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Resumen

Los combustibles derivados del petróleo, como principal medio para satisfacer las demandas de
energía mundial, resultan poco viables en la actualidad debido a los estragos ambientales que ha
causado su uso excesivo. A la par, los biocombustibles se postulan como una opción viable
porque son renovables y emiten una menor cantidad de gases de efecto invernadero. La
utilización de levaduras oleaginosas como fábricas celulares para la síntesis de lípidos representa
una promesa que podría solucionar la producción de biocombustibles como el biodiésel, ya que
estos microorganismos pueden acumular más del 20% de su peso seco en forma de lípidos. Sin
embargo, el uso de levaduras oleaginosas como materia prima para la producción de biodiésel
aún no es del todo una realidad, principalmente debido al excesivo costo que se requiere para
generar biomasa microbiana a partir de cultivos que contienen glucosa. Este estudio evaluó la
biosíntesis de los cuerpos lipídicos (LB) y ácidos grasos en la levadura Rhodotorula laryngis
M222C8 a partir de datos experimentales proporcionados por el laboratorio de Biología
Molecular y Genómica de la Facultad de Ciencias de la UNAM durante 2020.

R. laryngis M222C8 es una cepa oleaginosa poco explorada que fue aislada del suelo de
la Antártica. En el presente estudio se analizaron los datos crudos de la cuantificación de la
producción de LB con la sonda fluorescente BODIPY mediante un enfoque multiparamétrico
que combina índice lipídico (IL), citometría de flujo y microscopía confocal. A partir del análisis
de los datos, se determinó que R. laryngis tienen alta capacidad de síntesis y acumulación de LB
cuando las células son cultivadas en medio mínimo con glicerol como fuente de carbono en
condiciones de inanición de nitrógeno (MM-N+Gly). Asimismo, el análisis del perfil de ácidos
grasos reveló que el ácido esteárico (34 %), el ácido oleico (32 %) y el ácido palmítico (29 %)
son los más abundantes a las 72 h de cultivo. Finalmente, la determinación de las características
del biodiésel con base en el perfil lipídico reveló los siguientes valores: índice de yodo (IV)
(31.34 g yodo / 100 g), número de cetano (CN) (28.20) y grado de insaturación (DU) (34 %) en
MM-N+Gly, sugiriendo que el biodiésel que se produzca a partir de los ácidos grasos de R.
laryngis podría ser estable a la oxidación y almacenado por periodos prolongados, aunque con
propiedades de ignición no apropiadas. Estos resultados permitieron concluir que R. laryngis es
una levadura con alta capacidad de biosíntesis de LB en condiciones de inanición por fuente de
nitrógeno y la utilización de una fuente de carbono no fermentable como el glicerol. Por lo tanto,
R. laryngis es una levadura oleaginosa que podría resultar interesante como materia prima para la
producción de biodiésel. Sin embargo, se requerirán otros estudios adicionales que permitan
optimizar el crecimiento y evaluar la producción de biomasa bajo distintas condiciones de
cultivo, lo cual podría incrementar el rendimiento de la biosíntesis de LB y la producción de
ácidos grasos con valor comercial para la industria energética.
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1. Introducción

La creciente falta de viabilidad de los combustibles fósiles debido a su escasez en un futuro y a

su relación con la degradación ambiental, pone de manifiesto la urgente necesidad de buscar

fuentes de energía alternativas para satisfacer nuestras necesidades energéticas en las próximas

décadas (Alam, et al., 2015; Lee y Lavoie, 2013; Leong, et al., 2018). En consecuencia, se han

tratado de buscar distintas opciones para contrarrestar dichas exigencias sin generar un impacto

ambiental similar al ocasionado por el uso de combustibles derivados del petróleo. En este

sentido, los biocombustibles se perfilan como una opción atractiva para la generación de energía,

pues a diferencia de los combustibles fósiles, provienen de recursos renovables, son

biodegradables y su emisión de gases de efecto invernadero (GEI) es baja (Bajpai, 2019).

1.1 Biocombustibles: una alternativa a los combustibles fósiles

Los biocombustibles son sustancias químicas generadas a partir de procesos biológicos que

pueden incluir la producción de biomasa de organismos vivos (Rodionova, et al., 2017).

Dependiendo del origen de su materia prima, se clasifican de la siguiente manera: (i) primarios,

si provienen de materiales orgánicos no procesados (p. ej. leña y astillas), y (ii) secundarios, si

provienen de materiales orgánicos con algún grado o tipo de procesamiento (p. ej. el bioetanol y

el biodiésel) (Figura 1) (Alam, et al., 2012; Leong, et al., 2018). Los biocombustibles

secundarios se subdividen en tres categorías diferentes basadas en el tipo de tecnología de

procesamiento, materia prima o nivel de desarrollo; estos pueden ser de primera, de segunda y de

tercera generación (Castillo-Vázquez, et al., 2011; Singh y Nigam, 2011). Para la fabricación de

biocombustibles de primera generación se emplea como sustrato productos directos de cultivos
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alimentarios (p. ej., semillas, granos o azúcar), mientras que los de segunda generación se

producen a partir de desechos de cultivos alimentarios (p. ej., biomasa y lignocelulósica) (Nigam

y Singh, 2011). La elaboración de biocombustibles de tercera generación depende de una materia

prima que proviene de los procesos metabólicos de microorganismos como bacterias, algas y

levaduras (Dragone, et al., 2010; Picazo-Espinoza, et al., 2011).

Figura 1. Clasificación de los biocombustibles de acuerdo a la materia orgánica utilizada para su producción.
Esquema modificado de Alam y colaboradores (2015).

Los biocombustibles pueden ofrecer grandes beneficios por su naturaleza y se les ha

vislumbrado como la mejor alternativa para sustituir de manera gradual a los combustibles

fósiles. Sin embargo, la creciente demanda mundial de biocombustibles y las dificultades

asociadas a su producción, dejan en claro la necesidad de explorar las distintas tecnologías de

biocombustibles secundarios para encontrar aquellas que resulten más rentables (Love y Bryant,

2017).
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1.2 La importancia de la producción de biocombustibles de tercera generación

El uso de las distintas tecnologías para producir biocombustibles varía geográficamente, es decir,

cada país desarrolla y aprovecha técnicas según sus propios recursos naturales y capacidades

tecnológicas. Por ejemplo, países como Estados Unidos, China y Brasil han desarrollado

biocombustibles de primera y segunda generación, ya que cuentan con grandes extensiones de

tierra para el cultivo de plantas que fungen como materia prima para la elaboración de

biocombustibles de primera y segunda generación (Fernández-Linares, et al., 2012). Sin

embargo, los biocombustibles de tercera generación parecen contribuir de mejor manera a la

reducción del impacto ambiental que los de primera y segunda generación. Es por eso que

algunos países como Estados Unidos y los de la Unión Europea muestran cada vez más interés

en el desarrollo de este tercer tipo de tecnología (Gambelli, et al., 2017; Lackner, 2015; Nigam y

Singh, 2011; Valdés-Rodríguez y Palacios-Wassenaar, 2016).

Los biocombustibles de tercera generación se basan en el uso de microorganismos como

algas, bacterias y levaduras que bioprocesan residuos orgánicos agrícolas, urbanos e industriales

para generar metabolitos útiles como materia prima (Nigam y Singh, 2011; Bajpai, 2019;

Picazo-Espinoza, et al., 2011). Algunas ventajas que presentan los biocombustibles de tercera

generación sobre los de primera y segunda son las siguientes: (i) no hay una competencia

polémica entre cultivar alimentos o cultivar materia prima para biocombustibles, (ii) no

requieren insumos tales como fertilizantes, herbicidas e insecticidas, y (iii) no requieren enzimas

para fermentar la materia lignocelulósica (Alam, et al., 2012; Alam, et al., 2015; Bajpai, 2019;

Lackner, 2015). Por lo tanto, los biocombustibles de tercera generación parecen ser un recurso
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energético alternativo viable debido a que carecen de los inconvenientes que aquejan a los otros

tipos de biocombustibles, lo cual ha motivado a que diversas investigaciones se centren en

desarrollar y optimizar su producción (Picazo-Espinoza, et al., 2011; Behera, et al., 2015; Nigam

y Singh, 2011).

Se ha propuesto que los biocombustibles que se obtienen a partir de microorganismos,

serán los únicos biocombustibles renovables con potencial para desplazar por completo a los

combustibles derivados del petróleo (Ullah, et al., 2014). Esta propuesta optimista se basa en

estudios comparativos de producción de biodiésel a partir de sustratos obtenidos de distintas

fuentes orgánicas (Gambelli, et al., 2017). Se ha demostrado que la producción de biodiésel a

partir de lípidos de microalgas puede alcanzar valores aproximados de entre 58,700 y 140,000

litros por hectárea (L/ha) por año, mientras que los aceites vegetales de plantas como la palma

sólo son capaces de producir 5,950 L/ha al año (Chisti, 2007; Ullah, et al., 2014; Singh, et al.,

2019). Lo anterior pone en evidencia que los microorganismos son capaces de producir varias

veces más biocombustible que los aceites vegetales en una superficie menor de tierra (Tabla 1).

Bajo este panorama, se ha reportado que el uso de biocombustibles producidos a partir de

microorganismos podría satisfacer las demandas de combustibles de mejor manera en

comparación con las tecnologías basadas en cultivos de plantas como materia prima (Singh, et

al., 2019). Este último aspecto es de particular importancia para países como México debido a la

nula capacidad de mantener grandes extensiones de cultivo de plantas oleaginosas sin

comprometer la alimentación de la población y la deforestación de selvas y bosques

(Valdés-Rodríguez y Palacios-Wassenaar, 2016).
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Tabla 1. Comparación de la eficiencia de producción de biodiésel dependiente del cultivo a partir de aceites
vegetales y microalgas.

Fuente biológica Biodiésel L/ha/año
Área para producir el equivalente a
la demanda global de petróleo (ha)

Algodón 325 15,002

Soya 446 10,932

Semillas de mostaza 572 8,524

Girasol 952 5,121

Canola 1,190 4,097

Jatropha 1,892 2,577

Aceite de palma 5,950 819

Microalgas (10 gm-2 día-1 a 30 % TAG) 12,000 406

Microalgas (50 gm-2 día-1 a 50 % TAG) 98,500 49

Tabla adaptada de Ullah y colaboradores (2014).

México es un país productor y exportador de petróleo (hecho que representa una gran

parte del sustento económico del país) lo que ha generado una dependencia para la elaboración

de combustibles (Fernández-Linares, et al., 2012). Actualmente, en México se han desarrollado

distintos tipos de energías alternativas tales como: energía eólica, geotérmica, solar, entre otras;

sin embargo, para poder mitigar el impacto ocasionado por el uso de los combustibles fósiles es

necesario implementar nuevas tecnologías de energía alternativa (Lee y Lavoie, 2013). Por lo

tanto, México requiere invertir más en investigaciones que permitan desarrollar biocombustibles,

y así atenuar los efectos negativos de los combustibles fósiles, así como evitar problemas

energéticos y ambientales durante el siglo XXI (Valdés-Rodríguez y Palacios-Wassenaar, 2016).

