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Resumen 

 
Los principales polímeros presentes en los alimentos para camarón son proteínas, carbohidratos y lípidos, los cuales 
representan también el mayor porcentaje en peso de la formulación. La digestión de estos polímeros, que ocurre en el 
tracto digestivo del camarón, permite la obtención de los monómeros alimentarios tales como los aminoácidos, 
azúcares y ácidos grasos para su absorción y aprovechamiento. Los métodos de digestibilidad in vitro han sido de 
mayor utilidad como herramientas complementarias para la predicción de la digestibilidad, así como la obtención de 
la correlación con la digestibilidad in vivo, de los alimentos y de los nutrientes utilizados para su formulación. La 
tendencia de modificación en los métodos de digestibilidad de proteína in vitro es sustituir la enzima o el sistema 
multienzimático de origen de mamíferos o de microorganismos, por enzimas del propio organismo en estudio. La 
digestibilidad de lípidos en alimentos para organismos acuáticos, y en particular para el camarón, ha recibido poca 
atención y hasta donde sabemos, no se cuenta actualmente con un método oficial para hacer este tipo de 
determinaciones, lo cual sería de utilidad para seleccionar las fuentes lipídicas a utilizar en los alimentos 
balanceados. Se desarrolló un método para medir la digestibilidad in vitro de lípidos, considerando las propiedades 
de las lipasas del camarón (Litopenaeus vannamei) y las condiciones de ensayo. El método tiene al menos 4 
aplicaciones básicas: 1. Conocer la actividad lipasa utilizando substratos naturales, como triglicéridos y fosfolípidos. 
2. Conocer la velocidad de digestión de diferentes insumos lípidicos por la especie, en función de su origen, 
composición, longitud de ácidos grasos asociados, calidad de los lípidos, etc. 3. Conocer la digestibilidad  relativa 
respecto a un lípido de referencia, y 4. Hacer correlaciones de digestibilidad in vivo e in vitro. Esta información 
complementaria puede ser útil para la selección de insumos lipídicos para la formulación de alimentos para 
acuacultura. 
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Introducción 
 
Los principales polímeros presentes en los alimentos para camarón son proteínas, carbohidratos y 
lípidos, los cuales representan también el mayor porcentaje en peso de la formulación (Akiyama 
et al., 1991). La digestión que ocurre en el tracto digestivo del camarón permite la obtención de 
los monómeros alimentarios tales como los aminoácidos, azúcares y ácidos grasos (Nolasco et 
al., 2000). Estos monómeros, además de los que ya vienen libres en la dieta, representan la 
principal fracción que potencialmente será asimilada y metabolizada a partir del alimento 
formulado y del alimento natural disponible (Akiyama et al.; 1991, Shiau, 1997). 
 
Se han desarrollado métodos de digestibilidad in vitro de proteína para tratar de sustituir a los 
métodos de digestibilidad in vivo (Marleta, et al., 1992, Forrellat, 1998), sin embargo, estos hasta 
ahora han sido de mayor utilidad como herramientas complementarias para la predicción de la 
digestibilidad, así como la obtención de la correlación con la digestibilidad in vivo, de los 
alimentos y de los nutrientes utilizados para su formulación. 
 
La tendencia de modificación en los métodos de digestibilidad de proteína in vitro es sustituir la 
enzima (Despamde, 1987) o el sistema multienzimático (Hsu, et al., 1977) de origen de 
mamíferos o de microorganismos, por enzimas del propio organismo en estudio (Forrellat, 1998), 
de tal manera que los resultados de digestibilidad de la proteína de un ingrediente o de un 
alimento sean obtenidos con sus propias enzimas.  
 
En virtud de que la principal especie cultivada en México y en América es el camarón blanco 
Litopenaeus vannamei (Cuzon et al., 2004), la preparación enzimática a utilizarse para la 
determinación de la digestibilidad in vitro se propone sea obtenida de esta especie de camarón. Si 
el método quiere aplicarse para otra especie, es indispensable o recomendable cambiar al 
correspondiente sistema enzimático; así mismo, se recomienda conocer la fisiología digestiva del 
organismo.  
 
La digestibilidad de lípidos en alimentos para organismos acuáticos, y en particular para el 
camarón, ha recibido poca atención y hasta donde sabemos, no se cuenta actualmente con un 
método oficial para hacer este tipo de determinaciones, lo cual sería de utilidad para seleccionar 
las fuentes lipídicas a utilizar en los alimentos balanceados. El presente estudio describe el 
método  desarrollado por el Grupo de Nutrición del CIBNOR para medir la digestibilidad in vitro 
de lípidos, para lo cual se realizó previamente la caracterización de las enzimas del organismo, a 
fin de poder establecer las condiciones necesarias  en el protocolo de digestibilidad in vitro. 
 
