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RESUMEN
La industria alimentaria necesita disponer de tecnolog&iacute;as y procesos industriales acordes a las exigencias actuales en cuanto a calidad nutricional y cuidado del medio ambiente, y a su vez que le resulten econ&oacute;micamente convenientes. Las grasas s&oacute;lidas y semis&oacute;lidas se han producido a partir de aceites vegetales desde hace d&eacute;cadas utilizando distintas tecnolog&iacute;as, siendo uno de los objetivos actuales de su producci&oacute;n evitar introducir o generar compuestos perjudiciales para la salud del consumidor. La acid&oacute;lisis enzim&aacute;tica, proceso que consiste en utilizar lipasas como biocatalizadores para incorporar &aacute;cidos grasos espec&iacute;ficos en la estructura de los triglic&eacute;ridos, se vislumbra como una alternativa v&aacute;lida para cumplir dicho objetivo. En la presente tesis se estudia la producci&oacute;n de biocatalizadores s&oacute;lidos y su accionar en la reacci&oacute;n de acid&oacute;lisis entre aceite de girasol y &aacute;cidos grasos saturados libres, llev&aacute;ndola a cabo tanto en reactor batch como en uno de lecho empacado. En el Cap&iacute;tulo 1 se hace una introducci&oacute;n general al tema de estudio junto con la revisi&oacute;n bibliogr&aacute;fica general. Los materiales utilizados y los m&eacute;todos generales de an&aacute;lisis empleados se describen en el Cap&iacute;tulo 2. Los m&eacute;todos espec&iacute;ficos se describen en el lugar donde se plantea su utilizaci&oacute;n. En el Cap&iacute;tulo 3 se analizan las caracter&iacute;sticas m&aacute;s relevantes para esta tesis del preparado comercial de lipasas de Rhizomucor miehei, as&iacute; como la capacidad de las mismas para catalizar la reacci&oacute;n de inter&eacute;s en su estado libre. Los Cap&iacute;tulos 4 y 5 se centran en la producci&oacute;n de los biocatalizadores s&oacute;lidos. En el Cap&iacute;tulo 4 se analizan los m&eacute;todos de inmovilizaci&oacute;n de las lipasas por adsorci&oacute;n. En el Cap&iacute;tulo 5 se describe la preparaci&oacute;n y modificaci&oacute;n de microesferas de quitosano a fin de ser empleadas como soportes, junto a la caracterizaci&oacute;n de las mismas mediante diversas t&eacute;cnicas. ii
Obtenido el biocatalizador que se consider&oacute; de mejor desempe&ntilde;o en la reacci&oacute;n de inter&eacute;s, en el Cap&iacute;tulo 6 se realiz&oacute; el an&aacute;lisis de las condiciones de reacci&oacute;n propiamente dichas, seleccionando los niveles &oacute;ptimos de las variables, y en el Cap&iacute;tulo 7 se indag&oacute; acerca del comportamiento cin&eacute;tico de este sistema en reactores batch. La construcci&oacute;n y modos de funcionamiento del reactor de lecho empacado se describen en el Cap&iacute;tulo 8, donde tambi&eacute;n se desarrolla el modelado y simulaci&oacute;n de este sistema, incluyendo la resistencia a la transferencia de materia. Por &uacute;ltimo, en el Cap&iacute;tulo 9 se presentan las conclusiones generales a las cuales se abord&oacute; con el estudio desarrollado en la presente tesis. iii
ABSTRACT
The food industry requires new technologies and processes in line with the current
requirements in terms of nutritional quality and environmental care, being at the same time
economically profitable. For decades, different technologies have been used to produce
solid and semisolid fats. One of the main goals of current processes is to avoid the
introduction or generation of compounds which are harmful to human health. Enzymatic
acidolysis, which consists in the incorporation of specific fatty acids in the glycerol backbone
of triglycerides, appears as a valid alternative to fulfill this objective.
In the present thesis the production of solid biocatalysts and their performance in
the acidolysis reaction between sunflower oil and free saturated fatty acids, in batch and
packed bed reactor configuration, is studied.
In Chapter 1 a general introduction to the subject and the bibliographic revision are
presented. The different materials employed, as well as the general analytical methods used
throughout the development of this thesis, are described in Chapter 2. The specific methods
are detailed in the corresponding sections where their applications are presented.
The most relevant characteristics of commercial preparations of Rhizomucor miehei
lipases, as well as their capability to act in free form on the reaction in study, are analyzed in
Chapter 3.
Chapters 4 and 5 are focused on the solid biocatalysts production. In Chapter 4
different lipase immobilization methods based on adsorption principle are analyzed. In
Chapter 5 the preparation and modification of chitosan microspheres intended to be used
as supports, together with their characterization, are described.
iv
Once the most appropriate biocatalyst was obtained, the reaction conditions
analysis, along with the selection of their optimum values, was developed in Chapter 6. In
Chapter 7 the kinetic behaviour of batch reaction systems was studied.
The construction and operating mode of the packed bed reactor are described in
Chapter 8. In addition, the modeling and simulation of the system, including mass transfer
resistance considerations, are also developed.
Finally, the main conclusions that can be drawn from the studies developed in the
present thesis are presented in Chapter 9.
v
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1.1. Problem&aacute;tica: consumo mundial de l&iacute;pidos y la salud
Una gran cantidad de grasas y aceites son usados para nutrici&oacute;n humana
directamente o despu&eacute;s de una apropiada modificaci&oacute;n empleando tecnolog&iacute;as
convencionales de gran escala, como la hidrogenaci&oacute;n. Los productos obtenidos no siempre
son los ideales, por lo que un consumo desbalanceado de grasas y un consumo excesivo de
l&iacute;pidos &quot;malos&quot; como los saturados y los trans pueden provocar entre otras, enfermedades
cardiovasculares y c&aacute;ncer (Gunstone, 2003). Seg&uacute;n la Organizaci&oacute;n Mundial de la Salud
(OMS), se calcula que en 2004 alrededor de 17,1 millones de personas murieron a causa de
enfermedades cardiovasculares, siendo la principal causa las dietas malsanas (OMS,
http://www.who.int/mediacentre/factsheets/fs317/es/index.html).
Estas
enfermedades
pueden ser reducidas o evitadas cambiando la fuente, cantidad y estructura de las grasas y
aceites de la dieta.
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1.2. Alimentos funcionales: L&iacute;pidos estructurados
A nivel tecnol&oacute;gico, esto puede lograrse usando l&iacute;pidos estructurados que cumplan
los requerimientos para una nutrici&oacute;n favorable. Los l&iacute;pidos estructurados (SL) son
triglic&eacute;ridos (TAG) en los que los &aacute;cidos grasos (FA) se reacomodan en el esqueleto del
glicerol, generando as&iacute; productos con propiedades fisicoqu&iacute;micas y/o nutricionales
mejoradas. Es una mol&eacute;cula &quot;hecha a medida&quot;, formulada para una funci&oacute;n nutricional o
tecnol&oacute;gica espec&iacute;fica. Algunas aplicaciones de reciente inter&eacute;s son: producci&oacute;n de
margarinas o shortenings con bajo contenido de &aacute;cidos grasos trans, manejo de la
funcionalidad en shortenings, incorporaci&oacute;n de &aacute;cidos grasos poliinsaturados (PUFAs),
producci&oacute;n de sustitutos de manteca de cacao y l&iacute;pidos con bajas calor&iacute;as (Osborn y Akoh,
2002; Li et al., 2010).
Las tecnolog&iacute;as empleadas para obtener l&iacute;pidos estructurados con el fin de mejorar
la calidad nutricional de las grasas utilizan el conocimiento que se tiene actualmente sobre
la bioqu&iacute;mica y la fisiolog&iacute;a de los l&iacute;pidos en el cuerpo humano, particularmente sobre la
digesti&oacute;n y la absorci&oacute;n de los &aacute;cidos grasos. Si bien algunas a&uacute;n no son tecnolog&iacute;as
absolutamente consolidadas, son los procesos referidos a materias grasas que muestran
mejores perspectivas en el futuro desde el punto de vista tecnol&oacute;gico, nutricional y
posiblemente comercial (Valenzuela y Sanhueza, 2008).
1.3. &Aacute;cidos grasos
Una amplia variedad de &aacute;cidos grasos son usados para producir l&iacute;pidos estructurados
en base a sus propiedades y funcionalidad. Los tipos de &aacute;cidos grasos que componen las
mol&eacute;culas de triglic&eacute;ridos y su posici&oacute;n en la misma determinan las propiedades f&iacute;sicas y
nutricionales, el destino metab&oacute;lico y los beneficios para la salud de una grasa modificada
(Osborn y Akoh, 2002). En consecuencia, a continuaci&oacute;n se realiza una breve descripci&oacute;n de
los mismos.
Cabe mencionar que los &aacute;cidos grasos pueden ser insaturados o saturados,
dependiendo de la existencia o no de dobles enlaces en las cadenas carbonadas. Los &aacute;cidos
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grasos insaturados pueden encontrarse en configuraci&oacute;n cis o trans, seg&uacute;n la ubicaci&oacute;n de
los hidr&oacute;genos de los carbonos adyacentes al doble enlace. En el primer caso, &eacute;stos se
encuentran del mismo lado de la cadena carbonada, mientras que en los &aacute;cidos grasos trans
est&aacute;n ubicados a cada lado de la misma. En los aceites y grasas naturales de origen vegetal
los &aacute;cidos grasos insaturados se encuentran siempre en configuraci&oacute;n cis.
1.3.1. &Aacute;cidos grasos de cadena corta
Los &aacute;cidos grasos de cadena corta (SCFAs) son aquellos que poseen de 2 a 6 &aacute;tomos
de carbono en su cadena y son generalmente conocidos como vol&aacute;tiles. La fuente
tradicional de los mismos es la manteca y la leche bovina. Debido a su solubilidad en agua,
tama&ntilde;o molecular y longitud de cadena, son absorbidos en el estomago m&aacute;s r&aacute;pidamente
que los dem&aacute;s &aacute;cidos grasos. Adicionalmente, los triglic&eacute;ridos conteniendo estos &aacute;cidos
grasos pueden ser completamente hidrolizados por la acci&oacute;n de la lipasa pancre&aacute;tica, y ser
absorbidos en el lumen del est&oacute;mago y en el intestino. Su bajo calor de combusti&oacute;n los
convierte en l&iacute;pidos de bajas calor&iacute;as.
1.3.2. &Aacute;cidos grasos de cadena media
Los &aacute;cidos grasos de cadena media (MCFAs) son aquellos que poseen de 6 a 12
&aacute;tomos de carbono en su cadena y la fuente principal de los mismos es el aceite de coco y el
de la semilla de palma. Estos son preferentemente transportados a trav&eacute;s de la vena porta
al h&iacute;gado, debido a su menor tama&ntilde;o y mejor solubilidad en comparaci&oacute;n a los &aacute;cidos grasos
de cadena larga. Los MCFAs son metabolizados en el organismo tan r&aacute;pidamente como la
glucosa, siendo baja la tendencia a formar dep&oacute;sitos debido a que no son f&aacute;cilmente
reesterificados para formar triglic&eacute;ridos. Aunque estos pueden ser usados en el control de la
obesidad, tambi&eacute;n pueden aumentar el nivel de colesterol en sangre. De ah&iacute; que estos sean
usados en l&iacute;pidos estructurados; por su inherente movilidad, solubilidad y facilidad para
metabolizarse. Generalmente se combinan con &aacute;cidos grasos poliinsaturados, beneficiosos
para la salud, formando los conocidos MLM.
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1.3.3. &Aacute;cidos grasos de cadena larga
Los &aacute;cidos grasos de cadena larga (LCFAs) son aquellos que poseen de 14 a 24
&aacute;tomos de carbono en su cadena, siendo com&uacute;n hallarlos en algunas grasas animales y en
aceites de pescado y vegetales. &Eacute;stos son absorbidos y metabolizados m&aacute;s lentamente que
los restantes &aacute;cidos grasos, pudiendo gran parte de ellos ser eliminados del organismo por
este motivo. Los LCFAs no pueden ser absorbidos ni transportados por la sangre debido a su
mayor car&aacute;cter hidrof&oacute;bico en comparaci&oacute;n con los MCFAs y SCFAs, por lo que ingresan a
las c&eacute;lulas intestinales en forma de micelas.
Existe una variedad de &aacute;cidos grasos de cadena larga, generalmente con numerosas
insaturaciones en su cadena carbonada, de importancia para la salud humana. Los &aacute;cidos
grasos Omega-6 no pueden ser sintetizados por el organismo y por ende son considerados
&aacute;cidos grasos esenciales (EFAs). El &aacute;cido linoleico (18:2n-6) se encuentra en la mayor&iacute;a de
los aceites vegetales y semillas, y es un &aacute;cido graso esencial que puede adem&aacute;s ser
desaturado y aumentado en su cadena a&uacute;n m&aacute;s para dar lugar al &aacute;cido araquid&oacute;nico (20:4n6). Este &uacute;ltimo es un precursor de la formaci&oacute;n de eicosanoides, compuestos que act&uacute;an
beneficiosamente sobre el sistema nervioso central y el inmune. Otro tipo de EFA son los
Omega-3, tal como el &aacute;cido linol&eacute;nico (18:3 n-3), que puede ser encontrado en la soja y en
las semillas de lino. As&iacute; tambi&eacute;n, el &aacute;cido eicosapentanoico (20:5n-3, EPA) y el &aacute;cido
docosahexanoico (22:6n-3, DHA), que se encuentran en el aceite de pescado, son
poliinsaturados de inter&eacute;s en la producci&oacute;n de l&iacute;pidos estructurados. Los &aacute;cidos grasos n-3
son esenciales para el crecimiento y el desarrollo durante toda la vida humana y deben ser
incluidos en la dieta. Dietas ricas en n-3 PUFAs incrementan las lipoprote&iacute;nas de alta
densidad (HDL) y disminuyen las de baja densidad (LDL). Por otra parte, los &aacute;cidos grasos
Omega-9 encontrados en muchos aceites vegetales, tal como el &aacute;cido oleico (18:1n-9), si
bien no son &aacute;cidos grasos esenciales cumplen un rol moderado en reducir el colesterol en el
cuerpo. El &aacute;cido linoleico conjugado (CLA), el cual ha demostrado propiedades
anticancer&iacute;genas en animales, tambi&eacute;n puede ser empleado en el dise&ntilde;o de l&iacute;pidos
estructurados.
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Generalmente se cree que los &aacute;cidos grasos de cadena larga incrementan los niveles
de colesterol. Sin embargo, el acido este&aacute;rico (18:0) es neutro debido a que su punto de
fusi&oacute;n es mayor que la temperatura del cuerpo humano, siendo desaturado hacia &aacute;cido
oleico in vivo. Adicionalmente, los triglic&eacute;ridos con altas cantidades de &aacute;cidos grasos
saturados de cadena corta son d&eacute;bilmente absorbidos en humanos.
Controlar la posici&oacute;n del &aacute;cido graso en el triglic&eacute;rido tambi&eacute;n resulta importante en
la producci&oacute;n de l&iacute;pidos estructurados, ya que permite definir el destino que tendr&aacute;n los
mismos en el organismo.
1.4. Producci&oacute;n de l&iacute;pidos estructurados
Las estrategias para modificaci&oacute;n de l&iacute;pidos que dan lugar a grasas y aceites
funcionales incluyen la s&iacute;ntesis qu&iacute;mica o enzim&aacute;tica. Esta &uacute;ltima se lleva a cabo mediante
lipasas, las cuales catalizan reacciones de interesterificaci&oacute;n (intercambio de &aacute;cidos grasos
entre dos mol&eacute;culas de triglic&eacute;ridos) o acid&oacute;lisis (incorporaci&oacute;n de &aacute;cidos grasos libres a un
triglic&eacute;rido).
1.4.1. S&iacute;ntesis qu&iacute;mica
La interesterificaci&oacute;n qu&iacute;mica es econ&oacute;mica y f&aacute;cil de escalar. Sin embargo, ofrece
baja especificidad o control sobre la distribuci&oacute;n de la posici&oacute;n de los &aacute;cidos grasos en el
producto final (Willis y Marangoni, 1999). Este proceso usualmente implica la hidr&oacute;lisis de
una mezcla de triglic&eacute;ridos y su reesterificaci&oacute;n aleatoria. La reacci&oacute;n requiere de altas
temperaturas y ausencia de agua. Adem&aacute;s de los l&iacute;pidos estructurados se obtiene un
n&uacute;mero de subproductos dif&iacute;ciles de remover (Akoh, 1998).
1.4.2. S&iacute;ntesis enzim&aacute;tica
Las reacciones catalizadas por lipasas ofrecen algunas ventajas sobre las asistidas
qu&iacute;micamente ya que producen aceites o grasas con una estructura definida, requieren
condiciones experimentales menos severas, consumen menos energ&iacute;a y reducen el da&ntilde;o
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t&eacute;rmico, entre otras (Gunstone, 2003). Si bien la funci&oacute;n natural de las lipasas es la de llevar
a cabo la hidr&oacute;lisis de los triglic&eacute;ridos a &aacute;cidos grasos libres, la s&iacute;ntesis de l&iacute;pidos
estructurados mediante ellas es posible modificando las condiciones de reacci&oacute;n. En
presencia de solventes org&aacute;nicos o en sistemas anhidros, las lipasas pueden presentar un
comportamiento diferente, catalizando adem&aacute;s reacciones de esterificaci&oacute;n (Berry y
Paterson, 1990).
La acci&oacute;n de las lipasas, en t&eacute;rminos de eficiencia y estabilidad, se puede mejorar con
t&eacute;cnicas de inmovilizaci&oacute;n. Para esto, la enzima se fija a un soporte (cer&aacute;mica, vidrio poroso,
material sint&eacute;tico, celulosa, entre otros) que le otorga una mayor estabilidad a la prote&iacute;na
frente a las condiciones de operaci&oacute;n (velocidad de reacci&oacute;n, temperatura, acidez, fuerza
i&oacute;nica, entre otras) (Valenzuela y Sanhueza, 2008). Los procesos de inmovilizaci&oacute;n han
impulsado el creciente uso de enzimas en la tecnolog&iacute;a de las materias grasas. Las lipasas
que se utilizan para la obtenci&oacute;n de l&iacute;pidos estructurados se obtienen, en general, de
bacterias u hongos especialmente seleccionados (por selecci&oacute;n gen&eacute;tica o por modificaci&oacute;n
gen&eacute;tica) para obtener altos rendimientos de actividad catal&iacute;tica; y, en muchos casos, alta
resistencia a la temperatura y a los solventes que se utilizan en los procesos.
1.5. Acid&oacute;lisis enzim&aacute;tica
La acid&oacute;lisis enzim&aacute;tica ha sido una estrategia ampliamente estudiada en las &uacute;ltimas
d&eacute;cadas a fin de obtener l&iacute;pidos estructurados (Shimada et al., 1996; Lee y Akoh, 1996;
Garcia et al. 2001, Kim et al., 2006; Hita et al., 2009). Esta reacci&oacute;n esta compuesta por dos
pasos, el primero incluye la hidr&oacute;lisis de la uni&oacute;n &eacute;ster a fin de liberar un &aacute;cido graso nativo
y formar un glic&eacute;rido que tiene al menos un grupo hidroxilo (si es que s&oacute;lo tuvo lugar una
&uacute;nica ruptura). El paso siguiente comprende la formaci&oacute;n de una nueva uni&oacute;n &eacute;ster entre el
grupo hidroxilo del glic&eacute;rido y un nuevo &aacute;cido graso libre del medio (Rodrigues-Fernandez
Lafuente, 2010). La Fig. 1.1. muestra estos pasos de reacci&oacute;n para la reacci&oacute;n catalizada por
lipasas sn-1,3 regioespec&iacute;ficas, es decir aquellas que tienen la habilidad para actuar sobre las
posiciones 1 y 3 del triglic&eacute;rido. Entre ellas se encuentran las lipasas de Rhizomucor miehei
(RML), incluidas en el esquema.
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Figura 1.1. Esquema general de la acid&oacute;lisis catalizada por lipasas de Rhizomucor miehei para
producir l&iacute;pidos estructurados.
M&aacute;s espec&iacute;ficamente, la acid&oacute;lisis, mediante la incorporaci&oacute;n de &aacute;cidos grasos
saturados en los triglic&eacute;ridos originales, puede ser empleada como un m&eacute;todo alternativo a
la hidrogenaci&oacute;n parcial de aceites permitiendo as&iacute; obtener grasas s&oacute;lidas o semis&oacute;lidas sin
la indeseada formaci&oacute;n de &aacute;cidos grasos trans (Carr&iacute;n y Crapiste, 2008; Pacheco et al., 2010).
M&aacute;s a&uacute;n, mediante el empleo de lipasas sn-1,3 espec&iacute;ficas es posible incorporar &aacute;cidos
grasos saturados en las posiciones sn-1 y sn-3 del triglic&eacute;rido, manteniendo en la posici&oacute;n
central del glicerol el &aacute;cido graso original. La aplicaci&oacute;n de este tipo de lipasas en la acid&oacute;lisis
de aceites vegetales y &aacute;cidos grasos saturados ha tenido como objetivo obtener grasas
semis&oacute;lidas con propiedades ben&eacute;ficas para la salud humana ya que preservan los &aacute;cidos
grasos insaturados o poliinsaturados (tales como los esenciales) ubicados en la posici&oacute;n sn-2
(Jensen et al., 1995; Osborn y Akoh, 2002; Li et al., 2010).
Adicionalmente, ciertas reacciones indeseables pueden tener lugar debido a la
presencia de diglic&eacute;ridos producidos en el paso de hidr&oacute;lisis. La transferencia de grupos
acilo de cadena larga desde la posici&oacute;n sn-2 a las posiciones externas en los diglic&eacute;ridos se
denomina acil migraci&oacute;n y provoca la disminuci&oacute;n en el rendimiento y en la pureza de los
l&iacute;pidos estructurados (Xu et al., 1998; Yang et al., 2005).
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1.6. Objetivos
Al momento de iniciar esta tesis, la obtenci&oacute;n de l&iacute;pidos estructurados mediante
acid&oacute;lisis entre aceite de girasol y &aacute;cidos grasos saturados (palm&iacute;tico y este&aacute;rico) catalizada
por lipasas comerciales de Rhizomucor miehei en su forma inmovilizada (Lipozyme RM IM,
NovoNordisk) hab&iacute;a sido estudiada en el grupo de investigaci&oacute;n de Ingenier&iacute;a de Alimentos
de PLAPIQUI alcanzando resultados satisfactorios (Carr&iacute;n y Crapiste, 2008).
Sin embargo, para que este proceso pudiera ser llevado a escala industrial mediante
operaciones continuas o semicontinuas, resultaba necesario el desarrollo de un
biocatalizador m&aacute;s adecuado. Esto se debe a que el elevado costo y la f&aacute;cil atrici&oacute;n de las
lipasas inmovilizadas disponibles comercialmente restringen su utilizaci&oacute;n en procesos de
gran escala. Es por ello que en este marco se plante&oacute; como objetivo de esta tesis la
producci&oacute;n de l&iacute;pidos estructurados empleando un catalizador biol&oacute;gico de alta actividad,
de menor costo y de dif&iacute;cil atrici&oacute;n, para ser empleado en reactores batch y de lecho
empacado.
Los objetivos espec&iacute;ficos planteados para esta tesis fueron:
1.
Preparar un biocatalizador adecuado para llevar a cabo la reacci&oacute;n de acid&oacute;lisis
enzim&aacute;tica entre aceite de girasol y &aacute;cidos grasos saturados, a fin de obtener l&iacute;pidos
estructurados conteniendo una mayor cantidad de &aacute;cidos grasos saturados en los glic&eacute;ridos.
Las tareas asociadas a alcanzar este objetivo son:
•
Seleccionar una lipasa de alta actividad en la reacci&oacute;n de inter&eacute;s.
• Preparar un soporte adecuado para inmovilizar la lipasa elegida y un proceso
de inmovilizaci&oacute;n que no altere las propiedades catal&iacute;ticas de la misma.
2.
Evaluar el desempe&ntilde;o del biocatalizador preparado en la reacci&oacute;n de acid&oacute;lisis y
optimizar las condiciones de reacci&oacute;n a fin de lograr las m&aacute;s altas modificaciones sobre el
aceite de girasol, considerando el efecto de la temperatura de reacci&oacute;n, relaci&oacute;n entre
sustratos, cantidad de biocatalizador y presencia de solvente en el medio.
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3.
Dise&ntilde;ar y poner en funcionamiento un reactor de lecho empacado a escala
laboratorio a fin de comparar su desempe&ntilde;o respecto a los reactores discontinuos.
4.
Modelar y simular el proceso de reacci&oacute;n/reactor, teniendo en cuenta las
distintas variables operativas, los fen&oacute;menos de transporte involucrados y la eficiencia del
proceso, para obtener los par&aacute;metros cin&eacute;ticos caracter&iacute;sticos del sistema.
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Cap&iacute;tulo
MATERIALES Y
M&Eacute;TODOS
2
2.1. Introducci&oacute;n
La factibilidad de reproducir una dada metodolog&iacute;a experimental, se basa en el
hecho de contar con buenos registros de las tareas desarrolladas. Por esa raz&oacute;n, este
cap&iacute;tulo describe en detalle las principales t&eacute;cnicas empleadas en las labores
experimentales durante el transcurso de la tesis. As&iacute; tambi&eacute;n se incorpora una descripci&oacute;n
de los materiales necesarios para poder llevarlas a cabo.
Cabe mencionar que el mismo fue pensado como un apoyo para la interpretaci&oacute;n de
las diferentes t&eacute;cnicas que se mencionan a lo largo de esta tesis, por ello aqu&iacute; se encontrara
una variedad de m&eacute;todos que podr&iacute;an no estar relacionados. Por otro lado, tambi&eacute;n se
aclara que las t&eacute;cnicas empleadas espec&iacute;ficamente en un dado cap&iacute;tulo fueron descriptas
directamente en dicho cap&iacute;tulo y no son mencionadas aqu&iacute;.
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2.2. Materiales
2.2.1. Aceite de girasol
El aceite de girasol refinado empleado en las reacciones de acid&oacute;lisis fue adquirido
en un mercado local y fue usado tal como se recibi&oacute;. El mismo fue producido para consumo
humano por la empresa Molinos R&iacute;o de la Plata S.A. (Buenos Aires, Argentina). El &Iacute;ndice de
Per&oacute;xidos (IP) determinado por el m&eacute;todo IUPAC 2.0501 y AOCS CD 8-53, fue de 1.94 &plusmn; 0.02
mEq. O2/kg muestra, para el aceite que se emple&oacute; durante todas las reacciones efectuadas,
salvo cuando se realiz&oacute; la acid&oacute;lisis con lipasas en su estado libre, en el que otro lote de
aceite fue usado conteniendo un IP de 103.32 &plusmn; 0.03 mEq. O2/kg.
2.2.1.1. Composici&oacute;n de &aacute;cidos grasos en glic&eacute;ridos
La composici&oacute;n de los &aacute;cidos grasos, determinados como metil &eacute;steres de &aacute;cidos
grasos (FAME) por cromatograf&iacute;a gas-l&iacute;quido (t&eacute;cnica descripta en Secci&oacute;n 2.3.7), son los
mostrados en la Tabla 2.1. Como se esperaba, el aceite de girasol result&oacute; predominante en
&aacute;cidos grasos insaturados. Los compuestos presentes y los valores asociados resultaron
similares a los reportados por Reske et al. (1997) y Serrano-Vega et al. (2005) teniendo en
cuenta la variabilidad asociada a un producto de origen vegetal.
2.2.1.2. Composici&oacute;n de triglic&eacute;ridos y subproductos
La Tabla 2.2 muestra las especies de triglic&eacute;ridos presentes en el aceite de girasol
(t&eacute;cnica descripta en Secci&oacute;n 2.3.8). Cabe mencionar que en la t&eacute;cnica empleada para
realizar esta identificaci&oacute;n no se discriminaron is&oacute;meros de posici&oacute;n para una dada especie
de triglic&eacute;rido, por lo cual y a modo de ejemplo, POSt, PStO, OPSt, OStP, StOP y StPO se
encuentran todos englobados en la misma especie identificada, y en este caso denominada
POSt. La identificaci&oacute;n realizada y los valores de cada una de ellas resultaron similares a lo
reportado en trabajos previos (Reske et al., 1997; Serrano-Vega et al., 2005). Puede
observarse que el aceite de girasol posee un elevado nivel de triglic&eacute;ridos triinsaturados
(UUU) e intermedio de diinsaturados (UUS), mientras que la composici&oacute;n de triglic&eacute;ridos
trisaturados (SSS) es muy baja (0.11%). Las especies mayoritarias que conformaron el grupo
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UUU fueron OLL, LLL y OOL, en concordancia con los resultados obtenidos a trav&eacute;s del
an&aacute;lisis de FAME. Por otro lado, los UUS mayoritarios fueron PLL y POL.
Por otro lado, en la Tabla 2.3 se presenta la composici&oacute;n de subproductos.
Tabla 2.1.
Composici&oacute;n en &aacute;cidos grasos del aceite de girasol.
C14:0
Concentraci&oacute;n
% m/m
0.08 &plusmn; 0.00
C16:0
6.32 &plusmn; 0.04
C16:1
0.08 &plusmn; 0.00
C17:0
0.05 &plusmn; 0.00
C17:1 c
0.04 &plusmn; 0.00
C18:0
3.23 &plusmn; 0.02
&Aacute;cido Graso
Palm&iacute;tico
Este&aacute;rico
C18:1 n9t
0.24 &plusmn; 0.03
C18:1 n9c
30.75 &plusmn; 0.18
C18:2n 6t
0.09 &plusmn; 0.01
C18:2n 6c
56.51 &plusmn; 0.27
C20:0
0.22 &plusmn; 0.02
C18:3n 6
0.04 &plusmn; 0.00
C18:3n 3
0.19 &plusmn; 0.00
C20:1n9 c11
0.16 &plusmn; 0.01
C20:1n9 c11
0.13 &plusmn; 0.02
C22:0
0.58 &plusmn; 0.02
C24:0
0.22 &plusmn; 0.11
C22:6n3
0.05 &plusmn; 0.01
N.Ia
1.02 &plusmn; 0.03
Oleico
Linoleico
a
NI: no identificados
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Tabla 2.2.
Perfil de triglic&eacute;ridos (TAG) del aceite de girasol.
TAGa
Tipo de TAGb
Composici&oacute;n (m/m %)
PPP
SSS
NDc
PPSt
SSS
ND
POP
SUS
0.30 &plusmn; 0.00
PLP
SUS
0.98 &plusmn; 0.02
StStP
SSS
0.07 &plusmn; 0.01
POSt
SUS
0.29 &plusmn; 0.01
POO
UUS
2.80 &plusmn; 0.03
PLSt
SUS
0.85 &plusmn; 0.00
POL
UUS
6.54 &plusmn; 0.07
PLL
UUS
8.30 &plusmn; 0.13
StStSt
SSS
0.04 &plusmn; 0.01
StStO
SUS
0.13 &plusmn; 0.03
OOSt
UUS
1.26 &plusmn; 0.01
StStL
SUS
OOO
UUU
8.12 &plusmn; 0.00
StOL
UUS
2.59 &plusmn; 0.43
OOL
UUU
15.23 &plusmn; 0.30
StLL
UUS
3.06 &plusmn; 0.14
OLL
UUU
27.36 &plusmn; 0.06
LLL
UUU
21.81 &plusmn; 0.51
ND
NId
0.27
∑ SSS
0.11
∑ SUS
2.55
∑ UUS
24.55
∑ UUU
72.52
a
b
P: &aacute;cido palm&iacute;tico, St: &aacute;cido este&aacute;rico, O: &aacute;cido oleico, L: &aacute;cido linoleico.
c
d
S: &aacute;cido saturado, U: &aacute;cido insaturado. ND: no detectado. NI: no identificado
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Tabla 2.3.
Composici&oacute;n en subproductos del aceite de girasol.
&Aacute;cidos grasos libres
Concentraci&oacute;n
% m/m
0.16 &plusmn; 0.06
Monoglic&eacute;ridos
0.11 &plusmn; 0.08
Diglic&eacute;ridos
1.03 &plusmn; 0.13
Subproducto
2.2.1.3. Composici&oacute;n de los &aacute;cidos grasos en posici&oacute;n sn-2 de los triglic&eacute;ridos
La composici&oacute;n de los &aacute;cidos grasos en la posici&oacute;n sn-2 de los triglic&eacute;ridos del aceite
de girasol, determinados como FAME (t&eacute;cnica descripta en Secci&oacute;n 2.3.9), son los mostrados
en la Tabla 2.4. Como era de esperarse, los &aacute;cidos linoleico (C18:2 n6c) y oleico (C18:1 n9c)
resultaron ser los mayoritarios, en concordancia con lo reportado por Carr&iacute;n y Crapiste
(2008). M&aacute;s a&uacute;n, la distribuci&oacute;n de estos &aacute;cidos grasos entre las posiciones sn-1,3 y sn-2 de
los glic&eacute;ridos fue similar para el &aacute;cido oleico (33% del total se encuentra en sn-2), y
levemente superior para el &aacute;cido linoleico (38% del total se encuentra en sn-2).
Tabla 2.4.
Composici&oacute;n en &aacute;cidos grasos en la posici&oacute;n sn-2 de los
glic&eacute;ridos del aceite de girasol.
C16:0
Concentraci&oacute;n
% m/m
2.12 &plusmn; 0.16
C18:0
0.98 &plusmn; 0.00
C18:1 n9c
30.21 &plusmn; 0.03
C18:2 n6c
64.63 &plusmn; 0.04
N.Ia
2.06 &plusmn; 0.23
&Aacute;cido Graso
a
NI: no identificados
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2.2.2. Mezcla de &aacute;cidos grasos saturados palm&iacute;tico y este&aacute;rico
La mezcla de &aacute;cidos grasos saturados palm&iacute;tico y este&aacute;rico (StPFA) empleada en las
reacciones de acid&oacute;lisis, de grado de pureza 49-54% y 40-51% respectivamente (Fluka), fue
proporcionada por Sigma Aldrich (Alemania).
2.2.3. Triole&iacute;na
La Triole&iacute;na (C18:1, cis-9) empleada en las reacciones de hidr&oacute;lisis fue de 65% de
pureza (Sigma). Su &Iacute;ndice de Per&oacute;xidos fue de 10.38 &plusmn; 0.02 mEq. O2/kg. La composici&oacute;n en
&aacute;cidos grasos mayoritarios de los glic&eacute;ridos de la triole&iacute;na, determinada como FAME por
cromatograf&iacute;a gaseosa es mostrada en la Tabla 2.5.
Tabla 2.5.
Composici&oacute;n en &aacute;cidos grasos de la triole&iacute;na.
C14:0
Concentraci&oacute;n
% m/m
2.90 &plusmn; 0.10
C14:1
0.84 &plusmn; 0.02
C15:0
0.27 &plusmn; 0.02
C16:0
4.65 &plusmn; 0.05
C16:1
5.45 &plusmn; 0.06
C17:0
0.28 &plusmn; 0.03
C17:1c
1.11 &plusmn; 0.12
C18:0
0.80 &plusmn; 0.08
C18:1n 9c
66.40 &plusmn; 0.01
C18:2n 6c
8.01 &plusmn; 0.00
C20:0
0.58 &plusmn; 0.06
N.I.a
8.68 &plusmn; 0.06
&Aacute;cido Graso
a
NI: no identificados
17
Cap&iacute;tulo 2 – Materiales y m&eacute;todos
2.2.4. Quitosano
El quitosano empleado en la preparaci&oacute;n de microesferas para soporte de
inmovilizaci&oacute;n de las lipasas fue gentilmente donado por el Laboratorio de Investigaciones
B&aacute;sicas y Aplicadas en Quitina de la Universidad Nacional del Sur; obtenido de la quitina que
constituye las caparazones de camarones (fuente Artemesia longinaris), su forma f&iacute;sica fue
en escamas. El grado de desacetilaci&oacute;n del material fue de 80.2%, determinado mediante
resonancia magn&eacute;tica nuclear (1H NMR). La humedad del mismo fue de 9.3 &plusmn; 0.01%
determinada seg&uacute;n la Norma de acuerdo al M&eacute;todo Oficial Ca 2c-55 (AOCS, 2009).