En este sentido, los biocombustibles de tercera generación podrían representar un soporte en la

producción de energías durante la transición a tecnologías más viables (Singh, et al., 2019).

Afortunadamente, instituciones como UABC, CIBNOR, CICY, UNAM, INECOL, CICE-SE,
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CINVESTAV, CIATEJ, UADEC, entre otras, comenzaron a realizar estudios relacionados con el

desarrollo de biocombustibles de tercera generación. Sus investigaciones se han centrado

principalmente en la identificación y optimización de microorganismos cuya capacidad de

producción de materia prima cumpla con los requerimientos que demanda la producción de

biocombustibles (Sandoval, 2010; Riegelhaupt, et al., 2016; Valdés-Rodríguez y

Palacios-Wassenaar, 2016).

1.3 Levaduras oleaginosas: una alternativa en la producción de biodiésel

El biodiésel es uno de los combustibles que se pueden producir bajo la tecnología de

biocombustibles de tercera generación, al igual que el bioetanol, el biohidrógeno, entre otros

(Bajpai, 2019). El biodiésel es un biocombustible que ha ganado relevancia debido a que

representa uno de los principales sustitutos de los combustibles empleados para el sector

transporte, siendo que este sector es responsable de hasta un 23 % de las emisiones de gases de

efecto invernadero global (Ullah, et al., 2014; Sims, et al., 2014). De hecho, a diferencia de los

combustibles usados por el sector transporte como el diésel fósil, el biodiésel produce menor

cantidad de gases de efecto invernadero (MacGrogan, et al., 2015).

Para la producción de biodiésel es necesario el empleo de ácidos grasos metil

esterificados (FAME), los cuales se obtienen a partir de la transesterificación de los

triacilglicéridos (TAG). Los TAG son sintetizados mayoritariamente por algunos organismos

oleaginosos como las plantas, bacterias, levaduras y microalgas, siendo estas últimas las que

mayor predominancia tienen en cuanto a su utilización como materia prima para la producción

de biocombustibles de tercera generación (Kumar, et al., 2018). Actualmente, el estudio de las
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microalgas como una fuente de materia prima para la producción de biodiésel lidera las

investigaciones del campo; sin embargo, las levaduras exhiben cualidades que las hacen más

atractivas industrialmente, por ejemplo: (i) no requieren luz para obtener energía, (ii) sus tiempos

de duplicación son cortos y pueden alcanzar densidades celulares altas en poco tiempo, (iii) son

fáciles de cultivar en medios controlados, (iv) tienen la capacidad de producir otros metabolitos

de importancia biotecnológica, (v) son fáciles de escalar en bioprocesos. En el contexto de la

producción de biodiésel, algunas levaduras tienen la capacidad de generar y almacenar grandes

cantidades de lípidos (Ageitos, et al., 2011; Beopoulos y Nicaud, 2012). Por lo tanto, las

levaduras representan una alternativa atractiva para la industria productora de biodiésel.

Con el fin de mantener la homeostasis celular, las levaduras sintetizan lípidos que usan

para (i) construir membranas, (ii) sintetizar segundos mensajeros y (iii) generar moléculas de

almacenamiento de energía (Jarc y Petan, 2019). Aunque las levaduras son capaces de sintetizar

y acumular lípidos, son pocas las especies capaces de acumular una cantidad considerable de

lípidos para la producción de biodiésel (Donot, et al., 2014). Para este fin se suelen emplear

levaduras oleaginosas (OY, por sus siglas en inglés oily yeast) (Tanimura, et al., 2014). Estos

microorganismos tienen la capacidad de producir más del 20 % de su biomasa total en forma de

lípidos, principalmente en TAG (Shields-Menard, et al., 2018). Por ejemplo, levaduras

oleaginosas como Yarrowia lipolytica, pueden acumular más de un 30 % de su biomasa seca en

forma de lípidos (Fakas, 2017). Otras especies como Cryptococcus curvatus, son capaces de

acumular más del 40 % de biomasa en lípidos (Holdsworth, et al., 1988) (Figura 2). Mientras
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que la levadura convencional Saccharomyces cerevisiae (no oleaginosa), sólo produce hasta un

10% de su biomasa seca en forma de lípidos (Ferreira, et al., 2018; Teixeira, et al., 2018).

Figura 2. Micrografía de la levadura oleaginosa Cryptococcus curvatus. En la imagen se pueden observar las
mitocondrias (M) y los cuerpos lipídicos (LB). Imagen modificada de Holdsworth y colaboradores (1988).

Actualmente, se han descrito y estudiado alrededor de setenta levaduras oleaginosas. Las

especies que destacan son Yarrowia lipolytica, Rhodotorula glutinis, R. graminis, Cryptococcus

curvatus, Cryptococcus albidus, Rhodosporidium toruloides y algunas que pertenecen al género

Lipomyces (Sitepu, et al., 2014). Varios estudios han demostrado que bajo distintas condiciones

de cultivo algunas levaduras oleaginosas producen hasta un 80 % de su biomasa en forma de

lípidos (Ageitos, et al., 2011). Por esta razón, las investigaciones de cultivos de OY bajo

condiciones que propicien la formación y acumulación de lípidos incrementó significativamente

en los últimos años (Shi, et al., 2017).
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1.4 Condiciones de cultivo que promueven la producción de lípidos en levaduras
oleaginosas

Las levaduras oleaginosas pueden acumular lípidos a partir de dos vías generales: (i) la vía de

acumulación de lípidos ex novo que involucra la asimilación de ácidos grasos y lípidos en

general del medio de cultivo para acumularlos y modificarlos dentro de la célula, y (ii) la vía de

síntesis de lípidos de novo a partir de los precursores acetil-CoA y malonil-CoA (Beopoulos y

Nicaud, 2012). Los lípidos acumulados y producidos a partir de estas dos vías generalmente

fungen como precursores biosintéticos de otros lípidos (p. ej. lípidos de membrana), o bien como

un reservorio de energía almacenada principalmente en forma de TAG, lo que previene los

efectos tóxicos de los ácidos grasos libres (lipoperoxidación) (Fakas, 2017). En cuanto a la vía de

síntesis de lípidos de novo, en particular, las OY producen cierta cantidad de lípidos cuando se

encuentran en condiciones óptimas de crecimiento (Shi, et al., 2017). Sin embargo, la síntesis de

lípidos en condiciones óptimas de crecimiento celular es mínima y no es útil para fines

industriales, por lo que se suelen probar distintas condiciones de crecimiento que permitan

optimizar la producción de lípidos.

Las levaduras oleaginosas tienen la capacidad de producir una mayor cantidad y variedad

de lípidos de novo bajo diferentes condiciones de crecimiento, como las altas o bajas

temperaturas, los cambios de pH, la alta salinidad y el estrés por deprivación de nutrientes (Shi,

et al., 2017; Jeennor, et al., 2006; Donot, et al., 2014; Chen, et al., 2013; Ma, et al., 2009). Por

ejemplo, a baja temperatura algunas levaduras oleaginosas son capaces de generar una mayor

cantidad lípidos con altas proporciones de ácidos grasos insaturados, lo cual se correlaciona

directamente con el aumento de la fluidez de membrana en respuesta al frío (Gibson, et al., 2007;
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Jin, et al., 2019). Por otro lado, en cultivos con un alto contenido de oxígeno disuelto se

incrementa la síntesis de ácidos grasos poliinsaturados (PUFA), debido a que el oxígeno es un

elemento necesario para que las desaturasas, enzimas responsables de introducir dobles enlaces,

actúen sobre los ácidos grasos (Jin, et al., 2019). En contraste a esto, Davies y colaboradores

(1990) mencionan que la acumulación de PUFA se reduce en la levadura Apiotrychum curvatum

en condiciones de cultivo con un bajo contenido de oxígeno. Por esta razón, Sitepu y

colaboradores (2014) señalan que el efecto particular del oxígeno disuelto para la síntesis de

lípidos puede variar entre especies. Por otro lado, el estrés nutricional puede provocar que las

levaduras oleaginosas produzcan una mayor cantidad de lípidos (Beopoulos y Nicaud, 2012). El

estrés por la falta de nitrógeno es una de las condiciones de cultivo más eficientes para

incrementar la producción de lípidos en levaduras oleaginosas (Kolouchová, et al., 2016; Yang y

Hu, 2019; Sitepu, et al., 2013).

1.4.1 Cultivo de levaduras oleaginosas bajo condiciones limitadas de nitrógeno: síntesis de

triacilgliceroles y cuerpos lipídicos

Las levaduras producen una mayor cantidad de lípidos cuando el nitrógeno del medio comienza a

escasear y la fuente de carbono es abundante (Mukhtar, et al., 2018). Cuando las células se

quedan sin nitrógeno, el exceso de fuente de carbono continúa siendo asimilado por las células y

es transformado en lípidos de almacenamiento (Ratledge y Wynn, 2002). En condiciones de

limitación de nitrógeno, las células intensifican la glucólisis y canaliza algunos metabolitos del

ciclo del ácido tricarboxílico (TCA) hacia la síntesis de ácidos grasos, principalmente el citrato.

El desbalance en la disponibilidad de nitrógeno es sobrellevado mediante (i) regulación
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ascendente de genes involucrados en la asimilación y transporte de fuentes de nitrógeno y genes

que participan en la degradación y reciclaje de proteínas o compuestos nitrogenados, y (ii) la

disminución en la biosíntesis de proteínas y macromoléculas (Zhu, et al., 2012; Romero-Aguilar,

et al., 2017). En consecuencia, aumentan los niveles de síntesis y acumulación de lípidos

intracelulares (Ratledge, 2004).

En levaduras oleaginosas, el almacenamiento del exceso de lípidos se lleva a cabo en

compartimentos intracelulares denominados cuerpos o gotas lipídicas (LB por su siglas en inglés

Lipid Bodies) (Ageitos, et al., 2011). Los LB son orgánulos importantes con una variedad de

funciones celulares, ya que se relacionan con organelos como: (i) el retículo endoplásmico,

donde actúan como amortiguadores que no sólo secuestran el exceso de ácidos grasos libres, sino

que también secuestran proteínas desplegadas o mal plegadas del RE y las transportan a vacuolas

especializadas para su degradación (Jarc y Petan, 2019); (ii) las mitocondrias, donde permiten un

suministro eficiente de ácidos grasos para una producción óptima de energía; (iii) los

peroxisomas, donde se lleva a cabo una transferencia de lípidos para la degradación de los ácidos

grasos de cadena larga y de cadena ramificada (Binns, et al., 2006; Lodhi y Semenkovich, 2016),

entre otros organelos. Así pues, los LB actúan como centros que coordinan las vías de absorción,

distribución, almacenamiento y uso de lípidos en la célula (Jarc y Petan, 2019). Los LB

almacenan principalmente triacilgliceroles (TAG), lípidos formados por una molécula de glicerol

al cual se encuentran esterificados tres ácidos grasos, de los cuales el ácido palmítico (C16:0), el

ácido esteárico (C18:0) y el ácido oleico (C18:1) son los más comunes (Rattray, et al., 1975;

Sitepu, et al., 2014), siendo estos los ácidos grasos más utilizados en la producción de biodiésel

(Sargeant, et al., 2017). En la mayoría de las levaduras, cuando la disponibilidad de nitrógeno es

16



un factor limitante en el medio, los LB comienzan a formarse al final de la fase de crecimiento

exponencial, con un desarrollo más intenso durante la fase estacionaria (Gientka, et al., 2017).

