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RESUMEN 

Las proteínas y lípidos son los principales macronutrientes que constituyen el alimento de peces 

marinos, sin embargo, su adecuada utilización y aprovechamiento como nutrientes depende de 

la presencia y la adecuada cantidad de enzimas digestivas. La tripsina y lipasa pancreática 

promueven la digestión de dichos nutrientes al ser vertidas en el intestino anterior, y dado que 

en muchos peces el páncreas es un tejido distribuido de manera difusa, la caracterización y 

cuantificación de estas enzimas no es común. Sin embargo, su presencia y actividad varía 

dependiendo de la especie, la edad y los hábitos alimenticios, entre otros factores. Debido a que 

los sciánidos son peces marinos bien representados en el Golfo de California, el objetivo del 

presente trabajo fue caracterizar parcialmente y comparar la actividad enzimática de la lipasa y 

la tripsina en el tracto gastrointestinal de Cynoscion parvipinnis, C. othonopterus y C. xanthulus, 

con el fin de contribuir al conocimiento de su fisiología digestiva y las potenciales aplicaciones 

biotecnológicas de estas enzimas. Para ello, se confirmó la presencia de lipasas y tripsina 

mediante métodos zimográficos y se determinó su peso molecular mediante electroforesis. Para 

la lipasa se estimaron pesos moleculares de 65.8 y 69.5 kDa para C. othonopterus y C. xanthulus, 

respectivamente. En C. parvipinnis se evidenciaron dos bandas de lipasas de 61.5 y 36.0 kDa. 

En las tres especies se observó mayor actividad de lipasa en el intestino anterior, seguida de 

ciegos pilóricos. La tripsina de C. othonopterus presentó un peso molecular de 24.4 kDa, una 

temperatura óptima de actividad en un rango entre 55 y 65°C y un pH óptimo entre 8.0 y 9.0. 

En C. parvipinnis la tripsina exhibió un peso molecular de 23.6 kDa, con una temperatura y pH 

óptimos de 65°C y 7.0-8.0, respectivamente. El peso molecular de la tripsina de C. xanthulus 

fue de 23.7 kDa, presentó una temperatura óptima de actividad de 65°C y un pH óptimo de 8.0. 

Las características bioquímicas observadas en las lipasas y la tripsina de las tres especies de 

sciánidos en este estudio son similares a las reportadas para otras especies de peces marinos. La 

tripsina cumple con ciertos criterios que hacen de esta enzima una candidata interesante para 

algunas aplicaciones industriales, tales como la elaboración de detergentes y alimentos. 
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ABSTRACT 

Proteins and lipids are the main macronutrients in marine fish diets; however, their adequate 

utilization as nutrients will depend on the presence and proper amount of digestive enzymes. 

Trypsin and pancreatic lipase promote the digestion of these nutrients when they are secreted 

into the anterior intestine, but since the pancreas is a diffuse tissue in fish, the characterization 

and quantification of pancreatic enzymes is uncommon. However, the presence and activity of 

the enzymes vary according to species, age, and feeding habits, among other factors. Because 

some sciaenid species are quite important in the Gulf of California, the objective of this study 

was to partially characterize and compare the enzymatic activities of lipase and trypsin within 

the gastrointestinal tract of Cynoscion parvipinnis, C. othonopterus and C. xanthulus, to 

contribute to the knowledge of their digestive physiology and their potential biotechnological 

applications. The presence of lipase and trypsin was confirmed by zymography and the 

molecular weights of both enzymes were determined by electrophoresis. For lipase, molecular 

weights of 65.8 and 69.5 kDa were determined for C. othonopterus and C. xanthulus, 

respectively. For C. parvipinnis two lipases of 61.5 and 36.0 kDa were determined. In all three 

species, anterior intestine showed the largest lipase activity, followed by pyloric caeca. 

Molecular weight of C. othonopterus trypsin was 24.4 kDa, it showed an optimum temperature 

for activity in the range of 55 to 65°C, and an optimum pH between 8.0 and 9.0. In C. parvipinnis 

trypsin had a molecular weight of 23.6 kDa, an optimum temperature for activity of 65°C and 

an optimum pH between 7.0 and 8.0. Trypsin of C. xathulus was 23.7 kDa, its optimum 

temperature of activity was 65°C, and it had an optimum pH of 8.0. Biochemical characteristics 

observed in lipase and trypsin of these three sciaenids were quite similar to those of other marine 

species. Trypsin meets certain criteria that make it an interesting candidate for some industrial 

applications, such as the production of detergents and in the food industry. 
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INTRODUCCIÓN 

Las proteínas y lípidos son macronutrientes presentes en los alimentos que cumplen numerosas 

funciones de vital importancia en los organismos. Por ejemplo, las proteínas desempeñan una 

función estructural en el citoesqueleto, que mantiene la forma e integridad de las células; de 

transporte, como en la hemoglobina, que transporta oxígeno de la sangre al resto del organismo; 

de defensa, como los anticuerpos o inmunoglobulinas que defienden contra patógenos; de 

catálisis, como las enzimas que catalizan reacciones químicas que generan energía, sintetizan 

y/o degradan biomoléculas; como reguladores mediante hormonas como la insulina, que regula 

los niveles de glucosa en sangre. Adicionalmente, también presentan una función contráctil, 

como la actina y la miosina que constituyen las miofibrillas responsables de la contracción 

muscular (Kennelly y Rodwell, 2010). Por su parte, los lípidos son una importante fuente de 

reserva de energía; se almacenan en el tejido adiposo del organismo y se oxidan cuando es 

necesario para producir energía. También cumplen funciones de transporte, pues son 

constituyentes de las lipoproteínas que son el medio para transportar lípidos en la sangre, y 

también presentan una función estructural al formar parte de las membranas celulares o 

constituyendo la estructura básica de algunas hormonas y sales biliares (Botham y Mayes, 

2010). 

Las proteínas y lípidos se encuentran presentes en el alimento de peces marinos, siendo 

requeridos para lograr un óptimo desempeño biológico; sin embargo, su adecuada utilización y 

aprovechamiento como nutrientes depende no sólo de la presencia sino también de la adecuada 

concentración de enzimas digestivas (Langeland et al., 2013). Las enzimas digestivas son 

también proteínas cuya función es hidrolizar los nutrientes consumidos en el alimento para 

convertirlos en moléculas más sencillas que puedan ser fácilmente absorbidas a través de la 

pared intestinal (Osorio, 2001). En los peces existe una gran variedad de enzimas que participan 

en la digestión del alimento a lo largo del tracto gastrointestinal. Son producidas en tejidos como 

el intestino, páncreas, estómago, hígado y ciegos pilóricos (Islam et al., 2008). Existen diversas 

proteasas y lipasas, estas últimas hidrolizan triacilgliceroles a glicerol y ácidos grasos libres, 

mientras que las proteasas hidrolizan proteínas en péptidos pequeños o aminoácidos para que 

puedan ser asimilados a través de la pared intestinal. Estos dos tipos de enzimas pertenecen a la 

familia de las αβ-hidrolasas, al igual que las esterasas, deshalogenasas y peroxidasas, que 
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presentan características estructurales similares como lo es el sitio activo, el cual consiste de 

una tríada catalítica altamente conservada: un residuo nucleofílico que puede ser de serina, 

cisteína o ácido aspártico, un residuo ácido catalítico, ya sea ácido aspártico o glutámico, y un 

residuo de histidina (Nardini y Dijkstra, 1999). 

El tracto digestivo de peces es un subproducto de las pesquerías y de la acuacultura, y 

representa aproximadamente el 20% de la biomasa corporal de un pez. De acuerdo a algunas 

investigaciones, este subproducto podría presentar un amplio potencial biotecnológico como 

fuente de enzimas digestivas para uso industrial (Bougatef et al, 2009), especialmente las 

proteasas digestivas, que tienen alta actividad biológica en un amplio rango de temperatura 

(Simpson y Haard, 1987; Martínez y Serra, 1989; Gildberg, 1992; Cancre et al., 1999). La 

familia Sciaenidae se encuentra entre las familias de peces de gran importancia económica a 

nivel mundial, son mejor conocidos como curvinas o roncadores debido a los sonidos que 

producen con la vejiga natatoria generalmente durante el cortejo de reproducción y desove 

(Lagárdere y Mariani, 2006). Estos organismos habitan en regiones templadas y tropicales de 

todo el mundo (Jiménez et al., 2005), son carnívoros, y se caracterizan por tener un cuerpo 

alargado y comprimido. Adicionalmente su pesquería y cultivo son de gran importancia debido 

a que presentan elevadas tasas de crecimiento en todas las etapas de su desarrollo, buenos índices 

de conversión de alimento y gran aceptación por parte de los consumidores debido a la excelente 

calidad de su carne (Cárdenas, 2012). Algunos miembros de esta familia se localizan en el Golfo 

de California, por ejemplo, Cynoscion othonopterus que es comúnmente conocida como curvina 

golfina, Cynoscion parvipinnis, cuyo nombre común es curvina de aleta corta, y Cynoscion 

xanthulus, conocida como curvina de aleta amarilla. Estas son las tres especies de interés del 

presente estudio debido a que son importantes en las pesquerías regionales. De hecho, la curvina 

golfina actualmente constituye la pesquería más importante en la región debido a que es la única 

especie con permiso de explotación decretado por el Gobierno de México (Diario Oficial de la 

Federación, 2015). Su pesquería genera importantes ingresos económicos derivados de su venta, 

y empleos durante la temporada de pesca (Campoy, 1999; Rodríguez y Bracamonte, 2008; 

Ruelas-Peña et al., 2013). No obstante, en nuestro país el procesamiento de productos pesqueros 

genera residuos o subproductos que hasta el momento no son explotados, por lo que no poseen 

valor comercial y generalmente son descargados directamente al mar sin ser tratados, causando 
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contaminación (Doode y Wong, 2001). Ello representa una problemática ambiental y 

económica, y se hace necesario buscar alternativas de usos para estos subproductos. 

Generalmente, las investigaciones relacionadas con enzimas digestivas de peces están 

enfocadas en el estudio de proteasas, y en menor medida, a lipasas. Sin embargo, existe aún 

mucho por descubrir respecto a las diferentes características fisicoquímicas, propiedades y 

modo de acción de las enzimas digestivas de peces. Por ejemplo, se desconocen los pesos 

moleculares, pH y temperatura óptima para su actividad, entre otras características. El conocer 

las propiedades de biocatálisis de las enzimas digestivas de estos organismos es importante, ya 

que el caracterizarlas y cuantificarlas pudiera permitir el ser utilizadas en aplicaciones 

biotecnológicas como en la industria de alimentos y otros procesos químicos (Osorio et al., 

2001). Lo anterior pudiera representar un excelente destino y utilización de los subproductos de 

la pesca y la acuacultura, y resulta interesante mencionar el hecho de que la industria de enzimas 

a nivel mundial tiene un valor estimado de un billón de dólares y el 75% corresponde a enzimas 

hidrolíticas. Las proteasas representan uno de los tres grupos de enzimas industriales, ocupando 

el 60% del mercado, y específicamente la tripsina representa el 3% y las lipasas otro 3% del 

total de enzimas utilizadas (Gupta et al., 2002; Nadeem, et al., 2007). El presente estudio 

pretende generar información sobre algunas características bioquímicas de enzimas de interés 

que pudieran tener alguna aplicación biotecnológica. 
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I. ANTECEDENTES 

I.1. Enzimas digestivas 

Las enzimas digestivas son proteínas que hidrolizan nutrientes consumidos en el alimento para 

convertirlos en moléculas más sencillas y pequeñas, para que puedan ser absorbidas con mayor 

facilidad por el epitelio intestinal y ser transportadas hacia el torrente sanguíneo (Moyano-

López, 2006). Dos grandes grupos de enzimas digestivas son las lipasas y las proteasas. 