Las Lipasas 
 
Dentro de la amplia  gama de enzimas hidrolíticas, se encuentran aquellas que catalizan la 
hidrólisis del enlace éster: las esterasas. Estas enzimas están ampliamente distribuidas en la 
naturaleza y entre ellas se diferencian en las que hidrolizan ésteres carboxílicos  o 
carboxiesterasas como las lipasas, las que hidrolizan ésteres tiólicos o tioesterasas como la 
acetilCoA hidrolasa, y las que hidrolizan monoésteres del ácido fosfórico (Colowick y Kaplan, 
1955; Lehninger, A. 1979; Chávez et al. 1990). 
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Las lipasas o glicerol éster hidrolasas (E.C. 3.1.1.3) han sido diferenciadas de las esterasas, 
principalmente sobre la base de su relativa especificidad preferencial. Los sustratos naturales para 
las lipasas son aceites y grasas, como los triacilglicéridos de ácidos grasos de cadena larga, 
mientras que las esterasas actúan sobre ésteres simples de ácidos de bajo peso molecular 
(Colowick y Kaplan, 1955). Las lipasas están ampliamente distribuidas en las plantas y los 
animales, son también producidas de forma endógena y exógena por muchos microorganismos 
naturales o que han sido manipulados genéticamente (Balcao et al., 1996; Bornscheuer et al., 
1994). 
 
Además de hidrolizar ésteres de triacilglicéridos, ellas pueden catalizar la reacción inversa, o sea, 
la síntesis de ésteres. Por otro lado, dependiendo del punto de partida en términos de sustrato, 
pueden catalizar la acidolisis, alcoholisis y transesterificación (Balcao et al., 1996). 
 
Las lipasas son enzimas únicas que requieren de activación interfacial para desplegar a totalidad 
su actividad catalítica. Se entiende por interfase, a la superficie imaginaria que separa dos fases 
físicamente distintas, las cuales, en el ámbito molecular consisten de un juego de dos capas 
adyacentes de moléculas de diferente carácter hidrofóbico/hidrofílico. Este fenómeno fue 
observado por varios autores antes de la mitad del siglo pasado (Holwerda et al., 1936; 
Schonheyder y Volquartz, 1945), pero fue definido por Sarda y Desnuelle en 1958. 
 
Este fenómeno se ha comprobado por elucidación de la estructura tridimensional de algunas 
lipasas y esterasas por cristalografía de rayos X  (Grochulski et al., 1993; Schrag et al., 1991; 
Noble et al., 1993; Winkler et al., 1990). Un gran número de lipasas y esterasas  resueltas hasta 
ahora tienen un plegamiento α/β-hidrolasa, consistente en una parte central de ocho miembros de 
hoja β con varias α-hélices empaquetadas a ambos lados de la hoja. Es común para todas las 
lipasas la presencia de una α-hélice (denominada “tapadera”) cubriendo el centro activo, y que se 
desplaza (se abre) durante la activación interfacial, permitiendo el acceso al hasta ese momento 
inaccesible sitio activo (Brzozowski et al., 1991). 
 
La estructura nativa de las lipasas está constituida por un sistema dinámico de interconversión 
entre dos estructuras proteicas bien diferentes: la estructura cerrada, que es predominante en 
ambientes homogéneos, y la estructura abierta, que es estabilizada por la presencia de interfases 
hidrófobicas (Mingarro et al., 1995). La actividad esterásica de las lipasas en sistemas 
homogéneos parece ser debida a cierto grado de interconversión  entre la estructura cerrada y 
abierta (Guisán et al., 1996). 
 
La masa molecular de las lipasas varía de acuerdo con la fuente entre 27,000 y 60,000 Da (Sztajer 
et al., 1991; Tietz y Shuey, 1993; Wu et al., 1996; Rúa et al., 1993; Tomizuka et al., 1966) y el 
punto isoeléctrico va de 3.8 a 7.0 para las diferentes enzimas e isoenzimas aisladas de diversas 
fuentes (Lotti y Alberghina, 1996; Wu et al., 1996; Longhi et al., 1992; Lotti et al., 1993). 
 
El sitio activo de las lipasas posee una tríada catalítica compuesta por los aminoácidos Ser-His-
Asp/Glu, embebida en un ambiente de aminoácidos hidrofóbicos primarios y cubierto por una α-
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hélice anfifílica (Lotti y Alberghina, 1996; Malcata, 1996; Ransac et al., 1996). Esta 
característica es común a todas las lipasas. 
 
Además de este centro activo, algunos autores han encontrado para la lipasa pancreática humana 
y porcina un grupo de residuos aminoacídicos localizados en la región C-terminal y que actúa, 
presumiblemente, como un sitio catalítico mínimo para la hidrólisis de sustratos solubles como 
los ésteres del p-nitrofenol (pNPA) (Kordel y Schmid, 1991; De Caro et al., 1986). 
 
De las características estructurales de las lipasas, se puede deducir que la zona hidrofóbica 
cercana al centro activo puede interaccionar con cualquier sustancia de su misma naturaleza, que 
esté presente en el medio de reacción y por consiguiente, también con las zonas hidrofóbicas de 
otras moléculas de enzima, promoviendo la formación de agregados. Estos agregados presentarán 
baja o ninguna actividad catalítica, al ser las mismas moléculas de enzima las que bloquean sus 
centros activos. Este fenómeno ha sido demostrado experimentalmente (Flaschel y Renken, 1991; 
Guisán et al., 1996) encontrando que al aumentar la concentración de enzima, la actividad 
enzimática disminuye rápidamente por la formación de estos agregados. 
 