Los cuerpos lipídicos son orgánulos derivados del retículo endoplásmico (RE)

conformados por un núcleo hidrofóbico central de lípidos neutros que están rodeados por una

capa de fosfolípidos y proteínas (Jarc y Petan, 2019). Los LB se forman cuando los TAGs se

sintetizan entre las dos valvas de la membrana del RE mediante la adición secuencial de ácidos

grasos a una columna central de glicerol. Al alcanzar una concentración crítica, los lípidos

neutros del RE se nuclean (se separan y fusionan), formando estructuras similares a gotas de

grasa en el citosol (Renne, et al., 2020). Los TAGs se forman a través de la acilación consecutiva

del glicerol-3-fosfato mediante tres aciltransferasas (Ageitos, et al., 2011). El glicerol 3-fosfato

es acilado por la glicerol-3-fosfato aciltransferasa (GPAT) produciendo ácido lisofosfatídico

(LPA), el cual posteriormente es acilado por la LPA aciltransferasa (LPAAT) para producir ácido

fosfatídico (PA) (Renne, et al., 2020). Posteriormente, el PA es desfosforilado por tres

isoenzimas fosfatidato fosfatasa (PAP) para producir diacilglicerol (DAG) (Ageitos, et al., 2011).

Los últimos pasos de la lipogénesis de novo en levaduras oleaginosas varía en diferentes cepas y

muestran dependencia de acil-CoA que se une con la cadena principal de DAG por una

diacilglicerol aciltransferasas (DGAT) que finalmente forma TAGs (Patel, et al., 2016).

1.4.2 Genes y vías metabólicas de la biosíntesis de TAG bajo condiciones de inanición de
nitrógeno

En condiciones de cultivo donde la fuente de carbono es abundante y la fuente de nitrógeno es

escasa o nula, las levaduras no oleaginosas cesan su crecimiento o asimilan el sustrato de

carbono para producir otros metabolitos, mientras que las levaduras oleaginosas comienzan a
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acumular una mayor cantidad de lípidos bajo esas condiciones (Figura 3) (Ratledge, 2004). Por

lo tanto, la disponibilidad del nitrógeno es un regulador clave en la acumulación de ácidos grasos

en los microorganismos oleaginosos (Chang, et al., 2019).

Cuando una levadura tiene baja disponibilidad de nitrógeno, la enzima AMP-desaminasa

(AMPD) descompone el adenosín monofosfato (AMP) en inosina monofosfato (IMP) y en iones

amonio (NH4
+), lo cual permite obtener nitrógeno (Papanikolaou y Aggelis, 2011).

𝐴𝑀𝑃 → 𝐼𝑀𝑃 +  𝑁𝐻
4

La disminución en la concentración de AMP a nivel celular inhibe a la isocitrato

deshidrogenasa (ICDH, enzima clave en el ciclo de Krebs que cataliza conversión del isocitrato a

α-cetoglutarato) (Chang, et al., 2019; Ratledge, 2002). La inhibición de la actividad de la ICDH,

provoca una acumulación de isocitrato en la matriz mitocondrial (Ageitos, et al., 2011). El

isocitrato es transformado a citrato por medio de la aconitasa (ACO) (Ratledge, 2004). Después,

el citrato es transportado desde la matriz mitocondrial hacia el citosol por la lanzadera

malato/citrato, que permite un intercambio entre malato citosólico por citrato mitocondrial

(Evans, et al., 1983). El malato que entra a la matriz mitocondrial sufre una serie de reacciones

bioquímicas que lo convierten en nuevas moléculas de citrato, manteniendo así constante la

concentración de citrato mitocondrial (Ageitos, et al., 2011). Una vez que el citrato ha sido

transportado al citosol, es escindido por la ATP-citrato liasa (ACL), produciendo oxaloacetato y

acetil-CoA, este último precursor de la síntesis de novo de los lípidos y del mevalonato. La

ATP-CL es una enzima que está ampliamente presente en hongos, pero que se encuentra ausente

en algunos miembros de Saccharomycotina como Saccharomyces cerevisiae (Tang, et al., 2013).
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Esta enzima se ha relacionado directamente con la capacidad de acumular lípidos intracelulares

(Boulton y Ratledge, 1981). Una vez formado el acetil‐CoA en el citoplasma, este se carboxila

para formar malonil‐CoA, una reacción irreversible catalizada por la acetil‐CoA‐carboxilasa

(ACC), que requiere ATP y HCO3
- (Sargeant, et al., 2017). La biosíntesis de ácidos grasos de

novo requiere de poder reductor proporcionado por la nicotinamida adenina dinucleótido fosfato

reducida (NADPH). La reacción catalizada por la enzima málica (ME) y las reacciones de la

glucosa-6-fosfato deshidrogenasa y la 6-fosfogluconato deshidrogenasa, de la vía de las pentosas

son las principales productoras de poder reductor (Romero-Aguilar, et al., 2017; Wasylenko, et

al., 2015).

En la mayoría de los microorganismos y en las plantas, ACL se compone de dos

subunidades, codificadas por los genes ACL1 y ACL2 (p. ej. Yarrowia lipolytica), mientras que

en los animales y en la levadura basidiomiceta Rhodotorula gracilis, ACL está codificada por un

solo gen. (Dulermo, et al., 2015).

Los cuerpos lipídicos son orgánulos derivados del retículo endoplásmico (RE)

conformados por un núcleo hidrofóbico central de lípidos neutros que están rodeados por una

capa de fosfolípidos y proteínas (Jarc y Petan, 2019). Los LB se forman cuando los TAG se

sintetizan entre las dos valvas de la membrana del RE mediante la adición secuencial de ácidos

grasos a una columna central de glicerol. Al alcanzar una concentración crítica, los lípidos

neutros del RE se nuclean (se separan y fusionan), formando estructuras similares a gotas de

grasa en el citosol (Renne, et al., 2020). Los TAG se forman a través de la acilación consecutiva

del glicerol-3-fosfato mediante tres aciltransferasas (Ageitos, et al., 2011). El glicerol 3-fosfato
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es acilado por la glicerol-3-fosfato aciltransferasa (GPAT) produciendo ácido lisofosfatídico

(LPA), el cual posteriormente es acilado por la LPA aciltransferasa (LPAAT) para producir ácido

fosfatídico (PA) (Renne, et al., 2020). Posteriormente, el PA es desfosforilado por tres

isoenzimas fosfatidato fosfatasa (PAP) para producir diacilglicerol (DAG) (Ageitos, et al., 2011).

Los últimos pasos de la lipogénesis de novo en levaduras oleaginosas varían en diferentes cepas

y muestran dependencia de acil-CoA que se une con la cadena principal de DAG por una

diacilglicerol aciltransferasas (DGAT) que finalmente forma TAG (Patel, et al., 2016).
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Figura 3. Síntesis de lípidos de novo bajo condiciones de limitación de nitrógeno. Metabolismo y producción de
triacilgliceroles (TAG) en levaduras oleaginosas. En letras azules se señalan los metabolitos involucrados en el flujo
de citrato y malato como precursores de acetil-CoA y malonil CoA para lipogénesis de novo. En letras de color
negro se señalan los metabolitos que participan en la biosíntesis de triacilgliceroles. Las abreviaturas que
corresponden a moléculas o metabolitos son: carbono (C), nitrógeno (N), adenosín monofosfato (AMP),
gliceraldehído 3-fosfato (G3P), dihidroxiacetona fosfato (DHAP), ácido lisofosfatídico (LPA), ácido fosfatídico
(PA), fosfatidilinositol (PI), diacilglicerol (DAG), diacilglicerol y aciltransferasa (DGAT). Las abreviaturas que
corresponden a enzimas son: adenosín monofosfato-deaminasa (AMP-desaminasa) deshidrogenasa de
isocitrato(ICDH), aconitasa (ACO), ATP-citrato liasa (ACL), acetil-CoA carboxilasa (ACC), enzima málica (ME),
malato deshidrogenasa (MHD) y fosfatidato fosfatasa (PAP). Todas las enzimas se encuentran resaltadas en negritas
y cursivas. Las flechas roja y azul punteadas indican disminución o aumento, respectivamente. Las flechas amarillas
abarcan los pasos catalíticos involucrados en la vía de síntesis de acetil-CoA y malonil-CoA a partir de citrato. Las
flechas verdes señalan la vía de reingreso del malato a la mitocondria (gris). Las flechas azules señalan la
asimilación de la fuente de carbono y parte de la glicólisis. Las flechas blancas indican la síntesis de TAG. Adaptado
de Patel y colaboradores (2016).
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1.5 Levaduras adaptadas al frío

Como se mencionó en la sección anterior, existen distintas condiciones fisiológicas en las que los

microorganismos pueden producir una mayor o menor cantidad de lípidos, siendo las

temperaturas bajas uno de los factores considerados con gran influencia sobre este proceso. El

frío es una de las condiciones ambientales predominantes en el planeta Tierra. Casi el 80 % de

los ecosistemas del planeta son fríos, entre ellos destacan los suelos del permafrost, los glaciares,

las aguas de las profundidades, el Ártico y la Antártica (Buzzini y Margesin, 2014). Algunos

ecosistemas, además de las bajas temperaturas, exhiben otros factores limitantes asociados al

frío, como baja disponibilidad de agua y nutrientes, alta presión hidrostática, estrés oxidante y

alta irradiación solar, haciendo que estos hábitats sean muy extremos para la vida. Sin embargo,

muchos microorganismos son capaces de sobrevivir bajo las condiciones frías y agrestes que

presentan estos ecosistemas (Shivaji y Prasad, 2009). Los microorganismos capaces de

sobrevivir a bajas temperaturas son comúnmente denominados “psicrófilos”. Los

microorganismos psicrófilos o psicrófilos obligados se caracterizan por tener la capacidad de

crecer a una temperatura mínima (TCmín) de 0 °C, teniendo una temperatura óptima de

crecimiento (TCópt) de 15 °C y una temperatura máxima de crecimiento (TCmáx) de 20 °C.