 

I.1.1. Lipasas 

Las lipasas (triacilgliceril acil hidrolasas, E.C. 3.1.1.3) son enzimas que catalizan la hidrólisis 

de lípidos con la liberación de ácidos grasos libres, diglicéridos, monoglicéridos y glicerol 

(Anobom et al., 2014). Son estables en solventes orgánicos, su especificidad de sustratos es 

amplia y, por lo general, muestran una alta regulación o estereo-selectividad en catálisis, 

características que hacen a las lipasas uno de los grupos de biocatalizadores más utilizados en 

procesos biotecnológicos (Hasan et al., 2006). Estas enzimas son utilizadas en la formulación 

de detergentes principalmente, así como también en la manufactura de cosméticos, productos 

farmacéuticos, industrias del cuero, textiles y papel, producción de biodiesel y biopolímeros, y 

en el pretratamiento de aguas residuales ricas en lípidos (Horchani et al., 2012). Algunos de los 

requisitos para la aplicación de lipasas en la industria de detergentes son el que las enzimas 

presenten una amplia especificidad de sustrato, actividad y estabilidad a temperaturas mayores 

a 40°C y pH alcalino, así como ser compatibles con los componentes del detergente, por 

ejemplo, ser compatibles con proteasas (Grbavcic et al., 2011). Las lipasas, al igual que las 

esterasas, proteasas, deshalogenasas, hidrolasas epóxidas, peroxidasas y proteasas, constituyen 

la familia de enzimas αβ-hidrolasas. El sitio activo de las αβ-hidrolasas consiste en una tríada 

catalítica altamente conservada, con un residuo nucleofílico, ya sea serina, cisteína o ácido 

aspártico, un residuo ácido catalítico que puede ser ácido aspártico o glutámico, y un residuo de 

histidina (Nardini y Dijkstra,1999; Bordes et al., 2011). Las lipasas se caracterizan porque 

generalmente el residuo nucleofílico es un residuo de serina (Jaeger et al., 1999) y son las únicas 

dentro de esta familia que poseen un ácido glutámico en la triada catalítica (Heikinheimo et al., 

1999). 
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Las lipasas más importantes son las lipasas pancreáticas, que junto con la colipasa 

pancreática y la bilis en mamíferos actúan en la luz del intestino para digerir triglicéridos, ésteres 

del colesterol y fosfolípidos, entre otros lípidos (Sebban-Kreuzer et al., 2003). En el estómago, 

las lipasas bucal y gástrica digieren parcialmente las grasas por acción de las fuertes 

contracciones del antro, estas grasas se emulsifican y pasan al duodeno donde, por acción de la 

lipasa pancreática, continúan su digestión. Las sales biliares de la secreción biliar en el duodeno 

forman micelas que van a servir para transportar lípidos a la pared del intestino donde se 

ensamblan en quilomicrones para ser exportadas a torrente sanguíneo y transportadas a diversos 

tejidos, incluyendo el hígado, donde las grasas se almacenan o se utilizan para re-sintetizar 

lipoproteínas de alta, media, y baja densidad y son posteriormente transportarlas a otros tejidos 

(National Research Council-NRC; 1993). 

I.1.2. Proteasas 

Las proteasas son enzimas que rompen los enlaces peptídicos de las proteínas y participan en 

procesos de coagulación de la sangre por medio de la trombina, que es una serina proteasa, y en 

la activación de zimógenos como las enzimas pancreáticas. Están presentes en todos los 

organismos y constituyen entre 1 a 5% del contenido del genoma (Rao et al., 1998). Estas 

enzimas se encuentran dentro de la familia αβ-hidrolasas, sin embargo, de acuerdo con su 

estructura y forma de acción, están divididas en exopeptidasas, las cuales rompen el péptido 

cerca de los grupos terminales del sustrato, y en endopeptidasas, que lo hacen lejos de los grupos 

terminales (Nadeem et al., 2007). A su vez, con base en sus grupos funcionales de acción, se 

clasifican en cuatro grupos: serina proteasas, ácido aspártico proteasas, cisteína proteasas y 

metaloproteasas. Las serina proteasas poseen en su centro activo un aminoácido de serina 

esencial para la catálisis enzimática. Esta clase de enzimas, clasificadas como E.C. 3.4.21, 

incluyen la tripsina, quimotripsina y subtilisina, entre otras (Kumar y Takagi, 1999). 

Entre las serina proteasas se encuentra un grupo de enzimas llamadas comúnmente 

proteasas alcalinas, que son un grupo de enzimas fisiológica y comercialmente importante pues 

son utilizadas primordialmente como aditivos en detergentes, en el curtido de pieles, tienen uso 

farmacéutico, se emplean en la recuperación de plata en placas de rayos X, en tratamientos de 

desechos de la industria avícola, y en la industria alimenticia y química (Zaragoza-Carmona, 
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2011). Las proteasas alcalinas más abundantes son la tripsina y la quimotripsina y están 

presentes en intestino (Alarcón et al., 1998). El rango de pH óptimo es generalmente de 7 a 11 

(Castillo-Yáñez et al., 2005), sus temperaturas óptimas van desde 50 hasta 70ºC y la masa 

molecular varía entre 15 y 30 kDa (Paliwal et al., 1994). Requieren un ion divalente como Ca2+, 

Mg2+, Mn2+ o una combinación de estos cationes para aumentar su actividad (Fogarty et al., 

1974). Para qué estas enzimas puedan ser utilizadas en la industria de detergentes deben poseer 

una alta estabilidad y actividad en un rango amplio de temperaturas y pH, también deben tener 

una larga vida de almacenamiento prolongado, deben presentar actividad a bajos niveles de 

concentración en el detergente (0.04-0.08%) y ser compatibles con los demás compuestos del 

detergente como los agentes oxidantes y secuestrantes iónicos (Banika y Prakash, 2004). 

 

I.2. Enzimas digestivas en peces 

Las enzimas digestivas de peces pudieran tener importantes aplicaciones industriales dado que 

están disponibles en cantidades significativas y generalmente presentan una actividad biológica 

alta (Castillo-Yañez et al., 2005). 

 

I.2.1. Lipasas en peces 

En el intestino de mamíferos la lipólisis se lleva a cabo mediante dos lipasas principales, la 

lipasa pancreática dependiente de colipasa y la lipasa activada por sales biliares, esta última es 

menos específica. En peces también hay evidencia de un sistema de lipasa-colipasa pancreática 

y de lipasa pancreática dependiente de sales biliares. La secreción de lipasa asegura una 

digestión y absorción eficaz de los lípidos de la dieta en el intestino anterior de los peces, que 

consisten principalmente de triacilgliceroles, uno de los principales tipos de lípidos dietarios 

tanto de peces marinos como de agua dulce (Tocher, 2003). Se ha reportado que el contenido 

de lipasa pancreática dependiente de sales biliares cambia dependiendo de diversos factores, 

incluyendo la dieta y la edad (Boivin et al., 1990; Fieker et al., 2011). En algunos peces como 

la lubina Dicentrarchus labrax y la curvina ocelada Sciaenops ocellatus, los niveles crecientes 

de lípidos en la dieta han provocado una mayor actividad de lipasa pancreática (Buchet et al., 
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2000; Zambonino Infante y Cahu, 1999, 2001). Varios tipos de lipasas han sido observadas en 

el tracto digestivo de peces juveniles o adultos, entre ellas, la lipasa neutra no-específica activada 

por sales biliares parece jugar un papel importante en la digestión de lípidos neutros en varias 

especies de peces, tales como la lubina listada Morone saxatilis, la trucha arcoíris Oncorhynchus 

mykiss y el pargo japonés Pagrus major. Esta enzima cataliza la hidrólisis no sólo de 

acilglicéridos sino también de otras grasas dietarias menores incluyendo los ésteres de colesterol 

y los ésteres de vitaminas (Izquierdo et al., 2000). También hay evidencia de la presencia de 

lipasa pancreática específica en varias especies, por ejemplo, en trucha arcoíris ha sido aislada 

lipasa pancreática que fue activada por colipasa y se observó que es específica para 

triacilglicéridos (Izquierdo y Henderson, 1998).  

Iijima et al. (1998) purificaron la lipasa del hepatopáncreas de P. major y obtuvieron 

una enzima única con una masa molecular 64 kDa que presentó un pH óptimo en el rango de 

7.0 a 9.0. Por otra parte, Matus-De la Parra et al. (2007) al caracterizar la lipasa del atún de aleta 

azul Thunnus orientalis observaron que la máxima actividad de la enzima ocurre a 45°C y a pH 

de 9.0. Kurtovic et al. (2010) purificaron lipasas a partir de los ciegos pilóricos del salmón 

chinook (Oncorhynchus tshawytscha) y del hoki de Nueva Zelanda Macruronus novaezelandiae 

y reportaron dos tipos de lipasa para la primera especie con pesos moleculares de 79.6 y 54.9 

kDa., y una lipasa de 44.6 kDa para la segunda especie; ambas lipasas tuvieron la mayor 

actividad a 35°C y el pH óptimo de actividad fue entre 8 y 8.5. Por su parte, Rueda-López et al. 

(2017) realizaron una caracterización bioquímica de la lipasa pancreática del T. orientalis, 

totoaba Totoaba macdonaldi y la lubina rayada Morone saxatilis. Las actividades más altas se 

encontraron a 45°C para totoaba, 40°C para el atún de aleta azul y 35°C para la lubina rayada, 

mientras que el pH óptimo fue de 8.0 para las tres especies. González-Félix et al. (2015) 

reportaron que el peso molecular de la lipasa de C. othonopterus es de 57.4 kDa, pero hasta el 

momento no existen reportes de temperatura o pH óptimo para la actividad de las especies que 

se investigan en el presente estudio, y también se desconocen los pesos moleculares de las 

lipasas de C. parvipinnis y C. xanthulus. 
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I.2.2. Proteasas en peces 

En el tracto digestivo de peces existen proteasas ácidas como la pepsina que está presente en el 

estómago y, por otra parte, existen las proteasas alcalinas intestinales que juegan un papel 

importante en la digestión de la proteína dietaria en peces durante fases larvarias cuando carecen 

de un estómago funcional (Govoni et al., 1986), así como también posteriormente durante etapas 

juveniles y adultas. Estas enzimas son la tripsina, la quimotripsina y la elastasa, que pertenecen 

a la familia de las serina proteasas (E.C.3.21.x) y se caracterizan por tener estructuras similares 

con un sitio activo conformado por serina, histidina y ácido aspártico, y por ser generalmente 

activas a pH neutros y alcalinos (Simpson, 2000). En investigaciones previas se han aislado y 

caracterizado las tres enzimas anteriormente mencionadas del tracto digestivo de organismos 

marinos, siendo la tripsina la más abundante (Essed et al., 2002). Cabe mencionar que el uso de 

proteasas alcalinas de organismos acuáticos, principalmente de la tripsina, se ha incrementado 

durante los últimos años, ya que se caracterizan por ser estables y activas en altas temperaturas 

y pH, y en presencia de surfactantes o agentes oxidantes (Klomklao et al., 2005; Espósito et al., 

2009). 