Por analogía con el mecanismo asociado con la catálisis por otras serín hidrolasas, se ha sugerido 
que la acción hidrolítica de las lipasas sigue un mecanismo de acción de dos pasos, usualmente 
referido como “ping-pong bi-bi”  (Balcao y Malcata, 1996; Malcata, 1996; Ransac et al., 1996). 
 
Las lipasas han sido definidas como específicas para la catálisis de acilgliceroles de ácidos grasos 
de cadena larga, que son sus sustratos naturales (Jensen y Hamosh, 1996, Jensen et al., 1994). 
Los ésteres de glicerol de cadena corta son hidrolizados más rápido que los de cadena larga, 
aunque son sustratos menos específicos (Tietz y Shuey, 1993). Por otra parte, el número de 
ácidos grasos esterificados al glicerol también influye en la especificidad de estas enzimas. Esto 
se ha comprobado con la lipasa de páncreas porcino donde la KM para la tributirina es menor que 
con di y monobutirina (Colowick y Kaplan, 1955). 
 
Se han estudiado lipasas utilizando ésteres de p-nitrofenol con diferentes longitudes de cadena 
(Cernia et al., 1991). Estos autores encontraron que la lipasa de Candida cylindracea (C. rugosa) 
era más afín por ésteres de p-nitrofenol de 8 a 12 átomos de carbono. 
 
La especificidad de las lipasas por los ésteres carboxílicos insolubles en agua se ve afectada por 
la selectividad de estas enzimas. En la actualidad se definen cinco tipos de selectividad (Jensen y 
Hamosh, 1996) de acuerdo a: 
 
• A la clase de lípidos: triacilglicerol, diacilglicerol o monoacilglicerol (Lykidis et al., 1994). 
• Posición o región del ácido graso en la molécula del éster (Rogelaka et al., 1993). 
• Selección de grupos de ácidos grasos similares en un triacilglicérido, también llamada 

tiposelectividad (Jensen et al., 1994). 
• Selección de una posición estereoespecífica del glicerol sobre otra (Morley y Kuksis, 1974). 
• La combinación de las cuatro anteriores (Staggers et al., 1981). 
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Un gran número de extractos de diferentes organismos han sido investigados (Colowick y 
Kaplan, 1955) para la detección de actividad lipásica. Berner y Hammond en 1970 estudiaron 26 
especies de organismos marinos de varios Phyla, encontrando actividad lipásica verdadera en la 
mitad de las especies examinadas, mientras que la actividad esterasa fue demostrada para todas.  
 
Erdmann y colaboradores (1991) investigaron actividades enzimáticas de 68 extractos proteicos 
de diferentes fuentes utilizando sustratos como trioleína, tributirina, p-NPP (para-nitrofenil 
fosfato) y p-NPB (para-nitrofenil butirato). Estos autores encontraron actividad lipásica en diez 
extractos que coincidieron con la presencia de actividad para los sustratos no específicos p-NPP y 
p-NPB.  
 
Las investigaciones iniciadas en el aislamiento y aplicación de las esterasas presentes en 
organismos marinos (Del Monte et al., 1997a,b) utilizando los protocolos informados en la 
literatura un año más tarde (Fernández-Lafuente et al., 1998) han permitido el esclarecimiento de 
aspectos en el aislamiento y la caracterización de los extractos enzimáticos solubles y los 
biocatalizadores inmovilizados con buenas perspectivas para su utilización en reacciones de 
bioconversión. 
 
En nuestro caso particular, se ha seleccionado como modelo de estudio a un organismo marino de 
alto interés comercial, por lo que es importante el conocer las propiedades de las enzimas 
digestivas de estos peneidos dada la fundamental participación de estas en la digestión del 
alimento, que es uno de los insumos más costosos para los acuacultores. En el caso de los 
peneidos, la simple demostración de la presencia de lipasas es un logro importante dada la 
controversia generada al respecto. El conocer las características y propiedades de las lipasas de 
los peneidos de interés acuacultural es importante per se; sin embargo, abre la posibilidad de 
utilizar esta información en la optimización de la formulación de alimentos (calidad de lípidos 
incluidos) suministrados durante su cultivo. El origen marino de los mismos, abre la posibilidad 
de encontrar nuevas moléculas con propiedades catalíticas potencialmente aplicables en la 
industria. 
 
Considerando la ubicuidad de los lípidos dietarios y su metabolismo en los organismos marinos 
(incluyendo crustáceos), planteamos que el camarón blanco del Pacífico Litopenaeus vannamei 
tiene actividad enzimática lipásica. Dichas enzimas (lipasas) tienen el potencial de utilizarse 
como reactivo biológico para la determinación de digestibilidad in vitro de lípidos alimentarios 
para el propio camarón. 
 
Lipasas en crustáceos 
 
Las lipasas han sido encontradas en muchas especies (Berner y Hammond, 1970) pero pocos 
estudios se han reportado en crustáceos decápodos. El primer reporte de la presencia de una 
lipasa verdadera (glicerol ester hidrolasa E.C. 3.1.1.3) en decápodos fue en adultos de  Homarus 
americanus (Brockeroff et al., 1970) confirmando la digestión de trioleína en el jugo gástrico. 
Hoyle (1973) reportó actividad lipasa en el jugo estomacal de H. americanus usando el mismo 
substrato. Lee y Lawrence (1985) encontraron actividad lipasa en el sistema digestivo de 
Litopenaeus setiferus usando tributirina como substrato. Biesot y Capuzzo (1990a, b) usaron 
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trioleína para determinar la actividad lipasa en larvas de H. americanus y observaron la liberación 
de ácido oleico. González y colaboradores (1994) encontraron alta actividad lipasa en el estadio 
protozoea de Litopenaeus schmitti. González-Baró et al. (2000) estudiaron la actividad lipasa en 
diferentes estadios del desarrollo embrionario de Macrobranchium borellii y encontraron una alta 
actividad en la fracción microsomal. Moss et al. (2001) encontraron actividad lipasa en la 
glándula digestiva de Litopenaeus vannamei usando Beta-naftil nanonato como substrato. 
 