Además, se ha considerado que los organismos psicrófilos sólo pueden vivir en hábitats que

permanentemente están fríos (Russel, 2016). Otros microorganismos que también pueden crecer

en temperaturas de 0 °C son los denominados psicrotolerantes o psicrófilos facultativos, cuya

temperatura de crecimiento óptima se encuentra entre los 20 y 30 °C y, a diferencia de los

microorganismos psicrófilos, los psicrotolerantes pueden proliferar en ambientes que tienen bajas

temperaturas fluctuantes (Buzzini y Margesin, 2014). Por lo tanto, un organismo psicrófilo puede
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vivir en sitios con intervalos de temperatura de crecimiento restringidos, mientras que los

microorganismos psicrotolerantes pueden crecer en sitios con intervalos de temperatura más

amplios (Figura 4).

Figura 4. Clasificación de las levaduras según su crecimiento y temperatura. La curva de crecimiento de las
levaduras psicrofílicas se indica en azul oscuro (TCmín = 0 °C, TCópt = 15 °C y TCmáx = 20 °C), las
psicrotolerantes en azul claro (TCmín = 0 °C, TCópt = 20 - 30 °C y TCmáx ≳ 30 °C), las mesófilas en verde (TCmín
≳ 20 °C, TCópt = 20 - 25 °C, TCmáx ≳ 25 °C) y las termotolerantes en naranja (TCmín = 20 °C, TCópt = 35 – 40 °C
y TCmáx ≳ 40 °C). Tomado de González et al., (2020).

Las levaduras adaptadas al frío son microorganismos psicrófilos y psicrotolerantes con

altas capacidades de adecuación, las cuales responden a diferentes factores de estrés (Villarreal,

et al., 2018; Buzzini y Margesin, 2014; Zlatanov, et al., 2010). Las levaduras psicrófilas y

psicrotolerantes tienen una amplia heterogeneidad de funciones biológicas que las hacen

atractivas para la biotecnología, entre ellas destaca su capacidad de sintetizar: (i) proteínas de

choque térmico, (ii) proteínas anticongelantes, (iii) enzimas clave que modulan su actividad a

bajas temperaturas y (iv) compuestos foto-protectores como los carotenoides y las micosporinas

(Buzzini y Margesin, 2014; Moliné, et al., 2014). Asimismo, estos microorganismos tienen un

mecanismo conservado para la síntesis de lípidos que modulan la fluidez de la membrana en
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respuesta al frío. Los estudios han demostrado que el transporte de nutrientes se afecta cuando

disminuye la fluidez de la membrana a bajas temperaturas (Gunde-Cimerman, et al., 2014). Se

ha observado que las levaduras aumentan la síntesis de ácidos grasos insaturados (UFAs) en

respuesta al frío, mediante la inducción de la expresión del gen OLE1, que codifica para la

enzima ácido graso desaturasa (OLE1). La actividad de OLE1 está directamente relacionada con

el aumento en el nivel de insaturación de los ácidos grasos que componen la membrana celular,

lo cual incrementa su fluidez (Figura 5) (Schade, et al., 2004; Haas, 2014).

Figura 5. Cambios en la composición de la membrana celular en respuesta al frío. Las levaduras promueven la
formación de ácidos grasos insaturados en respuesta a las bajas temperaturas. En condiciones de frío, los
fosfolípidos de la membrana celular se componen mayoritariamente por ácidos grasos insaturados (morado)
haciéndola más fluida y menos rígida facilitando el flujo de nutrientes. Elaboración personal.

1.6 El caso particular de las levaduras antárticas: la importancia de la producción de TAG

La Antártica es un continente que cuenta con una superficie aproximada de 14 millones de Km2.

Una de las principales particularidades de este continente es que es considerado uno de los

ambientes más extremos de la Tierra, con temperaturas menores a los -15 °C durante el verano y
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temperaturas menores a los -40 °C durante el invierno; de hecho, al interior del continente se

registró una temperatura mínima histórica de -89.6 °C (Brito, 2020). Asimismo, la Antártica

cuenta con alta sequedad, fuertes vientos y nevadas, alto índice de radiación ultravioleta,

limitación de nutrientes, y ciclos de congelación y descongelación bastante pronunciadas. Por lo

tanto, los microorganismos que habitan en la Antártica están sometidos a múltiples presiones de

selección (Zlatanov, et al., 2001; Shivaji y Prasad, 2009). La distintiva capacidad de los

microorganismos antárticos de crecer y metabolizar bajo condiciones tan agrestes, resulta

motivante para la academia e investigadores que tienen interés en desarrollar aplicaciones

biotecnológicas (Rossi, et al., 2009; Viñarta, et al., 2016; Thomas-Hall, et al., 2010; Ruisi, et al.,

2007; Zlatanov, et al., 2010).

Desde hace muchos años, a la Antártica se le ha considerado una reserva natural que

alberga biodiversidad microbiana inexplorada con potencial biotecnológico (Buzzini y Margesin,

2014). Para el caso de las levaduras antárticas, las investigaciones se han enfocado a estudiar las

respuestas adaptativas a condiciones ambientales de la región, tales como el frío extremo y la alta

irradiación solar (Rossi, et al., 2009; Villarreal, et al., 2015). Otras investigaciones han sido

enfocadas a identificar enzimas útiles en la biorremediación de hábitats que se encuentran en

lugares fríos (Martorell, et al., 2017) En cuanto a investigaciones sobre producción de TAG,

algunas de estas levaduras antárticas han sido evaluadas y se han encontrado resultados

favorables y prometedores para la producción de biocombustible (Viñarta, et al., 2016).

Particularmente, las levaduras antárticas del género Rhodotorula como R. glutinis (R4 y R48), R.

glacialis (R15) y R. laryngis (R32 y R35) presentan la mayor producción y acumulación de
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lípidos con alto contenido de ácidos oleico y linoleico, lo cual las ha hecho atractivas como

productoras de materia prima para la producción de biocombustibles (Viñarta, et al., 2016).

1.7 Rhodotorula laryngis: una levadura oleaginosa que se encuentra en ambientes fríos

Rhodotorula laryngis (a veces referida por su sinonimia Cystobasidium laryngis) es una levadura

morfológicamente similar a la levadura roja Rhodotorula mucilaginosa (Sampaio, 2011), que se

encuentra distribuida ampliamente en ambientes fríos, tanto acuáticos (agua de glaciares, ríos de

agua de deshielo, lagos y lagunas de gran altitud) como terrestres (filoplano de los árboles

Nothofagus, suelo antártico; sedimentos y hielo de los glaciares) de lugares como los Alpes, la

Patagonia y la Antártica (Amaretti, et al., 2014; De García et al., 2007; Libkind, et al., 2009;

Arenz, et al., 2006; Turchetti, et al., 2013). R. laryngis también se encuentra en superficies de

frutas como la pera y la nectarina, e incluso se ha hallado en frotis laríngeos humanos, de donde

fue aislada por primera vez (Lutz, et al., 2012; Janisiewicz, et al., 2010; Sampaio, 2011).

Además, se han encontrado algunas cepas de ambientes salinos, tales como el mar muerto

(Butinar, et al., 2005).

R. laryngis es una levadura psicrófila facultativa que tiene potencial biotecnológico en

términos de enzimas activas en frío, pero su metabolismo ha sido poco explorado (Rossi, et al.,

2009; Amaretti, et al., 2014). Los estudios en R. laryngis comprenden varias vertientes, de las

cuales destacan: (i) investigaciones de resistencia a la radiación UV mediante la síntesis de

compuestos fotoprotectores como los carotenoides y micosporinas (Villarreal, et al., 2015; Vaz,

et al., 2011), (ii) síntesis de lipasas extracelulares (Brandão, et al., 2011; Carrasco, et al., 2012;
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Martorell, et al., 2017), y (iii) producción de ácidos grasos con valor comercial (Villarreal, et al.,

2018).

Aunque R. laryngis ha sido aislada de distintos hábitats, la mayoría de los estudios están

centrados en investigar aspectos fisiológicos con potencial biotecnológico de cepas provenientes

de la Antártica. En la última década, se evaluó las capacidades de síntesis de ácidos grasos como

respuesta al frío en las cepas R. laryngis DBVPG 4765 y DBVPG 4772 provenientes de la

Antártica (Rossi, et al. 2009; Villarreal, et al. 2018). En el estudio de Viñarta y colaboradores

(2016) se destaca que R. laryngis R32 es una levadura oleaginosa con potencial biotecnológico

que podría ser de gran utilidad para el ámbito de la producción de biocombustibles. Sin embargo,

se requieren estudios que aborden o exploren las condiciones fisiológicas en las que R. laryngis

podría incrementar la síntesis de lípidos de manera rentable. Asimismo, será necesario investigar

su capacidad de crecimiento y producción de ácidos grasos usando subproductos industriales de

bajo costo en los cultivos como el glicerol, el cual es un desecho en la producción de diésel.
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2. Antecedentes e interpretación de datos

En enero del año 2014, el grupo de trabajo encabezado por el Dr. Marcelo Baeza de la

Universidad de Chile, recopiló muestras de suelo de la isla Litchfield del Archipiélago Shetland

del Sur, en la Antártica (Troncoso, et al., 2016). A partir de dichas muestras de suelo, se aisló e

identificó la levadura Rhodotorula laryngis M2222C8 que posteriormente fue donada al grupo

del Laboratorio de Biología Molecular y Genómica de la Facultad de Ciencias, UNAM.

En el laboratorio de Biología Molecular y Genómica de la Facultad de Ciencias y el

laboratorio de levaduras de la Facultad de Medicina de la UNAM se realizaron distintos

experimentos durante 2019 con el fin de explorar las características de la levadura Rhodotorula

laryngis M2222C8 y conocer su potencial biotecnológico. De esta forma, se obtuvieron datos

crudos que se describen por primera vez en esta tesis, lo cual representa el eje medular de este

trabajo junto con el análisis e interpretación de los datos.

2.1 Condiciones de cultivo

Para la obtención de los datos presentados, la cepa M2222C8 fue cultivada en 100 mL de medio

rico (YPD, 1 % de extracto de levadura, 2 % de peptona bacto y 2 % de glucosa) durante 16-24 h

a 180 rpm y 28 °C. Dichos cultivos fueron usados como preinóculos, los cuales representaron el

tiempo 0 h. Posteriormente, las células fueron inoculadas en medio rico (YP) con glicerol (+Gly)

(YP+Gly, 0.5 % de extracto de levadura, 1 % de peptona bacto y 10 % de glicerol) o en medio

mínimo (MM) sin nitrógeno (-N) con glicerol (+Gly) (MM-N+Gly, 0.17 % de YNB sin fuente de

nitrógeno y 10 % de glicerol).
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2.2 R. laryngis acumula biomasa celular en medio rico con glicerol como fuente de carbono

El primer antecedente presentado corresponde tanto a la estimación del crecimiento como a la

estimación de biomasa de R. laryngis en presencia de una fuente de carbono alterna no

fermentable y económica como el glicerol. Para esto se inocularon células en medios de 50 mL

con glicerol (YP+Gly) y medio mínimo sin nitrógeno con glicerol como única fuente de carbono

(MM-N+Gly) a una densidad óptica (DO600) de 0.05. En ambos medios, se midió la DO600 y se

determinó el peso seco (g L-1) cada 24 h durante 5 o 6 días. Las curvas de crecimiento fueron

graficadas en el programa Prism versión 5.00 (https://www.graphpad.com/scientific-software/).