 

I.2.2.1. Tripsina 

La tripsina (E.C.3.4.21.4.) es una proteasa pancreática secretada en el intestino anterior que 

juega un papel muy importante en la hidrólisis de proteínas, hidrolizando los enlaces peptídicos 

en el extremo carboxilo de los residuos de arginina y lisina (Klomklao et al., 2009), es decir, 

rompen los enlaces peptídicos situados en el centro de la proteína, dividiéndola en dos 

fragmentos de aproximadamente el mismo tamaño (Castillo-Yañez et al., 2005). Además, es la 

encargada de activar los zimógenos pancreáticos para transformarlos a su forma activa, tales 

como la quimotripsina, la elastasa y las carboxipeptidasas A y B (Corring, 1980; Klomklao et 

al., 2009). Por lo tanto, desempeña un papel esencial en el proceso digestivo de peces 

(Hjelmeland y Raa, 1982). En general, se ha descrito que es óptimamente activa a pH de 7.5 a 

10 y a temperaturas de 35 a 65°C, y su peso molecular suele variar entre 20 y 30 kDa (Klomklao, 

2008). 
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Como se mencionó anteriormente, la tripsina es la proteasa alcalina más abundante. 

Jonas et al. (1983) observaron en el siluro europeo Silurus glanis que la actividad de tripsina es 

mayor que la de quimotripsina, lo cual también se ha demostrado en otras especies, por ejemplo, 

Essed et al. (2002) encontraron una actividad de tripsina mayor a la actividad de quimotripsina 

en el atún rojo Thunnus thynnus. Adicionalmente reportaron una temperatura y pH óptimos de 

actividad de proteasas alcalinas de 60°C y de 10 a 12, respectivamente, así como pesos 

moleculares que varían de 16.8 a 26.8 kDa. 

Por su parte, Concha-Frías et al. (2016) caracterizaron parcialmente proteasas obtenidas 

de extractos intestinales del robalo común Centropomus undecimalis y reportaron pH óptimos 

de actividad entre 7 y 11; mientras que la temperatura óptima fue de 65ºC y el peso molecular 

fue de 25 y 35 kDa para tripsina y quimotripsina, respectivamente. Candiotto et al. (2018) 

caracterizaron la tripsina a partir de extractos del intestino del lenguado brasileño Paralichthys 

orbignyanus reportando una tempertaura y pH óptimos de actividad de 50°C y 9.5, 

respectivamente.  

Algunos estudios han logrado purificar la tripsina de diversas especies. Castillo-Yañez 

et al. (2005) purificaron y caracterizaron la tripsina de la sardina Monterrey Sardinops sagax 

caerulea con peso molecular de 25 kDa, un pH óptimo de actividad de 8 y una temperatura 

óptima de 50°C. Bougatef et al. (2007) caracterizaron la tripsina purificada de las vísceras de la 

sardina europea Sardina pilchardus y reportaron que la enzima tiene un peso molecular de 25 

kDa, con pH y temperatura óptimos de actividad de 8.0 y 60°C, respectivamente. Khantaphant 

y Benjakul (2010) purificaron la tripsina de ciegos pilóricos del pargo rojo de raya marrón, 

Lutjanus vitta, para la cual reportaron un peso molecular de 24 kDa y una actividad máxima a 

pH de 8.5 y 60°C. Klomklao et al. (2011) también purificaron la tripsina de vísceras del pez 

gato híbrido Clarias macrocephalus × Clarias gariepinus y reportaron un peso molecular de 24 

kDa, y temperatura y pH óptimos de actividad de 60°C y de 8, respectivamente. Silva et al. 

(2011) caracterizaron la tripsina de las vísceras de mojarra caitipa Diapterus rhombeus, la 

enzima purificada presentó un peso molecular de 26.5 kDa, y se observó mayor actividad 

enzimática entre 50 y 55°C y en pH de 8.5. Freitas-Junior et al. (2012) obtuvieron la tripsina 

purificada a partir de ciegos pilóricos de pirarucú Arapaima gigas y describieron una tripsina 

de 28.0 kDa con temperatura óptima de 65°C y pH de 9.0. Dos Santos et al. (2016) purificaron 
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la tripsina proveniente de ciegos pilóricos del pez lanceta Luphiosilurus alexandria, que mostró 

una actividad máxima a temperatura y pH de 50°C y 9.0, respectivamente, y un peso molecular 

de 24 kDa. Finalmente, Klomklao y Benjakul (2018) reportaron dos tripsinas, A y B, 

provenientes del atún blanco Thunnus alalunga, las cuales exhibieron pesos moleculares de 21 

y 24 kDa, respectivamente, y reportaron que la temperatura óptima de actividad de la tripsina A 

fue de 60°C y de 55°C para la tripsina B, mientras que la máxima actividad fue a pH de 8.5 para 

ambas. 

 

I.3. Producción de sciánidos en Golfo de California, México 

Los miembros de la familia Scianidae son conocidos como curvinas o tambores, y se 

caracterizan por ser de cuerpo alargado y comprimido. Son predominantemente marinos y 

costeros, aunque un gran número de especies pueden ser encontradas temporalmente en aguas 

salobres, y algunas especies también son dulce-acuícolas (Fischer et al., 1995). Un gran número 

de miembros de esta familia tiene gran aceptación comercial en mercados nacionales e 

internacionales por la calidad de su filete. Generalmente poseen elevadas tasas de crecimiento 

en todas las etapas de su desarrollo y buenos índices de conversión de alimento (Cárdenas, 

2012), por ello son de gran interés para la industria acuícola. Un ejemplo de sciánidos de 

importancia comercial en el Golfo de California es la curvina golfina, C. othonopterus, cuya 

producción de peso eviscerado para los estados de Sonora y Baja California fue de 5,389 

toneladas (t) en el año 2016 (Mendivil-Mendoza et al., 2018). Para esta especie se han evaluado 

aspectos nutricionales y ambientales encaminados al desarrollo de su cultivo, tales como el 

efecto de diferentes niveles de inclusión de proteína y lípido dietarios en su  crecimiento y 

composición corporal (González-Félix et al., 2015b; Pérez-Velazquez et al., 2014), así como 

también la influencia del lípido dietario sobre la actividad de la lipasa pancreática dentro del 

intestino del pez, observándose que a medida que aumenta el lípido dietario, la actividad de 

lipasa disminuye (González-Félix et al., 2015a). Sin embargo, en otras especies de peces la 

actividad de la lipasa no se ha visto afectada por altos niveles de lípidos en la dieta (García 

Meilán et al., 2013; Morais et al., 2004). 
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Otros sciánidos importantes en las pesquerías del Golfo de California son la curvina de 

aleta corta C. parvipinnis y la curvina de aleta amarilla C. xanthulus, que junto con otras especies 

de sciánidos representan una producción promedio anual de 2,140 t, que equivale al 31.5% de 

la producción total anual promedio de peces de escama en la región (Carta Estatal Pesquera de 

Baja California, 2015). Otro sciánido del Golfo de California, T. macdonaldi, es el miembro 

más grande de la familia (Flanagan y Hendrickson, 1976; Román-Rodríguez y Hammann, 1997) 

y actualmente es una de las principales especies de peces marinos cultivados en los estados de 

Baja California y Sonora. Rueda-López et al. (2017) observaron un aumento de la actividad de 

lipasa tras haber añadido taurocolato de sodio al alimento en totoaba, pero no se observó un 

incremento en la actividad cuando se añadió una mezcla de sales biliares o extractos biliares 

naturales a la reacción, por lo que se sospecha que pudiera tratarse de una lipasa pancreática 

dependiente de colipasa. En general, la caracterización y cuantificación de enzimas pancreáticas 

de peces no es común pues en muchos peces el páncreas es un tejido difuso y, por otra parte, 

tanto la presencia como la actividad de estas enzimas varía dependiendo de la especie, la edad 

y sus hábitos alimenticios, entre otros factores. Sin embargo, dado que los sciánidos son peces 

marinos bien representados en el Golfo de California y sus volúmenes de producción pesquera 

son importantes, la utilización de los subproductos de las pesquerías de C. othonopterus, C. 

parvipinnis y C. xanthulus pudiera generar un recurso económico adicional para los pescadores 

y limitar el impacto ecológico negativo que causa el esparcir los desechos de vísceras al medio 

ambiente marino. 
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II. JUSTIFICACIÓN 

Los sciánidos constituyen una de las familias más importantes en la pesquería del Golfo de 

California y tienen gran potencial en acuacultura. El conocer diferentes características de sus 

enzimas digestivas, tales como el peso molecular, el pH y la temperatura óptima para su 

actividad, entre otras, es importante, ya que sus propiedades de biocatálisis permiten establecer 

si alguna de ellas pudiera tener aplicaciones biotecnológicas, por ejemplo, en la industria de 

alimentos, detergentes, o en diversos procesos químicos, lo que representa un excelente uso para 

los subproductos de la pesca y acuacultura pues les confiere un valor agregado, y provee una 

fuente de ingreso económico adicional. 
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III. HIPÓTESIS 

Dado que la tripsina y lipasa son importantes en el proceso digestivo de peces carnívoros, se 

espera observar una actividad alta de estas enzimas en el tracto gastrointestinal de diversas 

especies de sciánidos regionales, y que dichas enzimas posean distintos tamaños moleculares. 
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IV. OBJETIVOS 

IV.1. Objetivo general 

El objetivo general de este trabajo es caracterizar parcialmente y comparar la actividad 

enzimática de lipasas y tripsinas en el tracto gastrointestinal de C. parvipinnis, C. othonopterus 

y C. xanthulus del Golfo de California. 

 

IV.2. Objetivos específicos 

· Confirmar la presencia de lipasas y tripsinas en el tracto gastrointestinal de las tres 

especies de sciánidos. 

· Determinar el peso molecular de lipasas y tripsinas, y sus concentraciones en diferentes 

regiones del tracto gastrointestinal de las tres especies de sciánidos. 

· Evaluar la actividad enzimática de lipasas y tripsinas en diferentes regiones del tracto 

gastrointestinal de las tres especies de sciánidos. 

· Determinar el pH y temperatura óptima de lipasas y tripsinas en las tres especies de 

sciánidos. 
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V. MATERIALES Y MÉTODOS

V.1. Acopio de organismos

Se obtuvieron 15 organismos silvestres de C. othonopterus, 23 de C. xanthulus y 33 de C. 

parvipinnis (Figura 1) mediante pesquería artesanal en Bahía de Kino, Sonora, y se 

transportaron en hielo (≈4°C) al Laboratorio de Nutrición Acuícola del Departamento de 

Investigaciones Científicas y Tecnológicas (DICTUS) de la Universidad de Sonora. Una vez en 

el laboratorio, se identificaron los individuos a nivel de especie utilizando una guía de 

identificación de peces de la región Pacifico Centro-Oriental (Fischer et al., 1995). 

