la activad enzimética.

L

Figura 3.8. Equipo potenciostato/galvanostato y equipo de computo para el registro de
mediciones.

En la figura 3.9 se puede observar como conforme transcurre el tiempo la frecuencia aumenta, lo
cual es causado por la accion de la enzima sobre el sustrato, por lo tanto la grafica es una

representacion de la generacién de productos a través del tiempo.
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Figura 3.9. Evolucion de la degradacion de una capa de aceite de oliva.

La actividad enzimatica se puede expresar como la velocidad de la reaccion enzimatica, la cual

estd dada por la siguiente ecuacion:

Ang
At

U=v= Ecuacion 3.3

Tomando en cuenta que Ang es el cambio de moles de sustrato, el cual es igual a:
Ang = MAmg Ecuaciéon 3.4

Donde M es la masa molar del sustrato y Am es el cambio en la masa del sustrato. Utilizando la

ecuacion 3.4y la ecuacién 2.4 se obtiene la siguiente modificacion de la ecuacion de Sauerbrey:
Af = —KAm  Ecuacion 2.4

Af Ang .,
— = —KM— Ecuacioén 3.5
At At

Ecuacion de Sauerbrey modificada
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En la segunda parte de la experimentacion del método se trabajé con los efectos provocados con
la adicion de nanoparticulas, lo cual hace necesario la modificacion de la ecuacién 2.5, donde
ahora el cambio de masa estara dado por:

Am = Amg + Amyp = AAnyp + MAng Ecuacién 3.6

Af " (AAnyp + MAny)

= E i6n 3.7
Ar A7 cuacion 3

Ecuaciéon de Sauerbrey modificada para las nanoparticulas

Donde A es la masa atomica de las nanoparticulas, Anyp €s el cambio en el nimero de moles de
nanoparticulas. Mostrando como el cambio en la frecuencia de vibracién de la microbalanza

aumentara con el cambio de la masa de las nanoparticulas y la masa del sustrato.

Bajo esta consideracion, la pendiente de la seccién lineal en la grafica de cambio de frecuencia
contra tiempo es igual a la actividad enzimatica. La pendiente puede ser determinada facilmente
de la misma forma que se determind para el método espectrofotométrico, por medio de la

ecuacion 3.1y 3.2.
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4. Resultados



4.1. Método espectrofotométrico.

En los primeros experimentos realizados con este método, como se menciond en la seccion de
método experimental, se utilizaron diferentes formas manuales de colocar las nanoparticulas de
grafito sobre la capa de sustrato. En las pruebas 1 a 3 se utilizd una muestra de aceite de oliva y
particulas de grafito mezclado con agitacién sénica, en solucién de lipasa 100 pg mL™ a 25°C y
solucion PBS (0.1 M, pH 8). En la figura 4.1 se muestra el comportamiento de la absorbancia

con respecto al tiempo para cada prueba, la absorbancia se medié cada minuto por 15 minutos.
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Figura 4.1. Absorbancia contra tiempo (Prueba 1 a 3).

Los resultados para la actividad enzimatica se muestran en la tabla 4.1, expresados en unidades

de actividad enzimatica.

Tabla 4.1. Actividad enzimatica para cada prueba. Muestra de aceite de oliva y nanoparticulas
de grafito mezclado con agitacion sénica.

Prueba Actividad (U)
1 0.059
2 0.055
3 0.04
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Posteriormente, se realizaron pruebas donde se utilizé aceite de oliva y nanoparticulas de grafito
agregadas a través de una malla, en solucion de lipasa 100 ug mL™ a 25°C y solucién PBS (0.1
M, pH 8). En la figura 4.2 se muestra el comportamiento de la absorbancia con respecto al

tiempo para cada prueba, la absorbancia se medié cada minuto por 15 minutos.
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Figura 4.2. Absorbancia contra tiempo (Prueba 4 a 7).

Los resultados para la actividad enzimatica se muestran en la tabla 4.2, expresados en unidades

de actividad enzimatica.

Tabla 4.2. Actividad enzimatica para cada prueba. Nanoparticulas adheridas utilizando una

malla.
Prueba Actividad (V)
4 0.039
5 0.009
6 0.03
7 0.044
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La manera en la que se adhieren las particulas influye directamente en los rangos de absorbancia,
debiendo ser menores a 1. Cuando la absorbancia es mayor a uno la actividad no puede ser

calculada con exactitud.

Ademas de las técnicas para la adhesion de las nanoparticulas de grafito se realizaron pruebas a
diferentes temperaturas. En cada prueba se midio la absorbancia cada minuto durante 10
minutos. En la figura 4.3 se muestra el comportamiento de las pruebas a diferentes temperaturas,

en solucién de lipasa 100 ug mL™ y solucién PBS (0.1 M, pH 8).
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Figura 4.3. Absorbancia contra tiempo. Pruebas a diferentes temperaturas.

Los resultados para la actividad enzimatica a diferentes temperaturas se muestran en la tabla 4.3,

expresados en unidades de actividad enzimatica.

Tabla 4.3. Actividad enzimatica para cada prueba. Pruebas a diferentes temperaturas.

Prueba Actividad (U)
8 0.05
9 0.02
10 0.04
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El cambio en la temperatura puede afectar la velocidad de la reaccién aunque en los rangos de 25

a 30 grados centigrados los cambios pueden ser muy pequefos.

En este punto de la investigacion el método propuesto dio buenos resultados, sin embargo era
necesario trabajar mas en la distribucién homogénea de las particulas y la distribucion del aceite
de oliva. La manera en la que se adhieren las particulas influye directamente en los rangos de
absorbancia que se detectan en la prueba, debiendo ser menores a 1. Cuando la absorbancia es

mayor a uno la actividad no puede ser calculada con exactitud.