Los experimentos fueron repetidos dos veces (Figura 6). Para la determinación de biomasa, las

células crecidas en medio YP+Gly o MM+Gly fueron separadas en alícuotas (dependiendo de la

DO600 se tomaron alicuotas de 1, 10 o 50 mL) cada 24 h. Las células fueron centrifugadas a 3000

rpm. Luego, las células sedimentadas se resuspendieron 1:1 (p/v) en agua destilada y fueron

colocadas en tubos de 1.5 mL pre-pesados y deshidratadas con calor a 70 ºC durante 72 h

(Romero-Aguilar, et al., 2020). Después, las muestras fueron pesadas y se calculó la producción

de biomasa correspondiente al peso seco de las células. De esta forma, se obtuvo la Figura 6.
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Figura 6. Cinética de crecimiento y acumulación de biomasa de R. laryngis en medio rico y medio mínimo con
glicerol. A) Crecimiento de R. laryngis en medio rico con glicerol como fuente de carbono (YP+Gly). B)
Crecimiento de R. laryngis en medio mínimo sin nitrógeno con glicerol (MM-N+Gly). C) Acumulación de biomasa
en medio YP+Gly. D) Acumulación de biomasa en medio MM-N+Gly. La cinética de crecimiento y la acumulación
de biomasa se siguieron por 120 o 144 h. Datos representativos de dos réplicas biológicas.

En la Figura 6A se puede observar que en medio YP+Gly, R. laryngis alcanzó una

densidad óptica mayor a 20 (entre 28 y 30) en 144 h, lo cual equivale a 6.8 g L-1 de biomasa

partiendo de una DO600 inicial de 0.05 (Figura 6C). Por otro lado, en medio MM-N+Gly, R.

laryngis alcanzó a duplicarse dos veces en 120 h con una biomasa de 0.25 g L-1 partiendo de 0.05

de DO600 (Figura 6B y 6C). Por lo tanto, R. laryngis es una levadura capaz de crecer y acumular

biomasa al cultivarse en medio rico con glicerol como fuente de carbono. Sin embargo, R.

laryngis tiene un crecimiento lento en medio MM-N+Gly con una escasa producción de biomasa,
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haciendo evidente que la falta de nitrógeno u otros elementos en el medio afectan su crecimiento

y la producción de biomasa.

2.2 R. laryngis sintetiza cuerpos lipídicos en condiciones limitadas de nitrógeno

El siguiente antecedente presentado corresponde a la evaluación del valor relativo del contenido

de lípidos neutros en las células, el cual se realizó a partir de un análisis basado en la detección

de fluorescencia relativa (intensidad de fluorescencia/densidad óptica) del colorante BODIPY

493/503 (4, 4-difluoro-1, 3, 5, 7, 8-pentametil-4-bora-3a, 4a-diaza- s-indaceno) (Figura 7). Esta

técnica permite seguir la dinámica de la acumulación de lípidos neutros en hongos

levaduriformes como Ustilago maydis y Saccharomyces cerevisiae sin la necesidad de extraer los

lípidos (Romero-Aguilar, et al., 2018). En esta técnica el colorante BODIPY, altamente

específico para unirse a lípidos neutros, permite la obtención del cociente entre la intensidad de

fluorescencia y la densidad óptica, el cual se denomina como índice lipídico (IL). Para obtener el

IL, se utilizó una suspensión celular previamente fijada con formaldehído (3.5 %), un

amortiguador de lectura (5 µM de BODIPY y 500 mM de yoduro de potasio (KI)) y una placa

negra con fondo claro de 96 pozos. Los parámetros utilizados para medir la fluorescencia fueron

480 nm para la excitación, y 510 nm para la emisión. En paralelo a cada lectura de fluorescencia,

se determinó la DO 600nm. Cada muestra se leyó cinco veces añadiendo alícuotas de 5 µL de la

suspensión celular fijada con formaldehído al mismo pozo. La lectura del blanco se obtuvo al

incubar el amortiguador de lectura durante 15 min a 30 °C antes de agregar células. Los datos

obtenidos se analizaron al evaluar la linealidad de las mediciones de fluorescencia y absorbancia.
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Los datos fueron seleccionados para R2 ≥ 0.9 (Romero-Aguilar, et al., 2017; Romero-Aguilar, et

al., 2018).

Figura 7. Índice lipídico y micrografías de fluorescencia de R. laryngis en medio mínimo con glicerol y sin
nitrógeno. Las células fueron crecidas en medio mínimo con glicerol sin nitrógeno (MM-N+Gly) durante 120 h. A)
Índice lipídico a las 0, 6, 24, 48, 72, 96 y 120 h de cultivo en MM-N+Gly. B) Micrografías de fluorescencia usando
Calcoflúor, o C) BODIPY. D) Superposición de las imágenes B y C.

El IL fue determinado a las 0, 6, 24, 48, 72, 96 y 120 h de crecimiento. Con el IL (Figura

7A) se determinó que la máxima acumulación de LB en células cultivadas en MM-N+Gly es a

las 72 h. Esto fue corroborado por microscopía de fluorescencia utilizando los colorante

BODIPY y calcoflúor, que revelaron la formación de LB que abarcaron gran parte del espacio

intracelular (Figura 7B-D). El calcoflúor se fija en la pared celular (Figura 7B), mientras que el

BODIPY permite identificar los LB de manera definida (Figura 7C). El empalme de la figura
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7B y 7C permite co-localizar los LB en el citosol de R. laryngis (Figura 7D). Por lo tanto, la

máxima capacidad de síntesis de LB de R. laryngis se observó a las 72 h de cultivo en medio

mínimo que contienen glicerol como única fuente de carbono en la condición sin nitrógeno.

2.3 R. laryngis acumula cuerpos lipídicos a las 72 h de cultivo en medio mínimo con glicerol

sin nitrógeno

Los resultados anteriores mostraron que R. laryngis tiene un incremento máximo de

fluorescencia relativa a las 72 h de cultivo en medio MM-N+Gly. Para observar la acumulación

de LB bajo estas condiciones y obtener imágenes de mayor calidad, se obtuvieron imágenes de

microscopía confocal a las 0 y 72 h (Figura 8A). Para detectar los LB, se incubaron 2 µL de

células con 2 µM de BODIPY, durante 10 min a temperatura ambiente. A continuación, las

células se lavaron, se montaron en portaobjetos SilanePrep (Sigma Co.) y se obtuvieron

imágenes en un microscopio confocal (Zeiss LSM5 Pascal, Carl Zeiss GmbH, Göttingen,

Alemania) con una inmersión en aceite 100 × N.A. 1.3 objetivo (Romero -Aguilar, et al., 2020).

Las longitudes de onda utilizadas o filtro se describen en Romero-Aguilar y colaboradores

(2017). Las imágenes se analizaron con el software ImageJ.

Para corroborar el incremento de los lípidos neutros acumulados en los LB de las células

cultivadas en el tiempo 0 y a las 72 h en MM-N+Gly, se realizó un análisis de citometría de flujo

en ambas condiciones (Figura 8B). La identificación de lípidos neutros en R. laryngis se llevó a

cabo mediante la detección del colorante BODIPY. Las células cultivadas en medio MM-N+Gly

fueron recolectadas a las 0 y 72 h, luego fueron fijadas con formaldehído al 4 % durante 15 min a

temperatura ambiente y lavadas dos veces con una solución de NaCl al 0.9 %. Las células se
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resuspendieron a una concentración final de 5 × 106 células / mL, se incubaron con el colorante

BODIPY durante 10 min a temperatura ambiente en oscuridad. Posteriormente, las células

fueron lavadas dos veces con NaCl al 0.9 % y se sonicaron brevemente en un sistema ultrasónico

compacto de alto rendimiento (Fisher Scientifc FS3). Las células se observaron mediante

microscopía antes de la adquisición para confirmar la rotura de agregados celulares. Por

condición, se adquirieron 20,000 eventos con el citómetro de flujo MACSQUANT Analyzer 10

(Miltenyi Biotec, Alemania). Se analizaron cuatro muestras de cultivos independientes para cada

condición. Los datos se analizaron utilizando el software FlowJo V. 10.5.3.

Figura 8. Detección y cuantificación de cuerpos lipídicos mediante microscopía confocal y citometría de flujo.
A) Micrografías confocales de R. laryngis cultivada en medio mínimo sin nitrógeno con glicerol como única fuente
de nitrógeno (MM-N+Gly) a las 0 h (control) y 72 h. En las imágenes verticales se observan las células con la luz
transmitida (DIC), la pared celular teñida con calcoflúor o los cuerpos lipídicos (LB) teñidos con BODIPY. La
acumulación de LB en el interior celular puede observarse al sobreponer las imágenes de DIC, Calcoflúor y
BODIPY (Merge). B) Se obtuvo la media geométrica de fluorescencia (GEO.MFI BODIPY) mediante citometría de
flujo a las 0 h (barra blanca) y 72 h (barra negra) de los cultivos celulares crecidos en medio MM-N+Gly. Las
imágenes de microscopía confocal y los datos de citometría de flujo son representativos de 2 réplicas biológicas.
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El análisis de microscopía confocal permitió observar pequeños LB que se forman en el

espacio intracelular de R. laryngis en el tiempo 0 h, que corresponde a las células crecidas en

medio rico YPD (preinóculo) durante 16 h (Figura 8A, panel superior). En medio MM-N+Gly,

se observó que los LB aumentan de número y tamaño a 72 h de cultivo (Figura 8A, panel

inferior). La micrografía de empalme (Merge) reveló que los LB ocupan más del 50 % del citosol

de R. laryngis (Figura 8A, panel inferior). Por lo tanto, el metabolismo de síntesis de lípidos

neutros en R. laryngis tiene su máxima acumulación de LB a las 72 h de cultivo bajo condiciones

de inanición de nitrógeno en presencia de glicerol como única fuente de carbono.

La media geométrica de la intensidad de fluorescencia (GEO-MFI-BODIPY) de las

células cultivadas en el tiempo 0 h fue menor a 0.2E + 04 (Figura 8B). En cambio, cuando las

células son cultivadas en medio MM-N+Gly durante 72 h se obtiene un valor aproximado de

4.8E + 04 de GEO-MFI-BODIPY, indicando que los niveles de lípidos neutros aumentan 24

veces a las 72 h con respecto al control (tiempo 0 h). Por lo tanto, los datos de citometría de flujo

refuerzan y demuestran que R. laryngis es capaz de sintetizar lípidos neutros y que se acumulan

en los LB en medio MM-N+Gly a las 72 h de crecimiento (condición lipogénica).