Posteriormente, se determinó la longitud y el peso de cada organismo y se evisceraron. El tracto 

digestivo, hígado y gónadas se pesaron individualmente, se etiquetaron y almacenaron

individualmente en bolsas de plástico resellables en ultra-congelación a -82°C para análisis 

posteriores.

                                                                        C

Figura 1. Ejemplares de Cynoscion othonopterus (A), C. parvipinnis (B) y C. xanthulus (C).

A B
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V.2. Índices biológicos 

El peso del hígado, de las vísceras y de las gónadas de 15 organismos se utilizó para la 

determinación del índice hepatosomático (IHS), índice viscerosomático (IVS) e índice 

gonadosomático (IGS), respectivamente, que son índices biológicos a partir de los cuales se 

puede inferir el estado fisiológico del pez mediante las siguientes formulas: 

• Índice hepatosomático (IHS, %) = 
 !"#$%!$&í'(%#$)'*

 !"#$%!+$#,'(-."/#$)'*
× $100 

 

• Índice gonadosomático (IGS, %) = 
 !"#$%!$'ó-(%($)'*

 !"#$%!+$#,'(-."/#$)'*
× 100 

 

• Índice viscerosomático (IVS, %) = 
 !"#$%!$2í"3!,($)'*

 !"#$%!+$#,'(-."/#$)'*
× $100 

 

V.3. Determinación del peso molecular 

V.3.1. Preparación del extracto enzimático 

Se utilizaron los ciegos pilóricos y el intestino del tracto gastrointestinal (GI) de los organismos, el cual 

se dividió en intestino anterior, intestino medio e intestino posterior (Figura 2). Se pesó aproximadamente 

0.5 g de cada sección y se homogenizaron (T-10 Basic Ultra-Turrax, IKAWorks Inc., Wilmington, NC, 

USA) en frío (4°C) individualmente en 2.5 mL de buffer Tris-HCl 0.05 M (pH 7.5) con 200 µL de 

benzamidina (8.7 mM) para los extractos de lipasa, y para los de tripsina en 2.5 mL de buffer Tris-HCl 

0.05 M con CaCl2 0.02 M (pH 8.2). El extracto crudo se centrifugó (Heraeus Fresco 21, ThermoFisher 

Scientific, Dreieich, Germany) a 21,000 g y 4°C durante 30 minutos, se recuperó el sobrenadante y se 

centrifugó nuevamente al menos tres ocasiones hasta clarificar. Posteriormente el sobrenadante se 

concentró y semipurificó en filtros de 30 kDa para lipasa y 10 kDa para la tripsina (Amicon®Ultra-4, 

Centrifugal filter device, Millipore Corp., Billerica, MA, USA) mediante centrifugación a 1,300 g y 4°C 

por 30 min. Se recuperó el concentrado y se conservó a −20°C para análisis posteriores. 
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Figura 2. Secciones del tracto gastrointestinal de Cynoscion othonopterus.

V.3.2. Electroforesis SDS-PAGE

Se determinó el peso molecular y se cuantificó la concentración de lipasas y tripsinas en diferentes 

secciones del tracto GI de cada una de las especies mediante electroforesis en gel de poliacrilamida 

(SDS-PAGE) (Laemmli, 1970), utilizando un sistema electroforético vertical de cuatro geles (Mini-

Protean Tetra Cell, Bio-Rad®, Hercules, CA, USA) con geles de acrilamida al 10%. Las corridas 

electroforéticas se realizaron a un voltaje constante de 115 V en frío (≈4°C) (Figura 3). Se utilizó un 

estándar de peso molecular de rango amplio (Precision Plus Protein™ Dual Color Standards, Bio-Rad®, 

Hercules, CA, USA) para la determinación del peso molecular y albúmina de suero bovino (BSA) y 

tripsina bovina como estándar cuantitativo para lipasa y tripsina, respectivamente. Después de la corrida 

electroforética, los geles para el análisis de tripsina se incubaron en ácido tricloroacético al 50% durante 

18 h, posteriormente las bandas se revelaron mediante inmersión del gel en azul brillante de Coomassie

R-250 durante una hora a 37°C, mientras que los geles para el análisis de lipasa se revelaron utilizando 

la tinción QC Colloidal Coomassie (Bio-Rad®, Hercules, CA, USA) durante 18 h en agitación constante

a temperatura ambiente. Finalmente, los geles se lavaron con agua tridestilada para eliminar el exceso 

de colorante y se escanearon en un densitómetro GS-900 (Bio-Rad®, Hercules, CA, USA) calibrado 

para la identificación y cuantificación de bandas utilizando el software Image Lab 5.0 (Bio-Rad®, 

Hercules, CA, USA). El software realiza un análisis cuantitativo de las bandas de interés utilizando la 

banda de BSA o tripsina bovina de concentración conocida como referencia.
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Figura 3. Corrida electroforética de los extractos crudos.

V. 3.3. Zimografía

V.3.3.1. Detección de lipasas mediante zimograma

Las bandas correspondientes a las lipasas del tracto GI de las tres especies se corroboraron mediante el 

método zimográfico descrito por Raman et al. (1998) realizando electroforesis en gel de poliacrilamida 

al 10% como se describió anteriormente. Inmediatamente después de la corrida electroforética, el gel se 

lavó tres veces con agua tridestilada y se sumergió en el sustrato cromogénico, el cual se preparó 

utilizando el colorante Victoria Blue R en etanol al 70%, ácido oleico como sustrato, goma de acacia y 

agar al 1% en buffer de fosfato (0.2 M, pH 8.0), que se calentó a 50°C. Se aplicó una ligera capa de 

buffer de fosfato sobre el gel y después el sustrato cromogénico, se incubó a 37°C durante 12 h, seguido 

de una tinción con azul brillante de Coomassie R-250 durante 18 h a temperatura ambiente, se lavaron y 

se escanearon en el densitómetro; las bandas oscuras sobre el fondo claro indican actividad de lipasa.
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V.3.3.2. Detección de tripsinas mediante zimograma 

Las bandas correspondientes a las tripsinas se detectaron siguiendo el método descrito por García-

Carreño et al. (1993). Se llevó a cabo una electroforesis en gel de poliacrilamida como se describió 

anteriormente, y al finalizar la corrida el gel se lavó con agua tridestilada y se sumergió en una solución 

preparada con caseína al 2% en buffer Tris-HCl 0.05 M donde se incubó durante 30 minutos a 5°C. 

Posteriormente el gel se sumergió en un sustrato de tinción durante 2 h, el cual se preparó con etanol al 

40%, ácido acético al 10% y 0.1% de azul brillante de Coomassie R-250. Después de la incubación el 

gel se lavó con agua tridestilada y se escaneó en el densitómetro; las bandas claras sobre el fondo azul 

indican actividad de tripsina. 

 

V.4. Actividad de lipasas 

V.4.1. Determinación de la actividad de lipasas en cada sección de los tractos gastrointestinales 

La actividad de las lipasas en los tractos gastrointestinales se determinó utilizando el método de Ensayo 

Enzimático de Lipasa de la Comisión Enzimática E.C.3.1.1.3 (Enzyme Commission, 1993) con pequeñas 

modificaciones. Se preparó una mezcla de reacción que consistió en 0.25 mL de buffer Tris-HCl 0.2 M 

(pH 7.7), 0.625 mL de agua tridestilada, 0.25 mL del extracto enzimático crudo de cada una de las 

secciones del tracto GI (intestino anterior-IA, medio-IM y posterior-IP, y ciegos pilóricos-CP) y 0.75 

mL de aceite de oliva extra virgen comercial. La mezcla de reacción se incubó a 35°C y 120 rpm en un 

agitador horizontal durante un tiempo de reacción de 30 min. La reacción se detuvo añadiendo 0.75 mL 

de etanol al 95%, e inmediatamente después se agregó 20 µL de fenolftaleína al 0.1% seguida por 

titulación con NaOH 0.2 M hasta que en la muestra se observó un viraje a color rosa claro (Figura 4). 

Utilizando el mismo procedimiento, se corrieron muestras blanco que se incubaron a 4°C, pero el 

extracto enzimático se agregó después de 30 min. de incubación. Las mezclas de reacción de cada 

extracto y sus respectivos blancos se prepararon por duplicado para cada organismo y se analizaron tres 

organismos por especie. Se definió la actividad de la lipasa en unidades por mL (U/mL) de extracto crudo 

como la cantidad de enzima que hidroliza 1.0 microequivalente de ácidos grasos de triglicéridos por 

hora, mediante la siguiente ecuación: 

Actividad (U/mL)= (mL!NaOH!usados)(M)(1000)(2)(Factor!de!dilución) ÷ (Volumen!total) 
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Donde:

Actividad (U/mL) = Unidades de actividad de lipasa/mL de extracto enzimático.

mL NaOH usados = Volumen de NaOH utilizado en el tubo de prueba - Volumen de NaOH utilizado 

en el tubo blanco.

M = Molaridad del NaOH.

1000 = Factor de conversión de miliequivalentes a microequivalentes.

2 = Factor de conversión de 0.5 a 1 h.

Factor de dilución = Dilución del buffer usado para la extracción del tejido. En este estudio se utilizó el 

mismo buffer para la extracción y para el ensayo, por lo que el factor de dilución es igual a 1.

Volumen total = Volumen en mL del extracto enzimático utilizado en la reacción.

Figura 4. Mezcla de reacción después de concluir la titulación y el viraje a color rosa durante la 

determinación de actividad de la lipasa.

V.4.2. Temperatura óptima de actividad de lipasas

Debido a que la actividad enzimática de las lipasas de las tres especies fue superior en el intestino 

anterior, se utilizó exclusivamente esta sección del tracto GI para evaluar la actividad lipolítica de la 

enzima en el extracto crudo a diferentes temperaturas, con la finalidad de determinar la temperatura 
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óptima de actividad. Los ensayos se realizaron por triplicado para cada especie, y cada mezcla de 

reacción se evaluó por duplicado acompañado del blanco también por duplicado. Las mezclas de 

reacción se incubaron a 20, 25, 30, 35, 40, 45, 50, 55, 60, 65 y 70°C durante 30 min. utilizando aceite de 

oliva como sustrato y buffer Tris-HCl 0.2 M (pH 7.7), mediante la misma metodología descrita 

anteriormente. 

 

V.4.3. pH óptimo de actividad de lipasas 

El pH óptimo de actividad de las lipasas se evaluó también exclusivamente en el intestino anterior por 

triplicado para cada especie, y cada reacción y blanco por duplicado. El rango de pH que se evaluó fue 

de 6 a 10 sustituyendo el buffer Tris-HCl 0.2 M (pH 7.7) usado en el ensayo descrito previamente con 

los siguientes buffers:  buffer citrato-fosfato 0.2 M para el pH 6.0, buffer Tris–HCl 0.2 M para pH 7.0 a 

9.0 y buffer de glicina-NaOH 0.2 M para pH 10. Las mezclas de reacción se incubaron durante 30 min. 

a 45°C, siguiendo la metodología descrita anteriormente. 