Con el objetivo de mejorar la distribucién y la adhesion de las nanoparticulas en el sustrato y en
la l&mina de prueba se decidid utilizar particulas de Oxido de Fierro 11l (Fe;O3). También el
método de fijacion del sustrato en la lamina fue optimizado gracias a la colaboracion de la

empresa nanolike®.

Una capa de nanoparticulas de Fe,O3 se depositd sobre un triglicérido recubriendo una lamina de

polietileno tereftalato (PET) con un método de microserigrafia (Figura 4.4).

Figura 4.4. Lamina de prueba. Mezcla de aceite de oliva y nanoparticulas de Fe,Os.
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Se lograron capturar imagenes del sustrato adherido a la lamina por medio de microscopio XJP-
H100 y microscopia de fuerza atomica (Figuras 4.5 y 4.6), donde podemos observar que la
distribucion de las nanoparticulas ha sido mejorada notablemente, de esta manera se aumenta la

reproducibilidad del método.

Figura 4.5. Imagen con microscopio XJP-H100 de ldmina de prueba.

50.0 im 150.0 nm

To.0 1:Height 0.0 um 0.0 1:Height 20,0 um

Figura 4.6. Imagenes de AFM de una ldmina de prueba. b) Escala 50 nm, d) Escala 150 nm.

Se realizaron pruebas midiendo la absorbancia diferentes longitudes de onda para identificar la

longitud 6ptima para los ensayos con nanoparticulas de Fe,O3 (Figura 4.7).
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Figura 4.7. Espectro de absorbancia de una lamina de prueba a diferentes longitudes de onda.

A partir de la figura 4.7. Se determin6 que la longitud de onda éptima es la de 550 nm, pues a esa
longitud de onda se obtienen valores aproximados de absorbancia a 1, los cuales son necesarios

para asegurar la linealidad de la determinacion de la actividad enzimatica.

Una vez mejorado el método de distribucion de las nanoparticulas y encontrada la longitud de
onda para realizar la experimentacion, se logro obtener la reproducibilidad de los resultados en la
determinacion de la actividad enzimatica. En la figura 4.8 se muestra la grafica de un ensayo con
una tira de prueba con una capa de aceite de oliva/nanoparticulas de Fe,O3 por la accion de lipasa

100 ug mL™ a 25°C en solucién PBS (0.1 M, pH 8), en la cual se observa una disminucién de la

absorbancia con el tiempo a 550 nm.
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Figura 4.8. Evolucion de la degradacion de la capa aceite de oliva/nanoparticulas de Fe,Os.

Dadas las mejoras en la distribucion de la capa de aceite y nanoparticulas se pudo graficar una
curva de calibracion para la determinacién de la actividad enzimatica a diferentes

concentraciones de enzima lipasa, en PBS 0.1 M, pH 8; 25°C; 550 nm. (Figura 4.9).
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Figura 4.9. Curva de calibracion para la cuantificacion de la actividad de la lipasa por método
espectrofotométrico.
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Es necesario continuar con una mayor experimentacion y poder obtener valores a menores
concentraciones para la curva de calibracion. Aun asi se obtuvieron buenos resultados vy

confiables para la determinacién de la actividad enzimatica.

4.2. Método gravimétrico utilizando una microbalanza de cristal de cuarzo

(QCM)

En la experimentacion con la microbalanza de cristal de cuarzo se utiliz6 primeramente 10 uL de
una solucion de aceite de oliva en cloroformo (1.2 mg de aceite/5ml de cloroformo), la cual se
dejo secar en la superficie de la microbalanza (Figura 4.10), se agregd solucion buffer y
enzimatica para realizar las pruebas (Figura 4.11). La fijacién del sustrato sobre la superficie de
la microbalanza es importante para le exactitud de las mediciones, por lo cual es importante el

tiempo de secado.

Figura 4.11. Adicidn de solucion enzimética a celda de prueba.
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En la figura 4.12 se muestra como inicialmente la frecuencia disminuye lo cual es atribuido a la
absorcion de las moléculas de la enzima sobre la capa de sustrato, posteriormente comienza la
reaccion enzimatica y el desprendimiento de los productos. La formacion de productos y su
disolucion en la fase acuosa resulta en el incremento de la frecuencia. Finalmente, la degradacion
completa del sustrato es alcanzada, al observar como el cambio en la frecuencia de la QCM es

casi nulo.
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Figura 4.12. Evolucién de la degradacion de una capa aceite de oliva.

Una vez realizadas las pruebas en las que el sustrato es degradado por la enzima aumentando la
frecuencia de vibracion de la microbalanza, es posible encontrar la actividad enzimética por

medio de las ecuaciones descritas en la metodologia del ensayo.

Se obtuvieron los resultados suficientes para formar una curva de calibracién del método para
diferentes concentraciones de lipasa, PBS 0.1 M, pH 8; 25°C; aceite de oliva como sustrato

(Figura 4.13).
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Figura 4.13. Curva de calibracion para la cuantificacion de la actividad de la lipasa por método
gravimetrico. Aceite de oliva como sustrato.

La carga que se le aplica a la QCM es muy importante al momento de las determinaciones pues
puede afectar el funcionamiento de la microbalanza, asi mismo afecta las concentraciones con las
que se puede trabajar. Con el objetivo de amplificar la sefial obtenida en la pruebas utilizando la
microbalanza se decidié agregar nanoparticulas de diéxido de silicio (SiO,, 99.8%, 10-20 nm,
superficie modificada, super-hidrofdbico y oleofilico) al sustrato. Se prepar6 un gel formado por
aceite de oliva y nanoparticulas de SiO, con una relacion de 15:1 (Figura 4.14), el gel fue

disuelto en cloroformo para su aplicacion sobre la QCM (Figura 4.15).

| de aceite eoiiva y nanoparticulas de SiO, A) Imagen por medio de
microscopio XJP-H100. B) Imagen por medio de SEM

s o e T
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cloroformo A) Imagen por medio de microscopio XJP-H100. B) Imagen por medio de SEM

En la figura 4.16 se muestra el cambio en la frecuencia de vibracion de la microbalanza por la
degradacidn de la capa de aceite de oliva/nanoparticulas de SiO, por la accion de lipasa 100 pg

mL™ a 25°C en solucién PBS (0.1 M, pH 8).
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Figura 4.16. Evolucion de la degradacion de la capa aceite de oliva/nanoparticulas de SiO».