2.4 Perfil de ácidos grasos de R. laryngis bajo la condición lipogénica utilizando glucosa o

glicerol como única fuente de carbono

Una vez validada la síntesis de lípidos neutros y la acumulación de LB en R. laryngis en medio

MM-N+Gly a las 72 h (condición lipogénica), se determinó el porcentaje del perfil de ácidos

grasos mediante cromatografía de gases en la condición lipogénica utilizando glicerol

(MM-N+Gly) o glucosa (MM-N+Glu) como única fuente de carbono (Figura 9). La
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composición de ácidos grasos libres fue analizada mediante GC – MS (cromatografía de gases

acoplada a espectrometría de masas) (Hewlett Packard 5890 – Hewlett Packard 5972) de acuerdo

a Romero-Aguilar y colaboradores (2017). Después de la extracción de lípidos, se realizó la

transesterificación de los ácidos grasos utilizando metanol anhidro en condiciones ácidas. Se

añadió una muestra de 500 µL de lípidos a 2 mL de una mezcla anhidra de benceno / metanol

(1:1, v/v) y 50 µL de ácido sulfúrico (H2SO4) concentrado, y se incubó a 30 °C durante 16 h. La

reacción se detuvo agregando 2 mL de agua. Posteriormente, se realizó dos veces una extracción

orgánica con hexano. El disolvente se evaporó en atmósfera de nitrógeno. Las condiciones del

análisis GC-MS fueron: inyector 270 °C, flujo dividido 15 mL / min, columna capilar (25 m,

0.20 mmdi) recubierta con metilsiloxano (0.33 µm de espesor, Hewlett Packard) y helio como

gas portador (presión de columna 244 kPa). La temperatura inicial fue de 170 ° C y aumentó a

200 °C en 3 min y a una temperatura final de 240 ° C (velocidad 2 °C / min) con un tiempo de

análisis total de 23 min. Se utilizó una energía de ionización de 70 eV para el detector de masas.

Las muestras secas se resuspendieron en 40 µL de hexano puro y se inyectaron 0.4 µL.

Finalmente, el análisis de los datos correspondientes al perfil de ácidos grasos de R.

laryngis reveló que los ácidos grasos más abundantes en ambas condiciones fueron el ácido

palmítico (C16:0), el ácido esteárico (C18:0) y el ácido oleico (C18:1) (Figura 9). El porcentaje

de estos ácidos grasos fue variable en cada caso, aunque el más predominante fue el ácido

esteárico en ambos medios. En medio MM-N+Gly, se observó un mayor porcentaje de ácido

oleico (32 %) en comparación a las células que fueron cultivadas en medio MM-N+Glu (24 %).

El porcentaje de ácido esteárico fue similar en las células que fueron cultivadas en medio

MM-N+Glu (37 %) y medio MM-N+Gly (35 %), mientras que el porcentaje de ácido palmítico
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en medio MM-N+Glu fue de 36 % y en medio MM-N+Gly de 29 %. También se observó un

pequeño aumento en el porcentaje del ácido heptadecanoico en medio MM-N+Gly (1.8 %) en

comparación con las células que fueron crecidas en MM-N+Glu (0.34 %). Por lo tanto, el perfil

de ácidos grasos de R. laryngis es similar en ambas condiciones, indicando que la fuente de

carbono (glucosa o glicerol) no afecta la composición de los ácidos grasos sintetizados. Sin

embargo, se observó que el ácido oleico está más enriquecido en las células que crecieron en

glicerol como única fuente de carbono.

Figura 9. Perfil de ácidos grasos de R. laryngis en medio mínimo sin nitrógeno y variando la fuente de
carbono. Porcentaje de los ácidos grasos de las células que fueron crecidas en medio mínimo sin nitrógeno con
glucosa (MM-N+Glu, barras negras) o glicerol (MM-N+Gly) como fuente de carbono.
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3. Justificación

El mayor reto en el tema de la producción de biocombustibles de manera rentable a partir de

hongos es la identificación de levaduras oleaginosas capaces de generar grandes cantidades de

biomasa celular que contengan altos niveles de ácidos grasos de cadena larga en forma de

triacilgliceroles almacenados en cuerpos lipídicos celulares. A pesar de que se han identificado

algunas levaduras oleaginosas con potencial biotecnológico para la producción de

biocombustibles como el biodiésel, actualmente se requiere optimizar las condiciones de

crecimiento celular que permitan incrementar la biomasa y mantengan la lipogénesis activa.

La levadura antártica Rhodotorula laryngis M2222C8 ha sido poco explorada; además,

los estudios sobre su viabilidad como fábrica celular de lípidos para la producción de biodiésel

son prácticamente escasos. Por lo tanto, es importante evaluar la capacidad de biosíntesis de

cuerpos lipídicos y ácidos grasos de R. laryngis M2222C8 en cultivos que contienen glicerol

como fuente de carbono pero sin nitrógeno, una condición de cultivo económica que activa la vía

de síntesis de lípidos de novo.
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4. Hipótesis

La levadura antártica Rhodotorula laryngis M2222C8 sintetizará y acumulará grandes cantidades

de cuerpos lipídicos y ácidos grasos cuando sea cultivada bajo estrés nutricional por la falta de

nitrógeno y la utilización de glicerol como fuente de carbono.
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5. Objetivo general

Evaluar la biosíntesis de los cuerpos lipídicos y la producción de ácidos grasos en la levadura

antártica Rhodotorula laryngis M2222C8.
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6. Objetivos particulares

❖ Analizar e interpretar los datos de la cinética de crecimiento y la biomasa de R. laryngis

en medio mínimo sin nitrógeno utilizando glicerol como fuente de carbono.

❖ Determinar el contenido de cuerpos lipídicos mediante el análisis de los datos de índice

lipídico, microscopía confocal y citometría de flujo en la condición lipogénica en

diferentes intervalos de tiempo.

❖ Analizar e interpretar los datos del perfil de ácidos grasos que se obtuvo mediante

cromatografía de gases acoplada a espectrometría de masas en la condición lipogénica.

❖ Proponer las características de calidad del biodiésel con base en el perfil lipídico.
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7. Materiales y métodos

7.1 Determinación de las características de calidad del biodiésel de acuerdo a los datos

descritos

Las propiedades del biodiésel como el valor de saponificación (SV), el índice de yodo (IV), el

número cetano (CN) y el grado de insaturación (DU) se determinaron como se indica en Wu y

colaboradores (2014) y Patel y colaboradores (2016) para R. laryngis cultivada en medio

MM-N+Gly y MM-N+Glu:

(1) SV = ∑ 560(%FA)/M

donde %FA es el porcentaje de cada ácido graso (FA) y M es la masa molecular de cada ácido

graso.

(2) IV = ∑ 254(DB) (%FA)/M

donde DB es el número de enlaces dobles en la cadena de ácido graso.

(3) CN = 46.3+5458/SV-(0.255*IV)

(4) DU = MUFA + (2*PUFA)

donde ácidos grasos monoinsaturados (MUFA) es el contenido total de monoinsaturaciones y

PUFA el contenido total de poliinsaturaciones.
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8. Resultados y discusión

En la última década se comenzó a evaluar la capacidad de la levadura R. laryngis para sintetizar

lípidos intracelulares, los trabajos más relevantes han sido: (i) el realizado por Rossi y

colaboradores en 2009, y (ii) Viñarta y colaboradores en 2016. En este último, se destacó por

primera vez la capacidad de R. laryngis para producir lípidos con un uso biotecnológico

potencial. Sin embargo, R. laryngis ha sido poco explorada y son escasas las investigaciones

enfocadas a la optimización de la biosíntesis de lípidos y la producción de biomasa con fines

biotecnológicos.

Existen distintas características que permiten evaluar la efectividad de un

microorganismo para producir algún metabolito de interés. En el caso particular de la producción

de lípidos a partir de levaduras, se debe considerar que estas sean oleaginosas, es decir que

acumulen más del 20 % de su biomasa en forma de lípidos (Leong, et al., 2018). También es

importante considerar que la levadura oleaginosa seleccionada tenga la capacidad de acumular

ácidos grasos de la composición que se requiera para el fin comercial.

En el tema de las levaduras oleaginosas y los biocombustibles, algunos estudios

consideran evaluar parámetros como el contenido de lípidos totales (g L-1), el porcentaje de

lípidos (%), el incremento de biomasa (g L-1), la productividad lipídica (g L-1/día), el índice

lipídico (fluorescencia/biomasa), el porcentaje del perfil de los ácidos grasos (%), la generación

de cuerpos lipídicos (microscopía de fluorescencia), entre otros (Patel, et al., 2016; Polburee, et

al., 2016; Huang, et al., 2016; Romero-Aguilar, et al., 2018). En este trabajo se consideraron los

siguientes parámetros para evaluar la capacidad de producción de lípidos neutros en la levadura
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antártica R. laryngis M2222C8: (i) aumento de la densidad óptica, (ii) incremento de la biomasa,

(iii) índice lipídico en diferentes tiempos de cultivo, (iv) generación de cuerpos lipídicos en

distintos intervalos, y (v) porcentaje del perfil de ácidos grasos.

8.1 Acumulación de biomasa de R. laryngis

La glucosa es una de las fuentes de carbono más utilizadas en los cultivos de levaduras y otros

microorganismos; sin embargo, usar esta fuente en los cultivos microbianos para la síntesis de

lípidos resulta costoso para la industria del biodiésel (Huang, et al., 2013). Por lo tanto, encontrar

fuentes de carbono alternativas que permitan generar rendimiento tanto de biomasa como de

lípidos resultaría beneficioso para el tema de biocombustibles.

Algunos trabajos han explorado la capacidad de distintas levaduras para crecer y generar

biomasa y lípidos empleando diversas fuentes de carbono. Algunos de ellos han propuesto

utilizar glicerol como fuente de carbono, ya que abarataría enormemente el costo de la

producción de biomasa y lípidos (Taccari, et al., 2012). En el presente estudio, en cuanto a

crecimiento se refiere, en la Figura 6B se puede observar que R. laryngis casi no tiene

crecimiento celular cuando se cultivó en MM-N+Gly, por lo que difícilmente se pudo diferenciar

con exactitud las fases de crecimiento. Por otro lado, las levaduras crecidas en medio rico

alcanzaron una densidad óptica (DO600) de 20. Este hecho cobra relevancia en cuanto a

producción de lípidos, ya que algunos estudios consideran y mencionan que la mayor

acumulación de triacilgliceroles (TAG) en levaduras oleaginosas puede ocurrir durante la fase

estacionaria (entre 24 y 72 h de cultivo), cuando se alcanza la densidad óptica máxima y se agota

la fuente de nitrógeno (Enshaeieh, et al., 2013). Con respecto a nuestros resultados, el
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crecimiento de R. laryngis disminuye cuando se empleó glicerol como fuente de carbono en

ausencia de nitrógeno. Este fenómeno es común pero no el más predominante en levaduras que

crecen en medios con glicerol como fuente de carbono (Taccari, et al., 2009).