 

V.5. Actividad de tripsinas 

V.5.1. Determinación de la actividad de tripsina en cada sección de los tractos gastrointestinales 

Se determinó la actividad de las tripsinas en las cuatro secciones del tracto gastrointestinal para tres 

organismos de cada especie siguiendo el método descrito por Erlanger et al. (1961). Se preparó la mezcla 

de reacción utilizando Nα-Benzoyl-L-arginina 4-nitroanilida clorhidrato (BAPNA) como sustrato de la 

enzima, diluido en dimetil sulfóxido (DMSO), y éste a su vez diluido en buffer Tris-HCl 0.05 M con 

CaCl2 0.01 M (pH 8.2). Se agregó 1.25 mL del reactivo anterior a un microtubo para centrifuga y 20 µL 

del extracto enzimático e inmediatamente se incubó en baño María a 35°C durante 30 min. Después del 

periodo de incubación la reacción se detuvo con ácido acético al 30%. Cada extracto proveniente de un 

organismo se analizó por duplicado con muestras blanco también duplicadas. Las muestras blanco se 

prepararon de la misma forma, sustituyendo el extracto enzimático por agua tridestilada. Posteriormente 

se leyó la absorbancia a 410 nm en un espectrofotómetro de doble haz (Genesys 10S UV-Vis, Thermo 

Scientific, Dreieich, Germany) observándose un viraje a color amarillo como resultado de la actividad 

de la tripsina sobre el sustrato (Figura 5). Se determinó la actividad de tripsina mediante la siguiente 

fórmula: 

Actividad (U/mL) = (!BS ÷ Vtotal) ÷ (CEM × TI × Ve) 
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Donde:

Actividad (U/mL) = Unidades de actividad de tripsina/mL de extracto enzimático.

∆ABS = Absorbancia de la muestra − Absorbancia del blanco.

Vtotal = Volumen total de la reacción.

CEM = Coeficiente de extinción molar.

TI = Tiempo de incubación.

Ve = Volumen del extracto enzimático.

Figura 5. Mezcla de reacción después del viraje a color amarillo durante la determinación de actividad 

de tripsina.

La concentración de la tripsina se expresó también en mg/mL mediante la transformación de las 

lecturas de absorbancia a 410 nm obtenidas en el espectrofotómetro. Se realizó una curva de calibración 

con diferentes concentraciones de tripsina bovina y se realizó una regresión lineal con los datos 

generados (Figura 6). De la ecuación de regresión se obtuvo el coeficiente de extinción molar (0.1445) 

y la pendiente (0.0073).
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Figura 6. Curva estándar de diferentes concentraciones de tripsina bovina. 

 

La estimación de la concentración de la enzima se realizó mediante la siguiente ecuación:" 

Concentración (mg/mL)= !"# $% ÷ &'( 

Donde: 

∆ABS = Absorbancia de la muestra − Absorbancia del blanco 

m = Pendiente de la recta 

CEM: Coeficiente de extinción molar 

 

V.5.2. Temperatura óptima de actividad de tripsinas 

Debido a que la actividad enzimática de las tripsinas fue mayor en el IA de las tres especies, se utilizó 

exclusivamente esta sección para evaluar la actividad proteolítica de las tripsinas en el extracto crudo a 

diferentes temperaturas en tres organismos de cada especie, y al igual que para las lipasas, cada mezcla 

de reacción se evaluó por duplicado acompañado del blanco también por duplicado. Con la finalidad de 

determinar la temperatura óptima de actividad, se siguió el mismo protocolo que se describió 

anteriormente incubando la mezcla de reacción a 20, 25, 30, 35, 40, 45, 50, 55, 60, 65, 70, 75, 80, 85, y 

90°C durante 30 min, y leyendo la absorbancia de la reacción de tripsina con el sustrato a 410 nm. 
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V.5.3. pH óptimo de actividad de tripsinas 

El pH óptimo de actividad de las tripsinas se evaluó en el IA por triplicado en cada especie y con 

duplicados para cada mezcla de reacción y blancos, en un rango de pH de 6 a 10, sustituyendo el buffer 

Tris-HCl 0.2 M (pH 7.7) por los siguientes buffers:  citrato-NaOH 0.1 M para el pH 6.0, Tris–HCl 0.1 

M para pH de 7.0 a 9.0 y glicina-NaOH 0.1 M para el pH de 10. Las mezclas de reacción se incubaron 

durante 30 minutos a 65°C, y se siguió el protocolo descrito anteriormente leyendo absorbancia a 410 

nm. 

 

V.6. Análisis estadístico 

Los pesos moleculares y las concentraciones de las lipasas y tripsinas estimadas con el software para C. 

othonoperus, C. parvipinnis y C. xanthulus, así como los índices biológicos se analizaron mediante 

estadística descriptiva, mientras que la actividad enzimática en las diferentes secciones del tracto GI, la 

concentración enzimática (Erlanger et al., 1961), el pH y la temperatura óptima de actividad se analizaron 

mediante un análisis de varianza de una vía (ANDEVA) utilizando un nivel de significancia de P ≤ 0.05. 

Cuando se observaron diferencias estadísticamente significativas se utilizó la prueba Tukey-HSD como 

procedimiento de separación de promedios. Los análisis estadísticos se realizaron utilizando el paquete 

estadístico STATISTICA 7.0 (StatSoft, Inc. 2004, Tulsa OK, USA). 
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VI. RESULTADOS 

VI.1. Parámetros biológicos e índices corporales 

El peso total y longitud total de 33 organismos de C. parvipinnis, 23 de C. xanthulus y 15 de C. 

othonopterus se presenta en la tabla 1. Se registró un peso y longitud promedio de 862.03 g y 

46.53 cm, respectivamente, para C. parvipinnis, 1129.36 g y 51.02 cm para C. othonopterus, y 

879.37 5 g y 47.33 cm para C. xanthulus. Se registró el peso de las vísceras, gónadas e hígado 

de 15 organismos de cada especie, que permitió determinar algunos índices corporales. El índice 

gonadosomático (IGS) fue de 0.53% en C. parvipinnis, 0.08% en C. othonopterus y 0.24% en 

C. xanthulus. El índice hepatosomático (IHS) varió de 1.23 a 1.61%, mientras que el índice 

viscerosomático (IVS) varió de 7.28 a 9.54%. 

 

Tabla 1. Parámetros biológicos e índices corporales de C. parvipinnis, C. othonopterus y C. 

xanthulus. El peso y longitud son promedio ± E.E. de 33 organismos de C. parvipinnis, 15 

organismos de C. othonopterus y 23 de C. xanthulus. El peso de órganos e índices son 

promedio ± E.E. de 15 organismos para cada especie. 

Parámetro C. parvipinnis C. othonopterus C. xanthulus 

Peso total (g) 862.03 ± 49.22 1,129.36 ± 53.92 879.37 ± 45.55 

Longitud total (cm) 46.53 ± 1.00 51.02 ± 0.75 47.33 ± 0.91 

Peso de gónada (g) 3.96 ± 0.91 0.90 ± 0.27 2.04 ± 0.49 

Peso de hígado (g) 10.01 ± 0.60 14.21 ± 1.25 12.69 ± 1.28 

Peso de víscera (g) 65.75 ± 4.59 82.09 ± 3.93 70.67 ± 4.54 

IGS (%) 0.53 ± 0.11 0.08 ± 0.02 0.24 ± 0.05 

IHS (%) 1.44 ± 0.06 1.23 ± 0.06 1.61 ± 0.13 

IVS (%) 9.54 ± 0.63 7.28 ± 0.16 9.06 ± 0.65 
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VI.2. Lipasas 

VI.2.1. Peso molecular de las lipasas 

El peso molecular de las lipasas de cada especie se determinó en geles de electroforesis mediante 

el software Image Lab 5.0 (Bio-Rad Laboratories Inc., 2013). Las bandas que correspondían a 

las lipasas fueron posteriormente confirmadas mediante zimogramas, en donde se observa la 

reacción de actividad de la lipasa con el sustrato cromogénico en color azul sobre un fondo 

claro. El peso molecular promedio ± E.E. de la lipasa de C. othonopterus fue de 65.8 ± 0.3 kDa 

(Figura 7); para C. parvipinnis se detectaron dos bandas con actividad de lipasa de 61.5 ± 0.2 y 

36.0 ± 0.3 kDa (Figura 8), y para C. xanthulus el peso molecular de la lipasa fue de 69.5 ± 0.8 

kDa (Figura 9). 

 

Figura 7. Lipasa de C. othonopterus. Panel A) Zimograma: Carril 1) Intestino anterior (IA), 2) 

Ciegos pilóricos (CP). Panel B) Gel de electroforesis teñido con QC Coomassie Coloidal: Carril 

1) Estándar de peso molecular, Carril 2) Intestino anterior, Carril 3) Intestino medio (IM), Carril 

4) Intestino posterior (IP), Carril 5) Ciegos pilóricos, Carril 6) Albúmina de suero bovino (BSA) 

como estándar cuantitativo (A). 
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Figura 8. Lipasa de C. parvipinnis. Panel A) Zimograma: Carril 1) Intestino anterior (IA) y 2) 

Ciegos pilóricos (CP). Panel B) Gel de electroforesis teñido con QC Coomassie Coloidal: Carril 

1) Estándar de peso molecular, Carril 2) Intestino anterior, Carril 3) Intestino medio (IM), Carril 

4) Intestino posterior (IP), Carril 5) Ciegos pilóricos, Carril 6) Albúmina de suero bovino (BSA) 

como estándar cuantitativo (A). 

 

Figura 9. Lipasa de C. xanthulus. Panel A) Zimograma: Carril 1) Intestino anterior (IA) y 2) 

Ciegos pilóricos (CP). Panel B) Gel de electroforesis teñido con QC Coomassie Coloidal: Carril 

1) Albúmina de suero bovino (BSA) como estándar cuantitativo (A), Carril 2) Intestino anterior 

(IA), Carril 3) Intestino medio (IM), Carril 4) Intestino posterior (IP), Carril 5) Ciegos pilóricos 

(CP), Carril 6) Estándar de peso molecular. 
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VI.2.2. Concentración de lipasas estimada por densitometría y BSA como estándar 

cuantitativo 

La concentración de la lipasa de las tres especies determinada mediante el software Image Lab 

5.0 (Bio-Rad®, Hercules, CA, EUA) estableció concentraciones de lipasa variables en tracto GI 

de cada especie. En C. othonopterus se observó una concentración de 0.72 a 0.40 mg/mL, en C. 

parvipinnis de 0.62 a 0.20 mg/mL y en C. xanthulus de 0.69 a 0.32 mg/mL (Tabla 2). Las 

mayores concentraciones se registraron en intestino medio y las menores en intestino posterior. 

Tabla 2. Concentración de lipasa estimada por densitometría en las diferentes secciones del 

tracto GI de C. othonopterus, C. parvipinnis y C. xanthulus. Los valores son promedios ± E.E. 

de tres réplicas para cada especie. 