2.2.5. Reactivos y solventes
Dodecil aldeh&iacute;do de 92% de pureza y cianoborohidruro de sodio (NaCNBH3) (&gt; 95%
de pureza, Fluka) y las sales empleadas para la preparaci&oacute;n de soluciones buffers, fosfato de
sodio monob&aacute;sico monohidratado (NaH2PO4.H2O) (&gt; 99% de pureza), fosfato de sodio
dib&aacute;sico heptahidratado(Na2HPO4.7H2O)(&gt; 99% de pureza) y acetato de sodio, CH3COONa
(&gt; 99% de pureza), fueron proporcionados por Sigma Aldrich.
Todos los est&aacute;ndares utilizados para las determinaciones cromatogr&aacute;ficas (1,2,3trioctadecanol-glicerol , 1,2,3-trihexadecenol-glicerol, 1,2,3-trioctadecadienol-glicerol, 1,2,3trioctadecenol-glicerol, 1,2,3-trihexadecanol-glicerol, 1,2,3-tridecanol-glicerol, 1,2-distearol3-palmitol-rac-glicerol, 1,3-dipalmitol-2-oleolglicerol, 1,3-dioleol-2-palmitol-glicerol, 1,2dilinolel-3-palmitol-rac-glicerol,
linoleol-rac-glicerol,
1,2-dioleol-3-stearol-rac-glicerol,
1,2-distearol-3-oleol-rac-glicerol,
1-palmitol-2-oleol-3-
1,3-dipalmitol-rac-glicerol,
1-
monopalmitol-rac-glicerol, &aacute;cido oleico, tetradecano) fueron de pureza mayor al 98% y se
obtuvieron de Sigma Chemical Co. (St. Louis, EEUU). La piridina utilizada fue de J.T. Baker
(Philipsburg, EEUU). El N-metil-N-trimetilsililtrifluoroacetamida (MSTFA) se obtuvo de Fluka
(Buchs, Suiza). El n-hexano, tanto de grado cromatogr&aacute;fico como anal&iacute;tico, as&iacute; como el
metanol, etanol y &aacute;cido ac&eacute;tico empleados, fueron de la marca Dorwil. Los hidr&oacute;xidos de
potasio y sodio fueron de Cicarelli (San Lorenzo, Argentina), mientras que el sulfato de sodio
de Anedra (Espa&ntilde;a).
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2.3. M&eacute;todos
2.3.1. Formaci&oacute;n de las part&iacute;culas de quitosano
Reactivos necesarios: hidr&oacute;xido de sodio, metanol, &aacute;cido ac&eacute;tico.
Procedimiento experimental:
1- Preparar una soluci&oacute;n de hidr&oacute;xido de sodio (NaOH) de concentraci&oacute;n 1 N.
2- Con la anterior, preparar una soluci&oacute;n de NaOH y metanol en relaci&oacute;n 3:1 v/v.
3- Pesar el quitosano y disolverlo en una soluci&oacute;n acuosa de &aacute;cido ac&eacute;tico al 2 %. La relaci&oacute;n
masa de quitosano/volumen de &aacute;cido debe ser mayor o igual a 3 para obtener part&iacute;culas
con buena resistencia mec&aacute;nica. Agitar hasta observar formaci&oacute;n de gel. La disoluci&oacute;n
puede favorecerse empleando calor.
4- Tomar con la jeringa el gel de quitosano y agregarlo por goteo a la soluci&oacute;n anterior (Fig.
2.1). La aguja hipod&eacute;rmica empleada fue de 1.5 mm de di&aacute;metro.
5- Filtrar para retener las part&iacute;culas formadas, y lavar con abundante agua para remover los
residuos del medio neutralizante.
6- Si las part&iacute;culas van a ser modificadas, eliminar el agua y someterlas a la reacci&oacute;n de
aminaci&oacute;n reductiva. Si este no es el caso, y se desea usarlas como tal, secar en estufa a
40 &deg;C, hasta peso constante.
Figura 2.1. Formaci&oacute;n de microesferas de quitosano por precipitaci&oacute;n.
19
Cap&iacute;tulo 2 – Materiales y m&eacute;todos
2.3.2. T&eacute;cnica para modificaci&oacute;n qu&iacute;mica de las part&iacute;culas: aminaci&oacute;n reductiva
Reactivos necesarios: etanol, docedil aldeh&iacute;do, cianoborohidruro de sodio (NaCNBH3).
Procedimiento experimental:
1- Introducir las microesferas de gel de quitosano obtenidas seg&uacute;n la t&eacute;cnica descripta en la
Secci&oacute;n 2.3.1 en un recipiente adecuado.
2- Agregar etanol en relaci&oacute;n 10 ml/g de quitosano en escamas seco inicial.
3- Disolver en etanol (28 ml/g de aldeh&iacute;do) la cantidad de aldeh&iacute;do determinada por la
relaci&oacute;n molar NH2/ aldeh&iacute;do deseada, para favorecer la disoluci&oacute;n emplear calentamiento
leve. Luego, a&ntilde;adir al medio con las microesferas y agitar vigorosamente durante 1.5 h
(salvo otro tiempo especificado) (Fig. 2.2).
4- Agregar NaCNBH3 en exceso (3 moles NaCNBH3/monomol de polvo de quitosano seco
inicial) y agitar durante 1 h.
5- Eliminar la mezcla de reacci&oacute;n y retener las microesferas alquiladas. Lavarlas con etanol
para eliminar los residuos de reactivos. Seguir el proceso de lavado mediante medici&oacute;n de la
absorbancia de la soluci&oacute;n de lavado frente a etanol, en espectrofot&oacute;metro UV/Vis a 270
nm. Continuarlo hasta obtener absorbancia nula.
6- Enjuagar con agua destilada y secar en estufa a 40 &deg;C, hasta peso constante.
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Figura 2.2. Alquilaci&oacute;n de microesferas de quitosano.
2.3.3. T&eacute;cnica de inmovilizaci&oacute;n de lipasas de Rhizomucor miehei
Reactivos necesarios: fosfato de sodio monob&aacute;sico monohidratado (NaH2PO4.H2O), fosfato
de sodio dib&aacute;sico heptahidratado (Na2HPO4.7H2O).
Procedimiento experimental:
1- Diluir el volumen correspondiente a 15 g de preparado comercial de lipasa en 20 ml de
soluci&oacute;n buffer (fosfato de sodio, 20 mM, pH 6 a 4&deg;C) y mantener bajo agitaci&oacute;n durante
5 min.
2- A&ntilde;adir 1.5 g del soporte (obtenido seg&uacute;n Secci&oacute;n 2.3.1 o 2.3.2) previamente lavado con la
soluci&oacute;n buffer a la soluci&oacute;n enzim&aacute;tica y agitar a temperatura ambiente durante 24 h
(Fig. 2.3).
3- Cuantificar la cantidad de prote&iacute;na adsorbida en los soportes; para ello tomar muestra de
la soluci&oacute;n sobrenadante al principio y al final del proceso.
4- Separar los s&oacute;lidos por filtraci&oacute;n.
5- Enjuagar con buffer fosfato a 0 &deg;C y secar en estufa de vac&iacute;o a 35 &deg;C hasta peso constante.
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Figura 2.3. Inmovilizaci&oacute;n de lipasas de
Rhizomucor miehei por adsorci&oacute;n en microesferas
de quitosano modificadas.
2.3.4. Determinaci&oacute;n del contenido de prote&iacute;na
La cantidad de prote&iacute;na presente en los preparados de lipasa comercial utilizados y
principalmente la cantidad adsorbida sobre los soportes tras la inmovilizaci&oacute;n, fueron
aspectos muy importante durante el transcurso de esta tesis. Por esta raz&oacute;n, se trat&oacute; de
disponer de un m&eacute;todo adecuado y preciso para esta determinaci&oacute;n. A continuaci&oacute;n se
detallan dos m&eacute;todos empleados y las variaciones que surgieron de uno de ellos.
2.3.4.1. M&eacute;todo espectrofotom&eacute;trico UV/Visible a 280 nm (UV/Vis 280)
El m&eacute;todo con el que se cont&oacute; inicialmente para cuantificar la prote&iacute;na adsorbida en
los soportes fue el m&eacute;todo espectrofotom&eacute;trico UV/Visible. El mismo consisti&oacute; en registrar
las absorbancias a 280 nm (longitud de onda a la que absorben la luz los amino&aacute;cidos
arom&aacute;ticos de las prote&iacute;nas) de las soluciones de inmovilizaci&oacute;n antes y despu&eacute;s del proceso
en cuesti&oacute;n y relacionar estos valores a fin de determinar esta medida. En todos los casos se
requiri&oacute; formar diluciones del sobrenadante en buffer para poder realizar la lectura en un
rango adecuado de absorbancias, por ejemplo empleando 0.02 ml de sobrenadante + 3 ml
de buffer fosfato.
Un aspecto a destacar de este m&eacute;todo es que si no se conoce la cantidad de prote&iacute;na
en el preparado, lo &uacute;nico que se puede reportar es, por diferencia en absorbancias, cuanto
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&uml;material&uml; del medio quedo retenido sobre los soportes. Si se dispone de un valor, &eacute;ste
puede ser usado para calcular cuanta prote&iacute;na se tiene en un dado volumen de soluci&oacute;n y
as&iacute; generar curvas de calibraci&oacute;n que relacionen cantidades con absorbancias. En
consecuencia, en base a la informaci&oacute;n que se dispon&iacute;a al momento sobre la cantidad de
prote&iacute;na presente en el preparado comercial de lipasa, es que diversos criterios de
cuantificaci&oacute;n fueron empleados.
2.3.4.1.1. M&eacute;todo UV/Vis 280 (I)
No disponiendo de informaci&oacute;n alguna respecto al contenido de prote&iacute;na en el
preparado comercial de lipasa, ya que el proveedor no la especific&oacute;, se cuantific&oacute;, mediante
las diferencias en la absorbancia inicial y final de los sobrenadantes, la cantidad de
preparado retenida en los soportes. Para que este contenido sea tomado como contenido
de prote&iacute;na se requiere asumir que lo &uacute;nico que se adsorbi&oacute; sobre el soporte es prote&iacute;na.
2.3.4.1.2. M&eacute;todo UV/Vis 280 (II)
Disponiendo de un valor de contenido de prote&iacute;na de 0.44 g/g de preparado
comercial de lipasa, obtenido mediante el m&eacute;todo gravim&eacute;trico (detallado en la Secci&oacute;n
3.2.2.1.), fueron determinadas tanto la concentraci&oacute;n de prote&iacute;na en los medios de
inmovilizaci&oacute;n al inicio del proceso como las de las disoluciones preparadas para llevar a
cabo la medici&oacute;n en el espectrofot&oacute;metro. Tras verificar linealidad en las curvas de
absorbancia-cantidad de prote&iacute;na, registrando la absorbancia asociada a la soluci&oacute;n de
inmovilizaci&oacute;n final se conoci&oacute; su contenido de prote&iacute;na.
2.3.4.1.3. M&eacute;todo UV/Vis 280 (III)
Este criterio para cuantificaci&oacute;n se emple&oacute; tras disponer del valor de prote&iacute;na en el
preparado comercial (CLP) determinado mediante el m&eacute;todo de Proti II. Los c&aacute;lculos
realizados con los m&eacute;todos anteriores se rehicieron tomando como base un valor de 55.28 &plusmn;
1.34 mg/g de CLP.
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2.3.4.2. M&eacute;todo de Proti II
Reactivos necesarios: kit comercial Proti II (Wiener lab., Argentina) formado por soluci&oacute;n
EDTA/Cu y suero de alb&uacute;mina (47 g prote&iacute;na/L) como est&aacute;ndar de calibraci&oacute;n.
Procedimiento experimental:
Realizaci&oacute;n de la curva de calibrado:
1- Introducir en tubos de ensayo diferentes vol&uacute;menes conocidos de suero (ej. 25, 50, 75 y
100 &micro;L), realizando cada concentraci&oacute;n por triplicado. Agregar en cada tubo 3.5 ml de la
soluci&oacute;n EDTA/Cu y agitar.
2- Preparar un blanco de reacci&oacute;n siguiendo el mismo procedimiento que en el punto
anterior, pero empleando agua destilada en vez del suero patr&oacute;n.
3- Mantener los tubos calefaccionados a 37 &deg;C durante 15 min. Una vez alcanzado este
tiempo permitir que alcancen temperatura ambiente y realizar la medici&oacute;n antes de las
12 h.
4- Medir la absorbancia de la soluciones frente al blanco, en el espectrofot&oacute;metro UV/Vis a
540 nm.
5- Calcular los gramos de prote&iacute;na contenidos en cada soluci&oacute;n y graficarlo frente al valor
de absorbancia obtenido. Determinar por regresi&oacute;n la ecuaci&oacute;n que relaciona ambas
variables.
Mediciones:
1- Introducir 50 &micro;L de la muestra inc&oacute;gnita en un tubo y agregar 3.5 ml de la soluci&oacute;n
EDTA/Cu. Agitar.
2- Seguir pasos 2 al 4 de la enumeraci&oacute;n anterior.
3- Empleando la curva de calibrado determinar a que cantidad de prote&iacute;na corresponde el
valor obtenido de absorbancia.
2.3.5. Acid&oacute;lisis de aceite de girasol y &aacute;cidos grasos palm&iacute;tico y este&aacute;rico
Reactivos necesarios: mezcla de &aacute;cidos grasos palm&iacute;tico y este&aacute;rico (StPFA), aceite de
girasol (SO), hexano normal de grado anal&iacute;tico, sulfato de sodio, preparado comercial de lipasa
o biocatalizador preparado.
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Procedimiento experimental:
1- Introducir en un tubo de reacci&oacute;n 0.755 g de la mezcla de &aacute;cidos grasos palm&iacute;tico y
este&aacute;rico.
2- Agregar aproximadamente 0.4 g de aceite de girasol refinado, para obtener una relaci&oacute;n
molar 6:1 StPFA/SO.
3- Agregar 3.5 ml de hexano normal. Introducir la barra agitadora y cerrar herm&eacute;ticamente.
4- Introducir el tubo en el ba&ntilde;o calefactor a temperatura deseada, mantener durante 10
min para que ocurra la disoluci&oacute;n y la homogeneizaci&oacute;n.
5- Introducir una cantidad determinada del preparado comercial de lipasa o del
biocatalizador preparado, seg&uacute;n corresponda.
6- Mantener bajo agitaci&oacute;n el tiempo definido para la reacci&oacute;n (Fig. 2.4). Retirar al finalizar
por filtraci&oacute;n.
7- Cuando es empleada la enzima en su estado libre, antes de filtrar, a&ntilde;adir 2 ml de acetona
al medio para su desactivaci&oacute;n y agregar al papel de filtro una cucharadita de sulfato de
sodio.
Figura 2.4. Sistema de reacci&oacute;n batch
con biocatalizador.
2.3.6. T&eacute;cnica para Deacidificaci&oacute;n de Muestras
Los productos de reacci&oacute;n fueron purificados mediante deacidificaci&oacute;n alcalina de
forma de remover los &aacute;cidos grasos libres, mediante la t&eacute;cnica descripta por Carr&iacute;n y
Crapiste (2008).
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Reactivos necesarios: hexano normal de grado anal&iacute;tico, etanol, hidr&oacute;xido de potasio (KOH)
y cloruro de sodio (NaCl).
Procedimiento experimental:
1- Evaporar el hexano contenido en el producto de reacci&oacute;n.
2- Tomar 200 mg del producto homogeneizado e introducirlo en tubo de ensayo.
3- Agregar 6 ml de hexano normal. Limpiar las paredes del tubo con el mismo.
4- Agregar 3.2 ml de soluci&oacute;n de KOH 0.5 N preparada con etanol al 20 % v/v. Agitar
vigorosamente con v&oacute;rtex.
5- Dejar en reposo por 30 min para permitir la separaci&oacute;n de fases. Agregar gotitas de
etanol si es necesario, para ayudar a la separaci&oacute;n.
6- Tomar la fase superior de hexano con pipeta Pasteur.
7- Lavar la fase inferior, alcoh&oacute;lica, con 2 ml de hexano; agitar, dejar decantar y recuperar
nuevamente la fase superior.
8- Agregar a toda la fase hexano obtenida (pasos 6 y 7) 1.2 ml de soluci&oacute;n de KOH 0.5 N
preparada con etanol al 20 % v/v y agitar.
9- Agregar 2.4 ml de soluci&oacute;n de NaCl saturada; agitar 30 seg; dejar en reposo por 30 min
para permitir la separaci&oacute;n de fases.
10- Recolectar en un recipiente la fase superior. Evaporar el hexano bajo campana
extractora mediante corriente de nitr&oacute;geno, hasta peso constante de la muestra.
Obtener el peso del producto deacidificado.
2.3.7. Determinaci&oacute;n de la composici&oacute;n de &aacute;cidos grasos en glic&eacute;ridos por CGL
2.3.7.1. Derivatizaci&oacute;n de la muestra: metilaci&oacute;n en frio
Los metil &eacute;steres de &aacute;cidos grasos (FAME) fueron preparados a partir de las muestras
deacidificadas (Secci&oacute;n 2.3.6) (excepto cuando se procesaron las muestras obtenidas de la
reacci&oacute;n de la lipasa pancre&aacute;tica, donde los sustratos iniciales para la metilaci&oacute;n fueron
directamente 2-monoglic&eacute;ridos), a trav&eacute;s de transesterificaci&oacute;n en fr&iacute;o con KOH metan&oacute;lico
de acuerdo al M&eacute;todo Oficial Ce 2-66 (AOCS, 2009).
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Reactivos necesarios: Hexano cromatogr&aacute;fico, hidr&oacute;xido de potasio (KOH) y metanol.
Procedimiento experimental:
1- Preparar en un tubo de centr&iacute;fuga una soluci&oacute;n de producto deacidificado en hexano
cromatogr&aacute;fico de concentraci&oacute;n 25 mg/ml.
2- A&ntilde;adir 200 &micro;l de soluci&oacute;n de KOH en metanol al 20% (m/v); agitar.
3- Centrifugar por 5 min; recolectar la fase superior conteniendo los FAME.
2.3.7.2. Condiciones cromatogr&aacute;ficas
Los FAME se analizaron por cromatograf&iacute;a gas-l&iacute;quido (GLC) en un cromat&oacute;grafo
gaseoso Agilent serie 4890D (Hewlett-Packard) equipado con una columna capilar (SP-2380,
30 m x 0.25 mm x 0.2 &micro;m espesor de film; Supelco Inc.). Hidr&oacute;geno se utiliz&oacute; como gas
transportador con una velocidad de 17 cm/min. Se inyect&oacute; en modo split con una relaci&oacute;n
1:100. La temperatura del horno se program&oacute; a 170 &deg;C por 15 min, increment&aacute;ndose hasta
210 &deg;C a una velocidad de 4&deg;C/min, y se mantuvo a dicha temperatura por 10 min. Las
temperaturas del inyector y del detector se fijaron en 220 &deg;C. FAME se identificaron por
comparaci&oacute;n de los tiempos de retenci&oacute;n con est&aacute;ndares aut&eacute;nticos. La adquisici&oacute;n de
datos y la integraci&oacute;n de los picos fue realizada empleando el software HP 3398A GC
Chemstation (Hewlett-Packard, 1998). Los resultados se reportaron como % (m/m) de
&aacute;cidos grasos en los glic&eacute;ridos.
2.3.8. Determinaci&oacute;n conjunta de FFA, MAG, DAG y TAG por GLC
Las muestras sin deacidificar se analizaron por GLC, de acuerdo al m&eacute;todo
presentado en detalle por Pacheco (2012). El mismo permite cuantificar en simult&aacute;neo los
productos de la reacci&oacute;n de acid&oacute;lisis, triglic&eacute;ridos (TAG), y subproductos: diglic&eacute;ridos
(DAG), monoglic&eacute;ridos (MAG), &aacute;cidos grasos libres (FFA) y glicerol (G) de la reacci&oacute;n. Cabe
mencionar que si bien los &aacute;cidos grasos libres fueron cuantificados, no se consideran como
subproducto de la reacci&oacute;n de acid&oacute;lisis debido a que la mayor&iacute;a forma parte del reactivo en
exceso de la reacci&oacute;n.
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2.3.8.1. Derivatizaci&oacute;n de la muestra
Reactivos necesarios: Piridina, N-metil-N-trimetilsililtrifluoroacetamida (MSTFA), soluciones
de est&aacute;ndares (tricaprina, tetradecano y tripalmitoleina).
Procedimiento experimental:
1- Preparar en un tubo de microcentr&iacute;fuga una soluci&oacute;n de producto sin deacidificar en
piridina, de concentraci&oacute;n 20 mg/ml.
2- Tomar 15 &micro;l de la soluci&oacute;n anterior e introducirla en un nuevo tubo de microcentr&iacute;fuga.
A&ntilde;adir al mismo el volumen requerido de cada una de las soluciones de est&aacute;ndares,
aproximadamente 5 &micro;l, seg&uacute;n la concentraci&oacute;n de las mismas.
3- Agregar 28 &micro;l de silanizante u otra cantidad necesaria para derivatizar los compuestos
presentes.
2.3.8.2. Condiciones Cromatogr&aacute;ficas
Para el an&aacute;lisis se utiliz&oacute; un cromat&oacute;grafo gaseoso Agilent serie 4890D (HewlettPackard) equipado con una columna capilar met&aacute;lica (MXT-65TG, 30 m x 0.25 mm x 0.10
&micro;m; Restek, Bellefonte, USA.). El inyector fue usado en modo split (1:70) y mantenido a 360
&deg;C. La temperatura del detector fue constante e igual a 380 &deg;C. La programaci&oacute;n del horno
fue 40&deg;C durante 4 min, luego se increment&oacute; hasta 350 &deg;C a una velocidad de 15&deg;C/min, y
posteriormente hasta 355 &deg;C a 0.2&deg;C/min. Hidr&oacute;geno fue empleado como gas carrier a una
velocidad de 33.6 cm/s. El m&eacute;todo del est&aacute;ndar interno se utiliz&oacute; para cuantificar cada
grupo de subproductos (FFA, MAG y DAG) empleando las curvas de calibraci&oacute;n pertinentes.
Tetradecano y tricaprina fueron los est&aacute;ndar internos usados para FFA y, MAG y DAG,
respectivamente. Los factores de respuesta de los triglic&eacute;ridos disponibles fueron
correlacionados con su tiempo de residencia relativo para poder realizar la cuantificaci&oacute;n de
aquellos de los que no se dispon&iacute;a de est&aacute;ndares. La adquisici&oacute;n de datos y la integraci&oacute;n de
los picos se realiz&oacute; mediante el software HP 3398A GC ChemStation (Hewlett-Packard,
1998). El an&aacute;lisis fue llevado a cabo identificando cada TAG en base a su tiempo de
retenci&oacute;n. El contenido de cada especie se report&oacute; como % g/100 g de TAG total.
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2.3.9. Determinaci&oacute;n de los &aacute;cidos grasos en posici&oacute;n sn-2 de los triglic&eacute;ridos
La determinaci&oacute;n de la composici&oacute;n ac&iacute;dica de la posici&oacute;n sn-2 de los glic&eacute;ridos del
aceite de girasol se realiz&oacute; utilizando la reacci&oacute;n de la lipasa pancre&aacute;tica, siguiendo la norma
AOCS Ch 3-91 (AOCS, 2009) con modificaciones (respecto a la cantidad de muestra
analizada).
Reactivos necesarios: buffer tris hidroximetil aminometano, colato de sodio, cloruro de
calcio (CaCl), &aacute;cido clorh&iacute;drico (HCl), dimetil &eacute;ter.
Procedimiento experimental:
1- Preparar en un tubo una soluci&oacute;n conteniendo 40 mg de muestra deacidificada y 0.2 ml
de hexano normal.
2- Agregar: 0.5 ml de soluci&oacute;n de colato de sodio de concentraci&oacute;n 1g/l, 0.2 ml de CaCl de
concentraci&oacute;n 220g/l, 2ml de buffer tris 1M ajustado a pH 8.0 con HCl.
3- Incorporar 20 mg de lipasa pancre&aacute;tica.
4- Colocar en un ba&ntilde;o calefaccionado con agitaci&oacute;n magn&eacute;tica a 52 &deg;C durante 3 min.
5- Remover el tubo del ba&ntilde;o y agitar vigorosamente durante 2 min.
6- Anadir 1 ml de HCl y 1 ml de dimetil &eacute;ter. Agitar durante 30 s.
7- Centrifugar y colectar la capa superior.
8- Separar los monoglic&eacute;ridos (MAG) por cromatograf&iacute;a de capa fina, colect&aacute;ndose la
fracci&oacute;n de 2-MAG para ser y analizada mediante cromatograf&iacute;a gas-l&iacute;quido (CGL) como
se describi&oacute; en la Secci&oacute;n 2.3.7.
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Figura 2.5. Cromatograma de &aacute;cidos grasos en glic&eacute;ridos de: aceite de girasol (arriba) y un
producto de reacci&oacute;n acid&oacute;lisis (obtenido a 60&deg;C tras 70.5, detalles en la Secci&oacute;n 7.2) (abajo).
Condiciones cromatogr&aacute;ficas especificadas en la Secci&oacute;n 2.3.7.
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Figura 2.6. Cromatograma parcial de la zona de especies de triglic&eacute;ridos para el aceite de girasol. Condiciones cromatogr&aacute;ficas
especificadas en la Secci&oacute;n 2.3.8.
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Figura 2.7. Cromatograma parcial de la zona de especies de triglic&eacute;ridos para un producto de reacci&oacute;n de acid&oacute;lisis (obtenido a 60&deg;C tras 70.5 h de
reacci&oacute;n, detalles en la Secci&oacute;n 7.2). Est&aacute;ndar interno: tripalmitoleina (PoPoPo). Condiciones cromatogr&aacute;ficas especificadas en la Secci&oacute;n 2.3.8.
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Figura 2.8. Cromatograma parcial de la zona de: &aacute;cidos grasos libres (P (palm&iacute;tico), St (este&aacute;rico), O (oleico) y L (linoleico)), monoglic&eacute;ridos como
grupo (MAG) y diglic&eacute;ridos como grupo (DAG), para un producto de reacci&oacute;n de acid&oacute;lisis (obtenido a 60&deg;C tras 70.5, detalles en Secci&oacute;n 7.2).
Condiciones cromatogr&aacute;ficas especificadas en la Secci&oacute;n 2.3.8. Est&aacute;ndares internos: tetradecano (TD) y tricaprina (TC).
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2.3.10. An&aacute;lisis estad&iacute;stico
La totalidad de las determinaciones llevadas a cabo en la presente tesis se realizaron
como m&iacute;nimo por duplicado, salvo cuando se emple&oacute; un dise&ntilde;o de experimentos y cuando
se realizaron las experiencias en el reactor de lecho empacado. En los casos en que los
coeficientes de variaci&oacute;n superaron el 10%, una tercera muestra independiente fue
realizada con el objetivo de descartar el valor que presentara error experimental no
aleatorio. Las diferencias estad&iacute;sticas fueron evaluadas mediante test t, empleando un nivel
de confianza del 95%. Valores del estad&iacute;stico P&gt;F menores que 0.05 indicaron diferencias
significativas y valores mayores a 0.1, indicaron lo contrario.
Adicionalmente y cuando se lo requiri&oacute; se emplearon test de comparaci&oacute;n de medias
como el de Tukey y Bonferroni.
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3.1. Introducci&oacute;n
Las lipasas (glicerol &eacute;ster hidrolasas E.C. 3.1.1.3) constituyen uno de los grupos de
enzimas m&aacute;s ampliamente utilizadas en la industria biotecnol&oacute;gica. Esto se debe a que las
mismas reconocen una gran variedad de sustratos, manteniendo su regioselectividad y
estereoselectividad, y pueden catalizar muchas reacciones diferentes: hidr&oacute;lisis o s&iacute;ntesis de
enlaces
&eacute;steres,
alcoh&oacute;lisis,
amin&oacute;lisis,
peroxidaciones,
interesterificaciones
y
epoxidaciones, entre otras. Esta diversidad que las caracteriza hace que resulten muy &uacute;tiles
en numerosas aplicaciones, tales como la obtenci&oacute;n de productos farmac&eacute;uticos y
medicamentos, en la producci&oacute;n de biodiesel o en la modificaci&oacute;n de alimentos (Rodrigues y
Fernandez-Lafuente, 2010).
Las lipasas son enzimas que catalizan la hidr&oacute;lisis de triacilgliceroles liberando &aacute;cidos
grasos y glicerol (IUPAC-IUB, 1979). Sin embargo en presencia de solventes org&aacute;nicos o en
sistemas anhidros, las lipasas pueden presentar un comportamiento totalmente diferente,
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catalizando reacciones de esterificaci&oacute;n y transesterificaci&oacute;n (Berry y Paterson, 1990).
Dependiendo de su origen, las lipasas pueden tener un peso molecular variable entre
20,000 y 200,000 Da, siendo activas en amplios rangos de pH (4.0 a 9.0) y temperatura
(ambiente hasta 70 &deg;C) (Borgstron y Brockman, 1984). Con relaci&oacute;n a su regioselectividad en
sustratos acilglicer&oacute;licos, pueden ser clasificadas en lipasas: sn-1,3 regioespec&iacute;ficas, no
regioespec&iacute;ficas y &aacute;cido graso espec&iacute;ficas (Macrae y Hammond, 1987; Castro y Anderson,
1995). Este tipo de caracter&iacute;sticas es usado para distinguir la variedad de lipasas existentes,
y para seleccionar la m&aacute;s adecuada para una aplicaci&oacute;n espec&iacute;fica.
Las lipasas se pueden encontrar en una gran cantidad de tejidos y fluidos de
animales y vegetales, o bien pueden ser producidas por procesos fermentativos utilizando
diversas especies de microorganismos (hongos y bacterias). Actualmente, desde el punto de
vista econ&oacute;mico e industrial, los microorganismos han sido los preferidos como fuentes de
lipasas (Mukherjee, 1994; Castro y Anderson, 1995).
Dado que uno de los principales objetivos de esta tesis fue la preparaci&oacute;n de un
biocatalizador por inmovilizaci&oacute;n de las lipasas de Rhizomucor miehei en un soporte
adecuado, result&oacute; fundamental conocer las caracter&iacute;sticas de esta enzima. Por otra parte, si
bien esta tesis fue planteada en un marco ingenieril, no pueden dejarse de lado los aspectos
biol&oacute;gicos propios del sistema en estudio para poder entender y explicar los procesos
involucrados. De este modo, se presenta una breve descripci&oacute;n referida a las lipasas y
posteriormente, un an&aacute;lisis de la actividad de las mismas en las reacciones de hidr&oacute;lisis y
acid&oacute;lisis. Principalmente, la atenci&oacute;n fue puesta en esta &uacute;ltima reacci&oacute;n por ser la
seleccionada para la producci&oacute;n de l&iacute;pidos estructurados a partir de una mezcla de
triglic&eacute;ridos heterog&eacute;neos, aceite de girasol.
En consecuencia, el trabajo experimental detallado en este cap&iacute;tulo tuvo como
objetivo corroborar que las lipasas de Rhizomucor miehei en su estado libre sean lo
suficientemente aptas y activas en la reacci&oacute;n de inter&eacute;s, de forma que su empleo y su
posterior inmovilizaci&oacute;n fuese claramente justificado.
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3.2. Caracter&iacute;sticas de las lipasas de Rhizomucor miehei
Las lipasas de Rhizomucor miehei tambi&eacute;n han sido empleadas como catalizador de
numerosas reacciones (Monsalve et al., 2012). Aunque en la taxonom&iacute;a f&uacute;ngica haya sido
reemplazada la denominaci&oacute;n Mucor por la forma Rhizomucor, varios productores de estas
lipasas han mantenido su antiguo nombre por simplicidad, y por ende es com&uacute;n hallar
ambos en la literatura. En esta tesis, la convenci&oacute;n de nombre empleada en cada trabajo es
mantenida teniendo presente que se est&aacute; refiriendo al mismo microorganismo.
Haciendo un poco de historia, esta enzima extracelular fue descripta por primera vez
en 1973. A&ntilde;os m&aacute;s tarde, se report&oacute; un primer uso de la misma para transformaci&oacute;n de
alimentos, donde se demostr&oacute; que era capaz de tener actividad en productos grasos
naturales, tales como aceites vegetales, sebo de vaca, manteca de cerdo y aceite, y una
serie de sustratos sint&eacute;ticos que incluyen &eacute;steres de sorbitol de &aacute;cidos grasos (Rodrigues y
Fernandez-Lafuente, 2010).
La enzima nativa se ha encontrado presente en los organismos en dos formas
distintas, diferenciadas s&oacute;lo por desglicosilaci&oacute;n parcial (la lipasa B formada por
desglicosilaci&oacute;n parcial de la lipasa A). La enzima se expres&oacute; oportunamente en un
organismo de Aspergillus oryzae gen&eacute;ticamente modificado (Huge-Jensen et al., 1989). Esta
forma de obtenci&oacute;n es actualmente la empleada por Novozymes, uno de los principales
productores mundiales de enzimas, quien la presenta disponible comercialmente en forma
libre (Palatase 2000L) y en una forma inmovilizada (Lipozyme RM IM). El soporte de la
enzima inmovilizada es Duolite ES 562, una d&eacute;bil resina intercambiadora de aniones sobre la
base de copol&iacute;meros de fenol-formaldeh&iacute;do. Dada las ventajas que presenta la lipasa en su
forma inmovilizada respecto de la libre (las mismas se detallan en el Cap&iacute;tulo 4), los trabajos
de investigaci&oacute;n existentes en el tema emplean, en una amplia mayor&iacute;a, la forma
inmovilizada (Lee y Akoh, 1996; Yankah y Akoh, 2000; Xu et al., 2000; Garcia et al., 2001;
Camacho et al., 2007).
La estructura at&oacute;mica de las lipasas de Rhizomucor miehei fue de las primeras en
darse ha conocer mediante an&aacute;lisis de rayos X (Fig. 3.1). La estructura revel&oacute; una tr&iacute;ada
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catal&iacute;tica constituida por serina, histidina y &aacute;cido asp&aacute;rtico, con un residuo nucleof&iacute;lico,
serina, ocluido bajo un fragmento helicoidal superficial denominado tapa o lid (Rodrigues y
Fernandez-Lafuente, 2010). Esta tapa es un fragmento pept&iacute;dico anfif&iacute;lico que cubre el sitio
activo haci&eacute;ndolo inaccesible al sustrato o al solvente. La enzima nativa se describe como
una sola cadena polipept&iacute;dica de 269 amino&aacute;cidos mientras que la obtenida mediante
modificaci&oacute;n gen&eacute;tica por Aspergillus oryzae cuenta con 273 residuos (Huge-Jensen et al.,
1989). El conocimiento de su composici&oacute;n permite explicar su mecanismo de acci&oacute;n y la
forma en que se relaciona con el medio.
El mecanismo de acci&oacute;n de las lipasas est&aacute; asociado a la serina activa. La hidr&oacute;lisis del
sustrato comienza con un ataque nucleof&iacute;lico por parte del ox&iacute;geno de la serina sobre el
&aacute;tomo de carbono carbon&iacute;lico del enlace &eacute;ster. Esto origina la formaci&oacute;n de un
intermediario tetra&eacute;drico, estabilizado por el hidr&oacute;geno vinculado a los &aacute;tomos de
nitr&oacute;geno de los residuos de la cadena principal, que pertenecen al denominado &uml;agujero
oxian&oacute;n&uml;. De esta forma, se libera por ejemplo un alcohol, dejando atr&aacute;s un complejo acil
lipasa, el cual es finalmente hidrolizado vali&eacute;ndose del agua del medio, con la consecuente
liberaci&oacute;n del &aacute;cido graso y regeneraci&oacute;n de la enzima (Brzozowski et al., 1991; Fernandez
Torres, 2006; Peters et al. 1996).