Bowen y Sterling (1978) en un estudio electroforético, encontraron dos esterasas en quince 
poblaciones de Artemia spp., pero no reportaron las masas moleculares de las enzimas. Sevilla y 
Lagarrigue (1975) no encontraron actividad lipasa en el tracto digestivo de varios isópodos 
terrestres y acuáticos, solo actividad esterasa. Sambhu y Jayaprakas (1997a, b) encontraron que la 
testosterona en los alimentos producía un incremento en la actividad lipasa de la glándula 
digestiva y estómago de Penaeus indicus. En contraste, altas concentraciones de la hormona 
gonadotropina coriónica redujeron la actividad lipasa. 
La actividad lipasa/esterasa ha sido localizada en el borde de cepillo de las células R, en las 
vacuolas de las células B, en las vacuolas supranucleares de las células F, en el lúmen del túbulo 
de la glándula digestiva y en el tejido interconectivo intertubular de varias especies (Gibson y 
Barker, 1979; Vogt, 2002). Deering y Hewitt (1996) estudiaron la glándula digestiva de Penaeus 
monodon e indicaron la especificidad de la acción lipolítica en la posición 1 del substrato 
trioleína. Loizzi y Peterson (1971) localizaron en Procambarus clarkii los sitios de actividad 
lipolítica, incluyendo el lumen de los túmulos, las vacuolas de las células B y los bordes estriados 
de las células F. Berner y Hammond (1970) reportaron actividad lipasa en la glándula digestiva 
de Cambarus viriles, usando Tween 60 como substrato. Figuereido et al. (2001) reportaron 
actividad lipolítica en el jugo gástrico de adultos de Cherax quadricarinatus, usando trioleína 
como substrato. López-López et al. (2003) realizaron una caracterización parcial de las actividad 
esterasa-lipasa de juveniles de Cherax quadricarinatus y  respuesta a diferentes dietas (López-
López, et al., 2005). 
 
La actividad lipasa ha sido reportada en Homarus americanus y en especimenes de los géneros de 
importancia acuacultural como Litopenaeus, Penaeus, Palaemon, Macrobrachium y Cherax. 
 
La lipasa de L. vannamei, ha indicado que disminuye su actividad con el incremento de la 
longitud de los ácidos grasos, al utilizar substratos sintéticos de la serie para-nitro fenil y 
betanaftil. La presencia de Tauracolato de sodio y calcio incrementa su actividad contra 
substratos de cadena larga. La lipasa es activa en presencia de NaCl , con un pH óptimo cercano a 
8 y con pérdida de estabilidad a temperaturas superiores a 35 °C (Nolasco et al., 2004). Análisis 
electroforéticos indican que al menos hay una banda con actividad lipasa (Del Monte et al., 
2003). 
 
Fuente de enzimas para los estudios de digestibilidad in vitro. 
 
Las enzimas digestivas utilizadas para técnicas de digestibilidad in vitro para camarón, son 
obtenidas a partir de organismos juveniles o preadultos de (10-17 gr), en estadio C de intermuda 
(Vega-Villasante et al., 1999, 2000; Fernández et al., 1999) y sacrificados por congelación, a una 
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misma hora establecida en función del ritmo circadiano de enzimas digestivas (Nolasco y Vega-
Villasante, 2000, Lopéz-López et al., 2003), que corresponda a un pico de actividad enzimática. 
 
Diseño del Método de Digestibilidad in vitro 
 
Preparación de la mezcla enzimática de camarón 
 
Los camarones son pesados de manera individual utilizando una balanza analítica OHAUS, para 
calcular su peso promedio. La glándula digestiva o hepatopáncreas (HP) fue extirpada y pesada 
para calcular el Índice Hepatosomático. El conjunto de HP se pesa y se liofiliza. Para la 
preparación de la solución enzimática, el liofilizado se homogeniza (en licuadora o mortero) y se 
rehidrata con agua destilada. Después de la rehidratación y re- homogenización en el Potter, el 
extracto se clarifica por centrifugación (23,000 x g, 10 min.), la fracción lipídica fue removida, el 
sobrenadante recuperado y almacenado a -20°C hasta su uso. Esta fracción es considerada como 
el extracto crudo (EC). El micrométodo de Bradford (1976) se utiliza para determinar la cantidad 
de proteína, utilizando albúmina bovina con estándar.  
 
Determinación de la actividad enzimática 
 
La actividad enzimática en el EC se determinó a fin de conocer las unidades de enzima presentes 
por unidad de volumen y por mg de proteína. 
 