  Concentración mg/mL  

Región del TG C. othonopterus C. parvipinnis C. xanthulus 

IA 0.49  ±0.03  0.54 ± 0.11 0.66 ± 0.06 

IM 0.72 ± 0.03 0.62 ± 0.13 0.69 ± 0.06 

IP 0.40 ± 0.003 0.20 ± 0.13 0.32 ± 0.11 

CP 0.61 ± 0.04 0.52 ± 0.13 0.52 ± 0.23 

 

VI.2.3. Actividad enzimática de las lipasas en diferentes secciones del tracto 

gastrointestinal 

El promedio ± E.E. de la actividad de las lipasas de las tres especies de sciánidos en diferentes 

secciones del tracto GI se presenta en la tabla 3. La actividad lipolítica de C. othonopterus fue 

mayor en el IA, con 101.00 U/mL, seguida por CP e IM. En IP la actividad fue 

significativamente menor que en IA, pero no fue diferente de CP e IM. En C. parvipinnis la 

actividad de lipasa fue más alta en IA, con 133.33 U/mL pero no fue significativamente diferente 

de CP. El IM e IP presentaron una menor actividad y no fueron significativamente diferentes de 

CP. De igual manera, la actividad lipolítica de C. xanthulus fue mayor en IA con 113.60 U/mL, 

seguida de CP, la cual no fue significativamente diferente de IA. En IM, la actividad fue 

estadísticamente igual a CP, y la menor actividad se presentó en IP, pero no fue estadísticamente 

diferente de IM. 
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Tabla 3. Actividad de lipasa en diferentes secciones del tracto GI de C. othonopterus, C. 

parvipinnis y C. xanthulus. Los valores son promedios ± E.E. de 3 réplicas para cada región 

analizadas por duplicado. Los promedios con diferentes superíndices en la misma columna son 

significativamente diferentes (P ≤ 0.05). 

  Actividad U/mL  

Región del TG C. othonopterus C. parvipinnis C. xanthulus 

IA 101.00a ± 9.55 133.33a ± 19.56 113.60a ± 15.47 

CP 81.33ab ± 6.98 86.00ab ± 15.10 89.00ab ± 12.96 

IM 73.14ab ± 8.67 65.33b ± 5.23 64.00bc ± 5.84 

IP 50.67b ± 4.09 56.00b ± 6.53 44.00c ± 4.78 

ANOVA P>F 0.002 0.003 0.000734 

 

 

 

VI.2.4. Temperatura óptima de actividad de las lipasas 

La temperatura óptima de actividad de la lipasa evaluada en IA de C. parvipinnis y C. xanthulus 

se evaluó en un rango de temperatura de 20 a 60°C, mediante el método de ensayo enzimático 

E.C.3.1.1.3 de la Comisión Enzimática. Sin embargo, no se logró determinar un óptimo de 

actividad para esta enzima, ya que los datos de actividad obtenidos resultaron sumamente 

inconsistentes en las diferentes temperaturas evaluadas para las dos especies. Por ejemplo, para 

C. parvipinnis, se observó mayor actividad a 20°C seguida por 60°C y posteriormente por 25°C 

y 55°C (Figura 10). Por lo tanto, dado la inconsistencia observada en los datos generados, no se 

realizó este análisis con C. othonopterus ni se evaluó el efecto del pH sobre la actividad de la 

lipasa mediante esta metodología. 
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Figura 10. Actividad de lipasa en intestino anterior de C. parvipinnis a diferentes temperaturas. 

Los valores son promedios de tres repeticiones con duplicados. 

 

VI.3. Tripsina 

VI.3.1. Peso molecular de la tripsina 

Se confirmó la presencia de tripsina en las tres especies de sciánidos mediante zimogramas, 

cuya banda se observa en un color claro sobre un fondo azul oscuro. El peso molecular ± E.E. 

de la tripsina de C. othonopterus fue de 24.4 ± 0.15 kDa (Figura 11), la de C. parvipinnis fue de 

23.6 ± 0.12 kDa (Figura 12) y la de C. xanthulus fue de 23.7 ± 0.11 kDa (Figura 13). 

 

VI.3.2. Concentración de tripsinas estimada por densitometría y tripsina bovina como 

estándar cuantitativo 

Se determinó la concentración de tripsina mediante el software Image Lab 5.0 (Tabla 4). Los 

valores de concentración variaron de 0.09 a 0.19 mg/mL. La concentración observada en 

intestino anterior y ciegos pilóricos de C. othonopterus fueron mayores que en intestino medio 

y posterior, mientras que en C. parvipinnis la mayor concentración se observó en ciegos 

pilóricos. En C. xanthulus se observaron valores semejantes (≈0.10 mg/mL) en todas las 

secciones del tracto GI. 
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Figura 11. Tripsina de C. othonopterus: Panel A) Gel de electroforesis teñido con QC Colloidal 

Coomassie: Carril 1) Estándar de peso molecular, Carril 2) Intestino anterior (IA), Carril 3) 

Intestino medio (IM), Carril 4) Intestino posterior (IP), Carril 5) Ciegos pilóricos (CP), Carril 

6) Tripsina bovina (Try)) como estándar cuantitativo (A). Panel B) Zimograma: Carril 1) 

Intestino anterior, 2) Ciegos pilóricos. 

 

Figura 12. Tripsina de C. parvipinnis: Panel A) Gel de electroforesis teñido con QC Colloidal 

Coomassie: Carril 1) Estándar de peso molecular, Carril 2) Intestino anterior (IA), Carril 3) 

Intestino medio (IM), Carril 4) Intestino posterior (IP), Carril 5) Ciegos pilóricos (CP), Carril 

6) Tripsina bovina (Try) como estándar cuantitativo (A). Panel B) Zimograma: Carril 1) Intestino 

anterior, 2) Ciegos pilóricos. 
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Figura 13. Tripsina de C. xanthulus: Panel A) Gel de electroforesis teñido con QC Colloidal 

Coomassie: Carril 1) Estándar de peso molecular, Carril 2) Intestino anterior (IA), Carril 3) 

Intestino medio (IM), Carril 4) Intestino posterior (IP), Carril 5) Ciegos pilóricos (CP), Carril 

6) Tripsina bovina (Try) como estándar cuantitativo (A). Panel B) Zimograma: Carril 1) Intestino 

anterior, 2) Ciegos pilóricos. 

 

Tabla 4. Concentración de tripsina estimada por densitometría en las diferentes secciones del 

tracto gastrointestinal de C. othonopterus, C. parvipinnis y C. xanthulus. Los valores son 

promedios ± E.E. de tres réplicas para cada especie. 

  Concentración mg/mL  

Región del TG C. othonopterus C. parvipinnis C. xanthulus 

IA 0.19 ± 0.01 0.12± 0.04 0.10 ± 0.02 

IM 0.13 ± 0.01 0.11 ± 0.04 0.09 ± 0.01 

IP 0.13 ± 0.02 0.10 ± 0.03 0.10 ± 0.004 

CP 0.17 ± 0.01 0.16 ± 0.03 0.10 ± 0.01 
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VI.3.3. Actividad enzimática de las tripsinas en diferentes secciones del tracto 

gastrointestinal 

Los valores registrados para la actividad de tripsina en las tres especies, evaluada en diferentes 

secciones del tracto GI a 35°C, son el promedio ± E.E. de tres organismos experimentales y se 

observan en la tabla 5. La actividad proteolítica en C. othonopterus fue significativamente 

mayor en IA que en las demás secciones, con 65.11 U/mL. No se observaron diferencias 

estadísticas entre la actividad de IM, de CP, o de IP. La actividad proteolítica de tripsina de C. 

parvipinnis también fue mayor en IA con 66.54 U/mL, y no fue significativamente diferente de 

lo observado en CP, y la actividad en CP no fue significativamente diferente de IM e IP. En C. 

xanthulus no se detectaron diferencias estadísticamente significativas en la actividad de tripsina, 

sin embargo, numéricamente se observó mayor actividad también en IA y la menor en IP (Tabla 

6). 

 

Tabla 5. Actividad de tripsina en las diferentes secciones del tracto gastrointestinal de C. 

othonopterus, C. parvipinnis y C. xanthulus. Los valores son promedios ± E.E. de 3 réplicas 

para cada región analizadas por duplicado. Los promedios con diferentes superíndices en la 

misma columna son significativamente diferentes (P ≤ 0.05). 

  Actividad (U/mL)  

Región del TG C. othonopterus C. parvipinnis C.xanthulus 

IA 65.11a ±19.93 66.54a ± 21.26 108.82 ± 52.33 

CP 17.27b ± 5.80 30.82ab ± 4.46 57.05 ± 12.54 

IM 24.60b ± 6.97 20.73b ± 1.77 85.23 ±  25.29 

IP 17.82b ± 4.97 21.70b ± 5.09 27.88 ± 1.45 

ANOVA P > F 0.0352 0.0286 0.2757 

 

La concentración de tripsina estimada mediante regresión lineal (Tabla 6) muestra las 

mismas diferencias estadísticas observadas para la actividad. Solamente se detectaron 

diferencias estadísticas para C. othonopterus y C. parvipinnis, pero no para C. xanthulus. En C. 

othonopterus se detectó una significativamente mayor actividad en IA, y en C. parvipinnis, la 

concentración de tripsina en IA y CP no fue significativamente diferente, así como tampoco lo 
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fueron la de CP, IM e IP. La concentración osciló en un rango de 0.21 a 1.61 mg/mL en las tres 

especies. 

 

Tabla 6. Concentración de tripsina en las diferentes secciones del tracto gastrointestinal de C. 

othonopterus, C. parvipinnis y C. xanthulus. Los valores son promedios ± E.E. de 3 réplicas 

para cada región analizadas por duplicado. Los promedios con diferentes superíndices en la 

misma columna son significativamente diferentes (P ≤ 0.05). 

  Concentración (mg/mL)  

Región del TG C. othonopterus C. parvipinnis C.xanthulus 

IA 0.94a ± 0.30 0.96a ± 0.32 1.61± 0.80 

CP 0.21b ± 0.09 0.42ab ± 0.07 0.82 ± 0.19 

IM 0.32b ± 0.11 0.27b ± 0.03 1.25 ± 0.39 

IP 0.22b ± 0.08 0.28b ±0.08 0.38 ± 0.02 

ANOVA P > F 0.0346 0.0290 0.2766 

 

 

VI.3.4. Temperatura óptima de actividad de tripsinas 

La temperatura óptima de actividad de tripsina evaluada en intestino anterior de cada una de las 

especies se presenta en la Tabla 7. Se evaluó un rango de temperatura de 20 a 90°C. La actividad 

óptima de tripsina del intestino anterior de C. othonopterus fue a 60°C con 426.28 U/mL (Figura 

14), sin embargo, no fue significativamente diferente de la actividad registrada a 55 ó 65°C, con 

valores de 307.13 y 318.43 U/mL, respectivamente. Por otra parte, la actividad de tripsina de 

intestino anterior de C. parvipinnis y C. xanthulus fue significativamente mayor a 65°C, con 

valores de 699.38 y 160.67 U/mL, respectivamente (Figuras 15 y 16). En las tres especies se 

observó una caída drástica en la actividad a 70°C. 
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Tabla 7. Actividad de tripsina en intestino anterior de C. othonopterus, C. parvipinnis y C. 

xanthulus a diferentes temperaturas. Los valores son promedios ± E.E. de 3 réplicas para cada 

región analizadas por duplicado. Los promedios con diferentes superíndices en la misma 

columna son significativamente diferentes (P ≤ 0.05). 