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Figura 3.1. Estructuras tridimensionales de la lipasa de Rhizomucor miehei, conformaci&oacute;n abierta
(derecha) y cerrada (izquierda). Representaciones obtenidas en el Protein Data Bank (PDB: 3TGL y
PDB: 4TGL, respectivamente).
Para que la lipasa act&uacute;e resulta necesario desplazar el lid, dejando al descubierto el
sitio activo. Se ha demostrado que en presencia de interfases hidrof&oacute;bicas, por ejemplo
originadas cuando la solubilidad de un sustrato se excede y da lugar a una interfase l&iacute;pidoagua, se da un cambio de conformaci&oacute;n en la lipasa que incluye el corrimiento del lid
confiri&eacute;ndole funcionalidad. Este complejo mecanismo denominado activaci&oacute;n interfacial ha
sido motivo de numerosos estudios en base a simulaciones din&aacute;micas moleculares y ha sido
empleado como herramienta para aumentar la actividad e incluso desarrollar nuevos
m&eacute;todos de inmovilizaci&oacute;n (Brzozowski et al., 1991; Fernandez -Lafuente et al., 1998).
Una caracter&iacute;stica natural de la mayor&iacute;a de las lipasas, incluida la de Rhizomucor
miehei, es la tendencia a formar agregados bimoleculares cuando se encuentran en
soluci&oacute;n, debido a las interacciones que se originan entre las superficies hidrof&oacute;bicas que
rodean los centros activos (Palomo et al., 2004). En consecuencia, la formaci&oacute;n de estos
agregados disminuir&iacute;a la actividad efectiva de la lipasa al reducir el &aacute;rea de contacto del
centro activo con el sustrato.
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3.2.1. Caracter&iacute;sticas del preparado comercial de lipasas
El preparado comercial de lipasas utilizado en el trabajo experimental de esta tesis,
es un extracto l&iacute;quido denominado por el proveedor (Sigma Aldrich) Lipase from Rhizomucor
miehei ≥ 20000 LU/g (Novozymes), tambi&eacute;n conocido como Palatase&reg; 20000 L. Contiene
una lipasa purificada sn-1,3 espec&iacute;fica de Rhizomucor miehei producida por fermentaci&oacute;n
sumergida de un microorganismo, Aspergilus oryzae gen&eacute;ticamente modificado. Es una
lipasa desarrollada para la producci&oacute;n de compuestos que otorgan aroma y sabor a los
quesos o para modificaci&oacute;n de los mismos. Su preferencia para hidrolizar &eacute;steres de &aacute;cidos
grasos peque&ntilde;os resulta en la formaci&oacute;n de un sabor &oacute;ptimo. Palatase tiene una
temperatura &oacute;ptima de 40 &deg;C y manifiesta alta actividad en el intervalo de pH 6 - 8.5, siendo
el m&aacute;s adecuado 7.5 (Šinkūnienė et al., 2011).
Figura 3.2. Preparado comercial de lipasas de Rhizomucor miehei.
Los preparados de lipasa comercial son a menudo mezclas complejas de prote&iacute;nas,
grasas, hidratos de carbono, desechos celulares, &aacute;cidos nucleicos y sales remanentes de la
fermentaci&oacute;n del organismo hu&eacute;sped y del procesamiento de la corriente que contiene a la
enzima. El hecho que no se lleve a cabo la purificaci&oacute;n completa de la prote&iacute;na de inter&eacute;s se
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debe a que es un proceso costoso, que adem&aacute;s puede resultar en p&eacute;rdida de actividad y
estabilidad de la misma (Bjurlin et al., 2001). En consecuencia, al incorporar la lipasa al
medio de reacci&oacute;n introduciendo un volumen dado de preparado enzim&aacute;tico comercial, son
agregados simult&aacute;neamente un n&uacute;mero de impurezas que podr&iacute;an llegar a tener un efecto
positivo, neutro o negativo sobre la reacci&oacute;n catalizada. A pesar de esto, la composici&oacute;n de
los preparados comerciales no es informada por los proveedores.
Quienes realizaron un estudio de la composici&oacute;n de diferentes preparados
comerciales com&uacute;nmente empleados en cat&aacute;lisis enzim&aacute;tica fueron Bjurlin et al. (2001).
Entre los 34 preparados diferentes analizados se encuentra Palatase 20000L, donde la
composici&oacute;n hallada fue la que se muestra en la Tabla 3.1. En lo que al contenido de
prote&iacute;na se refiere, mediante el m&eacute;todo de Kjeldahl se hall&oacute; que el mismo era de solo el 0.6
% (m/m) del preparado, del cual una proporci&oacute;n fue lipasa de Rhizomucor miehei. La
identificaci&oacute;n de los diferentes tipos de prote&iacute;nas presentes fue realizada mediante un
an&aacute;lisis de los puntos isoel&eacute;ctricos (pI). Esta t&eacute;cnica se basa en el hecho de que el pH al cual
una prote&iacute;na tiene carga neta nula (pH isoel&eacute;ctrico) es caracter&iacute;stico de cada prote&iacute;na. Para
el preparado en cuesti&oacute;n se encontraron 5 bandas distintas, cada una correspondiente a un
punto isoel&eacute;ctrico, en la regi&oacute;n ac&iacute;dica. Solo una de ellas mostr&oacute; actividad lipol&iacute;tica, la cual
correspondi&oacute; a la lipasa de Rhizomucor miehei con un pI de 3.7. Este hecho reviste
considerable importancia ya que se esperar&iacute;a que, siendo la &uacute;nica prote&iacute;na activa, la cat&aacute;lisis
efectuada con el uso de este preparado comercial sea sn-1,3 espec&iacute;fica.
Adicionalmente, Novozymes declara dentro de las especificaciones para Palatase&reg;
20000L la presencia de sorbitol como estabilizante y sorbato de potasio y benzoato de sodio
como conservantes. Por otra parte, reporta una actividad lipol&iacute;tica de 20000 LU/g.
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Tabla 3.1.
Composici&oacute;n del preparado comercial de lipasa
Palatase 20000L reportado por Bjurlin et al. (2001).
COMPONENTE
% (m/m)
Carbohidratos
48.4
Grasas
0.1
Prote&iacute;nas
0.6
NaCl
0.1
Cenizas
0.2
Humedad
49.3
3.2.2. Determinaci&oacute;n del contenido de prote&iacute;na del preparado comercial
La determinaci&oacute;n de la cantidad de lipasas de Rhizomucor miehei presentes en el
preparado comercial es una tarea suficientemente compleja, debido a que se requiere la
aislaci&oacute;n de la prote&iacute;na correspondiente del resto de las prote&iacute;nas y de los dem&aacute;s
componentes. Por ello, es m&aacute;s com&uacute;n, si es que se hace, que se informe el contenido de
prote&iacute;na total a fin de tener una idea de la cantidad de catalizador introducida en la reacci&oacute;n
(Jurado et al., 2006).
Esta determinaci&oacute;n cobra mayor importancia cuando se desea comparar la actividad
de la lipasa libre respecto de su forma inmovilizada, ya que para que la comparaci&oacute;n sea
v&aacute;lida se requiere del empleo de las mismas relaciones prote&iacute;na/sustratos en los medios de
reacci&oacute;n. Por otro lado, es un par&aacute;metro adecuado cuando se emplean diferentes envases
de la enzima comercial, teniendo presente que los productos de fermentaci&oacute;n pueden
variar de lote a lote.
Dada la necesidad de conocer el contenido de prote&iacute;na de los preparados que se
dispon&iacute;an para la realizaci&oacute;n de la tarea experimental de esta tesis, se emplearon dos
42
Cap&iacute;tulo 3 - Preparaci&oacute;n de biocatalizadores: Lipasas de R. miehei libres
m&eacute;todos para la cuantificaci&oacute;n: uno, gravim&eacute;trico, basado en la precipitaci&oacute;n de las
prote&iacute;nas y otro, de tipo colorim&eacute;trico, llevado a cabo con un kit comercial.
3.2.2.1. M&eacute;todo gravim&eacute;trico
Este m&eacute;todo consiste en la precipitaci&oacute;n de las prote&iacute;nas contenidas en el preparado
comercial mediante el empleo de un solvente org&aacute;nico, acetona, que lleva a la prote&iacute;na de
su forma soluble a una insoluble logrando su precipitaci&oacute;n (Garc&iacute;a Rom&aacute;n, 2005).
Experimental: una cierta cantidad de preparado comercial comprendida entre 150 y
300 mg fue introducida en un tubo de microcentr&iacute;fuga (denominado com&uacute;nmente
eppendorf), y luego se a&ntilde;adieron 2 ml de acetona. Tras agitar con v&oacute;rtex, el sistema fue
colocado en la centr&iacute;fuga (500 rpm, 10 min) y el sobrenadante obtenido fue
cuidadosamente retirado. El precipitado resultante fue llevado a estufa a 60 &deg;C hasta peso
constante. La cantidad de prote&iacute;na se determin&oacute; cuantificando el material remanente.
3.2.2.2. M&eacute;todo Proti 2
Este m&eacute;todo colorim&eacute;trico (Proti2, Wiener lab., Argentina) consiste en la
determinaci&oacute;n de la absorbancia en el espectrofot&oacute;metro UV/Vis a 540 nm de una soluci&oacute;n,
basado en la uni&oacute;n de los iones cobre de una soluci&oacute;n alcalina (EDTA/Cu en NaOH) a la
prote&iacute;na. La absorbancia es proporcional a la concentraci&oacute;n de prote&iacute;na, por lo cual requiere
de la realizaci&oacute;n de una curva de calibrado; en este caso se utiliz&oacute; un suero patr&oacute;n de
alb&uacute;mina de concentraci&oacute;n conocida. Dado que este m&eacute;todo fue seleccionado como el m&aacute;s
adecuado para la cuantificaci&oacute;n de prote&iacute;nas entre varios ensayados durante el transcurso
de esta tesis, la t&eacute;cnica paso a paso es descripta en el Cap&iacute;tulo 2.
3.3. Estudio de actividad: Hidr&oacute;lisis
La funci&oacute;n natural de las lipasas es la hidr&oacute;lisis de enlaces &eacute;ster; por ende, al actuar
sobre los triglic&eacute;ridos dan como productos &aacute;cidos grasos libres, diglic&eacute;ridos, monoglic&eacute;ridos
y, si la reacci&oacute;n es completa, glicerol (Fig.3.3).
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Figura 3.3. Esquema general de la hidr&oacute;lisis completa de triglic&eacute;ridos catalizada por lipasas de
Rhizomucor miehei para producir &aacute;cidos grasos libres.
Adicionalmente, la hidr&oacute;lisis consiste en la reacci&oacute;n primaria para dar lugar a la
posterior esterificaci&oacute;n. Ambos pasos resultan necesarios en varios procesos enzim&aacute;ticos
como la interesterificaci&oacute;n, la acid&oacute;lisis y la transesterificaci&oacute;n. Teniendo presente estos
aspectos, se decidi&oacute; evaluar la capacidad hidrol&iacute;tica de las lipasas de Rhizomucor miehei
como una manera de caracterizar el preparado comercial que se utiliz&oacute;; por un lado, para
determinar si las lipasas se encontraban activas, ya que si las condiciones de transporte y
almacenamiento no fueron las adecuadas podr&iacute;a haber ocurrido la desactivaci&oacute;n de las
enzimas. Cabe mencionar que en la ficha t&eacute;cnica del producto aparece la actividad
promedio de la lipasa, 20000 LU/g, pero no se menciona en que condiciones fue
determinada. En consecuencia, el sustrato y las condiciones para ensayar la hidr&oacute;lisis fueron
seleccionados en base a los empleados en trabajos anteriores.
3.3.1. Hidr&oacute;lisis de Triole&iacute;na
En los antecedentes de reacciones de hidr&oacute;lisis catalizadas por lipasas, por lo general
se emplean triglic&eacute;ridos como tributirina (Bjurlin et al., 2001; Noel y Combes, 2003; Jurado
et al., 2006) o de cadena m&aacute;s larga como triole&iacute;na (Šinkūnienė et al., 2011), con m&aacute;ximo
grado de pureza. Dado que en la reacci&oacute;n de inter&eacute;s de esta tesis, la acid&oacute;lisis entre aceite
de girasol y &aacute;cidos grasos saturados, se requiere que inicialmente se hidrolicen los &aacute;cidos
grasos insaturados oleico y linoleico, se decidi&oacute; al empleo de un sustrato que contenga uno
de estos, de forma de representar m&aacute;s adecuadamente el sistema real. De este modo, la
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actividad hidrol&iacute;tica fue evaluada por el m&eacute;todo de titulaci&oacute;n en continuo, siguiendo el
procedimiento descripto por Noel y Combes (2003), reemplazando tributirina por triole&iacute;na.
Experimental: La mezcla de reacci&oacute;n consisti&oacute; en 0.1 g de triole&iacute;na (C18:1, cis-9) de
65% de pureza (Sigma), a&ntilde;adidos a una mezcla emulsionante formada por NaCl (17.9 g/L),
KH2PO4 (0.41 g/L), glicerol (54% v/v) y goma ar&aacute;biga (6 g/L). Esta mezcla fue emulsionada en
un homogeneizador Pro Scientif 200 a 9000 rpm durante 6 minutos y luego colocada en un
ba&ntilde;o de agua para mantener la temperatura constante a 30 &deg;C. Posteriormente, una masa
conocida del preparado enzim&aacute;tico fue incorporada al sistema anterior ya en agitaci&oacute;n. Los
&aacute;cidos grasos liberados en el tiempo fueron titulados por la adici&oacute;n de una soluci&oacute;n de
NaOH 55 mM, manteniendo as&iacute; el pH en un valor constante igual a 7.
La actividad hidrol&iacute;tica fue calculada a partir de la pendiente de la curva de titulaci&oacute;n.
Una unidad de actividad enzim&aacute;tica (U) se define como los &micro;moles de &aacute;cidos grasos
liberados por 1 g de preparado enzim&aacute;tico en 1 minuto de reacci&oacute;n, en las condiciones
ensayadas.
3.4. Estudio de actividad: Acid&oacute;lisis
Como se mencion&oacute; en el cap&iacute;tulo introductorio de esta tesis, las lipasas de
Rhizomucor miehei han sido ampliamente usadas para producir l&iacute;pidos estructurados
mediante la reacci&oacute;n de acid&oacute;lisis. Numerosos estudios han demostrado que resultan ser
entre muchas lipasas, de las m&aacute;s adecuadas para llevar a cabo esta reacci&oacute;n, no solo porque
logran altos niveles de incorporaci&oacute;n de los &aacute;cidos grasos deseados, sino tambi&eacute;n por su alta
especificidad para actuar en las posiciones sn-1 y sn-3 del esqueleto del glicerol,
preservando la posici&oacute;n sn-2 (Fomuso y Akoh, 1998; Kim y Hills, 2006; Hamam y Shahidi,
2007). A modo de ejemplo, Fomuso y Akoh (1997) llevaron a cabo la acid&oacute;lisis de triole&iacute;na
con &aacute;cidos grasos caproico y but&iacute;rico, y de nueve lipasas ensayadas de producci&oacute;n
comercial, las de Rhizomucor miehei en forma inmovilizada (IM60) fueron las m&aacute;s efectivas.
De este modo, las tareas experimentales que se detallan a continuaci&oacute;n tuvieron como
objetivo analizar el desempe&ntilde;o de las lipasas en la obtenci&oacute;n de l&iacute;pidos estructurados
mediante la acid&oacute;lisis de un triglic&eacute;rido de tipo anal&iacute;tico, triole&iacute;na, y una mezcla de
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triglic&eacute;ridos heterog&eacute;neos, aceite de girasol, con &aacute;cidos grasos saturados como sustrato
ac&iacute;dico.
3.4.1. Acid&oacute;lisis de Triole&iacute;na
La capacidad las lipasas de Rhizomucor miehei en su estado libre para catalizar la
acid&oacute;lisis entre triole&iacute;na, de grado de pureza 65%, y la mezcla de &aacute;cidos grasos saturados
palm&iacute;tico y este&aacute;rico, de composici&oacute;n 49-54% y 40-51% m/m respectivamente, empleando
hexano como solvente, fue evaluada mediante la determinaci&oacute;n de la composici&oacute;n de los
&aacute;cidos grasos en los glic&eacute;ridos de los productos de reacci&oacute;n. Esto se realiz&oacute; llevando a cabo
las reacciones a 30, 40 y 50 &deg;C, para tiempos de reacci&oacute;n de 2 y 4 h.
Experimental: 0.4 g de triole&iacute;na y la cantidad correspondiente a una relaci&oacute;n molar
6:1 de la mezcla de &aacute;cidos palm&iacute;tico y este&aacute;rico (StPFA) respecto a triole&iacute;na, fueron
introducidos en un tubo roscado, al que se le a&ntilde;adi&oacute; 3.5 ml de hexano. Luego de mantener
la mezcla de reacci&oacute;n en un ba&ntilde;o de agua a temperatura para homogenizar los sustratos, 80
&micro;L de preparado comercial de lipasa (4.42 mg de prote&iacute;na) fueron agregados para comenzar
la acid&oacute;lisis. La mezcla fue agitada y mantenida a la temperatura deseada durante el tiempo
especificado. La reacci&oacute;n termin&oacute; cuando la lipasa fue inactivada con acetona y removida
del medio por filtraci&oacute;n a trav&eacute;s de sulfato de sodio. Los productos de reacci&oacute;n fueron
almacenados a -20 &deg;C hasta su posterior an&aacute;lisis. La composici&oacute;n en &aacute;cidos grasos de los
l&iacute;pidos estructurados obtenidos en los productos, se determin&oacute; seg&uacute;n las t&eacute;cnicas descriptas
en el Cap&iacute;tulo 2, previa purificaci&oacute;n de las muestras (Secciones 2.3.6 y 2.3.7).
3.4.2. Acid&oacute;lisis de Aceite de girasol
La capacidad de las lipasas de Rhizomucor miehei en su estado libre para catalizar la
reacci&oacute;n de inter&eacute;s de esta tesis - la acid&oacute;lisis entre aceite de girasol refinado, compuesto
por triglic&eacute;ridos heterog&eacute;neos, y la mezcla de &aacute;cidos grasos palm&iacute;tico y este&aacute;rico empleando hexano como solvente, fue evaluada mediante la determinaci&oacute;n de la
composici&oacute;n de los &aacute;cidos grasos en los glic&eacute;ridos de los productos de reacci&oacute;n. Para ello, se
determinaron las cin&eacute;ticas de reacci&oacute;n cuando las mismas fueron realizadas a temperaturas
de 30, 40 y 50 &deg;C.
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Experimental: el protocolo experimental y la metodolog&iacute;a de an&aacute;lisis fue similar a lo
descripto en la secci&oacute;n previa (3.4.1), solo que en vez de triole&iacute;na se utiliz&oacute; aceite de girasol
(SO).
3.4.2. 1. Modelado de la cin&eacute;tica de reacci&oacute;n de las lipasas libres
Se llev&oacute; a cabo un breve an&aacute;lisis de la cin&eacute;tica de la acid&oacute;lisis catalizada por las
lipasas de Rhizomucor miehei en su forma libre. Esto se realiz&oacute;, por un lado, con el fin de
comprender el efecto que tienen la temperatura y el tiempo sobre la velocidad de reacci&oacute;n,
y por el otro, para poder realizar las comparaciones pertinentes con la cin&eacute;tica asociada a la
misma enzima en su estado inmovilizado. La variable analizada fue la incorporaci&oacute;n de
&aacute;cidos grasos saturados, palm&iacute;tico y este&aacute;rico, respecto al total de &aacute;cidos grasos en los
glic&eacute;ridos, del producto de reacci&oacute;n. Esta variable, denominada FM en su forma abreviada,
se calcul&oacute; en base a las composiciones molares del producto y del aceite original, seg&uacute;n la
siguiente ecuaci&oacute;n:
FM = (P + St )t =t − (P + St )t =0
(3.1)
donde P+St refiere a la composici&oacute;n molar de &aacute;cidos grasos palm&iacute;tico y este&aacute;rico respecto al
total de &aacute;cidos grasos en los glic&eacute;ridos, y t es el tiempo de reacci&oacute;n.
El modelo m&aacute;s sencillo disponible en la literatura para representar en acid&oacute;lisis la
incorporaci&oacute;n de los &aacute;cidos grasos reactantes con el tiempo de reacci&oacute;n, es el propuesto por
Xu et al. (1998). &Eacute;ste se desarroll&oacute; observando que la curva que describe el comportamiento
de dicha incorporaci&oacute;n versus el tiempo de reacci&oacute;n, tiene una forma similar a la
representada por la ecuaci&oacute;n de Michaelis- Menten. Al reemplazar en &eacute;sta la velocidad de
reacci&oacute;n por la incorporaci&oacute;n y la concentraci&oacute;n de sustratos por el tiempo se tiene la
expresi&oacute;n que aqu&iacute; se denomina Modelo I, el cual consiste en representar FM en el tiempo y
hallar una constante KI propia del sistema. Por otro lado, cuando el sistema reactivo
presenta un periodo inicial de retraso, dicha expresi&oacute;n puede corregirse con un par&aacute;metro n
y as&iacute; obtener el denominado Modelo I modificado. Las ecuaciones que representan a
ambos, respectivamente, son:
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FM =
FMe ⋅ t
KI + t
(3.2)
FM =
FMe ⋅ t n
K In + t n
(3.3)
donde FMe corresponde a la incorporaci&oacute;n lograda en el equilibrio, t es el tiempo de
reacci&oacute;n, y KI y n son par&aacute;metros de ajuste.
3.5. Resultados y Discusiones
3.5.1. Contenido de prote&iacute;na del preparado comercial
La cantidad de prote&iacute;na en el preparado de lipasa comercial (CLP) determinado por
el m&eacute;todo gravim&eacute;trico condujo a un valor de 43.95 &plusmn; 0.88 % (m/m). Este valor fue obtenido
analizando dos lotes diferentes (denominados RM08 y RM09) con 3 r&eacute;plicas por muestra.
Por otro lado, los valores obtenidos empleando el m&eacute;todo de Proti 2 fueron de 55.28
&plusmn; 1.34 mg/g de CLP para el lote RM09, y de 76.22 &plusmn; 3.35 mg/g de CLP para el lote RM10.
Ambos valores corresponder&iacute;an a un 5.5 % y a un 7.6 % (m/m). En este caso tambi&eacute;n se
realizaron 3 r&eacute;plicas por muestra. Cabe aclarar, que la determinaci&oacute;n de prote&iacute;na sobre los
distintos lotes de CLP fue realizada seg&uacute;n el m&eacute;todo que se dispon&iacute;a al momento de realizar
el an&aacute;lisis.
Como puede notarse al comparar ambos m&eacute;todos, existe una muy amplia diferencia
entre los valores hallados para el contenido de prote&iacute;na. No obstante, si se toma como gu&iacute;a
los valores reportados en otros trabajos para el mismo preparado enzim&aacute;tico comercial, es
posible definir cual es m&aacute;s certero. Bjurlin et al. (2001) encontr&oacute; mediante el m&eacute;todo de
Kjeldahl, 0.6 % (m/m) en el CLP de Palatase 20000L. Por su parte, Oliveira y Rosa (2006)
reportaron para este mismo un contenido de prote&iacute;na de 18.4 mg/ml (aproximadamente
0.15 % m/m). Ambos reportes muestran contenidos menores a los hallados por el m&eacute;todo
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de Proti 2, lo que estar&iacute;a relacionado a la variabilidad propia del producto biol&oacute;gico. A&uacute;n as&iacute;,
en todos los casos la cantidad de prote&iacute;na en los preparados fue baja.
3.5.2. Hidr&oacute;lisis de Triole&iacute;na
La capacidad hidrol&iacute;tica de las lipasas fue medida en funci&oacute;n de la actividad inicial
registrada a partir de la curva de titulaci&oacute;n, donde cada &micro;mol de NaOH adicionado
neutraliz&oacute; la misma cantidad de &aacute;cido oleico liberado por la enzima (Fig.3.4). Las
concentraciones del preparado comercial de lipasa en el medio de reacci&oacute;n que se
emplearon en cada una de estas determinaciones estuvieron comprendidas entre 0.25 1.06 g/L. Tal como se puede apreciar en la Fig. 3.5, las actividades se encontraron en el
rango de 137.5 U/g a 86.6 U/g, respecto a los valores anteriores de concentraci&oacute;n
empleada. Esta determinaci&oacute;n revel&oacute; que en el rango de concentraciones estudiadas, la
actividad espec&iacute;fica de la lipasa de Rhizomucor miehei disminuye al aumentar su
concentraci&oacute;n en el medio de reacci&oacute;n. Para corroborar que el factor limitante no fuera la
disponibilidad de sustrato, en un ensayo adicional se aument&oacute; en un factor de 4 la masa de
triole&iacute;na y se encontr&oacute; que la actividad no sufr&iacute;a variaciones. En consecuencia, este efecto
de disminuci&oacute;n de la actividad con el aumento de la cantidad de lipasa en el medio de
reacci&oacute;n podr&iacute;a explicarse teniendo presente que la formaci&oacute;n de agregados bimoleculares
podr&iacute;a haber tenido lugar, haciendo que menos lipasa relativa estuviera disponible para
actuar sobre la triole&iacute;na.
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Figura 3.4. Determinaci&oacute;n de la actividad hidrol&iacute;tica mediante la curva de titulaci&oacute;n.
Figura 3.5. Hidr&oacute;lisis de triole&iacute;na empleando diferentes concentraciones de preparado
comercial de lipasas (CLP) de Rhizomucor miehei en el medio de reacci&oacute;n. Las condiciones
de reacci&oacute;n son detalladas en la Secci&oacute;n 3.3.1.
Por otra parte, al comparar la actividad catal&iacute;tica encontrada con la reportada por el
proveedor, en condiciones desconocidas, (20000 LU/g) y en otros estudios (Noel y Combes,
2003; Jurado et al., 2006), &eacute;sta result&oacute; significativamente menor. Noel y Combes (2003)
reportan 116 U/mg. Dado que se emplearon las mismas condiciones usadas por dichos
autores, salvo por el triglic&eacute;rido y la fuente de lipasas (los autores emplearon tributirina
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como sustrato y lipasas de Rhizomucor miehei en polvo (Fluka) previamente solubilizadas)
las diferencias pueden atribuirse a cualquiera de estas dos fuentes. Por un lado, el empleo
como sustrato de un triglic&eacute;rido con &aacute;cidos grasos de cadena mucho m&aacute;s larga (18 C del
&aacute;cido oleico respecto a los 4 C del &aacute;cido but&iacute;rico) podr&iacute;a haber significado para la lipasa un
compuesto m&aacute;s dif&iacute;cil al cual acceder desde el punto de vista est&eacute;rico. Adicionalmente,
podr&iacute;a haber sucedido que el preparado empleado en esta tesis contuviera menor cantidad
de prote&iacute;na activa.
Šinkūnienė et al. (2011) realizaron la hidr&oacute;lisis de triole&iacute;na en un medio conteniendo
hexano y buffer fosfato como solventes, empleando distintas clases de enzimas comerciales
(Palatase&reg; 20000L, Lecitase&reg; Ultra (fosfolipasa A1), Lipopan™ F BG (lipasa de Fusarium
oxysporum), Lipopan™ 50 B (lipasa de Thermomyces lanuginosus)). Si bien las condiciones
empleadas para cuantificar la actividad fueron diferentes y por ende no se pudieron realizar
comparaciones, en este estudio se report&oacute; que la lipasa m&aacute;s adecuada para hidrolizar
triole&iacute;na fue Palatase, lo que demostrar&iacute;a que el empleo de la misma asegurar&iacute;a su
capacidad para llevar a cabo el primer paso de reacci&oacute;n necesario en la acid&oacute;lisis de aceite
de girasol.
Dado que los objetivos que motivaron la realizaci&oacute;n de la hidr&oacute;lisis de triole&iacute;na no
pudieron cumplirse, ya sea por falta de informaci&oacute;n de parte de proveedores o por no
contar con suficientes antecedentes de sistemas de reacci&oacute;n en los que se emplea
Rhizomucor miehei libre en conjunto con triole&iacute;na, se decidi&oacute; evaluar directamente la
capacidad catal&iacute;tica de las lipasas en la reacci&oacute;n de acid&oacute;lisis.
3.5.3. Acid&oacute;lisis de Triole&iacute;na
La composici&oacute;n mayoritaria en &aacute;cidos grasos de los glic&eacute;ridos de la triole&iacute;na,
determinada como metil &eacute;steres de &aacute;cidos grasos por cromatograf&iacute;a gaseosa fue de: 4.65%
de palm&iacute;tico, 0.80% de este&aacute;rico, 66.40% de oleico y 8.00% de linoleico. La composici&oacute;n en
&aacute;cidos grasos de inter&eacute;s, palm&iacute;tico y este&aacute;rico, de los l&iacute;pidos estructurados obtenidos a
partir de la triole&iacute;na se muestra en las Figs. 3.6.A y 3.6.B. Como puede observarse, el
contenido de ambos &aacute;cidos grasos aument&oacute; con el tiempo de reacci&oacute;n y alcanz&oacute; los valores
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A
B
Figura 3.6. A)Composici&oacute;n de &aacute;cido palm&iacute;tico en los glic&eacute;ridos (% P, m/m) y
B)Composici&oacute;n en &aacute;cido este&aacute;rico en los glic&eacute;ridos (% St, m/m), de los
productos de acid&oacute;lisis de triole&iacute;na, en funci&oacute;n del tiempo y la temperatura
de reacci&oacute;n Las condiciones de reacci&oacute;n son detalladas en la Secci&oacute;n 3.4.1.
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m&aacute;s altos cuando la reacci&oacute;n se realiz&oacute; a 40&deg;C, lo que resulta acorde al valor reportado
como temperatura &oacute;ptima de la lipasa (Šinkūnienė et al., 2011). En estas condiciones y tras
4 horas de reacci&oacute;n, con la lipasa libre de Rhizomucor miehei se logr&oacute; un l&iacute;pido estructurado
con 11.63% de &aacute;cido palm&iacute;tico y 6.44% de &aacute;cido este&aacute;rico, lo que representa una
incorporaci&oacute;n respecto a la composici&oacute;n inicial de 150.37% y 704.26%, respectivamente.
Esto demostr&oacute; que las lipasas libres resultan aptas para la obtenci&oacute;n de l&iacute;pidos modificados
a trav&eacute;s de triole&iacute;na. Una conclusi&oacute;n similar fue reportada por Hamam y Shahidi (2007),
quienes llevaron a cabo la acid&oacute;lisis de triole&iacute;na empleando lipasas de Rhizomucor miehei
inmovilizadas (Lipozyme RM IM), logrando composiciones de hasta 31 % (m/m) de &aacute;cido
este&aacute;rico luego de 24 h de reacci&oacute;n.
Respecto a la preferencia de la lipasa por incorporar un &aacute;cido graso saturado u otro,
considerando la composici&oacute;n inicial y final, tras 4 horas de reacci&oacute;n, 6.98 % de &aacute;cido
palm&iacute;tico y 5.64 % de &aacute;cido este&aacute;rico fue el cambio hallado, lo que indicar&iacute;a que
pr&aacute;cticamente la lipasa en estas condiciones no establece diferencias entre ambos.
3.5.4. Acid&oacute;lisis de Aceite de girasol
La composici&oacute;n en &aacute;cidos grasos de los glic&eacute;ridos del aceite de girasol, como se
especific&oacute; en el cap&iacute;tulo anterior fue de: 6.32 % de &aacute;cido palm&iacute;tico, 3.23 % de &aacute;cido
este&aacute;rico, 30.97 % de &aacute;cido oleico y 56.60 % de &aacute;cido linoleico, representando el punto de
partida para la modificaci&oacute;n llevada a cabo por las lipasas libres de Rhizomucor miehei, en
las distintas condiciones ensayadas.
3.5.4.1. Efecto del tiempo y la temperatura de reacci&oacute;n
Como puede apreciarse en las Figs. 3.7.A y 3.7.B, la mayor incorporaci&oacute;n de &aacute;cidos
grasos saturados tuvo lugar cuando la reacci&oacute;n se llev&oacute; a cabo a 40 &deg;C, tal como sucedi&oacute;
cuando se emple&oacute; triole&iacute;na. Las reacciones realizadas a 30 &deg;C siguieron la tendencia de la
anterior logrando menor incorporaci&oacute;n final; a 50 &deg;C pareci&oacute; presentar una tendencia lineal
entre la composici&oacute;n alcanzada de los &aacute;cidos grasos de inter&eacute;s, palm&iacute;tico y este&aacute;rico, y el
tiempo de reacci&oacute;n. Por otra parte, tambi&eacute;n puede notarse como para las primeras horas de
reacci&oacute;n (hasta la hora 4) no hay pr&aacute;cticamente diferencias por realizar las reacciones a
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diferentes temperaturas, y los niveles de incorporaci&oacute;n son bajos. Despu&eacute;s de ese tiempo s&iacute;
se aprecia un efecto marcado dado por la temperatura de reacci&oacute;n. Tras 24 horas de
reacci&oacute;n y a 40&deg;C, las lipasas lograron un producto con una composici&oacute;n de 25.06% de &aacute;cido
palm&iacute;tico y 22.46% de &aacute;cido este&aacute;rico, lo que signific&oacute; una incorporaci&oacute;n respecto a la
composici&oacute;n inicial del 297 y 598 %, respectivamente.
Al comparar la incorporaci&oacute;n lograda a 40&deg;C para tiempos cortos de reacci&oacute;n, hasta 4
h, cuando se us&oacute; aceite de girasol en lugar de triole&iacute;na se observa que la modificaci&oacute;n fue
mucho menor, dejando ver que la enzima actu&oacute; mas r&aacute;pido cuando el sustrato fue triole&iacute;na.
Para poder explicar este hecho, se analiz&oacute; el &iacute;ndice de per&oacute;xidos en ambos sustratos, y se
hall&oacute; que los valores correspondientes a la triole&iacute;na y al aceite eran, 10.38 y 103.32 mEq.
O2/kg, respectivamente. Sin duda este mayor contenido de per&oacute;xidos, productos de la
degradaci&oacute;n por oxidaci&oacute;n de los sustratos grasos y que resultan perjudiciales para la
actividad de las lipasas, podr&iacute;a haber tenido un efecto inicial de inhibici&oacute;n (Costales y
Fern&aacute;ndez, 2009). Otra posible explicaci&oacute;n podr&iacute;a ser que las lipasas hayan tenido mayor
afinidad por hidrolizar la triole&iacute;na que los triglic&eacute;ridos mayoritarios del aceite que contienen
linoleina, lo que llevar&iacute;a a una velocidad de reacci&oacute;n global en la acid&oacute;lisis mucho mayor.
El efecto de la temperatura sobre la acid&oacute;lisis de aceite de girasol catalizada por las
lipasas libres se puede apreciar mejor cuando se representa la composici&oacute;n de &aacute;cidos
palm&iacute;tico y este&aacute;rico para los productos, tras 24 h de reacci&oacute;n (Fig. 3.8). Como ya se
mencion&oacute;, la mayor incorporaci&oacute;n se logr&oacute; trabajando a la temperatura &oacute;ptima de la
enzima; as&iacute; en orden decreciente de actividad se tiene 40&gt;30&gt;50&gt;60 &deg;C. La menor actividad
encontrada a las mayores temperaturas ensayadas probablemente estuvo asociada a la
parcial desactivaci&oacute;n de las lipasas.