Particularmente, para la generación de biomasa, como se puede observar en la Tabla 3,

cuando se usan distintas fuentes de carbono el rendimiento en la producción puede ser muy

heterogéneo. Aunque en medios ricos con glicerol como fuente de carbono, la producción de

biomasa puede llegar a ser más alta en comparación a cultivos basados en glucosa (Taccari, et

al., 2009), cuando se emplean medios limitados de nitrógeno con glicerol algunos estudios

presentan rendimientos más bajos. Por ejemplo, las levaduras Rhodosporidium babjevae y

Rhodosporidium diobovatum producen entre 9.9 y 14.1 g L-1 de biomasa en condiciones

limitadas de nitrógeno utilizando 430 mM (4.3 %) de glicerol como fuente de carbono, siendo en

este caso una acumulación de biomasa menor si se compara con las mismas cepas crecidas en

presencia de glucosa (14.43 y 16.45 g L-1 de biomasa) (Munch, et al., 2015). Otras levaduras

como Y. lipolytica logran acumular hasta 12 g L-1 de biomasa en medio mínimo empleando 440

mM (4.4 %) de glicerol como fuente de carbono, una cantidad equiparable de biomasa si esta

levadura es cultivada con una combinación de dextrosa y glicerol (12 g L-1) (Sestric, et al.,

2014). La limitada acumulación de biomasa en condiciones de cultivo ricas en glicerol puede ser

un indicativo de la regulación relativamente deficiente en las enzimas que están implicadas en

los pasos metabólicos primarios de la asimilación del glicerol (p. ej., la glicerol cinasa y la

3-P-glicerol deshidrogenasa), que hacen que esta fuente de carbono tenga un rendimiento de

conversión menor que otros sustratos (Papanikolaou y Aggelis, 2011).
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Tabla 3. Cantidad de biomasa y lípidos que generan distintas levaduras oleaginosas cultivadas con diferentes sustratos.

Especie Sustrato
Biomasa

(g L-1)
Contenido lipídico
(% de peso seco)

Lípidos
(g L-1) Referencia

Apiotrichum curvatus Suero 85 35 29.75 Yang, et al., 2019

Cryptococcus curvatus Glucosa 104.1 82.7 86.09

Lipomyces starkeyi Celobiosa 28 50 14

Lipomyces starkeyi Celobiosa y xilosa 31.5 55 17.3

Rhodosporidium babjevae Glicerol 9.9 34.9 - Munch, et al., 2015

Rhodosporidium diobovatum Glicerol 14.1 63.7 -

Rhodosporidium toruloides Glucosa 106.5 67.5 71.89 Yang, et al., 2019

Rhodotorula glutinis Almidón de aguas residuales 60 30 18

Rhodotorula laryngis Glucosa 8 42 5 Viñarta, et al., 2016

Rhodotorula laryngis Glucosa 11 38 2 Viñarta, et al., 2016

Trichosporon cutaneum Glucosa 22.9 52.4 12 Yang, et al., 2019

Trichosporon cutaneum Xilosa 21.2 46.5 9.9

Trichosporon fermentans Glucosa 28.1 62.4 17.5

Trichosporon fermentans Melaza y glucosa 27.9 52.7 14.7

Trichosporon fermentans Hidrolizado de paja de arroz 28.6 40.1 11.5

Yarrowia lipolytica Glucosa 9.3 24.70 2.3

Yarrowia lipolytica
Hidrolizado de salvado de

arroz 10.8 48.0 5.16

Yarrowia lipolytica Hidrolizado de caña de azúcar 11.4 58.5 6.68

Yarrowia lipolytica Glicerol 4.7 22.30 1.050

Yarrowia lipolytica Glicerol 12 31 - Sestric, et al., 2014

Tabla adaptada de Yang y colaboradores (2019).
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Nuestros resultados sugieren que en condiciones de inanición de nitrógeno y en presencia

de glicerol al 10 % (1M) como única fuente de carbono (MM-N+Gly), R. laryngis acumula una

menor cantidad de biomasa que en la condición de cultivo del medio rico con glicerol (YP+Gly).

La cantidad de biomasa acumulada de R. laryngis en MM-N+Gly es de aproximadamente 0.25 g

L-1, mientras que en medio YP+Gly, R. laryngis acumula mayores cantidades de biomasa (6.8 g

L-1). Esto hace sentido si se contempla que durante la inanición de nitrógeno, las células cesan su

crecimiento y comienzan a almacenar el exceso de carbono (Papanikolaou y Aggelis, 2011).

Aunque R. laryngis es capaz de acumular biomasa en medio rico en presencia de glicerol

al 10 %, su valor de acumulación resulta bajo al compararlo con los valores de acumulación de

biomasa (entre 8 y 11 g L-1 de biomasa, en medios basados   en glucosa y limitados de nitrógeno)

de R. laryngis R32 que se obtuvieron en el trabajo de Viñarta y colaboradores (2016).

8.2 La inanición de nitrógeno en presencia de glicerol estimula la acumulación de lípidos en

R. laryngis

La limitación de nitrógeno en relación con el carbono ha sido la condición de cultivo ideal para

explorar la capacidad de los microorganismos para acumular lípidos (Easterling, et al., 2009). La

activación de la acumulación de los TAG se debe a la limitada asimilación de carbono cuando la

relación carbono/nitrógeno (C/N) es alta. Bajo esta condición, las actividades metabólicas

celulares se canalizan hacia la acumulación de lípidos en lugar de generar biomasa celular (Yook,

et al., 2016). Considerando que nuestro medio de cultivo contenía glicerol como fuente de

carbono y ninguna fuente de nitrógeno, la proporción de C/N que se utilizó fue de 10/0 (%). El

efecto de esta relación se ve reflejado en la activación de la acumulación de TAG, la cual se
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puede observar en el índice lipídico (IL) (Figura 7A). El IL reveló que la mayor acumulación de

TAG intracelulares en R. laryngis se puede detectar a las 72 h de cultivo en medio MM-N+Gly.

Este resultado fue corroborado por microscopía de fluorescencia, microscopía confocal y

citometría de flujo (Figura 7B-D y Figura 8), con los cuales se pudo observar la acumulación de

los cuerpos lipídicos (LB), tal y como lo demostraron Romero-Aguilar y colaboradores (2020) en

el hongo Ustilago maydis. Los datos demuestran diferencias en la acumulación de TAG por R.

laryngis entre los cultivos MM-N+Gly y YP+Gly (datos no mostrados). Si bien es difícil

asegurar que la mayor acumulación de lípidos sea debido al cultivo con glicerol, nitrógeno o

ambos en conjunto, sí puede afirmarse que la levadura R. laryngis cultivada con glicerol e

inanición de nitrógeno acumula más lípidos en las condiciones experimentales de MM-N+Gly

que los cultivos cultivados en YP+Gly.

Las propiedades de acumulación de lípidos de R. laryngis han sido poco exploradas

(Rossi, et al., 2009; Viñarta, et al., 2016). De hecho, su cultivo con una fuente de carbono basada

en glicerol no se ha estudiado. Se ha demostrado que R. laryngis es una levadura que acumula

entre 38 y 42 % de lípidos totales por biomasa (valores con los que fue reportada como una

levadura oleaginosa), lo cual equivale a entre 2 y 5 g L-1. En el trabajo de Viñarta y

colaboradores (2016) se utilizaron medios de cultivo con relaciones relativamente altas de C/N

(entre 40 y 110) con glucosa como fuente de carbono, sugiriendo que se requerirá cambiar los

parámetros de la relación C/N que se usó en el presente trabajo o utilizar glucosa como fuente de

carbono para optimizar la producción de lípidos.
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8.3 R. laryngis acumula ácido esteárico, ácido oleico y ácido palmítico en presencia de

glucosa o glicerol como fuente de carbono

Las propiedades del biodiésel y la composición de ácidos grasos que pueden tener los TAG

dependen en gran medida del tipo de materia prima usada para su producción, es decir, la fuente

de carbono empleada en los cultivos (Zhang et al., 2016; Sitepu, et al., 2013). Debido a la gran

variabilidad de sustratos y condiciones empleadas en diferentes estudios, es común encontrar

perfiles de ácidos grasos diversos, independientemente de la afiliación taxonómica (p. ej. Y.

lipolytica) (Sitepu, et al., 2013) (Tabla 4). En el perfil lipídico de R. laryngis en medio rico y

mínimo se observó variabilidad (Figura 9).
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Tabla 4. Perfil lipídico de distintas especies de levaduras

Especie Sustrato C16:0 C18:0 C18:1 Referencia

Debaryomyces etcellsii 18.4±0.1 38.8±0.2 27.3±0.3 Romero-Aguilar, et
al., 2016Cryptococcus sp SM5S05 22.5-23 56.7-57.5 6.9-7.7

Picchia pastoris 12 40 22

Saccharomyces cerevisiae 12 40 NR

Rhodotorula toruloides CBS14 21.6±0.2 50±0.4 11±0.4

Rhodotorula gracilis 21.8 56.1 5.1

Yarrowia lipolytica YPD 22.1 52.5 11.5

Yarrowia lipolytica
Medio adicionado con

ácido oleico 4.1 77 6.6

Rhodotorula laryngis DBVPG
4765 (T4° C) Glucosa 26 1.2 39.4 Rossi, et al., 2009

Rhodotorula laryngis DBVPG
4765 (T18° C) Glucosa 23.3 2.1 45.8

Rhodotorula laryngis DBVPG
4765 (T30° C) Glucosa 20.4 4.6 51.1

Rhodotorula laryngis DBVPG
4772 (T4° C) Glucosa 22.6 7.9 41.6

Rhodotorula laryngis DBVPG
4772 (T18° C) Glucosa 29.1 1.4 44.8

Rhodotorula laryngis DBVPG
4772 (T30° C) Glucosa 26.3 5.5 41.4

NR: no reportado. Tabla adaptada de Romero y colaboradores (2016)

Los porcentajes en los perfiles de ácidos grasos de R. laryngis crecida en medio

MM-N+Glu o MM-N+Gly son similares, los ácidos grasos más abundantes en MM-N+Gly son

ácido esteárico (34 %), ácido oleico (32 %) y ácido palmítico (29 %). Anteriormente, en el

trabajo de Rossi y colaboradores (2009), se estudió el perfil lipídico de R. laryngis en medio rico

con glucosa como fuente de carbono. El análisis de datos que se presenta en este trabajo muestra

que R. laryngis es capaz de producir ácido palmítico (20 - 29 %), ácido esteárico (1 - 7.9 %) y
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ácido oleico (39 - 51 %). Al comparar nuestros resultados de medio MM-N+Glu con los

previamente descritos, encontramos que los porcentajes de ácido palmítico son similares (29 vs

20 - 29 %), mientras que los porcentajes de ácido oleico son inferiores (32 vs 39 - 51 %) en

nuestro trabajo. En cuanto a los porcentajes de ácido esteárico, en nuestro perfil lipídico se

obtuvo un valor mayor (34 vs 1 - 7.9 %). Por lo tanto, R. laryngis es capaz de producir TAG con

una composición de ácidos grasos muy similar a la deseable (una alta proporción de 18:1, ácido

oleico) bajo estrés nutricional por la falta de nitrógeno en presencia de glucosa o glicerol como

única fuente de carbono. La alta producción de ácido oleico y la baja proporción de ácidos grasos

poliinsaturados, son características deseables que deben tener los aceites empleados para la

producción de biodiésel, debido a que sus capacidades estructurales se relacionan con las

especificaciones químicas buscadas para producir biodiésel (Tabla 5) (Sitepu, et al., 2013;

Ramos, et al., 2009). En cuanto a la alta producción de ácido oleico, R. laryngis podría resultar

ser una opción atractiva para la producción de biodiésel. Un aspecto interesante sobre el trabajo

de Rossi y colaboradores (2009), es que el contenido de ácidos grasos también es sensible a las

variaciones de temperatura, principalmente influenciado por la psicrotolerancia de R. laryngis.