Cuando el aceite de oliva cargado con nanoparticulas depositado en la superficie de la QCM es
utilizado como sustrato para la lipasa, las pesadas nanoparticulas dejan la pelicula de sustrato

junto con los productos de la degradacion enzimatica del aceite de oliva, causando asi una mayor
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disminucion en la masa depositada en la QCM comparado con el caso en el que el sustrato no

contiene nanoparticulas.

Al haber amplificado la sefial que se obtiene por el cambio en la masa sobre la QCM se pudo
obtener la siguiente curva de calibracién para la cuantificacion de la actividad de la lipasa, en

PBS 0.1 M, pH 8; 25°C y aceite de oliva/nanoparticulas de SiO, como sustrato (Figura 4.17).
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Figura 4.17. Curva de calibracion para la cuantificacion de la actividad de la lipasa por método
gravimétrico. Aceite de oliva/nanoparticulas de SiO, como sustrato.

Velocidad de degradacion, Hz s

Comparando las curvas de calibracion obtenidas por el método utilizando el sustrato sin y con
nanoparticulas (Figura 4.18), podemos observar como la adicién de nanoparticulas provoca que
los rangos en los que la frecuencia varia sean mucho mayores lo cual se puede traducir en un

aumento de la sensibilidad del método.
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Figura 4.18. Comparacion de curvas de calibracion para el método gravimétrico.

El método gravimétrico utilizando la QCM y un sustrato con nanoparticulas resulto ser muy
sensible al momento de determinar actividades enzimaticas a diferentes concentraciones de la

lipasa.
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5. Conclusiones y
Recomendaciones



Gracias a los resultados obtenidos en la investigacion presentada se lograron realizar las

siguientes conclusiones para ambos métodos estudiados.

En el método espectrofotométrico se logrdé concluir que el cambio en la absorbancia es
proporcional a la actividad enzimatica, asi como que la utilizacién de nanoparticulas aumenta la

sensibilidad del ensayo.

En el método gravimétrico el aumento en la frecuencia es de oscilacion de la QCM es
proporcional a la actividad enzimatica. Ademas, la utilizacion de nanoparticulas de SiO, aumenta

el cambio en la masa sobre la superficie del cristal, mejorando asi la sensibilidad.

Al comparar la sensibilidad de los métodos propuestos con métodos tradicionales encontramos
que el método gravimétrico utilizando nanoparticulas da los mejores resultados, con un limite de

deteccion (LDD) 0.000001 Unidades de actividad enzimética (Tabla 5.1).

Tabla 5.1 Limite de deteccidon de métodos usuales para la determinacion de la actividad.

Método LDD, U
Método volumétrico con aceite de olive como sustrato [161] 10
Ensayo colorimétrico utilizando el método de jabdn de cobre [161] 10
Ensayo espectrofotométrico con p-nitrofenil laurato [161] 10
Método gravimétrico propuesto sin nanoparticulas 10°
Método gravimétrico propuesto con nanoparticulas 10°®
Método espectrofotométrico propuesto 10

El método espectrofotométrico propuesto ofrece un LDD similar al ensayo espectrofotométrico
con p-nitrofenil laurato pero este tiene la desventaja de utilizar un sustrato no especifico para la

lipasa.

Los métodos propuestos presentan la ventaja de ser mas rapidos que ensayos comunes pues la

medicién de la actividad enzimética se realiza en tiempo real conforme se lleva a cabo la
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reaccion enzimatica. En la mayor parte de los ensayos cominmente utilizados primeramente se
prepara la reaccion enzimética para después determinar la actividad a partir de los productos

formados, haciendo de estos métodos tardados y laboriosos.

Los métodos turbidimétricos son similares al método espectrofotométrico propuesto, sin
embargo, estos requieren de la utilizacion de emulsiones como sustrato las cuales pueden ser

inestables y dificiles de manejar.

La utilizacion de tiras prefabricadas hace que el método espectrofotométrico ademas de ser

rapido y sensible se pueda realizar a un bajo costo.

Existe un método gravimeétrico similar al propuesto en donde utilizan una microbalanza de cristal
de cuarzo con disipacion (QCM-D) para medir la degradacion de una capa de aceite de oliva.
Aunque este método es efectivo, la utilizacion de una QCM-D sube los costos de elaboracion del
ensayo, ademas de que al utilizar solo aceite de oliva como sustrato su sensibilidad no es mayor a

la lograda con el método gravimétrico experimentado en este trabajo.

Los métodos propuestos ofrecen una alternativa sencilla, sensible, rapida y facil de reproducir
para la determinacion de la actividad enziméatica de la lipasa, ademas de tener un costo
relativamente bajo en comparacion a metodos espectrofotométricos indirectos, de fluorescencia y

cromatograficos.

Se demostro la aplicacion eficaz de ambos métodos, permitiendo el uso futuro de los métodos en
ensayos de rutina. El avance en la investigacion de este tipo de métodos podré permitir utilizarlos
en diversos ensayos de actividad enzimatica, no solo con lipasa, asi como también con diversos

sustratos.
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1. INTRODUCTION

Lipases (EC 3.1.1.3 triacylglycerol acylhydrolase) are a
group of water soluble enzymes, which exhibit the ability of
acting at the interface between aqueous and organic phases.
They primarily catalyze the hydrolysis of ester bonds in wa-
ter insoluble lipid substrates. However, some lipases are also
able to catalyze the processes of esterification, interesterifi-
cation, transesterification, acidolysis, aminolysis and may
show enantioselective properties [1]. The unique features
and biotechnological potential of lipases have lead to their
use in food, detergent, pharmaceutical, leather, textile, cos-
metic, and paper industries [2, 3]. Efficient, energy-saving,
and environmental friendly biodiesel production by lipase
catalyzed transesterification was recently suggested as a
promising alternative to the conventional chemical catalysis

[4].