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Figura 3.7. A) Composici&oacute;n de &aacute;cido palm&iacute;tico en los glic&eacute;ridos (% P, m/m)
y B) Composici&oacute;n de &aacute;cido este&aacute;rico en los glic&eacute;ridos (% St, m/m), de los
productos de acid&oacute;lisis de aceite de girasol, en funci&oacute;n del tiempo y de la
temperatura de reacci&oacute;n. Las condiciones de reacci&oacute;n son detalladas en
la Secci&oacute;n 3.4.2.
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En la mayor&iacute;a de los antecedentes existentes, por no decir la totalidad, sobre
estudios en reacciones de acid&oacute;lisis llevadas a cabo por lipasas de Rhizomucor miehei en
donde se eval&uacute;a el efecto de la temperatura de reacci&oacute;n, se ha empleado la lipasa en su
forma inmovilizada (Yankah y Akoh, 2000). Por lo cual, no se puede realizar una
comparaci&oacute;n ni validaci&oacute;n del perfil encontrado, ya que la inmovilizaci&oacute;n por lo general da
lugar a derivados enzim&aacute;ticos m&aacute;s estables t&eacute;rmicamente que la lipasa libre. Yang et al.
(2010) mostraron el corrimiento de las curvas de temperatura cuando en vez de emplear la
lipasa Candida antarctica libre en la hidr&oacute;lisis de aceite de oliva, se usaban las formas
inmovilizadas. Este estudio tambi&eacute;n dej&oacute; ver que la curva correspondiente a la enzima libre
result&oacute; muy similar a la reportada en la Fig. 3.8, aunque fuese otra clase de lipasa.
Figura 3.8. Composici&oacute;n de &aacute;cidos palm&iacute;tico y este&aacute;rico (% P+St) en los
productos de acid&oacute;lisis de aceite de girasol en funci&oacute;n de la temperatura
de reacci&oacute;n. Las condiciones de reacci&oacute;n son las detalladas en la Secci&oacute;n
3.4.2, para un tiempo de 24h.
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3.5.4.2. Perfil de &aacute;cidos grasos en los productos de reacci&oacute;n
Teniendo presente que hasta el momento solo se ha hecho referencia a los &aacute;cidos
grasos palm&iacute;tico y este&aacute;rico, por ser estos los que se desean incorporar a la estructura
original del triglic&eacute;rido, el perfil de evoluci&oacute;n de los mismos junto con el de los &aacute;cidos oleico
y linoleico, restantes &aacute;cidos grasos mayoritarios presentes en el aceite de girasol, se incluye
en esta secci&oacute;n. De este modo, la Fig. 3.9 muestra la variaci&oacute;n en la composici&oacute;n de estos 4
&aacute;cidos grasos en el tiempo, para la temperatura de reacci&oacute;n &oacute;ptima, 40 &deg;C. Como puede
apreciarse, a tiempo cero se tiene la composici&oacute;n original del aceite de girasol donde los
&aacute;cidos insaturados linoleico y oleico son los mayoritarios representando el 97.6% del total. A
medida que la reacci&oacute;n transcurre estos son removidos de los glic&eacute;ridos dando lugar a la
posterior incorporaci&oacute;n de los &aacute;cidos palm&iacute;tico y este&aacute;rico, aumentando as&iacute; la cantidad de
estos &aacute;cidos en el producto. El cambio en &aacute;cido linoleico al finalizar la reacci&oacute;n fue de 56.60
a 33.24%, y en &aacute;cido oleico de 30.97 a 16.92 %, lo que implica una remoci&oacute;n del 41.27 y del
45.37%, respectivamente. El hecho de que el &aacute;cido oleico haya sido el m&aacute;s removido, a
pesar de no ser el mayoritario, podr&iacute;a revelar una mayor afinidad de las lipasas por
hidrolizar este compuesto o deberse a que este &aacute;cido graso se distribuye de forma
pr&aacute;cticamente similar entre las tres posiciones del glicerol (32.29 % del contenido total de
&aacute;cido oleico se encuentra en la posici&oacute;n sn-2), mientras que el &aacute;cido linoleico lo hace con
una leve preferencia en la posici&oacute;n sn-2 (38.28 % del contenido total de &aacute;cido linoleico se
encuentra en la posici&oacute;n sn-2); por ende, la lipasa sn-1,3 espec&iacute;fica hidrolizar&iacute;a, en
proporci&oacute;n, m&aacute;s &aacute;cido oleico que linoleico. Sin embargo, la composici&oacute;n de estos &aacute;cidos
grasos en las posiciones externas (sn-1,3) de los glic&eacute;ridos presentes en el aceite tambi&eacute;n
mostraron mayor proporci&oacute;n de &aacute;cido linoleico que oleico (34.93 % y 20.97 %,
respectivamente), desestimando as&iacute; la segunda hip&oacute;tesis.
De esta manera se remarca que, cada vez que se haga menci&oacute;n a un incremento en
la composici&oacute;n de los &aacute;cidos palm&iacute;tico y este&aacute;rico, se estar&aacute; indicando impl&iacute;citamente que
hay asociada una disminuci&oacute;n correspondiente de los &aacute;cidos oleico y linoleico.
En lo que se refiere a la preferencia por incorporar un &aacute;cido graso saturado sobre
otro, considerando las composiciones iniciales (aceite) y finales de cada uno, se hall&oacute; un
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cambio de 18.74 % para palm&iacute;tico y un 19.23 % para este&aacute;rico. Teniendo presente los
desv&iacute;os asociados a los puntos experimentales esta diferencia no fue significativa (P&gt;0.05);
lo cual significar&iacute;a que, en las condiciones de reacci&oacute;n ensayadas, la lipasa result&oacute; no
mostrar especificidad por incorporar un tipo espec&iacute;fico de &aacute;cido graso saturado (entre los
utilizados, palm&iacute;tico de 16 C y este&aacute;rico de 18 C).
Figura 3.9. Composici&oacute;n de &aacute;cidos grasos (% FA) en los productos de
acid&oacute;lisis de aceite de girasol, en funci&oacute;n del tiempo. Acidos palm&iacute;tico (P),
este&aacute;rico (St), oleico (O) y linoleico (L).
3.5.4.3. Efecto de la cantidad de lipasa en el medio de reacci&oacute;n
El efecto de la cantidad de preparado enzim&aacute;tico en el medio de reacci&oacute;n empleado
para la acid&oacute;lisis de aceite de girasol y &aacute;cidos grasos saturados, pudo notarse cuando se
realizaron ensayos independientes para comparar la actividad de la lipasa libre e
inmovilizada. En esa oportunidad se emplearon dos cantidades distintas de preparado
comercial de lipasa que conten&iacute;an 4.42 y 38.08 mg de prote&iacute;na, ambas determinadas por el
m&eacute;todo de Proti 2.
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Los resultados de ambas reacciones se muestran en la Fig.3.10, donde se ve
claramente que la mayor composici&oacute;n de &aacute;cidos palm&iacute;tico y este&aacute;rico (46.38 %) se alcanz&oacute;
con la menor cantidad de prote&iacute;na en el medio. Este comportamiento se correspondi&oacute; con
los resultados obtenidos durante la hidr&oacute;lisis de triole&iacute;na, y por ende puede explicarse
tambi&eacute;n teniendo presente que una mayor cantidad de lipasas en el sistema gener&oacute; una
mayor cantidad de agregados bimoleculares inactivos.
Figura 3.10. Efecto del contenido de prote&iacute;na en el medio de reacci&oacute;n sobre la
composici&oacute;n de &aacute;cidos grasos palm&iacute;tico y este&aacute;rico en el l&iacute;pido estructurado.
Condiciones de reacci&oacute;n: 6 mol StPFA/mol SO, 3ml hexano/g sustrato, 33 mg de
prote&iacute;na/g sustrato, a 60&deg;C y 24h.
3.5.4.4. Modelado de la cin&eacute;tica de reacci&oacute;n de las lipasas libres
Al representar los resultados de la acid&oacute;lisis entre aceite de girasol y &aacute;cidos grasos
saturados en t&eacute;rminos de la variable FM se puede visualizar claramente la cantidad total de
&aacute;cidos grasos introducidos por la lipasa al triglic&eacute;rido original (Fig. 3.11). De esta forma, tras
24 h de reacci&oacute;n a la temperatura &oacute;ptima (40&deg;C), puede apreciarse que casi el 40 % de los
&aacute;cidos grasos presentes han sido incorporados por la enzima. Por otra parte, tambi&eacute;n se
observa claramente para las tres temperaturas analizadas la baja incorporaci&oacute;n lograda a
tiempos cortos de reacci&oacute;n y las formas sigmoidales de las curvas obtenidas. Cuando se
intent&oacute; modelar este comportamiento empleando la ecuaci&oacute;n correspondiente al Modelo I
(Ec. 3.2), las curvas generadas no lograron ajustar los puntos experimentales correctamente.
59
Cap&iacute;tulo 3 - Preparaci&oacute;n de biocatalizadores: Lipasas de R. miehei libres
Por esa raz&oacute;n, se decidi&oacute; el empleo de la Ec. 3.3, una forma modificada del Modelo I donde
se incorpora una constante adicional, n. Cuando la misma fue aplicada se lograron describir
los puntos experimentales con un excelente nivel de correlaci&oacute;n, como puede observarse en
la misma figura. Los valores correspondientes a los par&aacute;metros de este modelo, FMe, KI y n, y
al coeficiente de correlaci&oacute;n R2 asociado al modelo se muestran en la Tabla 3.2.
Tabla 3.2.
Par&aacute;metros del Modelo I Modificado (Ec. 3.3) para cada temperatura de
reacci&oacute;n ensayada y el coeficiente de determinaci&oacute;n correspondiente.
T (&deg;C)
30
40
50
FMe (% molar)
38.97
39.42
32.72
KI (h)
10.926
7.570
15.945
n
1.982
3.360
1.973
R2
0.9975
0.9997
0.9996
Figura 3.11 Perfil de incorporaci&oacute;n de &aacute;cidos grasos saturados (% FM)
durante la reacci&oacute;n de acid&oacute;lisis de aceite de girasol, en funci&oacute;n del
tiempo y la temperatura. Las condiciones de reacci&oacute;n son las detalladas
en la Secci&oacute;n 3.4.2. Datos experimentales (puntos) y ajuste seg&uacute;n Modelo
I modificado (l&iacute;neas).
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La existencia de este periodo de muy baja incorporaci&oacute;n a tiempos cortos de
reacci&oacute;n ha sido tambi&eacute;n observado por Camacho P&aacute;ez et al. (2002), quienes lo
denominaron &uml;periodo lag&uml;. Ellos emplearon lipasas de Rhizomucor miehei inmovilizadas
(Lipozyme IM) para la acid&oacute;lisis entre aceite de h&iacute;gado de bacalao y &aacute;cido capr&iacute;lico en un
reactor de lecho empacado y observaron que mientras menor era el contenido de agua del
biocatalizador, mayor era la duraci&oacute;n de la fase lag. Ellos sugirieron que ese tiempo es el
que se requiere para la formaci&oacute;n del equilibrio entre el agua del medio fluido, de
saturaci&oacute;n del solvente y la consumida por la formaci&oacute;n de una poca cantidad de
diglic&eacute;ridos, y la capa de agua que rodea al sistema soporte-enzima. Teniendo en cuenta
esto y considerando que las lipasas empleadas en los ensayos realizados se encontraban en
su estado soluble, se podr&iacute;a pensar que durante el periodo lag la lipasa, tambi&eacute;n en este
caso, interactu&oacute; con las mol&eacute;culas de agua del medio previamente a mostrar actividad
enzim&aacute;tica. De este modo, tuvo lugar la formaci&oacute;n de una capa de hidrataci&oacute;n que actu&oacute;
como componente primario del microambiente de la enzima en el medio org&aacute;nico. Una vez
que la lipasa se hidrat&oacute; y tom&oacute; su conformaci&oacute;n activa aument&oacute; su poder catal&iacute;tico
acelerando la velocidad de reacci&oacute;n (Camacho P&aacute;ez et al., 2003). La mayor fuente de agua
incorporada al sistema provino del preparado comercial de lipasa, el cual contiene alrededor
de 50% de agua, seg&uacute;n lo informado por Bjurlin et al. (2001). Dado que las condiciones a las
que fueron llevadas a cabo las reacciones fueron las mismas, solo se vari&oacute; la temperatura y
el tiempo, es de esperar que todos los sistemas hayan tenido el mismo contenido de agua.
El par&aacute;metro asociado al tiempo que dura la fase lag es n; un valor de n=1 implica que no
hay fase lag, y a medida que aumenta n se incrementa la duraci&oacute;n del periodo sin actividad.
Asimismo, este par&aacute;metro influye tambi&eacute;n en la velocidad de reacci&oacute;n que sigue al periodo
lag y en el punto final que describe la curva. Para 30 y 50 &deg;C se pudo observar pr&aacute;cticamente
el mismo valor de n, pero a 40 &deg;C difiri&oacute;. Esto probablemente se debi&oacute; a que en las
temperaturas extremas, si bien las incorporaciones de equilibrio predichas no fueron
similares, las velocidades de reacci&oacute;n pseudo-iniciales exhibieron un comportamiento
an&aacute;logo, generando globalmente una compensaci&oacute;n en el valor de n obtenido. Los puntos
experimentales pueden ser ajustados con el Modelo 1 si se corrigen los tiempos
descontando el periodo lag. En este caso el mejor ajuste se obtuvo, para todas las
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temperaturas, al restar un valor de 3.4 h que coincidi&oacute; con el n asociado a 40 &deg;C. En este
caso, se obtienen las curvas graficadas en la Fig.3.12, siendo los par&aacute;metros FMe, KI, y el R2
correspondientes los que se muestran en la Tabla 3.3. Como puede verse los ajustes dados
por este modelo tambi&eacute;n fueron satisfactorios.
Tabla 3.3.
Par&aacute;metros del Modelo I para cada temperatura de reacci&oacute;n ensayada y el
coeficiente de determinaci&oacute;n correspondiente.
T (&deg;C)
30
40
50
FMe (% molar)
46.84
50.27
40.85
KI (h)
10.001
6.194
19.075
R2
0.9881
0.9999
0.9915
Figura 3.12 Perfil de incorporaci&oacute;n de &aacute;cidos grasos saturados (% FM) durante la reacci&oacute;n de
acid&oacute;lisis de aceite de girasol en funci&oacute;n del tiempo, descontando el per&iacute;odo lag, y la temperatura.
Las condiciones de reacci&oacute;n son las detalladas en la Secci&oacute;n 3.4.2. Datos experimentales (puntos) y
ajuste seg&uacute;n Modelo I (l&iacute;neas).
Al comparar los par&aacute;metros de ajuste del Modelo I Modificado con los del Modelo I,
se ve que el primero predice menores niveles de incorporaci&oacute;n para el equilibrio (FMe) que el
segundo. Por otro lado, los valores de KI resultaron similares para cada temperatura, salvo
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para T=50&deg;C. De esta forma queda manifiesto que los modelos representan
satisfactoriamente el comportamiento real para los rangos de tiempo sobre los que se
definieron; para poder predecir incorporaciones a mayores tiempos se requerir&iacute;a de
ensayos adicionales efectuados en la zona del equilibrio.
3.6. Conclusiones
Las lipasas de Rhizomucor miehei producidas en Aspergillus oryzae demostraron ser,
en su estado libre, catalizadores altamente eficaces para la producci&oacute;n de l&iacute;pidos
estructurados, debido al alto grado de incorporaci&oacute;n de &aacute;cidos grasos saturados, alcanzando
un 40 % en la mejor condici&oacute;n. Una ventaja respecto a otros catalizadores es la baja
temperatura &oacute;ptima de la misma, ya que, trasladado este proceso a escala industrial se
operar&iacute;a a bajos costos energ&eacute;ticos.
En lo que respecta al comportamiento de la lipasa estudiada frente a dos sustratos
distintos, trioleina y aceite de girasol en id&eacute;nticas condiciones y para mismos tiempos, se
encontr&oacute; que la modificaci&oacute;n fue mayor en el primer sustrato con una composici&oacute;n m&aacute;s alta
en &aacute;cido oleico. Cabe mencionar que este comportamiento podr&iacute;a haberse visto afectado
por el alto valor de per&oacute;xidos encontrado en el aceite.
Adicionalmente, pudo notarse como la formaci&oacute;n de agregados bimoleculares en la
lipasa es un fen&oacute;meno que se hace m&aacute;s notable a mayor contenido de lipasa en el medio de
reacci&oacute;n, lo cual conlleva a reducciones en la actividad tanto en la reacci&oacute;n de hidr&oacute;lisis
como en la de acid&oacute;lisis. Este comportamiento podr&iacute;a ser evitado empleando la lipasa en su
forma inmovilizada.
Por otra parte, la preferencia por remover &aacute;cido oleico antes que linoleico por parte
de Rhizomucor miehei podr&iacute;a explicarse en base a las interacciones que surgen a nivel
microsc&oacute;pico, entre la lipasa, el medio y el sustrato, usando como herramienta el modelado
molecular, este queda aqu&iacute; planteado como un posible trabajo a futuro.
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En lo que al modelado de la cin&eacute;tica de acid&oacute;lisis se refiere, se lograron modelos que
describieron con aceptable precisi&oacute;n el comportamiento para las temperaturas ensayadas,
los cuales pueden ser empleados para comparaci&oacute;n con las cin&eacute;ticas de la enzima
inmovilizada.
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Certificado de an&aacute;lisis del preparado comercial de la lipasa Rhizomucor miehei,
proporcionado por el proveedor (Sigma aldrich)
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4.1. Introducci&oacute;n
Como qued&oacute; demostrado en el cap&iacute;tulo anterior, las lipasas libres de Rhizomucor
miehei mostraron ser un catalizador altamente efectivo para la producci&oacute;n de l&iacute;pidos
estructurados mediante la acid&oacute;lisis de aceite de girasol y &aacute;cidos grasos saturados, palm&iacute;tico
y este&aacute;rico. No obstante, el alto costo econ&oacute;mico de las lipasas se convierte en un factor
restrictivo para que estos procesos puedan llevarse a cabo en mayor escala.
La posibilidad de reutilizaci&oacute;n de las enzimas es un aspecto atractivo para la
biocat&aacute;lisis y ha sido motivo de numerosos estudios. El proceso que permite separar
f&iacute;sicamente a la enzima de la mezcla de reacci&oacute;n para que pueda ser empleada en repetidas
oportunidades, es la inmovilizaci&oacute;n. Esta definici&oacute;n se ha ampliado a aquel proceso por el
cual se restringen, completa o parcialmente, los grados de libertad de movimiento de
enzimas, org&aacute;nulos, c&eacute;lulas, etc. por su uni&oacute;n a un soporte (Arroyo, 1998). La inmovilizaci&oacute;n
provee adem&aacute;s algunos beneficios para aplicaciones industriales, tales como estabilidad a
cambios en el pH y la temperatura, f&aacute;cil recuperaci&oacute;n, reducci&oacute;n de problemas de inhibici&oacute;n
debido al medio o a los productos, y especialmente hace posible la operaci&oacute;n en modo
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continuo (Vikbjerg et al., 2005; H-Kittikun et al., 2008; Hita et al., 2009). Por otra parte, los
inconvenientes asociados al proceso de inmovilizaci&oacute;n de enzimas son: alteraci&oacute;n de la
conformaci&oacute;n de la enzima respecto a su estado nativo, heterogeneidad del sistema enzimasoporte, donde pueden existir distintas fracciones de prote&iacute;nas inmovilizadas con un
n&uacute;mero diferente de uniones al soporte, posible p&eacute;rdida de actividad y por &uacute;ltimo, el
biocatalizador resulta m&aacute;s caro que la enzima nativa.
Las propiedades de las preparaciones de enzimas inmovilizadas son determinadas
por las caracter&iacute;sticas de la enzima y del material empleado como soporte (Fig. 4.1). La
interacci&oacute;n espec&iacute;fica entre ellos genera una enzima inmovilizada con distintas propiedades
qu&iacute;micas, bioqu&iacute;micas, mec&aacute;nicas y cin&eacute;ticas (Tisher y Wedekind, 1999).
Figura 4.1. Aspectos involucrados en la obtenci&oacute;n de biocatalizadores mediante inmovilizaci&oacute;n.
Varias lipasas inmovilizadas disponibles comercialmente han sido empleadas en la
producci&oacute;n de l&iacute;pidos estructurados, en numerosas reacciones (Lee y Akoh, 1996; Garc&iacute;a et
al., 2001, Pacheco et al., 2010). M&aacute;s espec&iacute;ficamente, en lo que a la reacci&oacute;n de inter&eacute;s de
esta tesis se refiere, Carr&iacute;n y Crapiste (2008) han reportado altos niveles de incorporaci&oacute;n de
&aacute;cidos grasos saturados empleando Lipozyme RM IM. Sin embargo, el elevado costo y la
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f&aacute;cil atrici&oacute;n de las lipasas inmovilizadas disponibles comercialmente limitan su utilizaci&oacute;n
en procesos de gran escala. Es por ello que uno de los objetivos de esta tesis fue la
preparaci&oacute;n de un biocatalizador con buena actividad catal&iacute;tica en la reacci&oacute;n de acid&oacute;lisis y
que cumpla con dos caracter&iacute;sticas: bajo costo y alta resistencia mec&aacute;nica.
Para poder cumplir con este objetivo propuesto, se llev&oacute; a cabo una minuciosa
b&uacute;squeda de antecedentes que involucr&oacute; m&eacute;todos de inmovilizaci&oacute;n y soportes empleados
en la obtenci&oacute;n de derivados enzim&aacute;ticos de las lipasas de Rhizomucor miehei. El trabajo
experimental que tuvo lugar tras esta investigaci&oacute;n y que adicionalmente fue surgiendo en
base a los resultados obtenidos, se detalla en este cap&iacute;tulo y en el siguiente. Principalmente,
este cap&iacute;tulo se centra en los diferentes m&eacute;todos de inmovilizaci&oacute;n ensayados, por lo
general para un soporte en com&uacute;n, en la b&uacute;squeda de un biocatalizador de alta actividad,
mientras que el cap&iacute;tulo siguiente se enfoca en lo relacionado a la obtenci&oacute;n de un soporte
adecuado para inmovilizaci&oacute;n.
Por otra parte, como se podr&aacute; notar a lo largo de este cap&iacute;tulo, en la b&uacute;squeda de un
biocatalizador de alta actividad catal&iacute;tica, cada t&eacute;cnica de inmovilizaci&oacute;n propuesta y
ensayada requiri&oacute; adicionalmente que los derivados enzim&aacute;ticos obtenidos fueran probados
en la reacci&oacute;n de inter&eacute;s.
4.2. M&eacute;todos de inmovilizaci&oacute;n
Actualmente se encuentran disponibles numerosos m&eacute;todos para realizar
inmovilizaci&oacute;n de lipasas, incluyendo cada uno diferente grado de complejidad y
eficiencia. Los m&eacute;todos usados pueden ser divididos en dos categor&iacute;as principales: i)
m&eacute;todos qu&iacute;micos, donde se forman uniones covalentes entre el soporte y la lipasa; y ii)
m&eacute;todos f&iacute;sicos, que comprenden fuerzas de interacci&oacute;n m&aacute;s d&eacute;biles o contenciones
f&iacute;sicas para la lipasa. Los m&eacute;todos qu&iacute;micos incluyen la fijaci&oacute;n de la lipasa a una matriz
por fuerzas covalentes entre los grupos funcionales de la matriz y de la enzima, y la
formaci&oacute;n de enlaces entrecruzados (Crosslinking) intermoleculares, ya sea entre las
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mol&eacute;culas de la enzima misma o con grupos funcionales de la matriz. En este &uacute;ltimo caso
se emplea por lo general glutaraldeh&iacute;do como agente ligante. Por otro lado los m&eacute;todos
f&iacute;sicos abarcan el atrapamiento (Entrapment) de la lipasa en las cavidades interiores de una
matriz s&oacute;lida porosa (gel, pol&iacute;mero, fibra hueca porosa), la adsorci&oacute;n sobre un soporte, la
uni&oacute;n a micelios o c&eacute;lulas bacterianas, y el intercambio i&oacute;nico entre el soporte y la lipasa
(Malcata et al., 1990).
4.2.1. Selecci&oacute;n del m&eacute;todo de inmovilizaci&oacute;n
Dada la diversidad de t&eacute;cnicas de inmovilizaci&oacute;n, la elecci&oacute;n del m&eacute;todo a emplear
no es una tarea f&aacute;cil. Algunos aspectos e interrogantes que se pueden tomar en
consideraci&oacute;n y que deben ser analizados al momento de la selecci&oacute;n son:
El met&oacute;do a emplear…
•
disminuye la actividad de la enzima?
•
permite la regeneraci&oacute;n del soporte?
•
tiene un costo demasiado elevado?
•
posee un sistema de preparaci&oacute;n complejo?
•
posee agentes qu&iacute;micos que podr&iacute;an afectar a la enzima?
•
posee agentes qu&iacute;micos que podr&iacute;an inhabilitar su uso en la industria
alimentaria?
•
permite obtener las caracter&iacute;sticas finales deseadas en el biocatalizador?
Por otra parte, tambi&eacute;n se debe tener en cuenta cuales han sido las t&eacute;cnicas
empleadas anteriormente en la inmovilizaci&oacute;n de lipasas espec&iacute;ficamente y los resultados
obtenidos. En la Tabla 4.1 puede apreciarse una recopilaci&oacute;n de los m&eacute;todos usados con
diferentes tipos de lipasas; tambi&eacute;n se incluye en que reacci&oacute;n han sido empleados los
derivados obtenidos y cual fue su nivel de actividad respecto a la enzima libre. Como
puede notarse, en lo que a las lipasas de Rhizomucor miehei (antiguamente denominadas
Mucor miehei) se refiere, han sido empleadas m&uacute;ltiples t&eacute;cnicas. No obstante, resaltan de
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Tabla 5.1. Antecedentes en inmovilizaci&oacute;n de lipasas: m&eacute;todo de uni&oacute;n, tipo de lipasa y soporte empleados, y actividad exhibida.
M&Eacute;TODO DE
INMOVILIZACI&Oacute;N
LIPASA
SOPORTE
REACCI&Oacute;Na
ACTIVIDADb
REFERENCIA
Acr&iacute;lico
H
Baja
Malcata et al. (1990)
Polipropileno
Resina
Polipropileno
Acr&iacute;lico
E
I
E
H
No disponible
No disponible
No disponible
No disponible
Malcata et al. (1990)
Malcata et al. (1990)
Malcata et al. (1990)
Malcata et al. (1990)
Adsorci&oacute;n
Adsorci&oacute;n
Adsorci&oacute;n
Adsorci&oacute;n
Thermomyces
lanuginosus
Mucor miehei
Mucor miehei
Mucor miehei
Thermomyces
lanuginosus
Mucor miehei
Rhizopus delemar
Candida antarctica B
Candida antarctica B
I
A
E
E
No disponible
Alta
Hiperactividad
Baja
Malcata et al. (1990)
Shimada et al. (1996)
Foresti (2005)
Foresti (2005)
Adsorci&oacute;n
Adsorci&oacute;n
Adsorci&oacute;n
Candida antarctica B
Candida antarctica B
Rhizomucor miehei
Celita
Cer&aacute;mico
Polipropileno en polvo
Pellets de polipropileno
comercial
vidrio-polipropileno
Quitosano en polvo
Octyl- agarose
E
E
H
Baja
Alta
Hiperactividad (700%)
Adsorci&oacute;n
Covalente
Covalente
Adsorci&oacute;n
Adsorci&oacute;n
Covalente
Adsorci&oacute;n
Adsorci&oacute;n
Mucor miehei
Mucor miehei
Mucor miehei
Candida rugosa
Candida rugosa
Candida rugosa
Candida rugosa
Candida rugosa ( AY)/
Pseudomonas
Candida rugosa ( AY)
Octadecyl-Sepabeads
Glyoxil-agarose
Agarose
Oxido de niobio amorfo
Oxido de niobio cristalino
Oxido de niobio cristalino
Fosfato de circonio amorfo
Clay
H
H
H
H/ E
H/ E
H/ E
H/ E
I
Hiperactividad (500%)
Media (70%)
Media (50%)
Baja
Baja
Baja
Baja (34%)
Baja
Foresti (2005)
Foresti (2005)
Fern&aacute;ndez-Lafuente et al.
(1998)
Palomo et al. (2002)
Palomo et al. (2002)
Palomo et al. (2002)
Castro et al. (2000)
Castro et al. (2000)
Castro et al. (2000)
Castro et al. (2000)
Lee y Akoh (1998)
Celita 545
I
Mayor rendimiento
Lee y Akoh (1998)
Adsorci&oacute;n
Adsorci&oacute;n
Intercambio i&oacute;nico
Adsorci&oacute;n
Adsorci&oacute;n
Adsorci&oacute;n
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Adsorci&oacute;n
Adsorci&oacute;n
Adsorci&oacute;n
Adsorci&oacute;n
Adsorci&oacute;n
Covalente
Covalente
Covalente
Covalente
Intercambio i&oacute;nico
Covalente
Covalente
Covalente
Adsorci&oacute;n
Adsorci&oacute;n
Adsorci&oacute;n
Intercambio i&oacute;nico
Covalente
Adsorci&oacute;n +
Cross-linking
Adsorci&oacute;n +
Cross- linking
a
Pseudomonas sp.( PS)
Pseudomonas sp.( AK)
Rhizomucor miehei
Candida rugosa
Candida rugosa
Candida rugosa
Candida rugosa
Pancre&aacute;tica
Pancre&aacute;tica
Candida antarctica B
Candida antarctica B
Candida rugosa
Pseudomonas
fluorescence
Rhizomucor miehei
Rhizomucor miehei
Rhizomucor miehei
Rhizomucor miehei
Rhizomucor miehei
Candida rugosa
CM- Sephadex
DEAE-Sephadex
Octil agarosa
Epoxy silica
Epoxy silica
Amino silica
Amino silica
Amino silica
Amino silica
Polyethylenimine- agarose
CNBr-agarosa
Glyoxil-agarose
Eupergit C
I
I
H
H
E
H
E
H
E
H
H
H
H
buen rendimiento
Baja
Hiperactividad (700%)
Media
Baja
Alta
Alta
Baja
Baja
Enantioselectividad
Enantioselectividad
No disponible
No disponible
Lee y Akoh (1998)
Lee y Akoh (1998)
Bastida et al. (1998)
Reis-Costa et al. (2003)
Reis-Costa et al. (2003)
Reis-Costa et al. (2003)
Reis-Costa et al. (2003)
Reis-Costa et al. (2003)
Reis-Costa et al. (2003)
Torres et al. (2006)
Torres et al. (2006)
Mateo et al. (2007)
Mateo et al. (2007)
Octyl-agarose
Butyl-Sepabeads
Octadecyl-Sepabeads
Amberlite
Eupergit C
MANAE-agarose
H
H
H
H
H
H
Hiperactividad (540%)
Hiperactividad (171%)
Hiperactividad (442%)
Baja (14.2%)
Baja (2.85%)
Hiperactividad (500 %)
Candida antarctica (A y
B)
MANAE-agarose
H
Hiperactividad (1000 %)
Nieto et al. (2005)
Nieto et al. (2005)
Nieto et al. (2005)
Nieto et al. (2005)
Nieto et al. (2005)
Fern&aacute;ndez-Lorente et al.
(2007)
Fern&aacute;ndez-Lorente et al.
(2007)
A: Acid&oacute;lisis; E: Esterificaci&oacute;n; H: Hidr&oacute;lisis; I: interesterificaci&oacute;n. b Actividad del derivado enzim&aacute;tico respecto a la de la enzima libre.
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manera sobresaliente los resultados obtenidos con la adsorci&oacute;n en soportes comerciales
tales como Octyl-agarose y Octadecyl-Sepabeads. Por ejemplo, Nieto et al. (2005)
reportaron una actividad 5 veces mayor de los biocatalizadores preparados con estos
soportes, respecto a la de la lipasa libre. Por su parte, Bastida et al. (1998) informaron una
actividad 20 veces mayor cuando lipasas de Rhizomucor miehei fueron inmovilizadas en
Octyl-agarose y empleadas en la hidr&oacute;lisis de p-nitrofenil propionato. Estos hallazgos
motivaron un an&aacute;lisis m&aacute;s exhaustivo de la t&eacute;cnica mencionada.
4.2.1.1. Adsorci&oacute;n
La adsorci&oacute;n f&iacute;sica es quiz&aacute;s el procedimiento m&aacute;s sencillo para realizar la
inmovilizaci&oacute;n. La misma consiste en poner en contacto el soporte con una soluci&oacute;n
acuosa de enzimas y pasado cierto tiempo, una vez efectuada la adsorci&oacute;n, lavar el
complejo formado de manera de eliminar la enzima no inmovilizada. Las interacciones que
favorecen la adsorci&oacute;n son las fuerzas i&oacute;nicas, de Van der Waals y puentes de hidr&oacute;geno.
Los principales factores que influyen en la adsorci&oacute;n de prote&iacute;nas son (Arroyo, 1998):
1. el pH del medio: controla el n&uacute;mero y la naturaleza de las cargas que presenta la
superficie de la prote&iacute;na y del s&oacute;lido;
2. la fuerza i&oacute;nica del medio: al aumentar la fuerza i&oacute;nica se produce la desorci&oacute;n de
la enzima, ya que los iones inorg&aacute;nicos se unen con m&aacute;s fuerza al soporte que la
prote&iacute;na;
3. el di&aacute;metro de poro del soporte: dependiendo del tama&ntilde;o, la enzima puede quedar
retenida en su interior o no; si as&iacute; fuera, esto podr&iacute;a ocasionar restricciones para el
acceso del sustrato (Cao, 2006). Este hecho es de fundamental importancia cuando
se plantea utilizar el biocatalizador en reacciones con sustratos de peso molecular
elevado.
Como principales ventajas de este m&eacute;todo se destacan:
•
Preparaci&oacute;n sencilla
•
Bajo costo
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•
No se generan cambios de especificidad enzim&aacute;tica
•
Los derivados son estables en medios de trabajo con bajo contenido de agua.
Como inconvenientes de la adsorci&oacute;n se puede mencionar:
•
Requerimientos de optimizaci&oacute;n de las variables que controlan la adsorci&oacute;n
•
Los derivados obtenidos son poco estables desde el punto de vista mec&aacute;nico
•
La uni&oacute;n al soporte es d&eacute;bil.
Si bien las caracter&iacute;sticas se&ntilde;aladas anteriormente son producto del an&aacute;lisis del
comportamiento de las enzimas inmovilizadas por este m&eacute;todo, en un modo general, en lo
relacionado a las lipasas se han desarrollado estrategias para valerse de los beneficios de
la adsorci&oacute;n sorteando los obst&aacute;culos que la misma presenta. Esto ha podido llevarse a
cabo sobre la base de que las lipasas poseen una caracter&iacute;stica que no es com&uacute;n a todas
las enzimas, dos conformaciones diferentes con distinta actividad. Una conformaci&oacute;n
cerrada, considerada inactiva, donde el sitio activo se encuentra aislado del medio de
reacci&oacute;n por la existencia de una tapa o &uml;lid&uml; formada por una cadena polipept&iacute;dica; y una
conformaci&oacute;n abierta, donde el &uml;lid&uml; es descubierto permitiendo que el sitio activo quede
completamente libre al acceso de sustratos (Mateo et al., 2007). Ambas formas de lipasas
est&aacute;n en un equilibrio afectado por las condiciones experimentales. Tal es el caso que, en
presencia de gotas hidrof&oacute;bicas de sustrato, las lipasas pueden adsorberse fuertemente
sobre la interfase de las mismas, desplazando el equilibrio hacia su forma abierta, un
fen&oacute;meno denominado activaci&oacute;n interfacial. Este hecho a favorecido la adsorci&oacute;n
preferencial de lipasas sobre soportes hidrof&oacute;bicos, los cuales imitan la superficie
hidrof&oacute;bica de los sustratos.
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Figura 4.2. Conformaci&oacute;n de las lipasas.