  Actividad U/mL  

Temperatura C. othonopterus C. parvipinnis C. xanthulus 

20°C 19.10fg ± 0.79 15.83fh ± 0.91 13.90cef ± 1.88 

25°C 26.56fg ± 3.63 18.76fh ± 3.10 15.03cef ± 1.45 

30°C 80.82cdef ± 18.24 24.87fgh ± 2.06 14.70cef ± 0.64 

35°C 100.49cdef ± 18.46 27.81fgh ± 4.85 20.69cdef ± 1.64 

40°C 146.05cdef ± 30.99 37.08fgh ± 4.17 21.59cdef ± 1.16 

45°C 184.37bcdf ± 34.40 82.75dfg ± 12.72 24.19cdef ± 0.68 

50°C 229.92bcd ± 41.79 132.26deg ± 16.92 30.29cdef ± 0.79 

55°C 307.13abcd ± 57.68 200.19ce ± 28.58 42.05bcde ± 5.61 

60°C 426.28ab ± 81.43 473.34b ± 8.75 62.62bd ± 7.91 

65°C 318.43abcd ± 36.22 699.38a ± 27.60 160.67a ± 3.37 

70°C 48.00defg ± 2.92 146.16cde ± 11.49 64.89bd ± 7.57 

75°C 36.17defg ± 5.36 39.11fgh ± 5.39 36.06cdef ± 9.22 

80°C 29.16efg  ± 5.33 38.74fgh ± 5.92 35.27cdef ± 5.52 

85°C 28.86efg ± 6.33 42.05fgh ± 4.96 42.16bcdef ± 6.60 

90°C 26.68efg ± 5.79 40.62fgh ± 4.97 27.24cdef ± 6.55 

ANOVA P>F < 0.0001 < 0.0001 < 0.0001 
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VI.3.5. pH óptimo de actividad de tripsinas 

La actividad proteolítica de tripsina a diferentes pH se presenta en la Tabla 8. La mayor actividad 

proteolítica se observó a pH 8.0 en C. othonopterus, con 797.84 U/mL, no obstante, no fue 

significativamente diferente de la actividad a pH de 9.0, de 527.90 U/mL. (Figura 17).  En C. 

parvipinnis la mayor actividad de tripsina también se registró a pH de 8.0, con 845.20 U/mL; 

sin embargo, este valor tampoco fue significativamente diferente del valor registrado a pH de 7, 

con 653.30 U/mL (Figura 18). Finalmente, en C. xanthulus se obtuvo una significativamente 

mayor actividad de tripsina a pH de 8.0, con 782.80 U/ml, mayor que todos los valores de 

actividad registrada a otros pH (Figura 19). 

 

Tabla 8. Actividad de tripsina en intestino anterior de C. othonopterus, C. parvipinnis y C. 

xanthulus a diferentes pH. Los valores son promedios ± E.E. de 3 réplicas para cada región 

analizadas por duplicado. Los promedios con diferentes superíndices en la misma columna son 

significativamente diferentes (P ≤ 0.05). 

       Actividad U/mL  

pH C.othonopterus C. parvipinnis C. xanthulus 

6 291.15bc ±  34.93 227.32cb ± 10.32 306.11cde ± 9.91 

7 493.42bc ± 20.23 653.30abc ± 75.83 499.75b ± 44.19 

8 797.84a ± 31.65 845.20a ± 48.15 782.80a ± 2.37 

9 527.90ab ± 72.25 462.49bcd ± 61.70 325.90cd ± 15.97 

10 245.41bc ± 6.26 211.50cd ± 10.69 215.79de ± 11.33 

ANOVA P>F 0.0003 < 0.0001 < 0.0001 
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VII. DISCUSIÓN 

VII.1. Parámetros biológicos e índices corporales 

En el presente estudio, se registró un peso promedio en los organismos experimentales de 

862.03, 1129.36 y 879.37 g, y una longitud promedio de 46.53, 51.02 y 47.33 cm para C. 

parvipinnis, C. othonopterus y C. xanthulus, respectivamente. Los valores de estos parámetros 

corresponden a peces de talla grande y característicos de organismos de talla comercial. Por otra 

parte, los valores observados para el IHS de 1.44, 1.23 y 1.61%, para el IVS de 9.54, 7.28 y 

9.06%, y para el IGS de 0.53, 0.08 y 0.24% en C. parvipinnis, C. othonopterus y C. xanthulus, 

respectivamente, son valores comparables a valores reportados en la literatura de otras especies 

de sciánidos e inclusive las mismas. Para C. parvipinnis se han reportado valores de IHS de 0.9-

2.6% y un IVS de 3.7-5.9% (González-Félix et al., 2017) y en C. othonopterus se han reportado 

valores de IHS de 2.2-2.9% (González-Félix et al., 2015b). En otro sciánidos como T. 

macdonaldi se presentaron datos de IHS de 1.6-2.2% y de IVS de 3.6-4.5% (González-Félix et 

al., 2017a) y para S. ocellatus se reportaron valores de IHS de 1.33-1.96% (Castillo et al., 2015). 

Las diferencias entre los valores reportados en este estudio y los valores reportados en la 

literatura, principalmente en el IVS, pueden atribuirse a la diferencia en tallas, pues en la 

literatura prácticamente todos los peces son juveniles más pequeños que los organismos 

utilizados aquí, la diferencia radica principalmente en la talla, sin embargo, algo que sigue 

siendo evidente es el buen estado fisiológico de los organismos experimentales. 

 

VII.2. Lipasa 

Se comprobó la presencia de la lipasa en el tracto GI de C. othonopterus, C. xanthulus y C. 

parvipinnis. Las lipasas están presentes en especies de peces carnívoros que, además de 

consumir alto contenido de proteína, también consumen grasa que suele estar presente en su 

dieta natural. 

En C. othonopterus el peso molecular de la lipasa fue de 65.8 kDa, semejante al peso 

molecular de la lipasa de Pagrus major de 64 kDa reportada por Ijima et al. (1998). En el caso 

de C. parvipinnis, la lipasa mostró dos bandas de 61.5 y 36.0 kDa, suceso similar a lo observado 
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en una investigación realizada por Kurtovic et al. (2010) con la lipasa de O. tshawytscha, donde 

se detectaron dos bandas, una de 79.6 kDa y otra de 54.9 kDa, lo cual atribuyeron a dos posibles 

isozimas de la enzima. Por otra parte, Gjellesvik et al. (1992) reportaron que la lipasa del bacalao 

del Atlántico Gadus morhua tiene un peso molecular de 60 kDa, valor muy similar al peso 

molecular de la primera banda de lipasa de C. parvipinnis mencionada. Finalmente, la lipasa de 

C. xanthulus presentó un peso molecular de 69.6 kDa, un valor cercano al peso molecular de la 

lipasa pancreática de T. macdonaldi con 70.4 kDa reportado por González-Félix et al. (2018a), 

y también similar al peso molecular de lipasa purificada de la gran carpa india Catla catla de 70 

kDa reportado por Kameshwar-Sharma et al. (2014). Estudios adicionales en peces han 

reportado pesos moleculares de lipasa tales como 80.3 kDa en S. ocellatus (González-Félix et 

al., 2018b), 74 kDa en la carpa común Cyprinus carpio (Görgün et al., 2012), y 44.6 kDa de M. 

novaezelandiae (Kurtovic et al., 2010). Görgün et al. (2012) sugieren que el peso molecular de 

la lipasa de peces marinos varía según la especie, y estas diferencias en la estructura 

tridimensional de las enzimas pudieran atribuirse a diferencias en la secuencia de aminoácidos 

que conforman la estructura primaria de las proteínas como resultado de diversidad en la 

constitución genética de las especies y también como posible resultado de sus adaptaciones 

ambientales (Klomklao et al., 2006), pero es posible que los hábitos alimenticios también 

jueguen un papel muy importante en las diferencias estructurales de las lipasas y otras enzimas 

digestivas de los peces. 

La actividad enzimática de lipasa evaluada en las diferentes secciones del tracto GI de 

C. othonpterus, C. parvipinnis y C. xanthulus a 35°C confirmó que el intestino anterior es la 

sección que, numéricamente, presenta la mayor actividad enzimática, aunque no necesariamente 

es diferente estadísticamente de ciegos pilóricos, y en general, se observa una disminución 

gradual de actividad conforme se avanza en el intestino hacia el extremo posterior. Este 

comportamiento concuerda con previas investigaciones que han demostrado que la digestión y 

absorción de lípidos en peces marinos se produce en el intestino anterior (Borlongan 1990; Rust 

2002). González-Félix et al. (2018a) también reportaron mayor actividad lipolítica en intestino 

anterior y ciegos pilóricos de T. macdonaldi en comparación a la actividad observada en las 

partes distales del intestino, y en la dorada Sparus aurata y en T. orientalis se observó el mismo 

comportamiento (Deguara et al., 2003; Matus de la Parra et al., 2007). Dado que las enzimas 
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pancreáticas se secretan en el intestino anterior de los peces, se explica perfectamente el por qué 

hay mayor actividad en las secciones anteriores del tracto y menor actividad hacia la parte 

posterior o final. Por otra parte, debido a que la lipasa es una proteína, la misma enzima está 

expuesta a ser hidrolizada por proteasas que se encuentren en el tracto GI, por lo que es posible 

que, al llegar a la sección media y posterior del intestino, la lipasa haya sido objeto de proteólisis. 

Es interesante destacar que la lipasa de las tres especies de sciánidos demostró su habilidad 

catalítica para hidrolizar los ácidos grasos esterificados a las moléculas de triacilglicerol 

presentes en el aceite de oliva, ello hace suponer que el mecanismo catalítico en las lipasas de 

estas especies de peces es similar al mecanismo catalítico en una diversidad de organismos 

superiores, y que, en condiciones de cultivo por ejemplo, pudieran utilizar fuentes de lípidos 

dietarios de origen vegetal para estas especies, siempre y cuando se satisficieran sus 

requerimientos de ácidos grasos esenciales. 

Desafortunadamente, los valores obtenidos al determinar la temperatura óptima de 

actividad resultaron ser inconsistentes y poco confiables al utilizar la metodología de la Comisión 

Enzimática E.C.3.1.1.3 (Enzyme Commission, 1993) que se utilizó exitosamente para establecer la 

temperatura óptima de actividad de otras especies como T. macdonaldi, otro miembro de la 

misma familia también endémico del Golfo de California, cuya lipasa presentó mayor actividad 

a 45°C (González-Félix et al., 2018a). Rueda-López et al. (2017) reportaron un óptimo de 

actividad de lipasas de 35 a 45°C en T. orientalis, Morone saxatilis, y T. macdonaldi. Kurtovic 

et al. (2010) caracterizaron las lipasas de O. tshawytscha y M. novaezelandiae, y en ambos peces 

la temperatura óptima de actividad de la lipasa fue a 35°C. La diferencia en la temperatura 

óptima de actividad de las enzimas pancreáticas de peces podría estar relacionada con la 

temperatura del agua en que habitan, y cada especie tiene una temperatura óptima para su 

adecuado desempeño biológico (Klomklao y Benjakul, 2018). Sin embargo, generalmente la 

temperatura óptima de actividad enzimática en peces y en vertebrados superiores es mayor que 

su temperatura óptima fisiológica (Murray et al., 1990). Las especies de sciánidos que se 

describen en este trabajo, en su ambiente natural, se encuentran a temperaturas promedio en un 

rango de 19.76 ± 2.33 y hasta 27.80  ± 1.94°C (Instituto Nacional de Pesca y Acuacultura, 2018). 