Lipases are of plant, animal, and microbial origin, but
only bacterial and fungal lipases such as: Candida antarctica
(Novozym 435), Candida Rugosa (Lipase AY), Pseudo-
monas cepacia (Lipase PS), Pseudomonas fluorescens (Li-
pase AK), Pseudomonas aeruginosa, and Thermomyces
lanuginose (Lipozime TL), among others are produced at
industrial scale [5]. The catalytic properties and potential
applications of Bacillus lipases are extensively reviewed by
Guncheva & Zhiryakova [6]. Among the available lipase
producing microorganisms, filamentous fungi belonging to
various species of genera Aspergillus [7, 8], Rhizopus [9, 10]
Penicillium [11-13], and Trichoderma [14, 15] have been
described as potentially the most useful for industrial pur-
poses lipases producers. A review on microbial lipases pro-
duction with emphasis on lipases engineering and use of
mathematical models for process improvement and control is
provided by Treichel ez al. [16].
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The growing industrial demand for lipases has lead to the
identification of new and prospective highly lipase produc-
tive microbial strains together with rational enzyme proper-
ties design to achieve high levels of activity and substrate
specificity, and has generated a great interest in applying
rapid, reliable, specific, selective, and sensitive analytical
methods for lipases activity evaluation. Most of these are
comprehensively reviewed by Jensen, 1983 [17], Thomson et
al., 1999 [18], Beisson ef al., 2000 [19], Gupta et al., 2003
[20], Starodoub, 2006 [21], and Hasan, 2009 [1]. The current
review provides recent information on the achievements and
the emerging strategies for lipases activity quantification,
involving volumetry, spectrometry, radioactive assays, im-
munoassays, conductimetry, chromatography, and biosen-
sors. The principle, the advantages, and the deficiencies of
each of these methods are addressed in detail.

2. METHODS FOR LIPASES ACTIVITY DETERMI-
NATION

2.1. Volumetry

The method is based on the titrimetric determination of
the free fatty acids released from triacylglycerols by lipase
catalyzed hydrolysis. The techniques applied involve sample
incubation and end-point alkaline titration of the liberated
acids or continuous titration of the generated products in a
pH-stat titrator. Results are dependent on lipase activity. The
commonly used titrant is NaOH. The end-point method has
been known since 1932 when it was applied for serum lipase
activity evaluation, using phenolphtalein as indicator [22].
However, the 24 h incubation time at 40°C, as well as the
rapid separation of the substrate emulsion/enzyme solution
mixture limited its experimental utilization and lead to its
modification aiming the reduction of the incubation time and
experimental conditions optimization [23]. Ideal substrates
are the long-chain triacylglycerols triolein and olive oil [24,
25]. Triolein is a highly specific lipase substrate; neverthe-
less, the high content of triolein in olive oil and its lower cost

© 2012 Bentham Science Publishers
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makes it most suitable in lipase activity assays. Another
commonly used substrate is tributyrin; it is not as specific as
triolein, but exhibits the property of forming aqueous disper-
sions in the absence of emulsifiers [26]. Butyric acid and
sodium butyrate released are water soluble, in contrast to
triolein, olive oil, and the products of their lipolysis. The
long-chain triacylglycerols need to be emulsified, typically
using gum arabic or various detergents. The substrate used in
the recommended European Pharmacopeia standard lipase
activity assay is olive oil, in a gum arabic stabilized emul-
sion. It has been demonstrated that the increased oil/water
interface leads to an increase in the enzymatic hydrolysis rate
[27]. The complete titration of the oleic acid released is
achieved at pH 9, because of its high pK, value, but butyric
acid could be titrated at pH 6.

Despite of its deficiencies: long analysis time (2 determi-
nations/h), low sensitivity (1 umol mL™), tedious measure-
ments, and errors due to incomplete titration, the titrimetric
method for lipases activity determination remains in use as a
reference method.

2.2. Spectrometric Methods
2.2.1. Colorimetry

Colorimetric assays as the titrimetric ones are based on
the quantification of the lipolysis products. The released free
fatty acids are converted in a blue color soap of cupric com-
plexes of the fatty acids. The colored end products are ex-
tracted into an organic solvent and evaluated by spectropho-
tometric measurements [28, 29]. The numerous attempts
made to improve the method resulted in reduction of the
analysis time (4 determinations/h) by shortening the incuba-
tion period and by eliminating the phase transfer steps [30-
36]. Sensitivity increase was achieved by selecting appropri-
ate color developing reagents and suitable organic solvents
[35-37]. The method is specific for fatty acids and more sen-
sitive in comparison to titrimetric method. Redding [38] for
instance performed lipase activity determinations in the
range 0.02-0.4 nmol mL™". The drawbacks of the method are
related to the use of toxic organic solvents.

2.2.2. Visible Spectrophotometry

The spectrophotometric methods for lipase activity de-
termination make use of synthetic lipase substrates trans-
formed upon enzyme catalyzed hydrolysis into products able
to be detected spectrophotemetrically. The predominant sub-
strates are p-nitrophenyl and naphthyl esters of the long
chain fatty acids, and thioesters.

The lipolysis of the p-nitrophenyl esters (laurates, palmi-
tates, oleates) gives rise to the yellow colored p-nitrophenol,
measured at 405-410 nm [39-51]. The deficiency of the
method is related to the pH dependence of the p-nitrophenol
absorption coefficient and the total absence of absorption at
acidic pH values. In addition, p-nitrophenol esters could un-
dergo a non-enzymatic hydrolysis [19].