Se ha demostrado que las lipasas han sido capaces de adsorberse en soportes
hidrof&oacute;bicos a muy bajas fuerzas i&oacute;nicas, involucrando la superficie hidrof&oacute;bica que rodea
a su sitio activo (Fig. 4.2). Esto ha permitido estabilizar la conformaci&oacute;n abierta y obtener
un derivado catal&iacute;tico con m&aacute;s actividad que la lipasa nativa, condici&oacute;n denominada
hiperactivaci&oacute;n (Fern&aacute;ndez-Lafuente et al., 1998; Palomo et al., 2002; Nieto et al., 2005;
Wilson et al., 2006;). De este modo, varias lipasas han sido inmovilizadas, hiperactivadas y
en algunos casos hasta purificadas por adsorci&oacute;n en una amplia variedad de soportes
hidrof&oacute;bicos o soportes recubiertos con grupos hidrof&oacute;bicos (Rodrigues y Fern&aacute;ndezLafuente, 2010a). Adicionalmente, mediante cambios en la naturaleza del soporte y su
hidrofobicidad, ha sido posible controlar la fuerza de adsorci&oacute;n, la actividad y la
selectividad de los sustratos (Fern&aacute;ndez-Lorente et al., 2007; Fern&aacute;ndez-Lorente et al.,
2008). La adsorci&oacute;n de la lipasa sobre estos soportes frecuentemente es muy fuerte, lo
que hace posible el uso de los biocatalizadores con sustratos hidrof&oacute;bicos de tama&ntilde;o
peque&ntilde;o o mediano a&uacute;n en presencia de concentraciones moderadas de solventes
org&aacute;nicos. Sin embargo, cambiando las condiciones del medio puede lograrse la desorci&oacute;n
77
Cap&iacute;tulo 4 - Preparaci&oacute;n de biocatalizadores: Inmovilizaci&oacute;n
completa de la lipasa, permitiendo recuperar y reusar el soporte despu&eacute;s de la
inactivaci&oacute;n de la misma. Se ha demostrado adem&aacute;s, que este tipo de inmovilizaci&oacute;n
permite producir biocatalizadores que son muy estables bajo diferentes condiciones,
haciendo esta t&eacute;cnica especialmente adecuada para la inmovilizaci&oacute;n de lipasas (Palomo
et al., 2002; Fern&aacute;ndez-Lorente et al., 2008; Rodrigues y Fern&aacute;ndez-Lafuente, 2010a).
4.3. Protocolo de inmovilizaci&oacute;n: b&uacute;squeda de las condiciones &oacute;ptimas
4.3.1. Consideraciones generales
Habi&eacute;ndose determinado la metodolog&iacute;a de inmovilizaci&oacute;n ha emplear con las
lipasas de Rhizomucor miehei, resulta necesario establecer el protocolo para realizar la
adsorci&oacute;n. Para ello es necesario determinar las condiciones a las que se llevar&aacute; a cabo;
esto incluye:
•
Temperatura de inmovilizaci&oacute;n
•
Tipo de buffer y fuerza i&oacute;nica del mismo
•
Concentraci&oacute;n enzima /soporte y enzima/ buffer en el medio de inmovilizaci&oacute;n
•
Tiempo de inmovilizaci&oacute;n.
Dado que el sistema lipasa-soporte empleado en esta tesis fue novedoso y por
ende no se correspondi&oacute; a ning&uacute;n otro sistema de inmovilizaci&oacute;n del cual se contara con
antecedentes, para poder especificar valores apropiados para las variables detalladas
anteriormente se tomaron como referencia las condiciones empleadas en la
inmovilizaci&oacute;n de lipasas de Rhizomucor miehei sobre soportes hidrof&oacute;bicos. Cabe
mencionar que llamativamente, la informaci&oacute;n que se brinda en las publicaciones
cient&iacute;ficas no es completa y que por ende los protocolos que proponen no se pueden
seguir al pie de la letra. Igualmente existen algunos aspectos generales que se mencionan
en las mismas que sirven como gu&iacute;a. En lo que al tipo de buffer se refiere, el m&aacute;s
empleado result&oacute; ser el de fosfato de sodio a pH 7 a bajas fuerzas i&oacute;nicas, entre 5 y 25
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mM (Bastida et al., 1997; Palomo et al., 2002; Nieto et al., 2005). La relaci&oacute;n volumen de
preparado comercial de lipasa / masa de soporte y la cantidad asociada de buffer para el
medio de inmovilizaci&oacute;n fue elegida sobre la base de que sistemas m&aacute;s bien diluidos dan
origen a biocatalizadores con una carga de prote&iacute;na menor a la carga m&aacute;xima admitida por
el soporte, lo que favorece a la adsorci&oacute;n superficial evitando problemas difusionales
(Palomo et al., 2002; Cao, 2005). Respecto a la temperatura de inmovilizaci&oacute;n, las
empleadas com&uacute;nmente son la temperatura de almacenamiento de la lipasa (entre 3 y
4&deg;C) y la temperatura ambiente (Bastida et al., 1997; Nieto et al., 2005).
En base a las consideraciones anteriores y en la b&uacute;squeda de un protocolo que
diera lugar a un catalizador activo, se ensayaron diferentes t&eacute;cnicas de inmovilizaci&oacute;n por
adsorci&oacute;n variando las condiciones de realizaci&oacute;n. Adicionalmente, se cuantific&oacute; la
cantidad de prote&iacute;na adsorbida sobre los soportes. Cabe mencionar, que las t&eacute;cnicas
empleadas para esta determinaci&oacute;n se fueron variando a medida que el conocimiento
adquirido con el uso permit&iacute;a distinguir las ventajas y desventajas asociadas. Un an&aacute;lisis
detallado de las mismas se realiza en la Secci&oacute;n 4.3.5.
Por otra parte, teniendo presente que no toda la lipasa soportada en los
catalizadores preparados puede estar activa, result&oacute; esencial corroborar la actividad de los
mismos en la reacci&oacute;n de inter&eacute;s, acid&oacute;lisis entre aceite de girasol y &aacute;cidos grasos
saturados, seg&uacute;n la reacci&oacute;n base (condiciones especificadas en la Secci&oacute;n 2.3.5).
En lo que se refiere al soporte empleado en las inmovilizaciones, inicialmente se
probaron 3 diferentes a fin de tener una idea del comportamiento de los mismos y de la
eficiencia de la t&eacute;cnica. Estos fueron una resina comercial, Octadecyl-Sepabeads&reg;
(Resindion SRL, Italy) (ODSB), y soportes especialmente preparados para tal fin:
microesferas de quitosano (Q) y microesferas de quitosano modificadas (QM). Estas
&uacute;ltimas se obtuvieron a trav&eacute;s de un procedimiento de neutralizaci&oacute;n y posterior
aminaci&oacute;n reductiva. Un an&aacute;lisis detallado de la preparaci&oacute;n y caracterizaci&oacute;n de &eacute;ste y
dem&aacute;s soportes, se realiza en el Cap&iacute;tulo 5. Para los ensayos siguientes el soporte
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empleado siempre fue el mismo, QM, m&aacute;s espec&iacute;ficamente microesferas del tipo QM1-1
(ver nomenclatura en el Cap&iacute;tulo 5).
4.3.2. Primer protocolo de inmovilizaci&oacute;n ensayado
Tomando como punto de partida las pautas que se mencionaron anteriormente, se
elabor&oacute; un protocolo de inmovilizaci&oacute;n que fue usado para la adsorci&oacute;n de las lipasas de
Rhizomucor miehei, empleando ODSB, Q, QM como soporte.
M&eacute;todo de inmovilizaci&oacute;n: El volumen estipulado de preparado comercial de lipasa
(3 ml) se disolvi&oacute; en 60 ml de buffer fosfato de sodio (25 mM, pH 7) y se mantuvo bajo
agitaci&oacute;n durante 5 min. Posteriormente, 1 g de soporte previamente lavado con el mismo
buffer se a&ntilde;adi&oacute; al medio de inmovilizaci&oacute;n y se mantuvo bajo agitaci&oacute;n durante 7 h (a
menos que en lo siguiente se especifique otro tiempo) a la temperatura fijada (3 &deg;C).
Luego los s&oacute;lidos se recuperaron por filtraci&oacute;n y fueron lavados con agua destilada,
midiendo tras cada enjuague la absorbancia del l&iacute;quido residual en el espectrofot&oacute;metro
UV/Visible a 280 nm. Este paso finaliz&oacute; cuando la absorbancia se volvi&oacute; nula, lo que indic&oacute;
que ya no hab&iacute;a prote&iacute;na sobre el soporte que no estuviera correctamente adsorbida.
Finalmente, los biocatalizadores fueron secados en estufa de vac&iacute;o a 30 &deg;C hasta peso
constante y despu&eacute;s almacenados a 4 &deg;C hasta el momento de uso.
El proceso de inmovilizaci&oacute;n fue seguido a trav&eacute;s de la medici&oacute;n de absorbancia de
las soluciones sobrenadantes en el UV/Visible a 280 nm (ver Secci&oacute;n 2.3.4).
Adicionalmente se prepar&oacute; un blanco de inmovilizaci&oacute;n, una soluci&oacute;n de preparado
comercial de lipasa (CLP) en buffer fosfato de concentraci&oacute;n 1:20 (v/v) igual a la empleada
en los medios de inmovilizaci&oacute;n, con el objetivo de determinar si se daba alg&uacute;n tipo de
variaci&oacute;n en la absorbancia durante el transcurso del proceso, independiente del proceso
de adsorci&oacute;n.
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4.3.2.1. Primer protocolo de inmovilizaci&oacute;n ensayado: an&aacute;lisis de la concentraci&oacute;n de
lipasa y la temperatura de inmovilizaci&oacute;n
Posteriormente, sobre el protocolo elaborado se analiz&oacute; el efecto de dos variables:
concentraci&oacute;n de enzima en el medio y temperatura de inmovilizaci&oacute;n. Para ello, la
metodolog&iacute;a que se describi&oacute; anteriormente se llev&oacute; a cabo empleando dos
concentraciones diferentes de enzima en el sobrenadante: 1 y 3 ml de preparado
comercial/ g soporte y se realiz&oacute; a dos temperaturas diferentes, 25 &deg;C y a temperatura de
c&aacute;mara frigor&iacute;fica, 3&deg;C. De la combinaci&oacute;n de estas variables, se generaron 4 tipos de
biocatalizadores diferentes; las denominaciones de los mismos se especifican en la Tabla
4.2.
Tabla 4.2.
Denominaci&oacute;n de los biocatalizadores obtenidos en funci&oacute;n de
las variaciones impuestas (1&deg; protocolo): temperatura y
concentraci&oacute;n de preparado comercial de lipasa en el medio de
inmovilizaci&oacute;n.
RELACI&Oacute;N LIPASA / SOPORTE
TEMPERATURA
1 ml/g
3 ml/g
3 &deg;C
QMF1
QMF3
25 &deg;C
QMA1
QMA3
4.3.3. Segundo protocolo de inmovilizaci&oacute;n ensayado: an&aacute;lisis de la adici&oacute;n inicial
de etanol/ final de acetona
Otro protocolo de inmovilizaci&oacute;n fue ensayado, siguiendo el procedimiento
descripto por Esteban et al. (2009) para adsorci&oacute;n de lipasas de Rhizomucor miehei sobre
un soporte comercial hidrof&oacute;bico de polipropileno (Accurel MP-1000), dadas las
similitudes con el sistema lipasa-soporte de este trabajo. Este nuevo ensayo contempla el
empleo de una soluci&oacute;n buffer de menor pH y fuerza i&oacute;nica, 6.0 y 20 mM,
respectivamente, y una concentraci&oacute;n de masa de preparado enzim&aacute;tico/masa de soporte
aproximadamente 10 veces mayor a la empleada en el protocolo 1. En simult&aacute;neo se
analiz&oacute; el efecto que tienen dos variables ampliamente usadas en las t&eacute;cnicas para
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inmovilizaci&oacute;n de lipasas: contacto inicial del soporte con etanol, y la adici&oacute;n o no de
acetona fr&iacute;a al final del proceso (Gitlesen et al., 1997; Bosley y Peilow, 1997; Soumanou et
al., 1998; Hita et al., 2007).
M&eacute;todo de inmovilizaci&oacute;n: el volumen correspondiente a 15 g de CLP, 12.6 ml, fue
adicionado a 20 ml de buffer fosfato de sodio (20 mM, pH 6.0) y mantenidos con agitaci&oacute;n
durante 5 min. Luego, 1.5 g de microesferas de quitosano modificadas fueron puestas en
contacto con 5 ml de etanol, &oacute; soluci&oacute;n buffer cuando no correspond&iacute;a (para mantener
una &uacute;nica concentraci&oacute;n en los sistemas), y agregadas al medio de inmovilizaci&oacute;n. Tras 24
h de agitaci&oacute;n del sistema, cuando correspondi&oacute;, se a&ntilde;adieron 5 ml de acetona a
aproximadamente -20&deg; C. Los biocatalizadores fueron recuperados por filtraci&oacute;n, lavados 3
veces con buffer fosfato a 4 &deg;C y secados en estufa de vac&iacute;o durante 48 h. Finalmente
fueron almacenados a 4 &deg;C hasta el momento de uso.
Tabla 4.3.
Denominaci&oacute;n de los biocatalizadores obtenidos en funci&oacute;n de
las variaciones impuestas (2&deg; protocolo): adici&oacute;n inicial de
etanol/ final de acetona.
ETAPA INICIAL
ETAPA FINAL
Con etanol
Sin Buffer
Con acetona
QMEA
QMBA
Sin acetona
QME
QMB
4.3.4. M&eacute;todos para la determinaci&oacute;n de prote&iacute;na en los biocatalizadores
preparados
Un aspecto de gran importancia en lo que a la preparaci&oacute;n de biocatalizadores se
refiere tiene que ver con la determinaci&oacute;n de la cantidad de lipasa adsorbida sobre el
soporte. Si bien lo esencial es que la enzima se inmovilice en una conformaci&oacute;n activa, la
cantidad de prote&iacute;na retenida sobre los mismos es una medida que permite establecer
cuan eficiente ha sido el protocolo de inmovilizaci&oacute;n.
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Dada la complejidad de los sistemas biol&oacute;gicos, no se dispone de m&eacute;todos
sencillos para cuantificaci&oacute;n de prote&iacute;nas (como t&eacute;cnica rutinaria de control) que permitan
obtener resultados absolutamente precisos; cada uno tiene sus ventajas y limitaciones.
Los m&eacute;todos m&aacute;s empleados a nivel bioqu&iacute;mico son el de Biuret, el de Lowry, el de
Bradford, el BCA, y la espectroscopia UV/Vis a 280 nm. Otras t&eacute;cnicas empleadas son
Kjeldahl, en menor grado, y la cuantificaci&oacute;n indirecta a trav&eacute;s de la actividad residual de
los sobrenadantes. Una breve descripci&oacute;n de las mismas se realiza en esta secci&oacute;n, junto
con las ventajas y desventajas asociadas. El an&aacute;lisis de estos aspectos es lo que determina
que t&eacute;cnica ser&aacute; m&aacute;s apropiada para emplear con la muestra (Olson y Markwell, 2007).
• M&eacute;todo de Biuret: El m&eacute;todo comprende un ensayo colorim&eacute;trico de un paso
donde se cuantifica la formaci&oacute;n de un complejo estable entre prote&iacute;nas y cobre (II).
Presenta interferencia con amoniaco, buffer y detergentes.
•
M&eacute;todo de Lowry: combina la reacci&oacute;n de Biuret con la reducci&oacute;n del reactivo de
Folin-Ciocalteu (&aacute;cidos fosfomol&iacute;bdico y fosfot&uacute;ngstico) por la oxidaci&oacute;n de tirosina,
triptofano, ciste&iacute;na y cistina de las cadenas polipept&iacute;dicas. Es m&aacute;s preciso que Biuret, pero
tiene la desventaja que muchos compuestos presentes en buffers y en extractos celulares
causan interferencia (carbohidratos, glicerol, EDTA, Tris, compuestos de potasio y de
disulfuro, fenoles, &aacute;cido &uacute;rico, guanina, xantina, magnesio y calcio, entre otros).
•
M&eacute;todo de Bradford: se basa en la uni&oacute;n directa del colorante azul brillante de
Coomassie G-250 (CBBG) a las prote&iacute;nas que poseen arginina, triptofano, tirosina, histidina
y residuos de fenilalanina. Es un m&eacute;todo simple y sensible. La desventaja es que algunas
prote&iacute;nas precipitan con CBBG, como las hidrof&oacute;bicas, generando absorbancias err&oacute;neas.
•
M&eacute;todo de BCA: reemplaza el reactivo de Folin-Ciocalteu del m&eacute;todo de Lowry por
&aacute;cido bicincon&iacute;nico (BCA), para soluciones alcalinas de prote&iacute;nas. Interfieren az&uacute;cares
reductores y sulfato de amonio.
•
Espectroscopia UV/Vis a 280 nm: se basa en la absorci&oacute;n a 280 nm de amino&aacute;cidos
arom&aacute;ticos de las prote&iacute;nas (tirosina y triptofano). Tiene la ventaja que no es necesario
utilizar reactivos y la muestra no se da&ntilde;a o destruye durante la determinaci&oacute;n. Su precisi&oacute;n
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aumenta cuando se comparan soluciones de la misma prote&iacute;na. Es sensible al pH, a la fuerza
i&oacute;nica y a la turbidez del medio. Sufre interferencias por presencia de &aacute;cidos nucleicos.
•
M&eacute;todo de Kjeldahl: se emplea para determinaci&oacute;n de nitr&oacute;geno total, el cual se
asocia al contenido de prote&iacute;na. Es una t&eacute;cnica confiable, pero compleja. Incluye la
digesti&oacute;n de la muestra y la posterior determinaci&oacute;n del amon&iacute;aco presente.
•
Actividad residual de los sobrenadantes: se mide la actividad de las lipasas
remanentes en el sobrenadante en reacciones sencillas de hidr&oacute;lisis, por lo general las
mismas en las que se prueba al biocatalizador preparado, y se la compara con la
correspondiente a la soluci&oacute;n de inmovilizaci&oacute;n inicial. El contenido suele reportarse en
unidades de actividad lipol&iacute;tica / mg de soporte o como % de actividad residual (Fern&aacute;ndezLafuente et al., 1998; Castro et al., 2000; Palomo et al., 2002).
En base a lo considerado, y como se mencion&oacute; en un apartado anterior,
inicialmente se seleccion&oacute; al m&eacute;todo UV/Visible a 280 nm para calcular el contenido de
prote&iacute;na de los derivados enzim&aacute;ticos, mediante la medici&oacute;n de la absorbancia en esta
longitud de onda de la soluci&oacute;n de inmovilizaci&oacute;n en distintas etapas del proceso. Los
resultados obtenidos fueron analizados en funci&oacute;n de diferentes criterios, establecidos
seg&uacute;n la informaci&oacute;n que se ten&iacute;a al momento sobre el contenido de prote&iacute;na del
preparado de lipasa comercial. Los m&eacute;todos asociados a estos criterios se detallan en la
Secci&oacute;n 2.3.4.
Posteriormente se emple&oacute; el kit Proti 2 (Wiener lab., Argentina), una forma
comercial del m&eacute;todo de Biuret para determinaci&oacute;n de prote&iacute;nas totales, en el que se
emplea como suero patr&oacute;n una soluci&oacute;n de alb&uacute;mina de concentraci&oacute;n conocida (Secci&oacute;n
2.3.4.2).
En un ensayo independiente, se evalu&oacute; la utilidad de emplear al&iacute;cuotas de la
soluci&oacute;n sobrenadante como catalizador en la reacci&oacute;n de inter&eacute;s para determinar por
diferencia el porcentaje de actividad retenida en los biocatalizadores tras la
inmovilizaci&oacute;n. Los resultados obtenidos se detallan en la Secci&oacute;n 4.4.3.
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Por otra parte, el empleo de un m&eacute;todo no colorim&eacute;trico como el m&eacute;todo de
Kjeldahl, tuvo que descartarse debido a que las microesferas de quitosano empleadas
como soporte contienen nitr&oacute;geno en su composici&oacute;n, con lo cual la determinaci&oacute;n del
contenido de prote&iacute;nas sobre los mismos se ver&iacute;a interferida por este hecho. Asimismo, la
determinaci&oacute;n sobre los sobrenadantes no fue realizada, debido a los tiempos
involucrados en la t&eacute;cnica, ya que no permitir&iacute;a seguir la inmovilizaci&oacute;n al momento.
En lo que se refiere a la eficiencia de inmovilizaci&oacute;n (E %), la misma se calcul&oacute; en
base a la siguiente ecuaci&oacute;n:
E%=
prote&iacute;na removida
⋅100
prote&iacute;na inicial
(4.1)
Donde prote&iacute;na removida se refiere a la diferencia entre el contenido inicial y final
de prote&iacute;na en el sobrenadante de inmovilizaci&oacute;n.
4.3.5. Desorci&oacute;n de las lipasas
A pesar de que una caracter&iacute;stica deseable en la preparaci&oacute;n de biocatalizadores es
que la lipasa se adhiera fuertemente al soporte para evitar su desorci&oacute;n, y de este modo el
mismo pueda ser empleado en m&uacute;ltiples reusos, resulta sin embargo conveniente que la
enzima pueda removerse de la superficie del material tras su desactivaci&oacute;n. Esto
permitir&iacute;a que el soporte recuperado pueda ser nuevamente empleado para la
inmovilizaci&oacute;n de lipasa fresca, en sucesivas oportunidades, con lo cual se podr&iacute;an
disminuir costos por el reuso del soporte y por la disposici&oacute;n final de residuos s&oacute;lidos.
Con el objetivo de analizar la reversibilidad de la inmovilizaci&oacute;n y la posibilidad de
reuso del soporte, biocatalizadores del tipo QMB (Tabla 4.3) fueron empleados para
realizar ensayos de desorci&oacute;n en base a la metodolog&iacute;a propuesta por Palomo et al. (2002)
para la remoci&oacute;n de lipasas de Mucor miehei adsorbidas sobre Octadecyl-Sepabeads.
Desorci&oacute;n: 200 mg de biocatalizador fueron introducidos en un tubo de ensayo al
cual se a&ntilde;adi&oacute; 5 ml de soluci&oacute;n de concentraci&oacute;n 0.2% (v/v) de Trit&oacute;n X-100 (surfactante
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no i&oacute;nico) en buffer fosfato de sodio 5 mM (pH 7 a 4 &deg;C). Luego, el tubo cerrado fue
colocado en un ba&ntilde;o de agua a 100 &deg;C aproximadamente durante 5 min. Posteriormente,
la soluci&oacute;n fue retirada y el proceso de lavado se repiti&oacute; 4 veces m&aacute;s. Tras los lavados con
la soluci&oacute;n, los s&oacute;lidos fueron enjuagados 10 veces con agua destilada caliente para
remover el detergente remanente. Al finalizar, los soportes fueron llevados a estufa de
vac&iacute;o a 40 &deg;C hasta peso constante.
La determinaci&oacute;n del n&uacute;mero necesario de lavados con detergente, para garantizar
la desorci&oacute;n, se realiz&oacute; comparando el espectro de absorbancia de la soluci&oacute;n de Trit&oacute;n
tras ser usada en el lavado con el de la soluci&oacute;n fresca (inicial).
Para corroborar la completa desorci&oacute;n de las lipasas, los soportes tratados fueron
analizados por
13
C-NMR de s&oacute;lidos en el Laboratorio Nacional de Investigaci&oacute;n y Servicios
de Resonancia Magn&eacute;tica en S&oacute;lidos (C&oacute;rdoba, Argentina) con el objetivo de analizar si los
picos obtenidos en los espectros correspond&iacute;an &uacute;nicamente al material original del
soporte o quedaba enzima inactivada adsorbida sobre los soportes.
4.4. Resultados y discusiones
4.4.1. Primer protocolo de inmovilizaci&oacute;n ensayado
4.4.1.1. Contenido de prote&iacute;na en los biocatalizadores preparados
Los resultados de la inmovilizaci&oacute;n de las lipasas de Rhizomucor miehei sobre los
soportes seleccionados, microesferas de quitosano (Q), microesferas de quitosano
modificadas (QM) y Octadecyl- Sepabeads&reg; (ODSB), se muestran en la Tabla 4.4. Como
puede apreciarse, se registraron las absorbancias de la soluci&oacute;n de inmovilizaci&oacute;n,
tambi&eacute;n denominada sobrenadante, en el espectrofot&oacute;metro UV/Vis a una longitud de
onda de 280 nm tanto al inicio como al final del proceso de adsorci&oacute;n. Conociendo la
concentraci&oacute;n inicial del preparado comercial de lipasa (CLP) en el medio de
inmovilizaci&oacute;n y su absorbancia asociada, la absorbancia final del sobrenadante y la
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cantidad m&aacute;sica de soporte utilizado, es posible estimar mediante diferentes m&eacute;todos la
fracci&oacute;n de lipasa que qued&oacute; adsorbida sobre los soportes.
La absorbancia inicial se midi&oacute; en el blanco de inmovilizaci&oacute;n y ese valor se tom&oacute;
como el inicial para todos los sobrenadantes. Mediciones de absorbancia a tiempos
intermedios permitieron distinguir como se iba dando el proceso de adsorci&oacute;n; los valores
registrados se muestran en la Tabla 4.5. Como puede observarse, todos los sobrenadantes
exhibieron el menor valor de absorbancia a tiempos cortos, entre 2 y 4 h de
inmovilizaci&oacute;n, y paulatinamente estos valores se fueron incrementando con el transcurso
del tiempo; excepto para ODSB que aument&oacute; y luego permaneci&oacute; siempre en el mismo
valor. Este comportamiento revela que inicialmente hubo m&aacute;s componentes del sistema
que fueron retenidos en el soporte. Como se mencion&oacute; en el Cap&iacute;tulo 3, el preparado
comercial de lipasa contiene una proporci&oacute;n elevada de carbohidratos y en menor
cantidad l&iacute;pidos, minerales y sales. Para evitar la influencia de algunos de estos
componentes en las mediciones de absorbancia, las muestras de sobrenadante fueron
filtradas, centrifugadas y diluidas antes de la lectura; con lo cual se esperar&iacute;a que el efecto
de los mismos haya sido m&iacute;nimo. No obstante, es posible que inicialmente hayan quedado
adsorbidas prote&iacute;nas tanto de Rhizomucor miehei como otras presentes en el sistema, y
que posteriormente debido a la continua agitaci&oacute;n, algunas de ellas que no se
encontraban tan fuertemente unidas hayan sido removidas de los soportes. Tambi&eacute;n es
posible que los iones de las sales del buffer y del CLP hayan sido adsorbidos por los
numerosos grupos laterales de las lipasas adsorbidas sobre los soportes, dando lugar a
una modificaci&oacute;n en la composici&oacute;n del sobrenadante.
Respecto a ODSB, puede verse que despu&eacute;s de la cuarta hora se alcanz&oacute; una
concentraci&oacute;n de equilibrio entre la cantidad de prote&iacute;na adsorbida sobre el soporte y la
que permaneci&oacute; en el medio l&iacute;quido. Estos tiempos cortos de adsorci&oacute;n son consistentes
con los periodos de inmovilizaci&oacute;n reportados en otros trabajos de investigaci&oacute;n. Nieto et
al. (2005) realiz&oacute; la adsorci&oacute;n de lipasas de Rhizomucor miehei sobre ODSB durante 1.5 h;
Palomo et al. (2006) llev&oacute; a cabo la misma inmovilizaci&oacute;n y el tiempo de la misma fue de 3
h. Cabe mencionar que en ninguno de los dos antecedentes se realiza un seguimiento de
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la adsorci&oacute;n en el tiempo, ni una cuantificaci&oacute;n del contenido de prote&iacute;na en los soportes
tras la adsorci&oacute;n; m&aacute;s bien los derivados enzim&aacute;ticos son directamente probados en la
reacci&oacute;n de inter&eacute;s. En un estudio similar, Palomo et al. (2002) realiz&oacute; la inmovilizaci&oacute;n
antes mencionada y sigui&oacute; el proceso tomando muestras del sobrenadante y del s&oacute;lido en
forma peri&oacute;dica, las cuales emple&oacute; posteriormente como catalizador en la hidr&oacute;lisis de pnitrofenil propianato, hallando que para tiempos de inmovilizaci&oacute;n entre 0.5 h y 5 h la
actividad residual de los biocatalizadores obtenidos era pr&aacute;cticamente la misma, lo que
indicar&iacute;a que la carga de prote&iacute;na activa en ODSB, en dicho caso tambi&eacute;n habr&iacute;a alcanzado
el equilibrio de adsorci&oacute;n.
En lo que al blanco se refiere, tambi&eacute;n se observ&oacute; una peque&ntilde;a disminuci&oacute;n neta
en la absorbancia y un comportamiento oscilatorio con el transcurso del tiempo. La
variaci&oacute;n entre las mediciones fue mayor a la variabilidad inherente al m&eacute;todo; por ende
esto manifestar&iacute;a la existencia de alg&uacute;n tipo de fen&oacute;meno que est&eacute; ocurriendo en el
medio enzim&aacute;tico. Es un hecho conocido que las lipasas de Rhizomucor miehei en soluci&oacute;n
tienden a formar agregados bimoleculares inclusive a bajas concentraciones o a
adsorberse sobre compuestos hidrof&oacute;bicos presentes en el preparado comercial de lipasa.
Los agregados bimoleculares poseen propiedades muy diferentes respecto a la forma
monom&eacute;rica de la lipasa (Rodrigues y Fern&aacute;ndez-Lafuente, 2010a). Teniendo en cuenta
este comportamiento de las lipasas, es posible que haya tenido lugar la formaci&oacute;n de
agregados moleculares, ocasionando as&iacute; un sistema heterog&eacute;neo a nivel microsc&oacute;pico que
podr&iacute;a ser el causante de las diferencias registradas en la absorbancia de la luz. Tambi&eacute;n,
estas fluctuaciones podr&iacute;an ser generadas por factores externos ambientales, no
totalmente controlados durante el periodo experimental. Dado que estos cambios
tambi&eacute;n podr&iacute;an haber ocurrido en los medios en contacto con los soportes, pero quedar
enmascarados por la adsorci&oacute;n, para el c&aacute;lculo del contenido de prote&iacute;na se rest&oacute; al valor
final de absorbancia, obtenido para cada sobrenadante de inmovilizaci&oacute;n, la diferencia
hallada para el blanco entre el tiempo inicial y final (0.003).
En cuanto a la concentraci&oacute;n de prote&iacute;na en los soportes luego del proceso de
adsorci&oacute;n, en la Tabla 4.4 puede notarse el empleo de 3 m&eacute;todos de estimaci&oacute;n distintos
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que dan lugar a muy variados resultados. El m&eacute;todo UV/Vis 280 (I) fue el empleado
inicialmente. Mediante este se puede saber cuanto del material presente en el CLP queda
retenido sobre el soporte. El mismo requiere que se asuma que todo lo que se adsorbe es
prote&iacute;na, lo cual puede no ser necesariamente cierto. Por ende, es conveniente expresar
la estimaci&oacute;n de la cantidad adsorbida en mg de CLP por g de soporte, en vez de mg de
prote&iacute;na por g de soporte. A efectos comparativos este m&eacute;todo puede ser usado, lo que
permite distinguir que el soporte que m&aacute;s material adsorbi&oacute; del medio fue ODSB, seguido
por Q; y que la menor cantidad fue retenida por QM.
Dado que en la informaci&oacute;n suministrada por el proveedor del CLP de Rhizomucor
miehei no se hac&iacute;a referencia al contenido de prote&iacute;na en el mismo, como se analiz&oacute; en el
Cap&iacute;tulo 3, diferentes m&eacute;todos fueron analizados y ensayados para poder determinar esta
cantidad. De este modo, el m&eacute;todo UV/Vis 280 (II) toma en cuenta el valor obtenido
mediante el m&eacute;todo gravim&eacute;trico (detallado en la Secci&oacute;n 3.2.2.1.), 0.44 g prote&iacute;na/g de
CLP para la concentraci&oacute;n inicial en el medio de inmovilizaci&oacute;n y para la consecuente
concentraci&oacute;n de la diluci&oacute;n formada para la medici&oacute;n en el espectrofot&oacute;metro. Por otra
parte, el m&eacute;todo UV/Vis 280 (III) se basa en un contenido de prote&iacute;na mucho menor en el
CPL, 55.28 mg prote&iacute;na/ml CLP, hallado tiempo despu&eacute;s con la implementaci&oacute;n del
m&eacute;todo de Proti 2 (Wiener lab., Argentina). Como puede apreciarse en la Tabla 4.4, los
contenidos cuantificados a trav&eacute;s de estos 3 m&eacute;todos resultaron muy diferentes, siendo el
valor m&aacute;s fiable el obtenido a trav&eacute;s del m&eacute;todo UV/Vis 280 (III). Esto permite demostrar
la importancia de tener un procedimiento adecuado para la determinaci&oacute;n de prote&iacute;nas ya
que errores de gran magnitud pueden ser introducidos por este medio. Adicionalmente,
no ser&iacute;a lo mismo considerar para un sistema de reacci&oacute;n que la cantidad de catalizador
incorporada al medio es de 31 mg o de 670 mg/ g soporte, por solo citar un ejemplo.
En lo que se refiere a la eficiencia de inmovilizaci&oacute;n (E %) para los soportes
ensayados, entre un 9.8 y un 25.9 % de la prote&iacute;na inicial presente en el medio de reacci&oacute;n
fue retenida por los s&oacute;lidos.
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4.4.1.2. Actividad de los biocatalizadores preparados
La actividad catal&iacute;tica de los derivados enzim&aacute;ticos obtenidos del primer protocolo
de inmovilizaci&oacute;n se evalu&oacute; a trav&eacute;s de la reacci&oacute;n de inter&eacute;s de esta tesis (acid&oacute;lisis) y se
cuantific&oacute; mediante la composici&oacute;n de &aacute;cidos grasos saturados, palm&iacute;tico y este&aacute;rico (%
P+St), en el producto final (ver Secci&oacute;n 2.3.5 para m&aacute;s detalles). Los resultados logrados
con los biocatalizadores preparados con cada uno de los soportes se muestran en la Fig.
4.3. Como puede notarse, el cambio en la composici&oacute;n realizado por las lipasas
inmovilizadas fue muy peque&ntilde;o. Tal es as&iacute;, que los valores de % P+St para las r&eacute;plicas de
reacci&oacute;n analizados mediante el test de comparaci&oacute;n de medias de Bonferroni, mostr&oacute;
que solo el producto de reacci&oacute;n obtenido en presencia de QM tuvo diferencias
significativas respecto a la composici&oacute;n del aceite (SO) (P&lt;0.05). Empleando un test menos
conservador como el de Tukey, los productos de reacci&oacute;n obtenidos en presencia de QM y
de ODSB mostraron diferencias significativas respecto a SO (P&lt;0.05). Aun as&iacute;, los niveles
de &aacute;cidos grasos saturados resultaron mucho menores a los deseados como para dar
origen a un producto con propiedades diferentes al original. Probablemente, la cantidad
de lipasa incorporada al medio de reacci&oacute;n fue muy baja. Cabe mencionar que, como la
informaci&oacute;n obtenida a trav&eacute;s del m&eacute;todo UV/Vis 280 (I) respecto a la cantidad de
prote&iacute;na no era de suma confianza, a efectos de realizar la comparaci&oacute;n de actividad de
los derivados obtenidos, se introdujeron mismas cantidades m&aacute;sicas de biocatalizador en
los medios de reacci&oacute;n (0.093 g). Ahora bien, siendo v&aacute;lido el valor de contenido de
prote&iacute;na en los biocatalizadores hallado a trav&eacute;s de UV/Vis 280 (III), se tendr&iacute;an 2.89, 1.54
y 3.97 mg de prote&iacute;na presente en los medios de reacci&oacute;n para Q, QM y ODSB,
respetivamente. Sin lugar a dudas, estos representan contenidos muy bajos como para
lograr modificaciones considerables sobre los 400 mg de aceite empleados en cada
reacci&oacute;n. Cabe aqu&iacute; hacer la comparaci&oacute;n con los resultados logrados con lipasa en
soluci&oacute;n (Cap&iacute;tulo 3), donde la acid&oacute;lisis se ensay&oacute; con una relaci&oacute;n prote&iacute;na/aceite de
4.42 mg prote&iacute;na/400 mg aceite. En dichas experiencias, la incorporaci&oacute;n lograda tras 4 h
de reacci&oacute;n a 40&deg;C fue alrededor 18% de P+St.