La actividad de proteasa es determinada de acuerdo con Divakaran y Ostrowski (1990) usando 
azocaseína (1% en Tris-HCl 50 mM, pH 7.5) como sustrato. La actividad de proteasa se expresa 
como el número de unidades de proteasa por mg de proteína (una unidad de proteasa se definió 
como la cantidad de la enzima requerida para incrementar por minuto 0.01 unidades de D.O a 
440 nm).  
 
La actividad de lipasa es determinada de acuerdo con Versaw et al., (1989) usando ß-Naftil 
caprilato (100 mM en DMSO) como sustrato. La actividad lipasa se expresa como el número de 
unidades de lipasa por mg de proteína (una unidad de lipasa se definió como la cantidad de la 
enzima requerida para incrementar por minuto 0.01 unidades de D.O a 540 nm). 
 
La actividad de amilasa es determinada de acuerdo con Vega-Villasante et al., (1993) usando 
almidón soluble (1% en Tris-HCl, 50 mM, pH 7.5) como sustrato. La actividad amilasa se 
expresa como el número de unidades de amilasa por mg de proteína (una unidad de amilasa se 
definió como la cantidad de la enzima requerida para incrementar por minuto 0.01 unidades de 
D.O a 550 nm). 
 
Caracterización de las enzimas 
 
A fin de determinar las propiedades de las enzimas del EC, se realizaron ensayos para determinar 
la temperatura óptima y estabilidad térmica, pH óptimo, efecto de salinidad, efecto de iones 
divalentes, efecto de inhibidores y activadores. 
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Relación enzima-substrato y tiempo de reacción 
 
A fin de establecer la relación adecuada de enzima y substrato se realizaron pruebas para 
establecer el número de unidades de enzima requeridos para la cantidad de substrato utilizado de 
tal manera de garantizar un exceso de substrato durante las determinaciones de digestibilidad. Así 
mismo, se hicieron ensayos para establecer el tiempo de digestión para cada prueba, tratando de 
llegar a un tiempo de ensayo que fuera práctico. 
 
Digestibilidad in vitro de proteína (Hsu et al. 1977, modificado). 
  
El método de Hsu (pH shift, caída de pH) fue modificado substituyendo el sistema 
multienzimático (tripsina porcina 1.6 mg/mL, quimotripsina 3. mg/mL y peptidasa 0.502 
mg/mL), por 210 U de proteasa de camarón. Así mismo, la digestibilidad es determinada 
mediante el uso de la velocidad de cambio de pH (-delta de pH/min), en lugar de considerar 
únicamente el cambio de pH obtenido después de los 10 minutos de incubación (unidades de pH 
en 10 minutos). 
 
Procedimiento: 
• Moler los ingredientes o alimentos y tamizarlos a 250 μm 
• Colocar 6.25 mg de proteína /mL (volumen de reacción, 50 mL) 
• Ajustar el pH a 8.0 
• Agregar 3 mL de EC (210 U proteasa de camarón) 
• Incubar a 25 ◦C, en agitación 
• Registrar el cambio de pH cada 30 s 
• Construir la curva de cambio de pH por unidad de tiempo 
• Calcular la ecuación de la curva y encontrar el valor de la pendiente (cambio de pH/min) 
• Se puede utilizar a la caseína como proteína de referencia (u otra  harina o alimento de 
referencia) 
• Expresar la digestibilidad de acuerdo a la siguiente fórmula: 
 
D= (Cambio de pH/min por la hidrólisis de la muestra problema ÷ Cambio de pH/min  la hidrólisis de la referencia) 
x 100 
 
Este método tiene la ventaja de ser rápido y se basa en la velocidad de cambio de pH, en lugar de 
cambio total de pH. Las desventajas del método son que la digestibilidad de proteína se calcula a 
partir del cambio de pH, producto de la liberación de protones que pueden ser de diferente origen. 
El método solo considera la velocidad inicial de hidrólisis y no la capacidad de digestión de la 
proteína total de la muestra. El cambio de pH pudiera tener un ligero efecto en la actividad de las 
enzimas. 
 
El método de Hsu fue también modificado por el grupo de la Universidad de La Habana 
(Forrellat, 1998) quienes lo han aplicado, con una buena correlación respecto a la digestibilidad 
in vivo. La metodología propuesta aquí incluye modificaciones a los protocolos antes señalados. 
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Digestibilidad in vitro de proteína (Ezquerra et al. 1998, modificado). 
  
La modificación del método de Ezquerra (pH stat) incluye el uso de 210 U de proteasa de 
camarón. Así mismo, la digestibilidad es determinada mediante el uso de la velocidad de 
consumo de NaOH 0.1 M. Se utiliza a la caseína como proteína de referencia (o una harina o 
alimento de referencia). 
 