The cleavage of the naphthyl esters (naphthylcaprylate,
naphthylacetate, naphthylpropionate) yields naphthol, in
which the red colored complex with diazonuim salts is moni-
tored at 560 nm [52-55].

Thioesters produce thiols which are coupled with the
Ellman’s reagent (5, 5’dithiobis 2-nitro benzoate, DTNB) to
obtain yellow colored TNB anions, evaluated at 412 nm [56-
58]. These processes have been employed for the develop-
ment of rapid and sensitive (40-1600 mU mL'l) lipase assay
kits [59, 60], using dimercaptopropanol tributyrate (BALB)
as a substrate.

Another lipase assay kit, based on the method developed
by Panteghini [61] is proposed by Randox [62]. The lipase
substrate used is the resorufin ester 1, 2-o-dilauryl-rac-
glycero-3-glutaric  acid-(6-methylresorufin)  transformed
upon enzymatic hydrolysis into methyl resorufin, which is
quantified at 570 nm. The sensitivity achieved is 4 mU mL"™.
However, as established by Beisson [19], the hydrolytic ac-
tivity measured in a plant homogenate with the resorufin
ester could not be attributed to a true lipase activity. In addi-
tion, resorufin ester is poorly hydrolyzed by many lipases
[19].

A common drawback of the mentioned spectrophotomet-
ric methods is the low substrate specificity of the enzyme
towards the synthetic substrate analogues.

Alternative methods are based on the spectrophotometric
quantification of the glycerol formed as a result of the tria-
cylglycerols lipolysis, according to the following scheme:
acylglycerol cleavage; periodic glycerol oxidation to formal-
dehyde; formaldehyde conversion with chromotropic acid to
a violet chromophore which is then spectrophotometrically
quantitated [63].

Other assays [64, 65] make use of a series of coupled en-
zyme reactions to convert the released glycerol and forma-
tion of a quinoneimine dye monitored at 545 nm. Such a test
assay kit was developed by Sigma [66].

In BioVision’s Lipase Assay Kit [67] glycerol is quanti-
fied enzymatically by monitoring a linked change in the Oxi-
Red probe absorbance (A=570nm). Lipase activity is detected
at levels as low as 0.02 mU per well.

The spectrophotometric methods allow performing 4 de-
terminations/h, but their number could be increased up to 16-
96 determinations/h using automated systems and multi cu-
vettes holders or 96-well microplate readers.

2.2.3. IR Spectrophotometry

The method is based on the analysis of the Fourier Trans-
form Infrared spectrum monitoring lipases catalyzed hy-
drolysis of triacylglycerols [68, 69]. Fatty acid esters and
free fatty acids can be evaluated on the basis of their molar
absorption coefficients and Beer’s law. Because of the pH
dependence of the carbonyl absorption frequency of the free
fatty acids, lipolytic activity should be quantified preferen-
tially using the specific carbonyl ester absorption frequency
at 1730-1750 cm™ [70]. Attenuated Total Reflectance Fou-
rier Transform Infrared Spectroscopy (ATR-FTIR) was ap-
plied for monitoring lipase activity on surface-attached sub-
strate films [70].

2.2.4. Fluorometry

Fluorometry is a sensitive analytical technique allowing
continuous monitoring of enzyme activity. The numerous
fluorometric methods for lipase activity determination could
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be classified as methods using chromogenic substrates, and
methods based on the quantification of the fatty acids re-
leased after their conversion into chromogenic products.

A variety of fatty acid esters derived form parinaric acid
[71-74], coumarin (umbelliferone) [75-79], pyrenic com-
pounds [80-83], resorufin [884], fluoresceine [85], etc. are
used as chromogenic substrates.

Parinaric acid is a naturally occurring chromophore, pro-
viding fluorescence at 432 nm with an excitation wavelength
at 320 nm. It was successfully applied to pancreatic lipase
activity measurement with a limit of detection of 0.1 ng at
pH 8. Significant increase of the free parinaric acid fluores-
cence was observed in the presence of detergents [19]. A
drawback of the assay is parinaric acid oxidation by the at-
mospheric oxygen [19].

Numerous coumarin fatty acid esters were synthesized
and tested as chromogenic lipase substrates [79, 86]. The
sensitivity reached is 0.1-5 nmol [78]. However, these sub-
strates undergo spontaneous hydrolysis (at pH = 8.8).

When using pyrenic acylglycerol derivatives, the free
fatty acids released upon lipase catalyzed hydrolysis cause a
shift in the peak fluorescence intensity. Peak intensity in-
crease with time is correlated to lipase activity. According to
the procedure developed by Marker Gene Technologies, li-
pase activity measurement could be performed using the
fluorescent substrate 1, 2-dioleoyl-3-(pyren-1-yl) decanoyl-
rac-glycerol. Its cleavage gives the fluorescent fatty acid
pyrenedecanoic acid [87]. Nevertheless, the pyrenic acyl-
glycerol derivatives are also poorly hydrolyzed by lipases
[74, 82].

Another lipase assay kit offered by Marker Gene Tech-
nologies is based on the use of the long wavelength fluores-
cent substrate resorufin oleate. The release of resorufin upon
cleavage is quantified by fluorometry [88].

Another method based upon lipase catalyzed hydrolysis
involves conversion of free fatty acids into chromogenic
products using rhodamine B and measuring the emitted fluo-
rescence at 535 nm with an excitation wavelength at 485 nm
[89-91]. The method is rapid, could be automated, and al-
lows the simultaneous determination of a large number of
samples using various substrates.

2.2.5. Turbidimetry and Nephelometry

Turbidimetry is a method for determining the concentra-
tion of a substance in a solution by measuring the change of
intensity of light in the direction of propagation of the inci-
dent beam, with reference to a standard solution. Lipase ac-
tivity quantification is performed monitoring the decrease
with time in the absorbance of a triacylglycerol emulsion,
due to its de-emulsification with free fatty acids release [92-
99]. The turbidimetric method of Neumann [93, 94] was
marketed by Boehringer-Mannheim.