Debido a que no se logró determinar exitosamente la temperatura óptima de la lipasa de ninguna 

especie, no se determinó tampoco el pH óptimo que se evaluaría una vez determinada la 
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temperatura óptima, por lo que se recomienda utilizar otra metodología analítica para llevar a 

cabo estas determinaciones. 

 

VII.3. Tripsina 

El peso molecular de la tripsina del tracto GI de C. othonopterus fue de 24.4 kDa, mientras que 

el peso molecular de la tripsina de C. parvipinnis fue de 23.6 kDa y el de C. xanthulus fue de 

23.7 kDa. Estos valores son semejantes a los de las tripsinas de mamíferos y otras especies de 

peces marinos, tales como la tripsina de S. sagax caerulea, que tiene un peso molecular de 25 

kDa (Castillo-Yañez et al., 2005) y la tripsina del gobio Zosterisessor ophiocephalus, con un 

peso molecular de 23.2 kDa (Nasri et al., 2012). Klomklao et al. (2011) obtuvieron la tripsina 

purificada de C. macrocephalus × C. gariepinus, con un peso molecular de 24 kDa. En otro 

estudio, Klomklao et al. (2018) informaron sobre dos tripsinas (A y B) presentes en T. alalunga, 

con pesos moleculares de 21 y 24 kDa. La tripsina del ciego pilórico de tambaqui Colossoma 

macropomum, presentó un peso molecular de 23.9 kDa (Marcuschi et al., 2010) y la tripsina de 

D. rhombeus fue de 26.5 kDa (Silva et al., 2011). Es común que el peso molecular de la misma 

enzima en diferentes especies sea distinto, dado que se espera variación genética entre ellas 

(Klomklao et al., 2007) en la estructura primaria, secundaria y terciaria de la proteína, aun 

cuando se trate de especies emparentadas, generadas por diferentes presiones ecológicas o 

ambientales en las que se han desarrollado, y que resultan en adaptaciones evolutivas incluso a 

nivel molecular (Jellouli et al., 2009). 

De manera semejante a lo observado para la lipasa, la actividad proteolítica fue 

significativamente mayor en el intestino anterior de C. othonopterus, respecto a las demás 

secciones del tracto GI y también en C. parvipinnis, aunque no fue significativamente diferente 

a los ciegos pilóricos. En C. xanthulus no se detectaron diferencias significativas, sin embargo, 

la actividad fue numéricamente mayor en intestino anterior. Langeland et al. (2013) también 

reportaron una mayor actividad de la tripsina en intestino anterior comparado con otras 

secciones del tracto GI de la trucha alpina Salvelinus alpinus, mientras que Torrisen et al. (1984) 

encontraron una mayor actividad de tripsina en el intestino anterior del salmón del atlántico 

Salmo salar y de O. mykiss. Lo anterior puede ser explicado de la misma forma que lo observado 
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en lipasas, la tripsina también es sintetizada en páncreas e ingresa al intestino en la región 

anterior del tracto digestivo (Einarsson et al., 1996). 

La máxima actividad de tripsina de C. othonopterus se observó a 60°C, aunque no fue 

significativamente mayor a la actividad presentada a 55 o 65°C. Ello concuerda con los 

resultados reportados por Klomklao et al. (2009) para dos isoformas de tripsina del intestino del 

barrilete Katsuwonus pelamis, con actividad óptima a 55 y 60°C para cada trispina. También 

Klomklao et al. (2011) reportaron para tripsina de las vísceras de C. macrocephalus × C. 

gariepinus una temperatura óptima de actividad de 60°C, al igual que la de O. tshawytscha 

(Kurtovic et al., 2006), la de S. pilchardus (Bougatef et al., 2007) y del mújol Mugil cephalus 

(Guizani et al.,1991). La actividad de tripsina de C. parvipinnis y C. xanthulus fue 

significativamente mayor a 65°C, que concuerda con el valor reportado por Concha-Frías et al. 

(2016) para la tripsina de C. undecimalis, por Guerrero-Zárate et al. (2014) para el pejelagarto 

Atractosteus tropicus, el salmón de río Brycon orbignyanus y T. thynnus (Essed et al., 2002; 

García-Carreño et al., 2002). 

Existen reportes de temperaturas óptimas de actividad a temperaturas más bajas que los 

valores observados en este trabajo, como la de la tripsina de S. sagax caerulea, cuya actividad 

fue óptima a 50°C (Castillo-Yañez et al., 2005), y para el bacalao del Pacífico Gadus 

macrocephalus (Fuchise et al., 2009). También se han reportado temperaturas óptimas de 

actividad para la tripsina en un rango de 30-40°C, como los casos de la tripsina del pez ballesta 

Balistes capriscus (Jellouli et al., 2009), del pez gato aleta de vela Pterygoplichthys disjunctivus 

(Villalba-Villalba et al., 2013) y del mrigal Cirrhinus mrigala (Khangembam y Chakrabarti, 

2015). Como en todas las enzimas, la actividad óptima puede estar asociada a la temperatura 

óptima ambiental de desempeño biológico (Klomklao y Benjakul.2018). 

Por otra parte, se observó una disminución drástica de actividad de la tripsina en las tres 

especies de interés al alcanzar los 70°C. Un comportamiento similar se ha observado en otras 

investigaciones, la actividad de tripsinas de vísceras de C. macrocephalus × C. gariepinus y del 

hígado de T. alalunga mostraron una fuerte disminución en su actividad a partir de los 70°C 

(Klomklao et al., 2011 y 2018). Concha-Frías et al. (2016) también reportaron una caída drástica 

de actividad a 75°C. Este comportamiento puede ser atribuido a la desnaturalización térmica de 
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la enzima, que genera el despliegue de las moléculas y la pérdida de la estructura secundaria y 

terciaria y, por tanto, ya no son funcionales. De acuerdo con lo mencionado por Klomklao et al. 

(2005), la mayoría de las proteasas alcalinas de organismos acuáticos son estables y activas en 

condiciones adversas, como temperaturas entre 50 y 60°C, por lo tanto, esta característica hace 

de las tripsinas de C. othonopterus, C. parvipinnis y C. xanthulus candidatas muy interesantes 

para algunas aplicaciones industriales, tales como la elaboración de detergentes y la industria 

de alimentos. 

La mayor actividad de tripsina de C. othonopterus se observó a un pH de 8.0, sin ser esta 

significativamente diferente de la actividad observada a pH de 9.0, por lo tanto, ambos se 

consideran como pH óptimos de actividad de tripsina. En C. parvipinnis, la mayor actividad se 

registró a pH de 8.0, y no fue significativamente diferente de la actividad observada a pH de 

7.0, por lo que el rango de 7.0 a 8.0 se considera óptimo. En C. xanthulus, la actividad 

proteolítica fue óptima a pH de 8.0. Los valores de pH óptimo de actividad del presente estudio 

concuerdan con los valores óptimos reportados por Castillo-Yañez et al. (2005) en un rango de 

7-9; el mismo autor reportó para la tripsina de S. sagax caerulea un pH óptimo de 8.0. Klomklao 

et al. (2011) para la tripsina de C. macrocephalus × C. gariepinus y Kurtovic et al. (2006) para 

la tripsina de O. tshawytscha, también reportaron pH óptimos de 8.0. Por otra parte, Klomklao 

et al. (2018) reportaron un pH óptimo de las tripsinas de T. alalunga de 8.5, mientras que Silva 

et al. (2011) reportaron una mayor actividad enzimática de tripsina de D. rhombeus en el rango 

de pH de 7.5 a 11.0, con una actividad máxima de 8.5. Finalmente, Bougatef et al. (2007) 

reportaron para la tripsina de S. pilchardus pH óptimos de actividad alrededor de 8.0 a 9.0. De 

manera que los valores de pH óptimos mencionados en la literatura para otras especies de peces 

marinos y de agua dulce concuerdan estrechamente con los valores observados en este estudio 

para los tres sciánidos. 

La actividad de la tripsina de las tres especies disminuyó a pH más altos y más bajos que 

los óptimos, y esto posiblemente se deba a cambios conformacionales, afectando la carga 

eléctrica de las cadenas laterales de los aminoácidos, esta alteración elimina las interacciones 

electrostáticas que estabilizan la estructura terciaria (Murray et al., 1990) o provoca la 

desnaturalización de la enzima en condiciones antagónicas de acidez o alcalinidad de las 

soluciones acuosas que resultan en una menor actividad (Klomklao et al., 2010). En general, las 
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tripsinas de los organismos acuáticos son activas en un rango de pH de 7.0 a 10.0 y pueden 

hidrolizar diversos sustratos (De Vecchi y Coppes, 1996; Castillo-Yañez et al., 2005), esta es 

una característica que sugiere la posibilidad del uso de la tripsina de éstas tres especies de 

sciánidos como aditivos en formulaciones de detergentes, dado que en las formulaciones de 

detergentes se utilizan enzimas que son activas en estos rangos de pH alcalino (Freitas-Júnior et 

al., 2012). 
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VIII. CONCLUSIONES 

Bajo las condiciones experimentales del presente estudio se puede concluir que: 

· Las lipasas presentes en el tracto gastrointestinal de C. othonopterus, C. parvipinnis y 

C. xanthulus presentaron mayor actividad lipolítica principalmente en intestino anterior 

y ciegos pilóricos, y disminuyó gradualmente hacia las partes distales del intestino. 

· En C. Parvipinnis se encontraron dos bandas en el estudio electroforético, lo que podría 

interpretarse como dos posibles lipasas.  

· Las tripsinas en las tres especies de sciánidos se encontraron en las cuatro secciones del 

tracto gastrointestinal, sin embargo, su mayor actividad proteolítica y concentración se 

encontró en el intestino anterior y ciegos pilóricos, esto puede ser porque las enzimas 

pancreáticas se vierten al intestino en la región anterior. 

· Los pesos moleculares y actividad catalítica óptima de las lipasas y tripsinas de las tres 

especies de sciánidos son semejantes a otras especies de peces marinos y de agua dulce. 

· Las temperaturas óptimas de actividad de las tripsinas de C. othonopterus, C. parvipinnis 

y C. xanthulus se encontraron en un rango interesante para enzimas con aplicaciones 

industriales como en la industria de detergentes y de alimentos. 

· Los pH óptimos de actividad de las tripsinas de C. othonopterus, C. parvipinnis y C. 

xanthulus corresponden a valores alcalinos, esto sugiere la posibilidad de su uso como 

aditivo en detergentes. 

· Los resultados obtenidos en el presente estudio representan un avance en el 

conocimiento de la fisiología digestiva de estas especies. 
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