Procedimiento: 
 
• Moler los ingredientes o alimentos y tamizarlos a 250 μm 
• Colocar 6.25 mg de proteína /mL (volumen de reacción, 50 mL) 
• Ajustar el pH a 8.0 
• Agregar 210 U de proteasa de camarón 
• Incubar 5000 segundos, a 25 ◦C, en agitación 
• Registrar el consumo de NaOH 
• Construir la curva de consumo de NaOH por unidad de tiempo 
• Calcular la ecuación de la curva y encontrar el valor de la pendiente (consumo de 

NaOH/seg) y calcular el consumo de NaOH/min. 
• Utilizar a la caseína como proteína de referencia (o la harina o alimento de referencia) 
• Expresar la digestibilidad de acuerdo a la siguiente fórmula: 
D= (Consumo de NaOH/minuto por la hidrólisis de la muestra problema ÷ Consumo de NaOH /min la hidrólisis de 
la referencia) x 100 
 
Este método tiene la ventaja de ser rápido y se basa en la velocidad de consumo de NaOH para 
mantener el pH a 8.0. Las desventajas del método la digestibilidad de proteína se calcula a partir 
del consumo de NaOH, producto de la liberación de protones que pueden ser de diferente origen. 
El método solo considera la velocidad inicial de hidrólisis y no la capacidad de digestión del total 
de la proteína de la muestra. 
 
El método de Ezquerra ha sido utilizado en el CIBNOR y la Universidad de Sonora quienes lo 
han aplicado, con una buena correlación respecto a la digestibilidad in vivo. La metodología 
propuesta aquí incluye modificaciones al protocolo antes señalado. 
 
Digestibilidad in vitro de almidón (Nolasco, 2005) 
  
El método (pH constante, amortiguado) consiste en la digestión de almidón (o glucógeno), por la 
acción de las amilasas del camarón. El método esta diseñado para medir la digestibilidad de 
almidones presente en ingredientes vegetales o el glucógeno de ingredientes animales o de los 
alimentos que los contengan. El principal componente polisacárido en los alimentos comerciales 
para camarón es el almidón, debido a la incorporación de harinas de trigo, sorgo, maíz etc. Así 
mismo, harinas de pescado, calamar, etc, contienen polímeros de glucógeno en su composición. 
Sin embargo, la inclusión de harinas de crustáceos en los alimentos, además de aportar 
glucógeno, aportan polisacáridos quitinosos de su exoesqueleto. 
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La actividad amilasa en camarón es considerablemente alta, respecto a la capacidad de hidrólisis 
de otros polisacáridos como la quitina o la celulosa. Lamentablemente pocos trabajos 
comparativos se han desarrollado para determinar la capacidad de hidrólisis de polisacáridos y 
disacáridos respecto a la actividad amilasa.  
 
Se propone como referencia el uso de almidón soluble de maíz, por su alta digestibilidad por las 
amilasas de camarón, cuando el substrato es solubilizado por tratamiento térmico. Por lo tanto, el 
método puede utilizarse para medir la digestibilidad de almidón (y glucógeno) en ingredientes y 
alimentos que contengan este tipo de polímeros. Sin embargo, si el camarón posee la capacidad 
de hidrolizar otros polisacáridos, además del almidón y el glucógeno, la digestibilidad que se 
obtendrá, al aplicar este método, será la suma de las digestibilidades de todos los polisacáridos y 
disacáridos (presentes en la muestra) hidrolizables por las enzimas del camarón. Si se requiere 
conocer la digestibilidad in vitro de cada componente polisacárido, se requiere la separación de 
éstos de los ingredientes y los alimentos para determinar la digestibilidad por separado. 
 
Una alternativa para evitar la separación de los polisacáridos para medir su digestibilidad por 
separado, es utilizar la(s) enzimas(s) semi-puras o puras del camarón como sistema enzimático.  
 
Para el estudio comparativo de ingredientes o alimentos, sometidos a tratamientos térmicos 
similares durante su preparación, se puede dar un tratamiento en la autoclave (15 libras/pulg2, 15 
min) a las suspensiones antes de agregar la mezcla de enzimas (EC) para la prueba de 
digestibilidad. 
 
Procedimiento: 
• Moler los ingredientes o alimentos y tamizarlos a 250 μm 
• Colocar 1.2 g del ingrediente o alimento (2.4% p/v) 
• 50 mL de buffer de Tris-HCl (50 mM, pH 7.5) 
• 1 hr de hidratación a 4 ◦C 
• Ajustar el pH a 8.0 
• Agregar 1.0 mL de EC (2000 U de amilasa) 
• Incubar a 25 ◦C, con agitación rotatoria (Tumbling) 
• Tomar muestras de 1 mL de la mezcla de reacción al tiempo cero (t0) y cada 15 minutos 

durante 2 horas. 
• Determinar azúcares reductores en la muestras por el método del ácido dinitrosalicílico 

(DNS) 
 
Nota: si se utilizan muestras tratadas en autoclave, la velocidad de hidrólisis será mayor. Por lo 
que se puede disminuir a 250 U de amilasa en la mezcla de reacción, así como la toma de 
muestras cada 5 minutos durante 30 minutos. 
 
Determinación de azúcares reductores (método de DNS). 
 
 200 uL de carbonato de sodio (2 N) 
 1.5 mL del reactivo de DNS 
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 1mL de la muestra del vaso de digestión 
 15 min de tratamiento en baño María en ebullición 
 7.3 mL de agua destilada 
 10 min de sedimentación 
 Abs 550 nm 

 
Cálculo de la digestibilidad 
 
• Construir la curva de liberación de azúcares reductores por unidad de tiempo 
• Calcular la ecuación de la curva y encontrar el valor de la pendiente (azúcares 

reductores/min). 
• Utilizar al almidón soluble de maíz como referencia (o la harina o alimento de referencia 

seleccionado). 
• Expresar la digestibilidad de acuerdo a la siguiente fórmula: 
 
D = (Liberación de azúcares reductores/minuto la hidrólisis de la muestra problema ÷ liberación de azúcares 
reductores/min  la hidrólisis de la referencia) x 100 
 
En el caso de utilizar diferentes cantidades de enzima (U de amilasa), entre el insumo de 
referencia y el insumo problema, la fórmula debe incluir el incremento de azúcares 
reductores/unidades de enzima. 
 