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Figura 4.3. Actividad de los preparados enzim&aacute;ticos obtenidos con el primer protocolo de
inmovilizaci&oacute;n (microesferas de quitosano (Q), microesferas de quitosano modificadas (QM) y
Octadecyl- Sepabeads&reg; (ODSB)): Composici&oacute;n de &aacute;cidos palm&iacute;tico y este&aacute;rico respecto al total de
&aacute;cidos grasos en glic&eacute;ridos (% P+St) de los productos de acid&oacute;lisis a 60 &deg;C, 8 h de reacci&oacute;n, 0.093 g de
biocatalizador y dem&aacute;s condiciones acorde a Secci&oacute;n 2.3.5. Para comparaci&oacute;n se incluye, en l&iacute;nea
punteada, la composici&oacute;n original del aceite de girasol (SO).
4.4.1.3. Primer protocolo de inmovilizaci&oacute;n ensayado: an&aacute;lisis de la concentraci&oacute;n
de lipasa y de la temperatura de inmovilizaci&oacute;n
La disconformidad con los resultados obtenidos con el primer protocolo de
inmovilizaci&oacute;n, motiv&oacute; a la realizaci&oacute;n de un estudio donde se analiz&oacute; el efecto de la
concentraci&oacute;n de preparado comercial de lipasa en el medio de inmovilizaci&oacute;n y la
temperatura del proceso. Adem&aacute;s de la temperatura ya ensayada se eligi&oacute; la ambiente,
debido a que era el otro valor m&aacute;s empleado en los protocolos de inmovilizaci&oacute;n
reportados en la literatura cient&iacute;fica. Respecto a la concentraci&oacute;n de CLP en el medio,
err&oacute;neamente se seleccion&oacute; un valor menor de 1 ml/ g de soporte. Esta decisi&oacute;n se tom&oacute;
sobre la base que al momento se cre&iacute;a que era mucha la prote&iacute;na contenida en los
biocatalizadores preparados con el primer protocolo de inmovilizaci&oacute;n, debido al empleo
del m&eacute;todo UV/Vis 280 (I) para la cuantificaci&oacute;n, sumado al hecho que el biocatalizador
con menor cantidad de material adsorbido, QM, result&oacute; ser el de mayor actividad entre los
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ensayados. Esto llev&oacute; a pensar, equ&iacute;vocamente, que una cantidad excesiva de lipasa hab&iacute;a
sido inmovilizada en los soportes dando lugar a derivados de muy baja actividad (por
cuestiones difusionales).
4.4.1.3.1. Contenido de prote&iacute;na en los biocatalizadores preparados
Los resultados obtenidos para las 4 variantes del protocolo inicial se muestran en la
Tabla 4.6. Como puede apreciarse, solo se puedo estimar el contenido de prote&iacute;na en los
biocatalizadores obtenidos mediante la inmovilizaci&oacute;n llevada a cabo a temperatura
ambiente, ya que los correspondientes a la inmovilizaci&oacute;n en fr&iacute;o exhibieron absorbancias
mayores a la inicial, para todos los tiempos muestreados (en la Tabla 4.6. solo se
presentan los valores a tiempo inicial y final). Dado que este inconveniente no se present&oacute;
durante el primer ensayo realizado, resulta dif&iacute;cil atribuir lo sucedido a una posible causa
(la inspecci&oacute;n visual de los mismos indicaba mayor turbidez que la inicial); sin embargo fue
consistente con lo manifestado en otros trabajos, donde se expresa la baja
reproducibilidad del m&eacute;todo espectrofotom&eacute;trico a 280 nm (Foresti, 2005). En lo que
respecta al contenido de prote&iacute;na de los derivados enzim&aacute;ticos obtenidos a temperatura
ambiente, cuantificado a trav&eacute;s del m&eacute;todo UV/Vis 280 (III) desarrollado posteriormente,
puede notarse que al partir de una menor concentraci&oacute;n inicial de CLP se obtuvieron
catalizadores con menor cantidad de prote&iacute;na adsorbida. Por otro lado, el efecto de la
temperatura sobre la adsorci&oacute;n de prote&iacute;nas no pudo determinarse.
Con respecto a la eficiencia de la inmovilizaci&oacute;n, los valores obtenidos para QMA1 y
QMA3 fueron 0.18 y 2.65 % respectivamente, bastante menores a los correspondientes al
primer ensayo de inmovilizaci&oacute;n.
4.4.1.3.2. Actividad de los biocatalizadores preparados
La actividad de los biocatalizadores obtenidos con las variantes introducidas en el
primer protocolo de inmovilizaci&oacute;n se muestra en la Fig.4.4. Nuevamente, el cambio en la
composici&oacute;n de los glic&eacute;ridos originales realizado por las lipasas inmovilizadas fue muy
peque&ntilde;o. Para las condiciones de acid&oacute;lisis especificadas, usando un m&eacute;todo estad&iacute;stico
de ANOVA doble para analizar los 4 tratamientos efectuados con un error menor al 5%, se
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hall&oacute; que el % P+St no difiri&oacute; con las variaciones impuestas en la temperatura de
inmovilizaci&oacute;n y en la concentraci&oacute;n de CLP en el sobrenadante. Tampoco se detectaron
efectos de interacci&oacute;n entre estos dos par&aacute;metros. Respecto al efecto de la temperatura
de inmovilizaci&oacute;n, se infiere que la misma no altera la conformaci&oacute;n espacial de la enzima
ni su adsorci&oacute;n sobre el soporte. Por otro lado, la insignificancia lograda con la variaci&oacute;n
de la concentraci&oacute;n de enzima estuvo relacionada con que las cantidades empleadas
resultaron ser mucho menores que las convenientes, un aspecto que se dedujo con el
progreso de esta tesis.
El an&aacute;lisis de comparaci&oacute;n por pares de medias realizado con el test de Bonferroni
mostr&oacute; que los productos de reacci&oacute;n de QMA3 y QMF3 tuvieron diferencias significativas
respecto a la composici&oacute;n del aceite (P&lt;0.05). Aun as&iacute; las conversiones logradas no
resultaron satisfactorias.
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QMA3
QMF1
QMF3
Fig. 4.4. Actividad de los preparados enzim&aacute;ticos obtenidos mediante variaciones en el
primer protocolo de inmovilizaci&oacute;n, medida a trav&eacute;s de la Composici&oacute;n de &aacute;cidos
palm&iacute;tico y este&aacute;rico respecto al total de &aacute;cidos grasos en glic&eacute;ridos (% P+St) de los
productos de acid&oacute;lisis a 60 &deg;C, 8 h de reacci&oacute;n, 0.093 g de biocatalizador y dem&aacute;s
condiciones acorde a Secci&oacute;n 2.3.5. Soporte empleado: microesferas de quitosano
modificadas (QM). Para relacionar tratamiento con biocatalizador ver tabla 4.2. Para
comparaci&oacute;n se incluye la composici&oacute;n original del aceite de girasol (SO). Para
comparaci&oacute;n se incluye, en l&iacute;nea punteada, la composici&oacute;n original del aceite de girasol
(SO).
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4.4.2. Segundo protocolo de inmovilizaci&oacute;n ensayado: an&aacute;lisis de la adici&oacute;n inicial
de etanol/ final de acetona
Los resultados obtenidos con el primer protocolo de inmovilizaci&oacute;n y sus variantes
no fueron los pretendidos, con lo cual tuvo lugar una nueva b&uacute;squeda de antecedentes de
t&eacute;cnicas de inmovilizaci&oacute;n de Rhizomucor miehei, para obtenci&oacute;n de biocatalizadores que
deb&iacute;an ser empleados en reacciones m&aacute;s complejas que la hidr&oacute;lisis, como la acid&oacute;lisis. El
procedimiento m&aacute;s acorde al sistema en estudio en esta tesis result&oacute; ser el descripto por
Esteban et al. (2009), quienes inmovilizaron lipasas del mismo CLP sobre un soporte
hidrof&oacute;bico comercial (Accurel MP-1000) y las emplearon en la alcoh&oacute;lisis de aceite de
h&iacute;gado de bacalao y aceite de at&uacute;n. Adicionalmente, este protocolo involucraba el empleo
de una cantidad mayor de CLP en el medio de inmovilizaci&oacute;n, lo cual se correspond&iacute;a con
lo deducido a partir de los resultados de los ensayos de adsorci&oacute;n anteriores (Secci&oacute;n
4.4.1.).
En este protocolo el contacto inicial de los soportes con etanol est&aacute; asociado al
empleo de soportes de polipropileno, y el agregado final de acetona se realiza para
promover la precipitaci&oacute;n de las prote&iacute;nas de la soluci&oacute;n de inmovilizaci&oacute;n sobre los
s&oacute;lidos.
4.4.2.1. Contenido de prote&iacute;na en los biocatalizadores preparados
La Tabla 4.7 muestra los 4 tipos de biocatalizadores obtenidos debido a las
diferencias introducidas en el segundo protocolo de inmovilizaci&oacute;n, junto a las
absorbancias iniciales y finales de los sobrenadantes y el contenido de prote&iacute;na asociado,
cuantificado a trav&eacute;s de los m&eacute;todos UV/Vis a 280 nm (II) y UV/Vis a 280 nm (III) . En
forma complementaria, se emple&oacute; el met&oacute;do de diferencia de peso (∆ Peso) para
cuantificar el contenido de prote&iacute;na sobre los soportes.
La adici&oacute;n final de acetona al medio de inmovilizaci&oacute;n dio lugar a biocatalizadores
con mayor contenido de prote&iacute;na, cumpliendo el objetivo en primera instancia. Si bien la
absorbancia final de los medios a los que se agreg&oacute; acetona fue mayor que la inicial, esto
se debi&oacute; a la presencia de este nuevo componente. Para poder suprimir su efecto, se
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Tabla 4.4.
Inmovilizaci&oacute;n de lipasas de Rhizomucor miehei en diferentes soportes: m&eacute;todos para la cuantificaci&oacute;n de la lipasa adsorbida mediante la medici&oacute;n
de absorbancia en UV/ Vis a 280 nm.
Biocatalizador
Mediciones
ABS 280 nm ABS 280 nm
(t= 0 h)
(t= 7 h)
Prote&iacute;na/Soporte (mg/g)
UV/Vis 280 (I) UV/Vis 280 (II) UV/Vis 280 (III)
Eficiencia de Inmovilizaci&oacute;n (%)
Q
0.491
0.396
669.589
208.059
31.107
18.73
QM
0.491
0.448
356.087
110.651
16.544
9.79
ODSB
0.491
0.361
0.491
0.488
285.544
-
42.692
-
25.85
Blanco
918.972
-
-
Tabla 4.5.
Seguimiento de la inmovilizaci&oacute;n. Valores de absorbancia en UV/ Vis a 280 nm.
Tiempo (h)
Q
QM
ODSB
Blanco
0
0.491
0.491
0.491
0.491
2
0.385
0.427
0.242
0.474
4
0.371
0.426
0.361
0.481
6
0.393
0.447
0.361
0.473
7
0.396
0.448
0.361
0.488
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Tabla 4.6.
Inmovilizaci&oacute;n de lipasas de Rhizomucor miehei introduciendo variaciones sobre el primer protocolo ensayado: m&eacute;todos para la cuantificaci&oacute;n de la
lipasa adsorbida mediante la medici&oacute;n de absorbancia en UV/ Vis a 280 nm.
Protocolo
Mediciones
ABS 280 ABS 280
nm
nm
(t= 0 h) (t= 5 h)
Prote&iacute;na/Soporte (mg/g)
Biocatalizador
Temperatura
(&deg; C)
Enzima (ml CLP/g
Soporte)
QMA1
25
1
0.223a
0.199
0.683
0.101
0.18
QMA3
25
3
0.458b
0.451
29.436
4.397
2.65
QMF1
3
1
0.199a
0.230
-
-
-
QMF3
3
3
0.219c
0.284
-
-
-
UV/Vis 280 (II) UV/Vis 280 (III)
Eficiencia de
Inmovilizaci&oacute;n (%)
a
Valor de absorbancia correspondiente a la disoluci&oacute;n: 0.5 ml de sobrenadante + 2.5 ml de buffer fosfato.
Valor de absorbancia correspondiente a la disoluci&oacute;n: 0.4 ml de sobrenadante + 2.6 ml de buffer fosfato.
c
Valor de absorbancia correspondiente a la disoluci&oacute;n: 0.2 ml de sobrenadante + 2.8 ml de buffer fosfato.
b
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Tabla 4.7.
Inmovilizaci&oacute;n de lipasas de Rhizomucor miehei con el segundo protocolo: m&eacute;todos empleados para la cuantificaci&oacute;n de la lipasa adsorbida.
Protocolo
Mediciones
Prote&iacute;na/Soporte (mg/g)
Biocatalizador
Etanol
(ml)
Acetona
(ml)
ABS 280
nm
(t= 0 h)
QMB
0
0
0.217 a
0.197
285.841
42.762
150.418
-
Eficiencia
de
Inmovilizaci&oacute;n (%)
9.22
5
0.217
a
0.347
861.408
128.808
133.316
-
27.80
0.206
b
0.200
89.334
13.369
127.268
-
2.92
0.206
b
0.349
711.014
106.312
126.582
-
22.79
57.96
11.78
QMBA
QME
QMEA
Blanco
acetona
QM1-1
a
b
0
5
5
0
5
ABS 280
nm
(t= 24 h)
UV/Vis 280
(II)
UV/Vis 280
(III)
∆ Peso
Proti II
0.19
0
0
Valor de absorbancia correspondiente a la disoluci&oacute;n: 0.02 ml de sobrenadante + 3 ml de buffer fosfato.
Valor de absorbancia correspondiente a la disoluci&oacute;n: 0.02 ml de sobrenadante conteniendo etanol + 3 ml de buffer fosfato.
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prepar&oacute; una soluci&oacute;n de acetona en buffer de igual concentraci&oacute;n a la alcanzada en los
sobrenadantes, y tras realizar la diluci&oacute;n correspondiente se midi&oacute; la absorbancia de la
misma (Abs = 0.19). Descontando este valor, se realizaron los c&aacute;lculos pertinentes a la
cuantificaci&oacute;n de prote&iacute;na, lo que permiti&oacute; llegar a la conclusi&oacute;n antes mencionada.
Respecto al efecto del etanol, contrarrestando QMB con QME y QMBA con QMEA,
puede notarse que su agregado condujo a derivados enzim&aacute;ticos con menor cantidad de
prote&iacute;na que sus pares correspondientes. Ambas conclusiones se alcanzaron analizando
los resultados de los m&eacute;todos UV/Vis 280 (II) y UV/Vis 280 (III), siendo este &uacute;ltimo el m&aacute;s
confiable. Estas mismas deducciones no pudieron lograrse empleando el m&eacute;todo de ∆
Peso, ya que para &eacute;ste el biocatalizador con mayor carga de prote&iacute;na fue QMB, teniendo
los restantes derivados cantidades similares. Cabe recordar que este m&eacute;todo cuantifica
todo material adicional al soporte tras la inmovilizaci&oacute;n, que podr&iacute;an ser componentes
adicionales del CLP como as&iacute; tambi&eacute;n agua retenida que no haya sido posible eliminar
durante el secado. Dadas las disparidades encontradas, resulta m&aacute;s factible extraer
conclusiones de la actividad manifestada por los mismos en la reacci&oacute;n de inter&eacute;s. No
obstante, en un ensayo de inmovilizaci&oacute;n independiente al analizado, microesferas de
quitosano modificadas (QM1-1 en la Tabla 4.7) fueron usadas para adsorci&oacute;n de las lipasas
de Rhizomucor miehei siguiendo el mismo protocolo empleado con QMB. En esta
oportunidad, dado que ya se dispon&iacute;a del kit Proti II (Wiener lab., Argentina), la
cuantificaci&oacute;n de prote&iacute;nas adsorbidas sobre este soporte result&oacute; ser de 57.96 mg de
prote&iacute;na/ g de soporte, un valor muy similar al obtenido para QMB usando el m&eacute;todo de
UV/Vis 280 (III), 42.76 mg de prote&iacute;na/ g de soporte. Este hecho permitir&iacute;a concluir que el
m&eacute;todo de UV/Vis 280 (III) es el m&aacute;s confiable de los 3 empleados y que por ende, las
conclusiones extra&iacute;das tras su aplicaci&oacute;n ser&iacute;an las m&aacute;s adecuadas.
Por otra parte la eficiencia de inmovilizaci&oacute;n para los biocatalizadores preparados
con esta t&eacute;cnica vari&oacute; entre 2.92 y 27.80 %. Si bien estos valores fueron similares a los
obtenidos con el primer protocolo, teniendo en consideraci&oacute;n que las concentraciones
iniciales de prote&iacute;na no fueron las mismas, los resultados no son comparables.
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4.4.2.2. Actividad de los biocatalizadores preparados
La composici&oacute;n en &aacute;cidos grasos saturados palm&iacute;tico y este&aacute;rico (% P+St) de los
productos de acid&oacute;lisis, logrados con cada uno de los biocatalizadores tras 24 h de reacci&oacute;n,
se muestran en la Fig. 4.5. Todos los l&iacute;pidos estructurados obtenidos mostraron diferencias
altamente significativas respecto al aceite de girasol (P&lt;0.0001). En lo que a los tratamientos
se refiere, mediante un ANOVA doble se evidenci&oacute; que el contacto del soporte con etanol
produjo diferencias significativas en la actividad de los biocatalizadores (P=0.0012)
presentando un efecto negativo sobre la misma; sin embargo, el efecto de a&ntilde;adir acetona al
final del protocolo y la interacci&oacute;n entre ambas variables, no resultaron significativos
(P=0.1481 y P= 0.661, respectivamente). Para la acid&oacute;lisis en las condiciones ensayadas, los
biocatalizadores m&aacute;s activos resultaron ser QMB y QMBA, quienes lograron una
composici&oacute;n promedio de 23.5 y 22.4 % de &aacute;cidos palm&iacute;tico y este&aacute;rico, respectivamente,
en los glic&eacute;ridos del producto de reacci&oacute;n, lo que se corresponde a una incorporaci&oacute;n de
146.4 y 134.2 % en relaci&oacute;n al aceite, respectivamente.
La adici&oacute;n de acetona no influenci&oacute; en la actividad de los biocatalizadores pero,
como pudo observarse en la secci&oacute;n 4.4.2.1, condujo a derivados con mayor contenido de
prote&iacute;na. Este resultado se podr&iacute;a interpretar teniendo presente que el CLP posee en su
composici&oacute;n otras prote&iacute;nas adem&aacute;s de las de Rhizomucor miehei. De este modo, el
agregado de acetona podr&iacute;a haber causado que se adhieran sobre la superficie del soporte
otras prote&iacute;nas que no poseen actividad catal&iacute;tica en la reacci&oacute;n de inter&eacute;s. Este hecho
implicar&iacute;a que el proceso de adsorci&oacute;n que involucr&oacute; a las prote&iacute;nas activas se dio durante
el tiempo que dur&oacute; el protocolo, mientras que las inactivas fueron retenidas por un
mecanismo diferente, debido al agregado final de acetona. As&iacute; tambi&eacute;n, puede inferirse
que la existencia de estas prote&iacute;nas adicionales no impidi&oacute; el acceso de los sustratos al
sitio activo de las lipasas. No obstante, esta posibilidad podr&iacute;a llegar a darse en el caso que
se emplearan contenidos mayores de CLP en el medio de inmovilizaci&oacute;n. Otro aspecto
relacionado que se podr&iacute;a derivar de estos resultados es que las microesferas de
quitosano modificadas empleadas como soporte en la adsorci&oacute;n tradicional (sin agregar
acetona) fueron capaces de retener en su superficie solo las prote&iacute;nas de Rhizomucor
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miehei, lo cual indicar&iacute;a que dichas microesferas podr&iacute;an ser empleadas en procesos de
purificaci&oacute;n de extractos crudos de lipasas. Aplicaciones de este tipo han sido dadas a
soportes hidrof&oacute;bicos, tales como Octyl-agarose (Palomo et al., 2002; Nieto et al., 2005).
El contacto previo de los soportes con etanol y la permanencia de esta sustancia en
el medio de inmovilizaci&oacute;n no condujeron en este caso a la obtenci&oacute;n de biocatalizadores
m&aacute;s activos. Esto remarca la particularidad de los sistemas “enzima - soporte -proceso de
inmovilizaci&oacute;n”. Dado que el desempe&ntilde;o de un derivado enzim&aacute;tico es altamente
dependiente del medio de inmovilizaci&oacute;n, no sorprende que la actividad catal&iacute;tica tambi&eacute;n
dependa de la existencia de una sustancia aditiva, la cual puede afectar la interacci&oacute;n de la
enzima con el soporte y generar cambios en la conformaci&oacute;n de la misma (Cao, 2006).
Por otra parte, si bien es cierto que se incorpor&oacute; 1.5 veces m&aacute;s cantidad de
biocatalizador al medio de reacci&oacute;n que en el primer ensayo y que el tiempo de reacci&oacute;n se
prolong&oacute; hasta las 24 h, seguramente las condiciones asociadas al segundo protocolo de
inmovilizaci&oacute;n (mayor concentraci&oacute;n de CLP, menor pH y fuerza i&oacute;nica), condujeron a que la
lipasa tomara una conformaci&oacute;n m&aacute;s activa.
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Figura 4.5. Actividad de los preparados enzim&aacute;ticos obtenidos mediante el segundo
protocolo de inmovilizaci&oacute;n, medida a trav&eacute;s de la Composici&oacute;n de &aacute;cidos palm&iacute;tico y
este&aacute;rico respecto al total de &aacute;cidos grasos en glic&eacute;ridos (% P+St) de los productos de
acid&oacute;lisis a 60 &deg;C, 24 h de reacci&oacute;n, 0.250 g de biocatalizador y dem&aacute;s condiciones acorde a
Secci&oacute;n 2.3.5.. Soporte empleado: microesferas de quitosano modificadas (QM). Para
relacionar tratamiento con biocatalizador ver tabla 4.3. Para comparaci&oacute;n se incluye, en
l&iacute;nea punteada, la composici&oacute;n original del aceite de girasol (SO).
Finalmente, en base a los resultados de las variantes impuestas sobre el segundo
protocolo de inmovilizaci&oacute;n ensayado y de la actividad de los biocatalizadores obtenidos
con ellas, se seleccion&oacute; como protocolo a seguir para las siguientes inmovilizaciones a
efectuar aquel que dio lugar al derivado QMB, es decir, sin el agregado de etanol ni de
acetona.
Resulta necesario mencionar que para medir cuan efectivo ha sido el proceso de
inmovilizaci&oacute;n, es necesario comparar la actividad del biocatalizador obtenido con la de la
lipasa en su estado libre, incorporando misma cantidad de prote&iacute;na en uno u otro estado,
al medio de reacci&oacute;n. Esta labor se desarroll&oacute; posteriormente tras la preparaci&oacute;n del
soporte &oacute;ptimo, la cual se detalla en el Cap&iacute;tulo 5.
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4.4.3. Importancia de la adecuada determinaci&oacute;n del contenido de prote&iacute;na en los
medios de inmovilizaci&oacute;n/soportes
Habr&aacute; notado el lector, seg&uacute;n lo manifestado en las secciones anteriores, lo
primordial de disponer de una t&eacute;cnica precisa y reproducible para la cuantificaci&oacute;n de
prote&iacute;nas en los medios de inmovilizaci&oacute;n y, en consecuencia en los soportes para
adsorci&oacute;n. No solo esto resulta imperioso porque puede llevar a deducciones incorrectas
de los resultados, sino porque tambi&eacute;n se podr&iacute;an estar realizando comparaciones no
v&aacute;lidas, por ejemplo si se decidiera incorporar en los medios de reacci&oacute;n mismas
cantidades de prote&iacute;na, en vez de biocatalizador (soporte+prote&iacute;nas), para evaluar el
desempe&ntilde;o de los mismos.
Como ya se mencion&oacute;, no se dispone de un m&eacute;todo para cuantificaci&oacute;n de
prote&iacute;nas que permita obtener resultados absolutamente precisos y que sea sencillo y
r&aacute;pido de realizar; cada uno tiene ventajas y limitaciones. Dado que el empleo del m&eacute;todo
espectrofotom&eacute;trico UV/Vis a 280 nm mostr&oacute; problemas de reproducibilidad, el kit
comercial Proti 2 fue el empleado durante las inmovilizaciones realizadas a partir de aqu&iacute;
en el transcurso de esta tesis, ya que dio lugar a soluciones m&aacute;s estables que permitieron
una cuantificaci&oacute;n adecuada y resultados repetitivos.
El procedimiento m&aacute;s ampliamente reportado en los trabajos de inmovilizaci&oacute;n,
que consiste en medir la actividad del sobrenadante en la reacci&oacute;n de inter&eacute;s en diversas
instancias del protocolo, no fue compatible con la reacci&oacute;n de acid&oacute;lisis ni con el modo de
cuantificar la actividad a trav&eacute;s de la composici&oacute;n en &aacute;cidos grasos palm&iacute;tico y este&aacute;rico
(% P+St) de los productos de reacci&oacute;n. Cuando se introdujo al sistema de reacci&oacute;n un
volumen dado de soluci&oacute;n de inmovilizaci&oacute;n inicial, donde la cantidad de CLP era
conocida, el % P+St result&oacute; mucho menor al obtenido cuando la reacci&oacute;n se realiz&oacute;
empleando esa misma cantidad pero directamente de CLP como catalizador. Esto se debi&oacute;
a que al incorporar la soluci&oacute;n de inmovilizaci&oacute;n al medio de reacci&oacute;n se introduce una
cantidad importante de agua que hace que el paso preponderante de reacci&oacute;n sea el de
hidr&oacute;lisis.
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Algo que tambi&eacute;n demuestra lo complejo que resulta la determinaci&oacute;n de la
prote&iacute;na contenida en los biocatalizadores preparados es el hecho de que en trabajos
donde se inmovilizan lipasas para ser usadas en reacciones complejas como la acid&oacute;lisis,
los mismos son directamente empleados en la reacci&oacute;n de inter&eacute;s sin realizar ning&uacute;n tipo
de an&aacute;lisis para cuantificaci&oacute;n de prote&iacute;nas adsorbidas; aun cuando llevan a cabo estudios
en los que se emplean distintas relaciones de CLP/ soporte durante la inmovilizaci&oacute;n para
lograr biocatalizadores con diferentes caracter&iacute;sticas (Hita et al., 2009) .
4.4.4. Desorci&oacute;n de las lipasas
Los espectros de absorbancia correspondientes a las soluciones de lavado del
biocatalizador se muestran en la Fig. 4.6. Como puede apreciarse, las soluciones de los
primeros lavados muestran una zona de amplia absorci&oacute;n para las longitudes de onda
comprendidas entre 235 y 265 nm, lo que corresponder&iacute;a a la lipasa y a alg&uacute;n otro
componente antes presente en el biocatalizador. A partir del quinto lavado (se realizaron
9 lavados en total) todos los espectros obtenidos resultaron pr&aacute;cticamente iguales. Esto
indicar&iacute;a que 5 lavados con la soluci&oacute;n de Trit&oacute;n X-100 en buffer fosfato alcanzar&iacute;an para
desorber la lipasa del soporte, o al menos para llegar a la condici&oacute;n de m&aacute;xima desorci&oacute;n
ya que la evidencia de soluciones de lavado inalterables no significa directamente que
toda la lipasa se haya desorbido. Cabe mencionar que si bien se esperar&iacute;a que la mayor
absorci&oacute;n de la lipasa en UV/Vis se diera para la longitud de onda de 280 nm, en
consistencia con lo expuesto anteriormente para el seguimiento de la inmovilizaci&oacute;n, la
existencia de un compuesto surfactante como el Trit&oacute;n y la turbidez generada en el medio
debido a la desnaturalizaci&oacute;n de las prote&iacute;nas probablemente hayan ocasionado un
corrimiento en este valor.
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Fig. 4.6. Espectros de absorbancia de UV/Vis de las soluciones de Trit&oacute;n X-100 luego de
haber sido empleadas en el lavado del biocatalizador (Li= lavado n&uacute;mero i).
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Fig. 4.7. Desorci&oacute;n de las lipasas: curva de disminuci&oacute;n del valor m&aacute;ximo de absorbancia
(250 nm aproximadamente) en funci&oacute;n del n&uacute;mero de lavado.
Adicionalmente, es posible construir la curva de desorci&oacute;n de las lipasas (Fig. 4.7),
graficando la m&aacute;xima absorbancia obtenida en cada lavado, a fin de obtener una idea m&aacute;s
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clara de como se fue dando el proceso. Como se observa en dicha figura, el m&aacute;ximo
desprendimiento del material adsorbido ocurre entre hasta el cuarto lavado.
En lo que se refiere a los espectros obtenidos por
13
C NMR, como lo indica la Fig.
4.8, las microesferas lavadas mostraron los mismos picos caracter&iacute;sticos de aquellas sobre
las que no se hab&iacute;an inmovilizado lipasas. As&iacute; tambi&eacute;n, no se registr&oacute; ning&uacute;n pico adicional
que correspondiera a la estructura qu&iacute;mica de la lipasa, lo que corrobor&oacute; la completa
desorci&oacute;n de las mismas. Vale mencionar que en el Cap&iacute;tulo 5 se realiza un an&aacute;lisis
detallado de la informaci&oacute;n brindada por esta t&eacute;cnica.
De este modo queda demostrado que el segundo protocolo de inmovilizaci&oacute;n da
origen a un biocatalizador en el cual el soporte puede ser regenerado para ser usado
posiblemente en la adsorci&oacute;n de lipasas nuevas. Quedar&iacute;a como un trabajo a futuro
corroborar si se mantiene la capacidad de carga de los mismos, lo cual se esperar&iacute;a
teniendo en cuenta que la estructura qu&iacute;mica del material no pareciera haberse alterada
por el proceso empleado para la desorci&oacute;n de las prote&iacute;nas.
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Figura 4.8. Espectros de 13C NMR correspondientes al soporte
original (QMB, en l&iacute;nea negra) y al soporte recuperado tras el
tratamiento de desorci&oacute;n de la lipasa (QMB desorci&oacute;n, en l&iacute;nea
roja).
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4.5. Conclusiones
El desarrollo de un nuevo biocatalizador no es tarea f&aacute;cil, pues conlleva lidiar con la
complejidad propia de los sistemas biol&oacute;gicos. Un aspecto fundamental es la elecci&oacute;n de la
t&eacute;cnica a emplear para la uni&oacute;n de la enzima al soporte s&oacute;lido. En este cap&iacute;tulo se
expusieron las labores experimentales m&aacute;s relevantes que llevaron a la obtenci&oacute;n de una
t&eacute;cnica adecuada para la retenci&oacute;n de las lipasas de Rhizomucor miehei empleando como
soporte microesferas de quitosano modificadas. Esto se hizo mediante el ensayo de dos
protocolos de inmovilizaci&oacute;n distintos y el an&aacute;lisis conjunto del efecto de algunas variables
propias de la t&eacute;cnica: temperatura, concentraci&oacute;n de preparado enzim&aacute;tico, y efecto de
a&ntilde;adir etanol o acetona, seg&uacute;n fuese el caso. En virtud de todos los resultados
presentados en este cap&iacute;tulo, se seleccion&oacute; como m&eacute;todo de inmovilizaci&oacute;n al segundo
protocolo, sin enjuague previo del soporte con etanol ni finalizaci&oacute;n de la inmovilizaci&oacute;n
con adici&oacute;n de acetona. Tambi&eacute;n, se estimaron los contenidos de prote&iacute;na presentes en
los biocatalizadores obtenidos principalmente mediante t&eacute;cnicas colorim&eacute;tricas.
Por &uacute;ltimo, se demostr&oacute; que es factible recuperar los soportes realizando lavados
de los biocatalizadores con Trit&oacute;n X-100.
Sin embargo, para dar por concluida las tareas abocadas a la realizaci&oacute;n del
biocatalizador, resulta necesario analizar en detalle otro aspecto igual de fundamental: el
soporte. El cap&iacute;tulo siguiente se centrar&aacute; en esta cuesti&oacute;n, m&aacute;s espec&iacute;ficamente en qu&eacute;
grado de hidrofobicidad debe tener el mismo para dar lugar a una conformaci&oacute;n de la
lipasa que permita la hiperactividad. Es por esta raz&oacute;n, que la comparaci&oacute;n de la actividad
del derivado enzim&aacute;tico con respecto a la de la lipasa libre y el estudio de la estabilidad
operacional, no se realizaron en conjunto con la elecci&oacute;n del protocolo de inmovilizaci&oacute;n,
sino que se llevaron a cabo al momento de disponer del biocatalizador debidamente
preparado (lo cual se presenta en los pr&oacute;ximos cap&iacute;tulos).
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5.1. Introducci&oacute;n
Las propiedades de las enzimas inmovilizadas son gobernadas por las caracter&iacute;sticas
tanto de la enzima como del material de soporte. La interacci&oacute;n entre los dos da lugar a un
biocatalizador con propiedades f&iacute;sico-qu&iacute;micas y cin&eacute;ticas espec&iacute;ficas que pueden ser
decisivas para su aplicaci&oacute;n pr&aacute;ctica. Por lo tanto, un soporte elegido en forma adecuada
puede mejorar significativamente el rendimiento del derivado enzim&aacute;tico. Aunque es sabido
que no hay un soporte universal para todas las enzimas y sus aplicaciones, cualquier
material considerado para tal uso debe cumplir con algunas caracter&iacute;sticas deseables,
especialmente si piensa emplearse en un lecho empacado. Estas incluyen: alta afinidad por
las prote&iacute;nas, disponibilidad de grupos funcionales reactivos para reacciones directas con las
enzimas y para modificaciones qu&iacute;micas, estabilidad mec&aacute;nica y rigidez, regenerabilidad y
facilidad de preparaci&oacute;n en diferentes configuraciones geom&eacute;tricas, permitiendo lograr la
permeabilidad y superficie adecuadas para la biotransformaci&oacute;n elegida. Adicionalmente,
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para uso con alimentos, aplicaciones farmac&eacute;uticas, m&eacute;dicas y agr&iacute;colas, se requiere no
toxicidad y biocompatibilidad de los materiales. (Krajewska, 2004).
De los materiales disponibles para inmovilizar enzimas, org&aacute;nicos o inorg&aacute;nicos,
naturales o sint&eacute;ticos, el quitosano resulta sumamente apropiado debido a que ofrece la
mayor&iacute;a de las caracter&iacute;sticas anteriores. M&aacute;s a&uacute;n, actualmente este biopol&iacute;mero junto con
la quitina, tienen un gran n&uacute;mero de aplicaciones reales y potenciales debido a su
versatilidad qu&iacute;mica, abundancia natural y compatibilidad con el medio ambiente.
Sin embargo, para que este material pueda ser empleado como soporte de las
lipasas de Rhizomucor miehei resulta necesario modificar su forma f&iacute;sica, de polvo o
escamas, a una m&aacute;s adecuada para ser empleada principalmente en reactores continuos.