Another technique involved the use of Tweens as sub-
strates with activity determined by increase in absorbance
due to precipitation of the lipolysis products as calcium salts
[100, 101]. The later method is 36 times more sensitive than
the titrimetric assay with Tween 20, and 4 times more sensi-
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tive than the spectrophotometric assay with p-nitrophenyl
palmitate [20]. Nevertheless, Tweens are not specific lipase
substrates.

Nephelometry involves measurement of the intensity of
the scattered light. The nephelometric determination of li-
pase activity could be performed within 2-4 min [100-102].

In general, turbidimetry and nephelometry are very con-
venient methods for the fast evaluation of the lipase activity.
The arising problems and some solutions have been re-
viewed by Tietz [98].

2.3. Radioactive Assays

The two main techniques applied involve: (i) use of la-
beled lipase substrates and quantification of the liberated
products, and (ii) use of unlabeled substrates and determina-
tion of the free fatty acids labeled once released.

The radioactive substrates commonly used are oleoyl-
glycerols labeled with '“C or °H, as well as iodine-131-
labeled triglyceride analogues [103-106]. The detectable
quantity of the product was found to be of the order of
nanograms [17].

Fatty acids labeling is performed by employing *Ni
[107].

Radioactive assays are specific and sensitive analytical
methods. However, they do not allow continuous monitoring
and are time-consuming, because of the implicated extrac-
tion steps to remove the fatty acids. In addition, they make
use of radioactive substances.

2.4. Immunoassays

Immunoassays are known as highly specific and sensitive
techniques for lipases activity determination. These methods
are of primarily importance for clinical diagnostics and are
applied for lipases quantification in serum and plasma, tis-
sues and cell cultures lysates, and duodenum [108-122]. A
number of ELISA-based clinical test kits have been devel-
oped, and are useful in the range up to 500 ng mL™ lipase
[123-129]. These techniques are not suitable for the evalua-
tion of the activity of lipases originated from various
sources, because they require the selection of a wide range of
specific antibodies. In addition, the enzyme could form ag-
gregates [130], which limits the accuracy of the immu-
nological assays.

2.5. Conductimetry

Conductimetric evaluation of lipase activity is based on
the measurement of the variation of the solution conductance
due to electrical charge concentration change as a result of
the release of free fatty acids. Reliable results were obtained
using triacetin [131-133]. Triacetin is a suitable substrate due
to its water solubility. The limiting equivalent conductivity
of the liberated acetate anions is higher in comparison with
that of the long-chain fatty acids, increasing the sensitivity of
the determinations. The drawback of the technique is that
triacetin is not a specific lipase substrate and conductimetric
measurements suffer from high temperature dependence.
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2.6. Chromatography

Chromatography is a powerful technique, well suited for
testing complex matrices. The related methods currently ap-
plied for measuring lipids and released upon lipolysis free
fatty acids are: thin layer chromatography, gas chromatogra-
phy, and high performance liquid chromatography (HPLC).

The present state of lipid analysis by thin layer chroma-
tography was recently reviewed by Fuchs et al. [134]. The
method is sensitive and allows detecting picomols of fatty
acids [135].

Simple and rapid gas chromatographic methods for lipase
activity determination using tributyrin as substrate are de-
scribed by Kulkarni and Li [136]. The techniques involve
straightforward treatment procedures, short incubation pe-
riod, and only 6 min analysis time after enzyme reaction.

HPLC methods for monitoring lipase reactions were de-
signed by Ergan and André [137]. Direct HPLC monitoring
of lipase activity in reverse micellar media were performed
by Mingarro et al. [138].

A novel in vitro lipase assay which overcomes the sub-
strate and pH limitations of conventional techniques was
developed by Hao et al. [139]. It is based on the quantitation
of fatty acids by liquid chromatography-mass spectrometry
Oleic acids enzymatically released from triolein substrates
were isolated from the reaction mixture by reverse-phase
chromatography, ionized in negative mode electrospray mass
spectrometry and quantitated with the aid of C"-oleic acid
internal standard. The enzymatic activity was measured by
monitoring oleic acid productions at multiple time points.
Nevertheless, chromatographic determinations remain ex-
pensive and time consuming. In addition, they require expe-
rienced personnel and sophisticated laboratory equipment.

2.7. Biosensors Based Methods

The biosensors, according to the IUPAC definition, are
“devices that use specific biochemical reactions mediated by
isolated enzymes, immunosystems, tissues, organelles or
whole cells to detect chemical compounds usually by electri-
cal, thermal or optical signals” [140]. Various biosensors
were developed for lipases substrates and lipolysis products
determination, using immobilized enzymes. They are com-
prehensively reviewed by Starodub, 2006 [21]. The novel
biosensors for triglycerides determination recently designed
include: (i) amperometric biosensors, constructed by co-
immobilization of lipase, glycerol kinase, and glycerol-3-
phosphate oxidase onto various supports: cellulose acetate
[141], PVC [142], polyvinyl alcohol [143], egg shell [144],
or chitosan and zinc oxide nanoparticles composite film
[145] deposited on the surface of a Pt electrode. In all cases
the amperometric response is the current of H,O, oxidation;
(ii) impedimetric biosensor using as a support for lipase im-
mobilization an electrophoretically deposited polyaniline
nanotubes (PANI-NT) film onto indium-tin-oxide coated
glass surface. Fatty acid molecules produced during triglyc-
eride hydrolysis provoked a change in charge transfer resis-
tance of PANI-NT film depending on triglyceride concentra-
tion [146]; (iii) potentiometric and micromechanical biosen-
sors, based respectively on electrolyte-insulator-semi-

conductor capacitor, and a polysilicon microcantilever [147];
and (iv) enzyme field effect transistor, based on lipases im-
mobilized via magnetic nickelferrite nanoparticles [148].
Nevertheless, only few biosensors were applied to lipase
activity determination. Such a sensor is the capacitive one
with a sandwich-like structure: Au/S(CH,);7CHj;/substrate/
electrolyte [149]. Enzyme activity is quantified by monitor-
ing the rate of desorption of the lipolysis products. Desorp-
tion is evaluated measuring the increase of the electrode ca-
pacitance. An amperometric biosensor for lipase activity
evaluation was suggested by Rejeb et al. [150]. It involves
glycerol dehydrogenase/NADHoxidase immobilized on the
surface of a Prussian Blue modified screen printed electrode.
The principle of the determination is based on the following
reactions:

triacylglycerols + 3H,O ﬂ) glycerol + 3 fatty acids

glyceroldehydrogenase

glycerol + NAD" dihydroxya-
cetone + NADH + H"