Este método tiene la ventaja de ser rápido y se basa en la velocidad de liberación de azúcares 
reductores, por acción de las enzimas del camarón sobre los polisacáridos y disacáridos 
(digeribles) presentes en la muestra. Las desventajas del método incluyen que la digestibilidad de 
carbohidratos representa la suma de digestibilidades de los polisacáridos presentes en la muestra. 
El método solo considera la velocidad inicial de hidrólisis y no la capacidad de digestión del total 
de los carbohidratos del ingrediente o alimento. 
 
El método esta siendo utilizado en el CIBNOR. No hay datos aún de correlación entre 
digestibilidad in vitro en in vivo.  
 
Digestibilidad in vitro de lípidos (Nolasco, 2005) 
  
El método (pH stat) consiste en la digestión de lípidos, emulsificados, por la acción de las lipasas 
del camarón (Del Monte et al., 2002, 2003). El método esta diseñado para medir la digestibilidad 
de lípidos (aceites). Por lo tanto su aplicación para medir la digestibilidad de la fracción lipídica 
de ingredientes y alimentos requiere la previa extracción de los lípidos totales para la preparación 
de la emulsión como substrato. 
  
Se propone como referencia el uso de tributirina, por su alta digestibilidad por las lipasas del 
camarón. Sin embargo, se puede buscar un triglicérido con ácidos grasos poli-insaturados y de 
cadena larga o un aceite de origen marino (aceite de pescado) como referencia, para pruebas de 
digestibilidad de insumos por organismos marinos. Para la digestibilidad de fosfolípidos se puede 
usar como referencia a la fosfatidilcolina. 
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Una alternativa para evitar la extracción de los lípidos, de los ingredientes y alimentos, es utilizar 
la metodología de la sección anterior (propuesta para la digestión de proteína) utilizando la(s) 
lipasa(s) semi-puras o puras del camarón como sistema enzimático.  
 
Procedimiento: 
 
Preparación de la emulsión 
 
 95 mL de agua destilada 
 5 g de goma arábiga 
 4 g de aceite 
 Homogenización en licuadora por 10 min (o ultrasonicador, 2 min, 3 veces). 
 Autoclave 15 lb/pulg2, 15min. (opcional, para incrementar vida de anaquel del substrato) 

Medición de la Digestibilidad 
 
• 7 mL de tauracolato de sodio (20 mM, conc.final) 
• 5 mL de la emulsión de aceite 
• 2 mL de NaCl (1 mM, conc. final) 
• 1 mL de CaCl2 (20 mM, conc. final) 
• Mezclar 
• Ajustar el pH a 8.0 
• Agregar 500 µL de EC (50 Unidades de lipasa de camarón, medidas por el método de 
Versaw et al., 1989)  
• Incubar 1,800 segundos, a 25 ◦C, en agitación 
• Registrar el consumo de NaOH 
• Construir la curva de consumo de NaOH por unidad de tiempo 
• Calcular la ecuación de la curva y encontrar el valor de la pendiente (consumo de 
NaOH/seg) y calcular el consumo de NaOH/min. 
• Utilizar a la tributirina como lípido de referencia (u otro lípido de referencia seleccionado) 
• Calcular la velocidad de hidrólisis y la digestibilidad de acuerdo a la siguiente fórmula: 
 
Velocidad de hidrólisis (Digestibilidad): 
 
VH =                      ________(P-T)  x_ [NaOH]_____   x 1000 
             Vol. Enzima x Conc. de proteína 
 
 
P = Consumo de NaOH por hidrólisis del substrato (mL/min). 
T = Consumo de NaOH del testigo (mL/min). 
[NaOH] = concentración de NaOH (Molaridad) 
Vol. enzima = volumen de la enzima (mL) 
Conc. Proteína = Conc. de proteína de la solución enzimática (mg/mL) 
1000: Factor de conversión a µmoles de NaOH 
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El testigo se realiza de igual forma que el problema únicamente que se reemplaza la enzima por 
el mismo volumen de agua destilada. También puede utilizarse la misma solución enzimática 
pero inactivada previamente por tratamiento térmico (baño María a 100 °C, 5 min.) 
 
El equipo utilizado es un pH stat Metrohm (modelo 736 GP Titrino), con NaOH 0.1M. La 
reacción de hidrólisis se lleva a cabo durante 1,800 segundos a un  pH constante (8 +/- 0.02 
unidades de pH), tomando lecturas de NaOH consumido cada 300 seg. 
 
Este método puede utilizarse también para expresar la actividad lipasa de extractos enzimáticos 
de diferente origen, utilizando uno o diferentes substratos en forma de emulsión. 
 