Simult&aacute;neamente, como se mencion&oacute; anteriormente (Cap&iacute;tulo 4), estas enzimas poseen la
capacidad de adsorberse en una conformaci&oacute;n abierta, que promueve la hiperactividad,
sobre soportes hidrof&oacute;bicos, con lo que se vuelve imperioso modificar la naturaleza
hidrof&iacute;lica del quitosano. Una forma de realizarlo es injertando cadenas alqu&iacute;licas largas
mediante una reacci&oacute;n de aminaci&oacute;n reductiva. De este modo, la tarea inicial desarrollada
en este cap&iacute;tulo estuvo dirigida a la preparaci&oacute;n de microesferas de quitosano modificadas
con la finalidad de conferirles un car&aacute;cter m&aacute;s hidrof&oacute;bico. Simult&aacute;neamente, se llev&oacute; a
cabo un estudio de la influencia de las condiciones de reacci&oacute;n en la obtenci&oacute;n de part&iacute;culas
con diferente grado de modificaci&oacute;n y como esto condicion&oacute; la adsorci&oacute;n y la actividad de
las lipasas de Rhizomucor miehei inmovilizadas.
Por otra parte, dado que no existen antecedentes de aminaci&oacute;n reductiva efectuada
sobre microesferas, el desarrollo de estos soportes novedosos necesit&oacute; de la corroboraci&oacute;n
de la modificaci&oacute;n impuesta. Para ello, se emplearon diferentes t&eacute;cnicas de caracterizaci&oacute;n
f&iacute;sica y qu&iacute;mica de materiales.
De este modo, el trabajo experimental que se detalla en este cap&iacute;tulo tuvo como
finalidad la obtenci&oacute;n de un biocatalizador mec&aacute;nicamente resistente y de alta actividad
catal&iacute;tica en reacciones de acid&oacute;lisis, enfoc&aacute;ndose en la preparaci&oacute;n del soporte. Cabe
mencionar que las reacciones en las que se probaron los derivados enzim&aacute;ticos fueron
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desarrolladas en modo batch, por ser m&aacute;s simples de llevar a cabo, pero las caracter&iacute;sticas
deseadas para el biocatalizador siempre se establecieron teniendo en cuenta su uso a futuro
en sistemas continuos.
5.2. Quitosano
El quitosano en s&iacute; es un pol&iacute;mero de β-(1-4)-2-desoxi-2-amino-D-glucopiranosa (Dglucosamina), derivado de la desacetilaci&oacute;n parcial de la quitina. La quitina por su parte, es
un pol&iacute;mero natural de cadena lineal formado por poli β-(1-4)-2-acetamida-2-desoxi-D
glucopiranosa (N-acetil-D-glucosamina) que representa una de las fuentes renovables
org&aacute;nicas mas abundantes del planeta. Es el principal constituyente de los caparazones de
los crust&aacute;ceos, los exoesqueletos de los insectos y las paredes celulares de hongos en los
que proporciona fuerza y estabilidad.
El quitosano se obtiene por N-desacetilaci&oacute;n, pudiendo variar con el proceso el grado
de modificaci&oacute;n; es por consiguiente un copol&iacute;mero de N-acetil-D-glucosamina y Dglucosamina (Fig. 5.1), y para caracterizarlo se emplea el grado de desacetilaci&oacute;n (DD). Es un
material insoluble en agua, pero la presencia de grupos amino hacen que sea soluble en
soluciones &aacute;cidas de pH menor a 6.5 aproximadamente. Comercialmente, ambos pol&iacute;meros
se obtienen relativamente a bajo costo a partir, principalmente, de los residuos del
procesamiento industrial de los mariscos. B&aacute;sicamente, la quitina se obtiene por
tratamiento con NaOH y luego con HCl, para remover los dem&aacute;s componentes del
exoesqueleto. Para producir el quitosano, la quitina se somete a N-desacetilaci&oacute;n mediante
un tratamiento a alta temperatura con una soluci&oacute;n de NaOH, seguido por procedimientos
de purificaci&oacute;n (Ramos et al. 2003), lo que permite obtener un material con distintas
propiedades qu&iacute;micas y biol&oacute;gicas.
Por otro lado, es posible obtener compuestos derivados del quitosano, gracias a que
posee en su estructura molecular grupos reactivos amino e hidroxilo susceptibles de
modificaciones qu&iacute;micas. Varias clases de modificaciones han sido estudiadas con el objetivo
de mejorar sus propiedades: la alquilaci&oacute;n, la acilaci&oacute;n, la carboxialquilaci&oacute;n y la
cuaternizaci&oacute;n entre otras (Krajewska, 2004). Adicionalmente, al disolverse en soluci&oacute;n
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acuosa acidificada los grupos amino adquieren carga positiva, lo que le otorga como
propiedad singular la capacidad de formar geles en presencia de compuestos poliani&oacute;nicos.
(B)
(A)
(C)
Figura 5.1. Estructura Qu&iacute;mica de (A) mon&oacute;mero del quitosano y (B)
mon&oacute;mero de la quitina. (C) Estructura del quitosano parcialmente
desacetilado.
El quitosano ha sido empleado para inmovilizaci&oacute;n de enzimas en forma de polvo, de
escamas o en diferentes conformaciones a partir de la preparaci&oacute;n de geles. Estos geles han
dado lugar a films, lechos, membranas, part&iacute;culas, fibras, y fibras huecas entre otras
(Krajewska, 2004; Tangpasuthadol et al., 2003; Bir&oacute; et al., 2008, Foresti y Ferreira, 2007,
Pillai et al. 2009). Los m&eacute;todos empleados para la preparaci&oacute;n de los mismos se pueden
dividir en cuatro grupos: evaporaci&oacute;n del disolvente, neutralizaci&oacute;n, reticulaci&oacute;n
y gelificaci&oacute;n de ionotr&oacute;picos (Krajewska, 2004).
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De estos m&eacute;todos, el m&aacute;s empleado para producir part&iacute;culas esf&eacute;ricas de diferentes
tama&ntilde;os es la neutralizaci&oacute;n. En este, un gel obtenido a partir de una soluci&oacute;n ac&iacute;dica de
quitosano es puesto en contacto con una soluci&oacute;n alcalina y el incremento en el pH conduce
a la precipitaci&oacute;n del material. Las part&iacute;culas, o lechos de part&iacute;culas, son obtenidos al a&ntilde;adir
el gel de quitosano gota a gota a una soluci&oacute;n de NaOH frecuentemente preparada con
mezclas de agua - etanol/metanol donde el alcohol, al ser un compuesto no solvente para el
quitosano, facilita la solidificaci&oacute;n de las part&iacute;culas.
5.3. Caracterizaci&oacute;n del Quitosano
Como ya se mencion&oacute;, el quitosano es un pol&iacute;mero cuyas caracter&iacute;sticas dependen
del proceso empleado para obtenerlo; por lo cual su caracterizaci&oacute;n inicial es fundamental
para poder relacionar el desempe&ntilde;o del material utilizado en esta tesis con los resultados
reportados por otros autores.
5.3.1. Peso molecular viscosim&eacute;trico medio
Dado que el quitosano es un pol&iacute;mero compuesto por cadenas de distinta longitud,
su caracterizaci&oacute;n incluy&oacute; la determinaci&oacute;n del peso molecular viscosim&eacute;trico medio (M).
Este se calcul&oacute; mediante la ecuaci&oacute;n de Mark-Houwink (Ec. 5.1), la cual relaciona la
viscosidad intr&iacute;nseca (η) con M, a trav&eacute;s de dos par&aacute;metros, K y α (Ortona et al., 2008).
η = KM α
(5.1)
Las mediciones de viscosidad se llevaron a cabo empleando un viscos&iacute;metro capilar
Ubbelohde K292-1 (Cannon Instrument Co.), el cual se sumergi&oacute; en un ba&ntilde;o de agua para
mantener la temperatura constante en 25 &deg;C. Las soluciones de quitosano empleadas en la
determinaci&oacute;n se prepararon usando soluci&oacute;n buffer 0.25 M &aacute;cido ac&eacute;tico/0.25 M acetato
de sodio como solvente y las concentraciones de las mismas fueron menores que 1 % (m/v).
Las mediciones consistieron en registrar repetidas veces los tiempos asociados a las
soluciones y al solvente siguiendo las especificaciones fijadas por la norma ASTM D 2857-95
(2001). Los par&aacute;metros de la ecuaci&oacute;n de Mark-Houwink fueron obtenidos de Kasaai et al.
(2000) para las condiciones empleadas, siendo K = 1.57x10-2 y α= 0.79 para expresar η en
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cm3/g y M en Da. Estos par&aacute;metros solo son v&aacute;lidos para pesos moleculares promedios
comprendidos entre 35 y 2220 kDa.
5.3.2. Viscosidad Brookfield
La viscosidad de una soluci&oacute;n &aacute;cida de quitosano de una dada concentraci&oacute;n, por lo
general de 1% (m/v) en 1% de &aacute;cido ac&eacute;tico, determinada en el viscos&iacute;metro Brookfield, es
una medida muy usada para caracterizar al pol&iacute;mero, principalmente a nivel comercial. Por
ello, se realizaron mediciones de velocidades de deformaci&oacute;n para dados esfuerzos de corte
sobre una soluci&oacute;n con la concentraci&oacute;n antes mencionada, empleando un viscos&iacute;metro
BROOKFIELD DV-II+ (Brookfield Engineering Laboratories Inc, USA) acoplado a UL ADAPTER,
correspondiente a una geometr&iacute;a de cilindros conc&eacute;ntricos.
5.4. Preparaci&oacute;n de microesferas de quitosano
5.4.1. Tama&ntilde;o de part&iacute;cula
El tama&ntilde;o de part&iacute;cula del soporte empleado en la posterior inmovilizaci&oacute;n de
lipasas por lo general es determinado por el tipo de reactor a utilizar. En el caso de los
reactores de lecho empacado, los soportes suelen ser mayores al resto para reducir la ca&iacute;da
de presi&oacute;n (B&oacute;dalo et al., 1986). Por ello, teniendo presente que una meta a futuro era
emplear el biocatalizador preparado en este tipo de reactores, se seleccion&oacute; una aguja
hipod&eacute;rmica de di&aacute;metro tal que permitiera tener part&iacute;culas de aproximadamente 1 mm de
di&aacute;metro, para la preparaci&oacute;n de microesferas mediante el m&eacute;todo de neutralizaci&oacute;n.
5.4.2. Porosidad de las part&iacute;culas
Otra caracter&iacute;stica a tener en cuenta en la preparaci&oacute;n o elecci&oacute;n de un soporte es la
porosidad del mismo. Materiales que contengan poros de mayor tama&ntilde;o que las enzimas
pueden ser propicios para que las mismas queden inmovilizadas en su interior, lo que se
traduce en una disminuci&oacute;n de la actividad neta debido a que los sustratos deben ingresar
por los poros para poder reaccionar. Por el contrario, materiales con poros peque&ntilde;os
favorecen a la adsorci&oacute;n de las enzimas sobre la superficie, evitando dichas restricciones
difusionales. Materiales como Accurel EP 100, con di&aacute;metro de poro de 0.14 &micro;m y &aacute;reas
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superficiales elevadas (85 m2/g) han demostrado poseer buena relaci&oacute;n actividad/
capacidad de carga de lipasa (Al-Duri et al., 1995). Si bien el quitosano en escamas posee
baja &aacute;rea superficial BET para adsorci&oacute;n de lipasas, esta propiedad puede mejorarse si se
emplea el material pero en forma de microesferas. Guibal et al. (1998) reportaron que
mientras quitosano en forma de escamas de 2 mm de di&aacute;metro mostr&oacute; un &aacute;rea BET de 1-2
m2/g, quitosano en forma de microesferas de gel de 2.5 mm de di&aacute;metro exhibi&oacute; un &aacute;rea
BET de 250-800 m2/g. Con mayores &aacute;reas superficiales y di&aacute;metros de poro peque&ntilde;os se
asegurar&iacute;a una superficie adecuada para la adsorci&oacute;n de las lipasas.
5.4.3. Resistencia mec&aacute;nica de las part&iacute;culas
Otro requerimiento para el soporte tiene que ver con la dureza de los mismos. Es
deseable que los soportes no sufran rotura ni p&eacute;rdida del material durante su uso, ya sea
debido a la agitaci&oacute;n propia de los sistemas discontinuos o por las altas presiones que se
pudieran generar en los reactores de lecho empacado. Para dar lugar a microesferas de
quitosano que sean resistentes mec&aacute;nicamente, es necesario controlar la concentraci&oacute;n del
gel empleado para la formaci&oacute;n de part&iacute;culas. Carrara y Rubiolo (1994) demostraron que
soluciones de quitosano en &aacute;cido ac&eacute;tico mayores a 3 % (m/v) dan lugar a part&iacute;culas con
mayor resistencia y forma regular.
Experimental: Para la formaci&oacute;n de las microesferas de quitosano se prepar&oacute; un gel
disolviendo quitosano en polvo en una soluci&oacute;n acuosa de &aacute;cido ac&eacute;tico al 2%, hasta
alcanzar una concentraci&oacute;n de 3% (m/v). Luego, empleando agujas hipod&eacute;rmicas de 1.5 mm
de di&aacute;metro, el gel fue arrojado gota a gota a una soluci&oacute;n 3:1 (v/v) de hidr&oacute;xido de sodio
(1N) y metanol. Este medio neutralizante permiti&oacute; que las part&iacute;culas permanezcan como tal.
Las microesferas obtenidas fueron filtradas y posteriormente lavadas con agua destilada.
Esta t&eacute;cnica se detalla en la Secci&oacute;n 2.3.1.
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5.5. Modificaci&oacute;n qu&iacute;mica de microesferas de quitosano: aminaci&oacute;n
reductiva
En las &uacute;ltimas d&eacute;cadas se han llevado a cabo numerosos estudios de modificaci&oacute;n
qu&iacute;mica de quitosano, con el fin de generar derivados con diferentes propiedades f&iacute;sicoqu&iacute;micas. Estos han encontrado aplicaciones tecnol&oacute;gicas variadas principalmente en el
&aacute;rea farmac&eacute;utica, biol&oacute;gica y a menor nivel cosm&eacute;tica. Las m&aacute;s comunes tienen que ver
con la liberaci&oacute;n progresiva de f&aacute;rmacos, vectores para transfecci&oacute;n de genes, la obtenci&oacute;n
de pol&iacute;meros biol&oacute;gicamente activos, soportes para inmovilizaci&oacute;n de enzimas, y
cromatograf&iacute;a hidrof&oacute;bica, entre otras (Desbri&egrave;res et al., 1996; Rinaudo et al., 2005;
Rinaudo, 2006; Xue et al., 2006).
Entre las t&eacute;cnicas desarrolladas, la reacci&oacute;n de aminaci&oacute;n reductiva empleando
aldeh&iacute;dos ha sido muy &uacute;til para obtener derivados hidrof&oacute;bicos de quitosano. Esta permite
que cadenas alqu&iacute;licas de diferente longitud sean injertadas en la estructura molecular, m&aacute;s
espec&iacute;ficamente unidas al &aacute;tomo de nitr&oacute;geno del grupo NH2 perteneciente al C2 del anillo
(Fig. 5.3). El m&eacute;todo, ampliamente discutido en la literatura, fue desarrollado inicialmente
por Yalpani et al. (1983), y modificado posteriormente por Desbri&egrave;res et al. (1996). El
procedimiento implica la formaci&oacute;n de una soluci&oacute;n de quitosano con &aacute;cido ac&eacute;tico, a la
cual se le agrega el aldeh&iacute;do de inter&eacute;s disuelto en metanol o etanol, lo que lleva a un
equilibrio entre la formaci&oacute;n del ion iminio y los reactivos. El inmediato agregado de
cianoborohidruro de sodio (NaCNBH3) logra la reducci&oacute;n del ion permitiendo desplazar el
equilibrio. El empleo de NaCNBH3 como agente reductor se debe a que es m&aacute;s reactivo,
selectivo y estable en medio &aacute;cido que otros compuestos empleados con aldeh&iacute;dos y
cetonas. Luego de concluida la reacci&oacute;n y de secar el material se obtiene un s&oacute;lido blanco y
escamoso (Fig. 5.2.B), que se caracteriza por el grado de sustituci&oacute;n o alquilaci&oacute;n de los
mon&oacute;meros de quitosano.
Para lograr diferentes derivados alqu&iacute;licos, se han usado aldeh&iacute;dos con diferente
cantidad de carbonos en la cadena; por ejemplo, Rinaudo et al. (2005) emplearon aldeh&iacute;dos
de 3, 6, 8, 10 y 12 &aacute;tomos de carbono para preparar derivados con el mismo grado de
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sustituci&oacute;n (5 %), excepto en el caso de C12 donde obtuvieron menor sustituci&oacute;n (2%), y
luego estudiar su comportamiento reol&oacute;gico y solubilidad. Vale destacar que el grado de
sustituci&oacute;n es la caracter&iacute;stica que identifica a los derivados, e indica que porcentaje del
total de las monomol&eacute;culas han modificado su grupo amina. Adicionalmente, dado que son
dos los &aacute;tomos de hidr&oacute;geno factibles de reemplazar por estas cadenas carbonadas, las
unidades pueden estar mono o disustituidas.
Por otra parte, como alternativa a la aminaci&oacute;n reductiva en forma directa, se ha
propuesto la realizaci&oacute;n de la reacci&oacute;n en dos etapas con el fin de reducir la formaci&oacute;n de
compuestos disustituidos. Abdel-Magid et al. (1996) fueron quienes sugirieron esta reacci&oacute;n
que involucra primero la formaci&oacute;n de las iminas y posteriormente la r&aacute;pida reducci&oacute;n.
Adicionalmente, mostraron que el empleo de metanol como solvente permite una
formaci&oacute;n de iminas m&aacute;s r&aacute;pida que con otros solventes.
Teniendo presente lo anterior, la necesidad de obtener un soporte hidrof&oacute;bico a
partir de quitosano puede ser resuelta llevando a cabo la reacci&oacute;n de aminaci&oacute;n reductiva
sobre el material. Sin embargo, otras cuestiones deben definirse si se busca que este
material sea posteriormente empleado como soporte de inmovilizaci&oacute;n de lipasas. Algunas
de ellas son:
•
Que tipo de aldeh&iacute;do se emplear&aacute;?
•
Cu&aacute;l es el grado de sustituci&oacute;n o modificaci&oacute;n &oacute;ptimo?
•
Dado que la t&eacute;cnica permite obtener un s&oacute;lido escamoso, cu&aacute;l es la forma de
proceder para obtener microesferas?
•
C&oacute;mo evitar que residuos de cianuro provenientes del agente reductor queden
remanentes en el soporte? Este compuesto podr&iacute;a afectar a la enzima durante su
inmovilizaci&oacute;n y lo que es peor a&uacute;n, podr&iacute;a ser trasladado hasta el producto de reacci&oacute;n.
Respecto a la primera cuesti&oacute;n, se debe tener en cuenta que la longitud y la cantidad
de cadenas injertadas es lo que determina la hidrofobicidad final del material. Una mayor
presencia de &aacute;tomos de carbono, ya sea por el aumento en el largo de las cadenas o por
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mayor cantidad de ellas, da lugar a compuestos m&aacute;s hidrof&oacute;bicos. Por otra parte, las lipasas
han demostrado una mejor adsorci&oacute;n en materiales extremadamente hidrof&oacute;bicos, tales
como Octadecyl-Sepabeads. Asimismo otros soportes comerciales conteniendo cadenas
alqu&iacute;licas de distinta longitud, tambi&eacute;n han sido empleados en la inmovilizaci&oacute;n de lipasas,
entre ellos figuran Butyl-Sepabeads, Octyl-agarose, Butyl-agarose, Butyl-toyopearl y Hexyltoyopearl (Nieto et al. 2005; Fernandez-Lorente et al., 2008; Branco et al. 2010). Los
trabajos de investigaci&oacute;n que analizan la capacidad de estos soportes para dar lugar a
derivados enzim&aacute;ticos, por lo general comparan varios de ellos en simult&aacute;neo. Un factor
com&uacute;n que se puede hallar es que a medida que la longitud de la cadena aumenta para un
mismo tipo de soporte, pareciera que mayor es la actividad del biocatalizador obtenido a
partir de &eacute;l. A modo de ejemplo, Branco et al. (2010) inmovilizaron lipasas de Pyrococcus
furiosous en Butyl-Sepabeads y en Octadecyl-Sepabeads, consiguiendo un 140 y 237 % de
hiperactivaci&oacute;n, respectivamente. Fernandez-Lorente et al. (2008) inmovilizaron lipasas de
Bacillus thermocatenulatus en Butyl-toyopearl y Hexyl-toyoperl obteniendo una
hiperactivaci&oacute;n de 150 y 200 %, respectivamente. En base a esto, de los aldeh&iacute;dos
disponibles comercialmente se seleccion&oacute; a aquel de cadena carbonada m&aacute;s larga para ser
empleado en la aminaci&oacute;n: dodecil aldeh&iacute;do (C12).
Para analizar la posibilidad de formar microesferas a partir de un gel obtenido con
quitosano previamente alquilado, se procedi&oacute; a realizar la reacci&oacute;n de aminaci&oacute;n reductiva
(Fig. 5.3) empleando una soluci&oacute;n con quitosano en escamas. Esto se hizo siguiendo la
t&eacute;cnica empleada por Desbrieres et al. (1995). Para ello, se disolvieron 0.5 g de quitosano en
15 ml de &aacute;cido ac&eacute;tico al 1% (m/v) y se agit&oacute; a temperatura ambiente hasta ver formaci&oacute;n
de gel. Luego se agregaron 5 ml de etanol y se contin&uacute;o agitando por 25 minutos. Pasado
ese tiempo, la cantidad apropiada de dodecilaldeh&iacute;do correspondiente a una relaci&oacute;n molar
1:1 NH2/aldeh&iacute;do, disueltos en 20 ml de etanol por calentamiento de la soluci&oacute;n, fueron
a&ntilde;adidos agitando en forma continua y vigorosa. Posteriormente se agreg&oacute; el reductor,
correspondiente a un exceso de 3 mol NaCNBH3/monomol quitosano inicial y se mantuvo la
agitaci&oacute;n hasta que la suspensi&oacute;n obtenida se enfri&oacute; a temperatura ambiente. Los s&oacute;lidos
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obtenidos fueron secados en estufa de vac&iacute;o a 30 &deg;C durante 24 h. Se obtuvo as&iacute; un s&oacute;lido
blanco escamoso (Fig. 5.2.B).
(A)
(A)
(A)
(B)
(B)
Figura 5.2. (A) Quitosano en escamas y (B) Alquil quitosano
obtenido por aminaci&oacute;n reductiva.
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Figura 5.3. Esquema de reacci&oacute;n de la aminaci&oacute;n reductiva empleando dodecil aldeh&iacute;do
(C12H240). En color, se se&ntilde;ala el grupo reactivo (rojo) y la estructura carbonada injertada tras la
reacci&oacute;n (verde).
Con el fin de obtener un gel que pudiera ser empleado para la formaci&oacute;n de
microesferas mediante el m&eacute;todo de neutralizaci&oacute;n empleando agujas hipod&eacute;rmicas, 0.3 g
del quitosano modificado alqu&iacute;licamente fueron puestos en contacto con 30 ml de soluci&oacute;n
de &aacute;cido ac&eacute;tico al 2 % (v/v) y sometidos a continua agitaci&oacute;n. Lo que se observ&oacute; fue que el
material no se disolvi&oacute; y tampoco tuvo lugar la formaci&oacute;n de gel. Este resultado si bien no
fue el deseado, concuerda con lo reportado por Desbri&egrave;res et al. (1996), quienes
manifiestan que los derivados obtenidos con relaciones 1:1 NH2/aldeh&iacute;do o mayores (para
aldeh&iacute;dos de 3 &aacute;tomos de carbono o m&aacute;s), resultan insolubles en &aacute;cido ac&eacute;tico 0.2 M. En un
ensayo similar al anterior, se agreg&oacute; una soluci&oacute;n de &aacute;cido ac&eacute;tico al 50 % (v/v) a 0.2 g de
alquil quitosano, de forma de tener una concentraci&oacute;n 3 % m/v, y se agit&oacute; durante 24 h. En
esta oportunidad, en la que se emple&oacute; una concentraci&oacute;n mucho mayor de &aacute;cido, tampoco
se logr&oacute; la disoluci&oacute;n del material. Esto se debe a que la solubilidad es una funci&oacute;n de la
longitud de las cadenas alqu&iacute;licas empleadas y del grado de sustituci&oacute;n, dependiendo del
balance entre las repulsiones electrost&aacute;ticas de las cargas cati&oacute;nicas (relacionadas al pH) y
las interacciones hidrof&oacute;bicas. Esto indicar&iacute;a que el material fue modificado en gran medida,
por lo que las aminas que son ionizadas no fueron suficientes comparadas con la
contribuci&oacute;n hidrof&oacute;bica (Desbri&egrave;res et al., 1996). Cabe mencionar que el trabajo antes
citado logra solubilizar derivados de cadenas alqu&iacute;licas de 12 C, pero obtenidos con una
relaci&oacute;n NH2/aldeh&iacute;do mucho m&aacute;s baja, 1/0.05.
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En base a los resultados anteriores, donde qued&oacute; demostrado que materiales
altamente hidrof&oacute;bicos no son compatibles con la formaci&oacute;n de gel empleando el solvente
preferencial del quitosano, se necesit&oacute; diagramar un camino alternativo para poder realizar
las microesferas de quitosano que se deseaban como soporte. El nuevo m&eacute;todo ideado
consisti&oacute; en la preparaci&oacute;n inicial de microesferas con gel de quitosano empleando el
m&eacute;todo de neutralizaci&oacute;n, seguido de recuperaci&oacute;n de las mismas y posterior reacci&oacute;n de
aminaci&oacute;n reductiva basada en la t&eacute;cnica de Abdel-Magid et al. (1996) a fin de obtener
unidades moleculares monosustituidas.
Experimental: microesferas de gel de quitosano previamente preparadas (como se
explic&oacute; en la Secci&oacute;n 5.4), fueron suspendidas en etanol (10 ml/g quitosano seco inicial).
Entonces, una cantidad de dodecil aldeh&iacute;do determinada por la relaci&oacute;n monomolar
NH2/aldeh&iacute;do fue disuelto en etanol (28.0 mL/g aldeh&iacute;do) y a&ntilde;adidos al medio contenedor
de las microesferas bajo agitaci&oacute;n muy intensa. Una vez transcurrido el tiempo de reacci&oacute;n
establecido para el aldeh&iacute;do, la reducci&oacute;n fue realizada agregando NaCNBH3 en exceso (3
moles NaCNBH3/monomol quitosano seco inicial). La mezcla se agit&oacute; durante 1 h, y para
finalizar las microesferas fueron separadas, lavadas con etanol para remover los residuos del
medio de reacci&oacute;n, lavadas con agua destilada y secadas a 40 &deg;C hasta peso constante. Una
mejor descripci&oacute;n de esta t&eacute;cnica para una relaci&oacute;n monomolar dada de NH2/aldeh&iacute;do con
las cantidades asociadas, se detalla en la Secci&oacute;n 2.3.2
Para corroborar que los lavados con etanol removieran completamente del soporte
el aldeh&iacute;do y el agente reductor que no reaccionaron, se ide&oacute; una t&eacute;cnica de control para
esta etapa. Empleando el espectrofot&oacute;metro UV/Vis se realiz&oacute; el espectro de la soluci&oacute;n de
reacci&oacute;n frente a etanol. Dado que la misma mostr&oacute; un pico de absorbancia a 270 nm, este
valor puntual fue usado para las lecturas de absorci&oacute;n del etanol luego de cada lavado. De
este modo, los lavados sobre el soporte se continuaron hasta que la absorbancia del
solvente empleado para el lavado se volvi&oacute; nula frente a la de etanol. Este lavado cuidadoso
del soporte permiti&oacute; principalmente que los residuos de cianuro sean eliminados, para que
estos no afecten ni a la enzima durante la inmovilizaci&oacute;n ni al producto obtenido con la
utilizaci&oacute;n de los biocatalizadores en las reacciones de acid&oacute;lisis.
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Mediante el trabajo experimental aqu&iacute; detallado se pudieron obtener microesferas
de quitosano modificadas, m&aacute;s espec&iacute;ficamente alquiladas, para ser empleadas como
soporte de lipasas de Rhizomucor miehei. Hasta el momento de la realizaci&oacute;n experimental
aqu&iacute; descripta, los reportes sobre la utilizaci&oacute;n de la t&eacute;cnica de aminaci&oacute;n reductiva
indicaban que solo hab&iacute;a sido empleada en soluciones de quitosano (Desbri&egrave;res et al., 1996;
Klotzbach et al., 2006), por lo que uno de los aspectos innovadores de esta tesis es el uso de
esta t&eacute;cnica en part&iacute;culas de quitosano previamente preparadas.
Dado que otra de las cuestiones que se present&oacute; tuvo que ver con determinar el
grado de modificaci&oacute;n &oacute;ptimo sobre las microesferas, y por ende su car&aacute;cter hidrof&oacute;bico
&oacute;ptimo, para ser utilizados como soporte de inmovilizaci&oacute;n de lipasas, un estudio detallado
al respecto junto con la caracterizaci&oacute;n de los diferentes soportes obtenidos, se da en una
pr&oacute;xima secci&oacute;n.
5.6. Estudio preliminar: ensayo con microesferas de quitosano, quitosano
modificadas y Octadecyl-Sepabeads
Como se especific&oacute; en el cap&iacute;tulo anterior, el primer protocolo de inmovilizaci&oacute;n se
realiz&oacute; empleando 3 soportes diferentes: uno comercial, Octadecyl-Sepabeads&reg; (Resindion
SRL, Italia) (ODSB), y dos preparados en el marco de esta tesis, microesferas de quitosano
(Q) y microesferas de quitosano modificadas (obtenidas empleando una relaci&oacute;n
monomolar 1:1 NH2/aldeh&iacute;do y 1 h de reacci&oacute;n con el aldeh&iacute;do) (Fig.5.5). El trabajo
experimental mencionado en esa secci&oacute;n (4.3.2) tuvo como objetivo evaluar en forma
simult&aacute;nea la t&eacute;cnica de inmovilizaci&oacute;n propuesta y el desempe&ntilde;o de los materiales
mencionados al ser usados como soporte. Principalmente, lo que mas inter&eacute;s suscitaba era
el comportamiento que demostrar&iacute;an los soportes preparados frente a un soporte comercial
con excelentes referencias (Palomo et al., 2002; Nieto et al. 2005; Mateo et al. 2007; Branco
et al., 2010).
Octadecyl-Sepabeads&reg; es un soporte comercial hidrof&oacute;bico formado por una matriz
polim&eacute;rica metaacr&iacute;lica r&iacute;gida que posee su superficie recubierta por grupos octadecil. Es
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altamente estable f&iacute;sica y qu&iacute;micamente, y tiene baja mojabilidad en la mayor&iacute;a de los
solventes. Cuenta con un rango de tama&ntilde;o de part&iacute;cula comprendido entre los 100 y 300
&micro;m, y un tama&ntilde;o de poro entre 10-20 nm, lo que le otorga una buena capacidad para la
adsorci&oacute;n superficial. Por otra parte, las caracter&iacute;sticas asociadas a las microesferas de
quitosano modificadas y sin modificar se dan m&aacute;s adelante.
Como puede observarse en el cap&iacute;tulo anterior, desde el punto de vista de la
inmovilizaci&oacute;n, la mayor diferencia hallada entre ODSB y las microesferas de quitosano,
modificadas (QM) y sin modificar (Q), estuvo relacionada a la carga de prote&iacute;nas presente en
los derivados enzim&aacute;ticos obtenidos, la cual result&oacute; mayor en el soporte comercial. En lo
que respecta a la actividad demostrada en la reacci&oacute;n de acid&oacute;lisis, que en definitiva resulta
ser el par&aacute;metro de evaluaci&oacute;n m&aacute;s importante para esta tesis, empleando un test de Tukey
para comparaci&oacute;n de medias se hall&oacute; que los biocatalizadores obtenidos con los soportes
QM y ODSB no mostraron diferencias significativas en su actividad (P&gt; 0.05), cosa que s&iacute;
ocurri&oacute; cuando se compar&oacute; Q con cada uno de ellos. Este resultado inicial fue muy
alentador, ya que indic&oacute; que las microesferas obtenidas por la modificaci&oacute;n propuesta
podr&iacute;an ser efectivamente empleadas como soporte, logrando en las mismas condiciones un
desempe&ntilde;o similar al OSDB.
Por otra parte, el manejo del ODSB y el biocatalizador obtenido a partir de &eacute;l fue
mucho m&aacute;s dificultoso debido a su peque&ntilde;o tama&ntilde;o de part&iacute;cula, como puede apreciarse en
la Fig. 5.4. Esto se not&oacute; durante la inmovilizaci&oacute;n y luego de las reacciones en la etapa de
recuperaci&oacute;n del biocatalizador. Este aspecto resalta la ventaja que conlleva la preparaci&oacute;n
del propio biocatalizador, espec&iacute;ficamente en lo relacionado al soporte, ya que se tiene la
posibilidad de definir caracter&iacute;sticas concretas como el tama&ntilde;o adecuado que permita un
mejor manejo del mismo.
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Figura 5.4. Fotograf&iacute;a digital de Octadecyl-Sepabeads.
Figura 5.5. Fotograf&iacute;as digitales de microesferas de quitosano (izquierda) y microesferas de
quitosano modificadas (derecha).
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5.7. Estudio: Microesferas de quitosano con diferente grado de
hidrofobicidad
La adsorci&oacute;n interfacial de las lipasas sobre soportes hidrof&oacute;bicos ha sido reportada
como un m&eacute;todo simple y muy eficaz para la obtenci&oacute;n de biocatalizadores (FernandezLafuente et al., 1998). En esta, la conformaci&oacute;n abierta y activa de la lipasa puede ser fijada
gracias a las interacciones generadas entre los alrededores hidrof&oacute;bicos del centro activo y
el &aacute;rea hidrof&oacute;bica del soporte (Fig. 5.6.). Por ende, es de esperar que cambios en la
naturaleza del soporte, como la hidrofobicidad o la morfolog&iacute;a, puedan alterar la fuerza de
adsorci&oacute;n y la estructura de los alrededores del centro activo de la lipasa, condicionando la
actividad catal&iacute;tica final del biocatalizador.
Figura 5.6. Adsorci&oacute;n interfacial de lipasas sobre soportes hidrof&oacute;bicos.
Con el prop&oacute;sito de hallar un soporte hidrof&oacute;bico que de lugar a la conformaci&oacute;n
hiperactivada de las lipasas, se propuso la preparaci&oacute;n de microesferas de quitosano
modificadas con diferente grado de hidrofobicidad. Para lograr esto, se llev&oacute; a cabo la
reacci&oacute;n de aminaci&oacute;n reductiva variando las relaciones monomolares NH2/aldeh&iacute;do y, dado
que la reacci&oacute;n se realiza en dos etapas, se plante&oacute; adicionalmente variar el tiempo de
reacci&oacute;n con el aldeh&iacute;do. El trabajo experimental asociado consisti&oacute; en la realizaci&oacute;n de
microesferas de quitosano en gel y posteriormente su separaci&oacute;n en diferentes tandas
acorde al n&uacute;mero de tratamientos a realizar. Una de estas fracciones fue directamente
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llevada a estufa a 40 &deg;C y mantenidas all&iacute; hasta alcanzar peso constante. Estos soportes
correspondieron a las microesferas de quitosano original (Q).
A fin de obtener el soporte m&aacute;s adecuado, se analiz&oacute; el efecto del tiempo de
reacci&oacute;n con el aldeh&iacute;do, la relaci&oacute;n estequiom&eacute;trica y su interacci&oacute;n. Las microesferas
modificadas se obtuvieron como se describi&oacute; anteriormente (secci&oacute;n 5.5), empleando dos
relaciones NH2/aldeh&iacute;do (relaci&oacute;n AA), cantidad estequiom&eacute;trica (1:1) y la mitad de la
cantidad estequiom&eacute;trica (1:0.5), y empleando tiempos de contacto con el aldeh&iacute;do (ART)
que variaron entre 0.5 y 2 h. De este procedimiento se obtuvieron 7 soportes, adem&aacute;s del
que correspondi&oacute; a las microesferas sin modificar. En la Tabla 5.1 se detalla la denominaci&oacute;n
que recibi&oacute; cada uno en funci&oacute;n del tratamiento recibido para su obtenci&oacute;n.