NADHoxidase

NADH+H'+ 0, NAD" + H,0,

The analytical signal is the current of H,O, oxidation, de-
termined using Prussian Blue as a mediator, and proportional
to the glycerol concentration, that is dependent on the lipase
activity. The measurements are performed at low electrode
potential, thus avoiding interferences. The sensitivity of the
analysis is inferior to that achieved by gas chromatography,
but sufficient for determination of triacylglycerols levels in
biological sera and food preparations.

A very convenient method for lipase activity determina-
tion was recently developed by QSENSE, using quartz crys-
tal microbalance with dissipation (QCM-D) [151]. Triolein,
used as lipase substrate, was deposited onto the surface of
the gold electrode of the QCM-D. The enzyme degradation
of the triolein film was continuously monitored measuring
the changes in frequency and dissipation and was correlated
to lipase activity.

Biosensors are considered as promising analytical tools,
because of the rapidity and sensitivity of the determinations,
and the low cost of the equipment.

2.8. Other Methods

A chemiluminescence method, allowing the completion
of a single assay within 5 min, and displaying a sensitivity
and a repeatability superior to those of the titration method
was suggested by Arima et al. [152]. It uses the lauric acid
ester of 2-(4-hydroxyphenyl)-4,5-diphenylimidazole (HDI-
laurate) as a proenhancer substrate, and is based on the
chemiluminescence reaction of luminol-horseradish peroxi-
dase-hydrogen peroxide with HDI, which is liberated from
the substrate by enzymatic hydrolysis. The method was ap-
plied to the determination of lipase activity in pharmaceuti-
cal preparations.

A novel technique for differential activity-based gel elec-
trophoresis of lipolytic enzymes, combined with fluores-
cence imaging, and identification of the tagged proteins by
MS/MS was developed by Morak ef al. [153]. The study
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represents the first application of this technology for com-
parative analysis of lipases and esterases.

In this group are also included the methods designed for
lipase activity detection and lipolysis kinetics investigation,
rather than for quantifying lipase activity. These involve:
numerous plate assays [91, 154, 155], surface tension meas-
urements [156, 157], electron microscopy [158, 159], atomic
force microscopy [160, 161], and nucleic magnetic reso-
nance [162] based methods.

3. CONCLUSION

In this work are discussed the basic principles, the advan-
tages, and the deficiencies of the numerous established and
emerging methods for lipase activity determination. Taking
into consideration that none of them fulfills totally the ana-
lytical requirements, the method of choice should be selected
based upon the purpose of the analysis, the available labora-
tory equipment, and qualified personnel. Current efforts are
devoted to rapidity, sensitivity, and selectivity improve-
ments.
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The main use of lipases (triacylglycerol acylhydrolases, EC 3.1.1.3) is
the hydrolysis of triglycerides to fatty acids and glycerol [1]. This has
caused them to become valuable catalysts in various industrial
applications such as additives in the formulation of detergents, in the
food industry for the elaboration of dietary products with low fat and
cholesterol, in the paper industry in order to remove the wax from
the paper pulp, in the pharmaceutical industry in the production of
L bioactive molecules as well as in chemical synthesis processes for

obtaining optically pure compounds, modification of fats and other
lipids by hydrolysis and esterification [2].

The identification of new sources of lipases with unique patterns of
selectivity for each reaction remains a strategic objective of the
studies of lipase [3). Thus, with the discovery of new enzymes or
changes in the properties of enzymes, there is an overriding interest
in the development of screening tools that can be used to find the
best performance based of a specific property [4], as is the enzyme
activity.

Several tests to determine the activity of the lipase have been
published, among them, the spectrophotometric methods one of the
most commonly used. Para- mtrophenyl pa!rnitate (p-NPP) is often
used as substrate for the enzy yzed hydrolysis. The analytical
signal measured is the absorbance of para-nitrophenol (p-MP)
released by the reaction [S-7]. Depending on the applications,
emulsions of soybean oil and olive oil as substrates have been used
for visible spectrophotometric assays; the released fatty acids are
dissolved inisooctane, and are quantified using a spectrophotometer
at 715 nm [8-9]. The principal disadvantage of these methods is that
they are time consuming, and need special laboratory
instrumentation. It this work is presented a nanostructured sensor
for rapid sensor lipase activity determination, based on the lipases
catalyzed degradation of olive oil.

———
Experimental

| protocol involves:

)\

The experi

ls Sensor fabrication by coating a transparent plastic strip with a layer
of olive oil covered with carbon nanoparticles used for signal
amplification.

2. |mmersion of the strip into a photometric cell containing a
phosphate buffer solution pH 7.

3s Background absorbance measurement at 720 nm.

4s  Lipase solution addition to the spectrophotometric cell.

S5e  Measurement of the absorbance change due to lipase catalyzed oil
degradation, accompanied by nanoparticles release.

Ba Lipase activity determination evaluating the slope of the curve
absorbance vs. time.