No obstante, para la obtención de los datos analizados, la temperatura no fue un parámetro

relevante, aunque es aproximada a la temperatura de 30 °C que Rossi y colaboradores (2009)

usaron para sus ensayos.

51



Tabla 5. Influencia de la estructura de los ácidos grasos en los parámetros de rendimiento de biocombustibles.

Medio

Índice de cetano (calidad
de ignición: mayor es

mejor)

Punto de fusión
(menor es

mejor)

Estabilidad a la
oxidación (mayor

es mejor)

Viscosidad
cinemática

(menor es mejor)
Calor de

combustión

Longitud de la
cadena Larga es mejor Corta es mejor NR Corto es mejor

Largo es
mejor

Grado de
saturación Saturada es mejor

Insaturada es
mejor Saturado es mejor

Insaturado es
mejor NR

Ramificaciones NR
Ramificado es

mejor NR NR NR

NR: no es relevante. Tabla obtenida de Romero-Aguilar, et al., (2016).

8.4 El biodiésel producido a partir de R. laryngis sería estable a la oxidación y al

almacenamiento prolongado

A partir del análisis del perfil lipídico de R. laryngis se determinaron los valores referentes a

algunas de las propiedades comúnmente utilizadas para evaluar la calidad del biodiésel como

son: (i) el valor de saponificación (SV), (ii) el índice de yodo (IV), (iii) el número de cetano

(CN) y (iv) el grado de insaturación (DU), de acuerdo con lo reportado previamente (Wu, et al.,

2014: Patel, et al., 2016). El análisis resumido se muestra en la Tabla 6. Los datos obtenidos en

ambos medios (glucosa y glicerol) revelaron que no existen diferencias sustanciales, siendo SV y

CN muy parecidos entre sí. Por otro lado, los valores referentes a IV y DU fueron los más

disímiles entre los dos medios empleados (MM-N+Gly y MM-N+Glu). Los valores más altos en

la estimación de las propiedades del biodiésel se obtuvieron en la condición de medio mínimo

con glicerol.

Se puede observar que el IV es menor con respecto a los valores máximos estandarizados

por la norma ASTM (American Society for Testing and Materials) D6751 y la norma Europea
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para Biodiésel (European Committee for Standardization, ECS) 14214; 120 g yodo / 100 g para

IV (Knothe, 2010; Patel, et al., 2016). Asimismo, el valor de CN es bajo con respecto al valor

mínimo estandarizado por las mismas normas (CN de 47 para la ASTM y 51 para la ECS). En

resumen, los ácidos grasos sintetizados y acumulados por R. laryngis en medio MM-N+Gly y

MM-N+Glu presentan propiedades de rendimiento similares para la producción de biodiésel.

Tabla 6. Estimación de propiedades del biodiésel con base al perfil de ácidos grasos de R. laryngis.

Medio SV IV (g yodo / 100 g) CN DU (%)

MM-N+Gly 203.042 31.34 28.22 34

MM-N+Glu 204.393 24.16 26.93 27

Los perfiles de ácidos grasos de levaduras oleaginosas pueden variar de manera significativa, es

por ello que las propiedades del biodiésel pueden ser muy heterogéneas y por lo tanto se han

establecido algunas propiedades con las que se puede evaluar su calidad (Patel, et al., 2016), por

ejemplo, el número de cetano, el punto de fusión, la estabilidad oxidativa, la viscosidad

cinemática y el calor de combustión. Estas propiedades en el biodiésel deben ser evaluadas y

cumplir con las normas oficiales que establece la ASTM (Knothe, 2008). La mayoría de estas

propiedades están relacionadas con las características químicas de los ácidos grasos, entre ellas

destaca la longitud de la cadena, el grado de insaturación y el número de ramificaciones (Tabla

5) (Sitepu, et al., 2013).

La insaturación de ácidos grasos se puede estimar mediante el índice de yodo (IV). Un IV

alto provoca una tasa mayor de polimerización de glicéridos, lo cual aumenta el espesor del

combustible, provocando la formación de depósitos sólidos en el sistema de combustible del
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motor, que afecta negativamente los patrones de rociado de los inyectores de combustible

(Shunmugam, et al., 2019). Por lo tanto, es deseable un IV bajo para la producción de biodiésel

(Ramos, et al., 2009). Según la Norma Europea para Biodiésel (ECS), un biocombustible no

debe sobrepasar el umbral de 120 g yodo / 100 g, por lo tanto, el IV de los ácidos grasos

sintetizados por R. laryngis en ambas condiciones (MM-N+Gly y MM-N+Glu) está dentro de los

parámetros permitidos (31.34 y 24.16 g de yodo / 100 g, respectivamente). Ahora bien, el DU

describe la estabilidad a la oxidación, influyendo en la viabilidad del almacenamiento

prolongado del combustible (Patel, et al., 2016). Es deseable un DU bajo para que el

biocombustible sea más estable. En nuestro análisis se calculó que el valor DU de los ácidos

grasos sintetizados por R. laryngis en glicerol o glucosa como fuente de carbono sin nitrógeno es

bajo (34 o 27 %, respectivamente). Por lo tanto, el biodiésel que se puede producir con R.

laryngis es estable al almacenamiento prolongado y a la oxidación.

No obstante, los CN fueron las únicas características de rendimiento cuyos valores

estuvieron fuera del rango estandarizado tanto por la ASTM como por la ECS. El NC de los

ácidos grasos sintetizados de R. laryngis en MM-N+Gly fue de 28.22, mientras que en

MM-N+Glu fue 26.93. Las normas ASTM y ECS permiten un mínimo de NC de 47 y 51,

respectivamente (Knothe, 2010). El CN es un parámetro de calidad relacionado con el tiempo de

retardo de encendido y la calidad de combustión. De hecho, cuanto mayor es el CN, mejores son

las propiedades de ignición de un combustible (Meher, et al., 2006). Por lo tanto, las propiedades

de ignición de un combustible basado en los ácidos grasos sintetizados por R. laryngis en las

condiciones estudiadas no es óptima para el CN.
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9. Conclusiones

Rhodotorula laryngis puede cultivarse en condiciones de inanición de nitrógeno en presencia de

una fuente de carbono no fermentable como glicerol. Bajo esta condición de cultivo se observó

que R. laryngis crece lento en comparación con las células que crecen en medio rico con glicerol.

La acumulación de biomasa de R. laryngis en medio MM-N+Gly (0.25 g L-1) es 30 veces menor

que en medio YP+Gly (6.8g L-1). El nulo crecimiento de R. laryngis en medio MM-N+Gly es un

efecto que frecuentemente se observa en los cultivos de levaduras cuya fuente de carbono es

glicerol o por la falta de nitrógeno.

El índice lipídico de R. laryngis incrementa en medio MM-N+Gly, este aumento está

correlacionado con el contenido LB. La acumulación de lípidos neutros se comienza a observar a

las 24 h de cultivo en medio MM-N+Gly, el punto máximo de acumulación se detecta a las 72 h.

Lo anterior se apoya con micrografías de fluorescencia, donde se evidencia que los LB ocupan

más del 50 % del espacio citosólico de la célula.

La detección de LB mediante microscopía confocal confirmó que hay un incremento en la

producción y acumulación de TAG cuando R. laryngis se cultiva en MM-N+Gly (72 h) en

contraste con las células que se cultivaron en medio YP+Gly. En medio MM-N+Gly en el tiempo

0 h se observan LB diminutos y escasos, mientras que a las 72 h de cultivo en se observan LB

grandes y abundantes.
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La citometría de flujo permitió evaluar la media geométrica de la intensidad de fluorescencia de

R. laryngis cuando crece en medio MM-N+Gly, confirmando que los LB se acumulan 5 veces

más que en las células cultivadas en medio rico.

El perfil de ácidos grasos de R. laryngis reveló que esta levadura es capaz de producir grandes

cantidades de ácido oleico (32 %) en la condición lipogénica (MM-N+Gly). Este aspecto es de

particular interés para la industria de los biocombustibles porque la composición más deseable

para producir biodiésel es una alta proporción de ácidos grasos C18:1.

La evaluación de los parámetros de calidad de biodiésel revelaron que un biocombustible

elaborado usando lípidos producidos por R. laryngis puede ser estable a la oxidación y

almacenado prolongadamente debido a su bajo índice de yodo IV y DU. Sin embargo, las

propiedades de ignición del combustible no son óptimas dado su bajo CN.

Las condiciones de cultivo utilizadas en este trabajo solamente podrían funcionar para identificar

levaduras oleaginosas; sin embargo, para producir grandes cantidades de LB y biomasa se puede

optimizar el cultivo empleando parámetros distintos en base a una relación de C/N. De esta

forma, se podría encontrar un mejor rendimiento en los parámetros de producción de LB y

biomasa en R. laryngis, empleando sustratos económicos como el glicerol.
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10. Perspectivas

Quedan pendientes algunos aspectos interesantes que pueden ser abordados en estudios futuros:

● Mejorar el rendimiento de acumulación de biomasa y lípidos neutros modificando los

parámetros de la relación C/N. Se propone evaluar el crecimiento de R. laryngis en

distintas concentraciones de glicerol (1, 5 y 10 %), así como de nitrógeno (0.05, 0.1 y

0.25 g L-1).

● Un punto importante en los bioprocesos es el aprovechamiento máximo de la fuente de

carbono. Se propone evaluar el consumo de glicerol a medida que se acumulan la

biomasa celular y los LB.

● La capacidad para generar biomasa y producir ácidos grasos con propiedades peculiares

es una de las características principales que se consideran en una levadura oleaginosa

para fungir como materia prima en la elaboración de biocombustibles. En este trabajo

queda pendiente determinar el porcentaje de lípidos totales por biomasa seca de R.

laryngis cuando se crece en medio MM-N+Gly.

● Determinar la actividad de las enzimas involucradas en los procesos de síntesis y

acumulación de TAG en medio MM-N+Gly. Lo anterior puede ser un punto de partida

importante para identificar las vías metabólicas que influyen en la biosíntesis de cuerpos

lipídicos y la producción de ácidos grasos de la levadura antártica R. laryngis en la

condición lipogénica.
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