Ahora, para medir la digestibilidad relativa de un insumo lipídico respecto a otro utilizado como 
referencia, se utiliza la siguiente fórmula: 
 
 
Digestibilidad relativa (%)  =    __VH lípido problema  _  x 100    
                                 VH lípido referencia  
 
donde: VH = Velocidad de hidrólisis (Digestibilidad). 
 
Este método tiene la ventaja de ser rápido y se basa en la velocidad de consumo de NaOH para 
mantener el pH a 8.0 ó al pH de trabajo seleccionado.  El consumo de NaOH se considera como 
la velocidad de hidrólisis del lípido y esta como su digestibilidad. 
 
Aplicación del método de digestibilidad in vitro de lípidos 
 
Utilizando el procedimiento anterior, se obtuvieron los resultados de velocidad de hidrólisis y 
digestibilidad relativa de diferentes fuentes lipídicas en juveniles del camarón blanco Litopenaeus 
vannamei. 
 
La Fig. 1 muestra el tipo de gráfico que se genera, que permite calcular la ecuación de la recta y 
obtener el consumo de hidróxido de sodio por unidad de tiempo. 
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Fig. 1. Digestibilidad in vitro de tributirina. (La pendiente de la recta indica el consumo de NaOH 

por unidad de tiempo). 
 
La Fig. 2 muestra la digestibilidad de diferentes fuentes lipídicas aplicando el método de 
digestibilidad in vitro, usando enzimas del camarón blanco Litopenaeus vannamei. 
 

                   
Fig. 2. Velocidad de digestión de diferentes fuentes lipídicas (U de digestión, micro moles de 

NaOH/ por unidad de tiempo). 
COD: aceite de hígado de bacalao (HB0312; Farmacia Paris, D. F., México), E 3000 TG (EPAX,  Lysaker, 

Noruega), SUNFLOW: aceite de girasol (Centro Comercial Californiano, La Paz, B. C. S., México), Safflower: 
aceite de cártamo (AcCar0511. Obtenido en el laboratorio de Nutrición del CIBNOR por extracción con éter de 

petróleo), E 4510 TG (45% EPA/10% DHA. EPAX,  Lysaker, Noruega), SOY LECIT: lecitina de soya (LS0511; 
Odonaji, El Rey Sol, La Paz, B. C. S., México), E 1040 TG (10% DHA/40% EPA. EPAX,  Lysaker, Noruega), SAR: 

aceites de sardina (AcSar0510 y AcSar0509. Matancitas, Puerto López Mateos, B. C. S., México). 
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La Tabla 1 resume la velocidad de digestión y la digestibilidad relativa de las diferentes  
fuentes lipídicas. 

 
Tabla 1. Digestibilidad relativa de aceites de diferente origen en el camarón blanco Litopenaeus vannamei. 

Aceite1 Digestibilidad Desviación 
Estándar 

(P<0.05) Digestibilidad 
(%) 

Hígado de Bacalao 0.8146 0.1146 a 67.38 
EPAX 3000 TG 0.8500 0.1819 ab 70.31 
Girasol 0.8528 0.0973 a 70.54 
Pescado* 0.8841 0.0868 a 73.14 
Cártamo  0.9005 0.0382 a 74.49 
EPAX 4510 TG 0.9060 0.1292 ab 74.94 
Lecitina de soya 1.0056 0.1355 ab 83.18 
EPAX 1040 TG 1.1297 0.0327 b 93.45 
Sardina  1.1748 0.0709 b 97.18 
Sardina (Referencia) 1.2089 0.1028 b 100.00 

1Aceites de: hígado de bacalao (AcHB0312. Farmacia Paris, D. F., México), E 3000 TG (EPAX,  Lysaker, Noruega), Girasol 
(Centro Comercial Californiano, La Paz, B. C. S., México), *Peces marinos (Florencia, Italia), Cártamo (AcCar0511. Obtenido en 
el laboratorio de Nutrición del CIBNOR por extracción con éter de petróleo), E 4510 TG (45% EPA/10% DHA; EPAX,  Lysaker, 
Noruega), Lecitina de soya (LS0511. Odonaji, El Rey Sol, La Paz, B. C. S., México), E 1040 TG (10% DHA/40% EPA. EPAX,  
Lysaker, Noruega), Sardina (AcSar0510 y AcSar0509. Matancitas, Puerto López Mateos, B. C. S., México). 
 
El método in vitro para medir la digestibilidad de lípidos, tiene al menos 4 aplicaciones básicas: 
1. Conocer la actividad lipasa utilizando substratos naturales, como triglicéridos y fosfolípidos. 2. 
Conocer la velocidad de digestión de diferentes insumos lípidicos por la especie, en función de su 
origen, composición, longitud de ácidos grasos asociados, calidad de los lípidos, etc. 3. Conocer 
la digestibilidad  relativa respecto a un lípido de referencia, y 4. Hacer correlaciones de 
digestibilidad in vivo e in vitro. Esta información complementaria puede ser útil para la selección 
de insumos para la formulación de alimentos para acuacultura. Esta prueba de digestibilidad in 
vitro de lípidos será mas útil si se acompaña con el análisis de la calidad de ácidos grasos que 
contienen los triglicéridos presentes en el insumo. Finalmente, se debe garantizar que la fracción 
lipídica del alimento suministrado sea digestible y que aporte la cantidad y calidad de los ácidos 
grasos que requiere la especie en cultivo. 
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