The sensor was fabricated spreading uniformly a drop of olive oil onto a
plastic strip and dispersing carbon nanoparticles. In order to confirm
the adhesion of the particles onto the olive oil layer, the strip was put
into the cell with distilled water, and the absorbance was measured. If
the particles are correctly added, the absorbance must notvary.
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At first the influence of the dispersion of the nanoparticles onto the
test strip has been studied. Initially, a mixture of olive oil and carbon
nanoparticles was prepared with 15 minutes sonication.
Subsequently a portion of the mixture was spread onto the test strip.
The results of these experiments are shown in Figure.01.
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Figure 01. Absorbance versus time. Mixture of olive oil and carbon
nanoparticles stirred by sonic agitation.

Absorbance varied as a function of the amount of the deposited
nanoparticles in each strip. The enzyme activity was evaluated
calculating the slope of the line in the first minutes of the reaction.
The results were 0.059, 0.055, 0.04 (U/min) for tests 1, 2 and 3
respectively. In the search for reproducible dispersion, olive oil was
spread onto the strip, and then carbon nanoparticles were added
through a mesh, with the purpose of obtaining an uniform
distribution,
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Figure 02. Absorbance versus time. Particles added using a mesh.

The use of the mesh produced a very uniform dispersion of the
particles; as shown in Fig. 02, the absorbance ranges were closer in
the tests 2, 3 and 4. The calculated lipase activities were 0.039, 0.009,
0.03, 0.044 (U/min) for test 4,5, 6 and 7 respectively. At this point, the
experiments were performed at room temperature. The influence of
the temperature was also studied and tests were performed at 25, 30
and35°C.
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Figure 03. Al

The higher reaction rate was observed at 25°C. Reaction rates at 30°C
and 35°C were lower and did not differ considerably, as shown in
Figure 03. Determined activities were 0.05, 0.02, 0.04 (U/min) for test
8,9 and 10 respectively; consistent with data presented in Figure.03:
the enzyme activity at a temperature of 25°C is higher than in the

h tests at other temﬁratures.
Conclusion

Although further work is needed in the homogeneous dispersion of
the nanoparticles and the distribution of olive oil in the test strips, the
work introduced here proves that the suggested sensor can be used
to determine the enzymatic activity of lipases in a fast and simple
way, the measurement of the activity remaining of paramount
importance in different applications in bioengineering.
—
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Introduction

Enzyme that catalyze the cleavage of C-O, C-N, C-C and other
bonds by reactions involving the addition or removal of
water[1].

The natural rule of most hydrolases is digestive to break down
nutrients into smaller units[2]. Two of the most important
hydrolases are lipases and trypsin due ther important role into
the digestive system.

The main use of lipases (triacylglycerol acylhydrolases, EC
3.1.1.3) is the hydrolysis of triglycerides to fatty acids and
glycerol [3]. This has caused them to become valuable
catalysts in various industrial applications such in the
formulation of detergents, in the food industry, paper industry
pharmaceutical industry, modifying fats and other lipids by
hydrolysis and esterification [4].

Trypsin (EC 3.4.21.4) is an enzyme of the class of the serine
proteases, found in the human digestive system. It is produce
by the pancreas as trypsinogen (inactive enzyme) and is then
activated in the doudenum by the intestinal enterokinase to
trypsin (active enzyme) bye proteolytic cleavege. It seems to
be the most sensitive test for diagnosis of acute
pancreatitis[5].

Nanoparticles as an efficient signal amplifier were deposited
onto the surface of a quartz crystal microbalance (QCM)
together with the enzyme substrate to create a simple
biosensing platform for the sensitive hydrolases activity
determination. The suggested approach was successfully
applied for the determination of the activity of the enzymes
lipase and trypsin, respectively.

Experimental

Enzyme activity U and QCM frequency change with time,
recorded applying the approach subject of the present work,
were correlated using the following equation:

_ 1 Af A Anyp
v= (m&*a At

The experimental procedure for each kind of enzyme studied
is presented below:

1. On the electrode surface of the quartz crystal microbalance
is placed 10pL of substrate and let it dried.

2. Once the substrate is bonded, is placed into the measuring
cell of the microbalance and add 180uL of buffer solution
(PBS 0.1 M, pH 8).

3. The equipment is stabilized by 3 minutes and add 20pL of
enzyme solution.

The substrates employed were gelatin/Ag nanoparticles and
olive 0il/SiO2 nanoparticles for trypsin and lipase assays
respectively

Principle of the method

1. Substrate thin-film specific degradation by enzymes.

2. Film degradation monitoring using QCM.

3. Signal amplification due to the incorporation of
nanoparticles into the substrate film.

Result and discussion

The loss of mass on the surface of the microbalance affects its
frequency of vibration, this being a direct measure of the mass
and loss of enzyme activity.

The results and discussion for each kind of enzyme studied is
presented below:

Trypsin

Frequency augmentation dependence on protease activity was
investigated under various experimental conditions, QCM
sensor response to proteolytic digestion for different trypsin
concentrations.
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Figure 01. Calibration curve for trypsin determination. PBS 0.1 M pH 8, 500 rpm, 26°C

Lipase

With the purpose of amplifying the frequency augmentation of
the tests it was decided to use nanoparticles of silicon dioxide
(Si02, 99.8%, 10-20 nm, surface modified, super-hydrophobic
and oleophilic) integrated into the substrate. Enzyme activity
was determined for different concentrations, achieving the
following calibration curve.
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Figure 02. Calibration curve for quantifying the lipase activity (0.1
M PBS, pH 8; 25°C; olive oil / SiO2 nanoparticles)

Figure 03. Ag Nanoparticles

Figure 04. QCM

Figure 06. Signal registration
Figure 06. Enzyme solution addition equipment

(" Conclusion )

k routine assays . J

In this work a sample nanoparticles modified QCM based
sensor is reported allowing the rapid hydrolase activity
determination. The effective application is demonstrated for
both kind of enzyme, admitting the future use of the method in
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