5.7.1 Caracterizaci&oacute;n de las microesferas de quitosano/quitosano modificadas
Para corroborar la transformaci&oacute;n qu&iacute;mica realizada sobre las microesferas de
quitosano y el grado de hidrofobicidad logrado en cada caso debido a las variaciones
impuestas en el m&eacute;todo de modificaci&oacute;n, se emplearon varias t&eacute;cnicas de caracterizaci&oacute;n de
materiales. Las mismas, en su conjunto, permiten registrar desde cambios a nivel
composicional y estructural, hasta morfol&oacute;gicos y de comportamiento f&iacute;sico.
5.7.1.1. An&aacute;lisis de tama&ntilde;o de part&iacute;cula
De los m&eacute;todos disponibles para determinar tama&ntilde;o de part&iacute;culas, se seleccion&oacute; la
medici&oacute;n por im&aacute;genes, teniendo presente la escasa cantidad de material que se dispon&iacute;a y
la dimensi&oacute;n estimada de las mismas. Con este fin, se tomaron micrograf&iacute;as digitales
empleando un microscopio &oacute;ptico de polimerizaci&oacute;n Karl Zeiss (Phomi III Pol, Alemania). Se
procesaron im&aacute;genes de 30 microesferas distintas por tipo de soporte (acorde a la
descripci&oacute;n de la Tabla 5.1) empleando el software ImageJ. Se midieron 4 di&aacute;metros por
part&iacute;cula y finalmente, el di&aacute;metro promedio para cada tipo fue calculado seg&uacute;n la siguiente
ecuaci&oacute;n:
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(5.2)
5.7.1.2. Determinaci&oacute;n de &aacute;rea BET y tama&ntilde;o de poro
El &aacute;rea disponible para la adsorci&oacute;n y el tama&ntilde;o de poro de los soportes preparados
se midi&oacute; empleando un Analizador de &Aacute;rea Superficial y Tama&ntilde;o de Poro NOVA 1200e
(Quantachrome Instruments). Para ello, la muestra fue introducida en el equipo y tras
eliminar el contenido de humedad, se registr&oacute; la adsorci&oacute;n de gas N2 a una presi&oacute;n de 1.5
atm de vac&iacute;o.
5.7.1.3. An&aacute;lisis del &aacute;ngulo de contacto aire-agua
Es un hecho conocido que la hidrofobicidad/ hidrofilicidad de los films polim&eacute;ricos
puede ser f&aacute;cilmente analizada por medio de mediciones del &aacute;ngulo de contacto que se
forma entre una gota de agua que se deposita sobre ellos y el aire (Tangpasuthadol et al.,
2003). An&aacute;logamente, en tiempos recientes se han desarrollado m&eacute;todos que permiten
caracterizar la mojabilidad de materiales particulados mediante el &aacute;ngulo descripto en la
interfase l&iacute;quido-part&iacute;cula-aire. Estos m&eacute;todos son muy usados debido a que pueden
emplearse en un rango amplio de tama&ntilde;o de part&iacute;culas, formas y composiciones (Forward
et al., 2007).
Las mediciones de &aacute;ngulo de contacto agua-part&iacute;cula fueron hechas usando el
m&eacute;todo desarrollado por Forward et al. (2007). Para ello, se construyeron portaobjetos de
policarbonato, y espaciadores de vidrio de 1 mm de espesor. El procedimiento consisti&oacute; en
situar una gota de agua desionizada, empleando un jeringa de punta plana, en la superficie
de un portaobjeto. Luego, una microesfera se coloc&oacute; sobre la gota y, ubicando los
espaciadores y el portaobjeto superior, se gener&oacute; una estructura a modo de s&aacute;ndwich (Fig.
5.7). Posteriormente se tomaron fotograf&iacute;as digitales de la interfase agua-part&iacute;cula-aire
formada, empleando un microscopio &oacute;ptico de polimerizaci&oacute;n Karl Zeiss (Phomi III Pol,
Alemania). Un software procesador de im&aacute;genes, ImageJ, fue usado para obtener la medida
del &aacute;ngulo de contacto.
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Figura 5.7. Metodolog&iacute;a experimental para la medici&oacute;n del &aacute;ngulo
de contacto agua-aire sobre las part&iacute;culas. Arriba: vista lateral de
la estructura tipo s&aacute;ndwich (placa superior e inferior:
portaobjetos; en gris: separadores; en verde: gota de agua; en
negro: part&iacute;cula). Abajo: vista superior amplificada, con
representaci&oacute;n del &aacute;ngulo de contacto.
5.7.1.4. Calorimetr&iacute;a de barrido diferencial (DSC)
Las propiedades t&eacute;rmicas de las microesferas fueron medidas en un Calor&iacute;metro
diferencial de barrido DSC Pyris I (Perkin Elmer). Para ello, aproximadamente 10 mg de
muestra se coloc&oacute; en una c&aacute;psula de aluminio, usada como elemento contenedor, la cual
fue introducida en la celda del equipo para medici&oacute;n. El programa de temperaturas
empleado fue: 1 min a 30 &deg;C, seguido de calentamiento de 30 a 350 &deg;C a una velocidad de 10
&deg;C/min. Nitr&oacute;geno fue empleado como gas de purga a un caudal de 20 cm3/min.
5.7.1.5. Difracci&oacute;n de rayos-X (XRD)
Los patrones de difracci&oacute;n de rayos-X de las microesferas fueron obtenidos en un
Difract&oacute;metro Rigaku Geiger Flex D Max III-C, con un detector operando a 35 kV y 15 mA,
usando radiaci&oacute;n Cu Kα. El alcance del escaneo para 2θ fue desde 3&deg; hasta 50&deg;, a
temperatura ambiente.
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Un par&aacute;metro com&uacute;nmente empleado que permite medir las caracter&iacute;sticas
estructurales de los materiales y realizar las comparaciones pertinentes es el Indice de
Cristalinidad (CrI). Para el caso del quitosano y sus derivados, este &iacute;ndice puede
determinarse siguiendo el m&eacute;todo aplicado por Focher et al. (1990), usando la ecuaci&oacute;n:
CrI = (I 110 − I am ) I 110 .100
(5.3)
donde I110 es la intensidad m&aacute;xima de difracci&oacute;n a 2θ = 20&deg; y Iam es la intensidad de la
difracci&oacute;n amorfa a 2θ = 16&deg;.
5.7.1.6. Microscopia Electr&oacute;nica de Barrido (SEM)
La morfolog&iacute;a de las microesferas de quitosano modificadas y sin modificar fue
estudiada empleando un microscopio JEOL 35CF, operando a 15 kV, equipado con un
detector de electrones secundario y un sistema para microan&aacute;lisis por energ&iacute;a dispersiva de
rayos-X (EDX). Las muestras fueron secadas bajo vac&iacute;o, para evitar la interferencia del agua
en la t&eacute;cnica de microan&aacute;lisis, y recubiertas con una fina capa de oro previo a la
observaci&oacute;n.
5.7.1.7. Espectroscopia infrarroja por transformada de Fourier (FTIR)
Los espectros FTIR de las microesferas de quitosano y de las de quitosano
modificadas, fueron recolectados empleando un espectr&oacute;metro Nicolet FTIR 520. Las
muestras se prepararon moliendo inicialmente las microesferas en mortero de agatha hasta
obtener un material part&iacute;culado bien fino. Luego, se tomaron 3 mg y se los mezcl&oacute; con 97
mg de KBr, hasta lograr homogeneidad. Empleando una prensa hidr&aacute;ulica se formaron
discos de poco espesor (pastilla), los cuales fueron introducidos en el equipo para medici&oacute;n.
Adicionalmente, se prepar&oacute; una pastilla de KBr para emplear como blanco.
Las muestras fueron escaneadas y contrarrestadas con el blanco en un rango de
longitud de onda de 4000 - 400 cm-1.
5.7.1.8. Test de solubilidad
La solubilidad de las microesferas de quitosano modificadas fue evaluada con el fin
de poder determinar la factibilidad de realizar el an&aacute;lisis de resonancia magn&eacute;tica nuclear
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de hidr&oacute;geno (1H NMR), com&uacute;nmente empleado para la caracterizaci&oacute;n de derivados del
quitosano. Los solventes empleados fueron: soluci&oacute;n acuosa de HCl a pH 3.0, diclorometano
y cloroformo.
Para su realizaci&oacute;n se tom&oacute; una dada masa de un tipo espec&iacute;fico de microesfera, y se
la puso en contacto con la cantidad de solvente que permitiera lograr una concentraci&oacute;n de
6 mg/ml (relaci&oacute;n empleada en las determinaciones de 1H NMR para lograr buena
resoluci&oacute;n en las se&ntilde;ales) (Rinaudo et al., 2005). Ambos componentes se mantuvieron en
contacto hasta 72 h, agitando en forma continua. Se realizaron breves calentamientos
intermedios, permaneciendo el resto del tiempo a temperatura ambiente.
5.7.1.9. Resonancia Magn&eacute;tica Nuclear (NMR) de s&oacute;lidos
La determinaci&oacute;n de los espectros de
13
C NMR se llev&oacute; a cabo en el Laboratorio
Nacional de Investigaci&oacute;n y Servicios de Resonancia Magn&eacute;tica en S&oacute;lidos (C&oacute;rdoba,
Argentina) mediante el empleo de un Espectr&oacute;metro BRUKER AVANCE II- 300. Para ello,
200 mg de microesferas de quitosano y de cada una de las de quitosano modificadas
obtenidas fueron suministradas en forma de polvo. La muestra pulverizada fue irradiada con
radiofrecuencias en presencia de un campo magn&eacute;tico. La respuesta obtenida permiti&oacute;
identificar los &aacute;tomos presentes, sus enlaces qu&iacute;micos y las condiciones din&aacute;micas del
ambiente en el que estaban inmersos.
Mediante los espectros obtenidos y la apropiada identificaci&oacute;n de los picos es
posible determinar el grado de desacetilaci&oacute;n (DD) del material, seg&uacute;n la ecuaci&oacute;n
propuesta por Kassai (2010):
DD = 100 − 100 ⋅ I NCO-CH3 (1 6 ⋅ ∑ I Carbonos Anillo Glucopiranosa )
(5.4)
donde Ii refiere a la intensidad de la se&ntilde;al obtenida para los &aacute;tomos de carbono del grupo i.
Dado que no hay antecedentes respecto a la cuantificaci&oacute;n del grado de sustituci&oacute;n
(SD) empleando
13
C NMR, ya que los derivados que se preparan son modificados en muy
bajo nivel y por ende resultan solubles, para la determinaci&oacute;n de este par&aacute;metro se propuso
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la siguiente ecuaci&oacute;n para emplear con 3 criterios, que se basa en la intensidad (I) de los
picos caracter&iacute;sticos de los derivados alqu&iacute;licos:
SD = 100 ⋅ (α ⋅ I R -CH2-X I NCO-CH3 ) ⋅ DD
(5.5)
α = 1 para X=H (R-CH3 ) &oacute; X=N (R-CH2-N )
donde:
α = 9 para X=R (R-CH2-R )
5.7.2. Inmovilizaci&oacute;n de lipasas y contenido de prote&iacute;na
La inmovilizaci&oacute;n de las lipasas de Rhizomucor miehei sobre los diferentes soportes
preparados se realiz&oacute; siguiendo el protocolo detallado en la Secci&oacute;n 2.3.3. Tras este
procedimiento 8 biocatalizadores fueron obtenidos conforme a los tipos de microesferas
empleadas, seg&uacute;n lo especificado en la Tabla 5.1.
El contenido de prote&iacute;na de los preparados enzim&aacute;ticos se determin&oacute; por el m&eacute;todo
colorim&eacute;trico Proti II (Wiener lab., Argentina), siguiendo la t&eacute;cnica especificada en la Secci&oacute;n
2.3.4.2.
5.7.3. Estabilidad en el reuso
Un an&aacute;lisis de la actividad enzim&aacute;tica en reacciones de acid&oacute;lisis fue realizado con
todos los biocatalizadores, con los sucesivos usos. Para ello, luego de cada reacci&oacute;n
ensayada el producto fue retirado para an&aacute;lisis y se realiz&oacute; el lavado del biocatalizador con
el prop&oacute;sito de remover del mismo los residuos de la mezcla reactiva. El lavado consisti&oacute; en
a&ntilde;adir 5 ml de hexano al tubo de reacci&oacute;n que conten&iacute;a el biocatalizador y someterlo a un
breve calentamiento (temperatura m&aacute;xima 60&deg;C) y agitaci&oacute;n. Este paso se repiti&oacute; durante 3
veces, removiendo en cada oportunidad el hexano residual. Por &uacute;ltimo, para eliminar el
solvente remanente en el biocatalizador se lo expuso a una corriente de nitr&oacute;geno.
Posteriormente, se dio comienzo a una nueva reacci&oacute;n transfiriendo el biocatalizador
a un tubo que contuviera una nueva mezcla de sustratos y hexano. Los resultados fueron
expresados en base a la actividad relativa, calculada como la composici&oacute;n de &aacute;cidos
palm&iacute;tico y este&aacute;rico en los productos de reacci&oacute;n en un dado uso, respecto de la
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composici&oacute;n promedio de los usos consecutivos entre los que no se hall&oacute; diferencias
significativas.
5.8. Resultados y Discusiones
5.8.1. Caracterizaci&oacute;n del Quitosano
5.8.1.1. Peso molecular viscosim&eacute;trico medio
El peso molecular viscosim&eacute;trico medio del quitosano y la viscosidad intr&iacute;nseca,
ambos calculados a trav&eacute;s de la ecuaci&oacute;n de Mark-Houwink (Ec. 5.1) para las condiciones
experimentales ensayadas, fueron M=569.8 kDa y η=553.26 cm3/g. Estos valores resultaron
consistentes con los reportados previamente por Kasaai (2007) para muestras de quitosano
con grado similar de desacetilaci&oacute;n.
Un aspecto interesante para destacar es que es necesario ser cuidadoso con el
empleo de las t&eacute;cnicas desarrolladas y los criterios asociados para la medici&oacute;n de M. Por un
lado, los par&aacute;metros introducidos correspondientes a la ecuaci&oacute;n de Mark-Houwink, α y K,
solo son v&aacute;lidos para el rango de pesos moleculares definidos por el autor. A modo de
ejemplo, en un ensayo anterior al reportado, en el que se sigui&oacute; la t&eacute;cnica propuesta por
Rinaudo et al. (1993) empleando soluciones de quitosano en buffer de 0.25 M HAc/0.25 M
NaAc y sus par&aacute;metros correspondientes, los valores obtenidos para M cayeron fuera de
rango, con lo que el ensayo no fue v&aacute;lido. Por otro lado, tal como especifica la norma ASTM
Standard D 2857, se debe respetar la relaci&oacute;n de tiempos entre el solvente y soluci&oacute;n para
no introducir errores en la medici&oacute;n (tiempo de la soluci&oacute;n: entre 1.2 y 2 veces el del
solvente). Este hecho se not&oacute; cuando se usaron soluciones muy diluidas, las cuales
mostraron tiempos muy cercanos a los del solvente, dando lugar a comportamientos
an&oacute;malos.
5.8.1.2. Viscosidad de Brookfield
La viscosidad de una soluci&oacute;n al 1% de quitosano en 1 % de &aacute;cido ac&eacute;tico a 25&deg;C fue
de 97.0 &plusmn; 2.5 mPas, con un comportamiento Newtoniano en el rango analizado, lo que
corresponder&iacute;a a un pol&iacute;mero de bajo peso molecular. Dado que esta medici&oacute;n se llev&oacute; a
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cabo sobre el material donado por el Laboratorio de Investigaciones B&aacute;sicas y Aplicadas en
Quitina de la Universidad Nacional del Sur, disponer de este dato resulta &uacute;til para el caso
que se desee adquirir un quitosano comercial con similares caracter&iacute;sticas.
5.8.2. Caracterizaci&oacute;n de las microesferas de quitosano
5.8.2.1. An&aacute;lisis de tama&ntilde;o de part&iacute;cula
El di&aacute;metro promedio y el desv&iacute;o est&aacute;ndar correspondiente de las microesferas
obtenidas para ser empleadas como soporte de inmovilizaci&oacute;n, se muestra en la Tabla 5.1.
Como puede observarse, las microesferas de quitosano, con un di&aacute;metro promedio de 1260
μm, resultaron ser las part&iacute;culas m&aacute;s peque&ntilde;as de todas, mostrando diferencias
significativas en su tama&ntilde;o con respecto al de las microesferas modificadas (P&lt;0.05). Por
otro lado, aqu&iacute; puede notarse cuantitativamente la gran diferencia de tama&ntilde;o entre estas
microesferas y las del soporte comercial ODSB (100-300 &micro;m), ya mencionada en la Secci&oacute;n
5.6.
En lo que a las microesferas modificadas se refiere, puede observarse que aquellas
obtenidas empleando la mitad del aldeh&iacute;do estequiom&eacute;trico requerido en la reacci&oacute;n de
aminaci&oacute;n reductiva (Serie QM0.5), parecieran seguir una tendencia en la que el di&aacute;metro
se incrementa a medida que aumenta el tiempo de reacci&oacute;n. Sin embargo, este
comportamiento no dio lugar a diferencias significativas. Una tendencia similar fue
mostrada por las microesferas obtenidas usando la cantidad de aldeh&iacute;do estequiom&eacute;trica
requerida (Serie QM1), no obstante tampoco se encontraron diferencias estad&iacute;sticas. Por
otra parte, las microesferas de la serie QM1 tuvieron un di&aacute;metro promedio de part&iacute;cula
m&aacute;s alto que las de la serie QM0.5 (P=0.0593). En consecuencia, puede decirse que se
obtuvo un incremento en el tama&ntilde;o de las part&iacute;culas debido a la modificaci&oacute;n realizada
sobre las microesferas, probablemente debido a la incorporaci&oacute;n de cadenas carbonadas
largas a la estructura original del polisac&aacute;rido.
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Tabla 5.1.
Denominaci&oacute;n de los soportes obtenidos y su di&aacute;metro promedio en funci&oacute;n de las condiciones de
reacci&oacute;n empleadas.
Relaci&oacute;n monomolar
NH2 / Aldeh&iacute;do (AA)
(mol/mol)
Tiempo de Reacci&oacute;n
(ART)
(h)
Denominaci&oacute;n del
Soporte
Di&aacute;metro
(μm)
1:0
0
Q
1260 &plusmn; 100
1 : 0.5
1
QM0.5-1
1525 &plusmn; 116
1 : 0.5
1.5
QM0.5-1.5
1534 &plusmn; 106
1 : 0.5
2
QM0.5-2
1537 &plusmn; 93
1:1
0.5
QM1-0.5
1659 &plusmn; 103
1:1
1
QM1-1
1665 &plusmn; 135
1:1
1.5
QM1-1.5
1675 &plusmn; 104
1:1
2
QM1-2
1703 &plusmn; 108
Fig. 5.8. Imagen de microesfera obtenida con
microscopio &oacute;ptico, empleada para la determinaci&oacute;n
del tama&ntilde;o de part&iacute;cula.
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5.8.2.2. Determinaci&oacute;n de &aacute;rea BET y tama&ntilde;o de poro
La cuantificaci&oacute;n del &aacute;rea total disponible para la adsorci&oacute;n es un par&aacute;metro muy
empleado en la caracterizaci&oacute;n de catalizadores qu&iacute;micos. Si bien no es tan com&uacute;n la
evaluaci&oacute;n de este par&aacute;metro en los soportes empleados para preparar biocatalizadores, la
informaci&oacute;n que suministra permitir&iacute;a realizar las comparaciones pertinentes entre los
diferentes soportes preparados y tambi&eacute;n con ODSB. Adicionalmente, se podr&iacute;a determinar
en funci&oacute;n del tama&ntilde;o de los poros del material y el di&aacute;metro de la lipasa, si puede darse la
inmovilizaci&oacute;n de la enzima en su interior.
Sin embargo, esta t&eacute;cnica presenta inconvenientes cuando los materiales no tienen
grandes &aacute;reas superficiales, al requerir de mayor tama&ntilde;o de muestra para poder realizar las
determinaciones. A modo de ejemplo, cuando se emplearon 700 mg de microesferas de
QM1-1, la curva de adsorci&oacute;n de N2 report&oacute; valores negativos, sin sentido f&iacute;sico. Esto a su
vez implicar&iacute;a que los poros son muy peque&ntilde;os, del orden del error del instrumento (5 &Aring;).
Nuevamente es pertinente la comparaci&oacute;n con el soporte comercial, el cual posee tama&ntilde;o
de poro entre 100-200 &Aring;.
Considerando que no se dispon&iacute;a de mayor masa de soporte de cada uno de los
tipos, las comparaciones deseadas no se pudieron efectuar.
5.8.2.3. An&aacute;lisis del &aacute;ngulo de contacto aire-agua
Los valores de &aacute;ngulo de contacto para las part&iacute;culas obtenidas se muestran en la
Fig. 5.9. El &aacute;ngulo de contacto para las microesferas de quitosano fue 87&ordm; &plusmn; 0.6. Este
resultado fue consistente con lo reportado en la literatura para el &aacute;ngulo de contacto de
agua con films de quitosano (89&ordm; &plusmn; 6) (Tangpasuthadol et al., 2003), lo que permiti&oacute;
asegurar que la medici&oacute;n hab&iacute;a sido correctamente efectuada y dio validez a los resultados.
Tal como se esperaba, todas las microesferas modificadas presentaron mayores &aacute;ngulos de
contacto que las sin modificar, demostrando que su car&aacute;cter hidrof&oacute;bico hab&iacute;a sido
incrementado. Las microesferas de la serie QM0.5 parecieron seguir una tendencia lineal,
donde el &aacute;ngulo de contacto se acrecent&oacute; a medida que el tiempo de reacci&oacute;n con el
aldeh&iacute;do (ART) tambi&eacute;n lo hac&iacute;a. Un comportamiento similar se observa para las
microesferas de la serie QM1, pero con valores m&aacute;s altos para el &aacute;ngulo de contacto, lo que
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se corresponde con una mayor modificaci&oacute;n de la superficie del material. El efecto de
ambos par&aacute;metros considerados en la reacci&oacute;n de modificaci&oacute;n de las microesferas y su
interacci&oacute;n resultaron estad&iacute;sticamente significativos para la modificaci&oacute;n del &aacute;ngulo de
contacto (ART y AA con P &lt;0.0001 y ART*AA, P =0.0063).
En otras palabras, la serie estequiom&eacute;trica QM1 mostr&oacute; un mayor car&aacute;cter
hidrof&oacute;bico que la serie QM0.5, y este car&aacute;cter aument&oacute;, en ambos casos, cuanto m&aacute;s dur&oacute;
el tiempo de reacci&oacute;n de la aminaci&oacute;n reductiva. Esta t&eacute;cnica permiti&oacute; resaltar la naturaleza
hidrof&oacute;bica de la superficie del material, independientemente del grado de modificaci&oacute;n
existente en el interior de la microesfera. De ah&iacute; que este an&aacute;lisis fue beneficioso para
conocer, luego, la clase de superficie a por la cual las lipasas de Rhizomucor miehei
presentan mayor afinidad para la adsorci&oacute;n.
Figura 5.9. &Aacute;ngulos de contacto (A.C.) agua-aire sobre las
microesferas de quitosano: Q (■), Serie QM0.5: (Δ) y Serie QM1:
(□). Ver nomenclatura en Tabla 5.1.
5.8.2.4. Calorimetr&iacute;a de barrido diferencial
Los termogramas de DSC de las microesferas de quitosano y las microesferas de
quitosano modificadas se muestran en la Fig. 5.10. Como puede apreciarse, no se evidenci&oacute;
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transici&oacute;n v&iacute;trea en ninguno de los tipos de microesfera, aunque s&iacute; fueron detectados picos
correspondientes a la descomposici&oacute;n t&eacute;rmica. Las microesferas de quitosano, Q, mostraron
un pico asociado a la descomposici&oacute;n t&eacute;rmica a 294&deg;C y un pico endot&eacute;rmico a 260&deg;C
probablemente debido a la fusi&oacute;n de la estructura cristalina. Los picos exot&eacute;rmicos de QM10.5, QM1-1, QM1-1.5 y QM1-2 se registraron a 289, 282, 277 y 273&deg;C, respectivamente (Fig.
5.10 A), y los picos exot&eacute;rmicos de QM0.5-1, QM0.5-1.5 y QM0.5-2 a 282, 278, y 273&deg;C,
respectivamente (Fig. 5.10 B), correspondiendo con su descomposici&oacute;n t&eacute;rmica. Del an&aacute;lisis
de estos valores se deduce que cuanto mayor fue el tiempo correspondiente a la reacci&oacute;n
de aminaci&oacute;n, menor result&oacute; la temperatura de descomposici&oacute;n, independientemente de la
relaci&oacute;n de aldeh&iacute;do empleada. Por consiguiente, desde el punto de vista de la estabilidad
t&eacute;rmica, la modificaci&oacute;n estructural de las part&iacute;culas de quitosano pareciera estar
controlada por el tiempo de reacci&oacute;n y no por la relaci&oacute;n molar de aldeh&iacute;do, en el rango
estudiado. En comparaci&oacute;n con las microesferas de quitosano, las microesferas modificadas
exhibieron una temperatura de descomposici&oacute;n decreciente con el aumento del grado de
modificaci&oacute;n. Esto indicar&iacute;a que la estabilidad t&eacute;rmica resultar&iacute;a disminuida por la
introducci&oacute;n de grupos alquilo. La incorporaci&oacute;n de sustituyentes en las estructuras
polisac&aacute;ridas podr&iacute;a afectar la estructura cristalina del quitosano, especialmente a trav&eacute;s de
la p&eacute;rdida de uniones puente hidr&oacute;geno (Zong et al., 2000; Ma et al., 2008). Peque&ntilde;os picos
aparecieron m&aacute;s all&aacute; del punto de descomposici&oacute;n, probablemente debido a reacciones
adicionales de degradaci&oacute;n. Zong et al. (2000) observaron un comportamiento similar en
termogramas de DSC de quitosanos acetilados, y sugirieron que el mismo se debe al proceso
de descomposici&oacute;n que provoca desintegraci&oacute;n en peque&ntilde;os fragmentos.
Por otro lado, tampoco se observaron variaciones en los termogramas en la zona
cercana a los 100&deg;C, lo cual permite afirmar que la t&eacute;cnica empleada para el secado de las
microesferas ha resultado efectiva. Este hecho resulta muy importante cuando se piensa en
la utilidad que se les dar&aacute; a las mismas.
Los resultados reportados aqu&iacute; corroboraron indirectamente la modificaci&oacute;n de las
part&iacute;culas hacia un car&aacute;cter m&aacute;s hidrof&oacute;bico. Adicionalmente, demostraron que los soportes
obtenidos resultaron t&eacute;rmicamente estables en el rango de temperaturas generalmente
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usadas durante las reacciones de acid&oacute;lisis enzim&aacute;tica (por debajo de 100&deg;C) (Pacheco et al.,
2010). Finalmente, estos resultados permitir&iacute;an a los futuros usuarios conocer el l&iacute;mite de
temperatura a la cual podr&iacute;an ser expuestos los soportes preparados.
(1)
A
(2)
(3)
(4)
(5)
B
(1)
(2)
(3)
(4)
Figura 5.10. Termogramas DSC (Flujo de Calor Endo vs. Temperatura) de: (A), (1)
microesferas de quitosano, Q, y microesferas de quitosano modificadas: (2) QM1-0.5,
(3) QM1-1, (4) QM1-1.5 y (5) QM1-2; (B), (1) microesferas de quitosano, Q, y
microesferas de quitosano modificadas: (2) QM0.5-1, (3) QM0.5-1.5, y (4) QM0.5-2.
Por nomenclatura, ver Tabla 5.1.
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5.8.2.5. Difracci&oacute;n de rayos-X.
Con el prop&oacute;sito de observar los cambios en la cristalinidad de las microesferas de
quitosano, inducidas por el proceso de modificaci&oacute;n, la t&eacute;cnica de difracci&oacute;n de rayos-X se
realiz&oacute; sobre microesferas de material sin modificar, Q y sobre un tipo de las modificadas,
QM1-1. Los difractogramas de ambas microesferas mostraron cierta semejanza estructural
(Fig. 5.11), exhibiendo picos cristalinos caracter&iacute;sticos del quitosano en polvo a 2θ= 9.96&deg; y
20.16&deg; (Yen et al., 2009). Sin embargo, en base al c&aacute;lculo del Indice de Cristalinidad (CrI) (Ec.
5.2), el material modificado present&oacute; una cristalinidad m&aacute;s baja con respecto al sin
modificar, 55 vs. 70% respectivamente. Esto significa que la reacci&oacute;n de aminaci&oacute;n reductiva
aplicada a microesferas de quitosano, un proceso que se da desde la superficie de la
part&iacute;cula, fue la causante de este cambio en la cristalinidad. Esta conclusi&oacute;n estuvo acorde a
los resultados obtenidos en el an&aacute;lisis de la temperatura de descomposici&oacute;n, presentado en
la Secci&oacute;n 5.8.2.4.
Figura 5.11. Patrones de XRD de (1) Q y (2) QM1-1. Las flechas indican los picos
caracter&iacute;sticos del quitosano.
142
Cap&iacute;tulo 5 - Preparaci&oacute;n de biocatalizadores: Soporte
5.8.2.6. Microscopia Electr&oacute;nica de Barrido
El an&aacute;lisis de microscopia electr&oacute;nica de barrido (SEM), fue llevado a cabo con el
prop&oacute;sito de examinar la morfolog&iacute;a de las microesferas de quitosano modificadas y de las
sin modificar. A efectos de comparaci&oacute;n, se muestra la imagen correspondiente a una
microesfera perteneciente al tipo QM1-1. Las micrograf&iacute;as mostraron que las microesferas,
ya sean modificadas o no, exhibieron una buena esfericidad (Figs. 5.12.A y 5.12.D). En lo que
al aspecto de las superficies se refiere, las microesferas sin modificar presentaron una
superficie lisa (Fig. 5.12.B), mientras que la de las modificadas result&oacute; rugosa, exhibiendo
una apariencia similar a filamentos (Fig. 5.12.E). Esta &uacute;ltima imagen concuerda con la
presencia de largas cadenas carbonadas sobre la superficie, contribuyendo a confirmar la
modificaci&oacute;n qu&iacute;mica impuesta sobre las part&iacute;culas. Por otro lado, la porosidad de las
mismas puede apreciarse al aumentar la magnificaci&oacute;n; las microesferas de quitosano
exhiben poros muy peque&ntilde;os y regulares (Fig. 5.12.C), mientras que las modificadas
muestran una amplitud mayor en el tama&ntilde;o de los mismos (Fig. 5.12.F). Cabe recordar aqu&iacute;
que el tama&ntilde;o de poros de este tipo de microesferas no pudo ser cuantificado
expresamente por el m&eacute;todo de adsorci&oacute;n de N2, pero que cualitativamente se pudo decir
que los mismos rondar&iacute;an los 5 &Aring; (Secci&oacute;n 5.8.2.2). En la Fig. 5.12.F puede observarse que
los poros de las microesferas modificadas ser&iacute;an de di&aacute;metro promedio menor a 50 &Aring;.
Con respecto a la t&eacute;cnica de microan&aacute;lisis, puede decirse que &eacute;sta ha sido empleada
para la caracterizaci&oacute;n estructural de quitosano y sus derivativos. En el caso de estos
&uacute;ltimos, es posible determinar el grado de sustituci&oacute;n de la cadena macromolecular y la
presencia de unidades mono y disustituidas mediante estimaciones del contenido en peso
de carbono (C) y nitr&oacute;geno (N) (Desbri&egrave;res et al., 1996). En consecuencia, esta t&eacute;cnica
podr&iacute;a haber resultado muy provechosa para caracterizar los soportes obtenidos, al permitir
la determinaci&oacute;n del grado de sustituci&oacute;n de cada tipo de microesfera. Sin embargo, como
puede observarse en las Fig. 5.13 y Fig. 5.14, hubo un solapamiento de las bandas de C y N
obtenidas en los espectros de las microesferas modificadas y sin modificar.
Consecuentemente, no pudo realizarse ninguna clase de c&aacute;lculo. Por otro lado, cuando
microesferas modificadas con lipasas inmovilizadas sobre ellas, fueron sometidas a este
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A
B
C
D
E
F
Figura 5.12. Micrograf&iacute;as de superficie de: Arriba, microesfera de quitosano y Abajo, microesfera de quitosano modificado (QM11). Ambas en 3 magnificaciones, A y D: 66x (barra de escala: 200 μm), B y E: 1000x (barra de escala: 20 μm) y C yF: 5400x de (barra
de escala: 5 μm).
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Figura 5. 13. Espectro EDAX de microesfera de quitosano, 1000x.
Presencia de bandas de C y N (solapadas), y O; las bandas no
rotuladas pertenecen a Au.
Figura 5.14. Espectro EDAX de microesfera de quitosano modificada,
1000x. Presencia de bandas de C y N (solapadas), y O.
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Figura 5.15. Espectro EDAX de microesfera de quitosano modificada
con lipasas inmovilizadas, 5400x. Presencia de bandas de C, N y O
(solapadas); y de Cu y S.
an&aacute;lisis, se registraron bandas adicionales de Cu y de S, que correspondieron a la enzima
(Fig. 5. 15).
5.8.2.7. Espectroscopia infrarroja por transformada de Fourier
En la Fig. 5.16.A pueden observarse los espectros FTIR de las microesferas de
quitosano y las de quitosano modificadas del tipo QM1-1. En lo que respecta a los bandas
encontradas, puede decirse que las obtenidas en ambas muestras resultaron acordes a las
caracter&iacute;sticas del quitosano en espectros FTIR reportados por otros autores (Ma et al.,
2008; Sajomsang et al. 2008). Las bandas m&aacute;s importantes resultaron ser: 3440 cm-1
(tensi&oacute;n del grupo –OH solapada con la tensi&oacute;n del grupo N-H), 2924 y 2853 cm-1 (tensi&oacute;n
del grupo C-H, correspondiente a grupos CH2 y CH3), 1665 cm-1 y 1378 cm-1 (estiramiento del
C=O y C-O del grupo amida, respectivamnete), 1599 cm-1 (doblaje del grupo -NH2), 1155 cm1
(tensi&oacute;n antisim&eacute;trica del puente C-O-C), 1079 y 1029 cm-1 (vibraciones del esqueleto
propias de su estructura piron&oacute;sica).
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Aunque a simple vista ambos espectros resulten similares por el formato de los
mismos, se encontraron interesantes diferencias en las intensidades de absorci&oacute;n. Al
comparar los espectros, puede notarse que el perteneciente a las microesferas de quitosano
modificadas mostr&oacute; una mayor intensidad en las bandas correspondientes a las frecuencias
2924 y 2853 cm-1 asignados al modo asim&eacute;trico y sim&eacute;trico del grupo CH2 respectivamente;
y un debilitamiento de la banda a 1599 cm-1 atribuido al grupo amina NH2, lo que se
corresponde con la modificaci&oacute;n impuesta por adici&oacute;n de cadenas alquiladas al grupo
funcional NH2. Al amplificar la escala (Fig. 5.16.B), es posible distinguir m&aacute;s claramente una
nueva banda a 720 cm-1 asignada al C-(CH2)n con n&gt;4, lo que concuerda con la cadena
carbonada injertada en la estructura molecular del quitosano.
147
Cap&iacute;tulo 5 - Preparaci&oacute;n de biocatalizadores: Soporte
Figura 5.16. (A) Espectro FTIR de: (1) microesferas
de quitosano y (2) microesferas de quitosano
modificadas, QM1-1. (B) Amplificaci&oacute;n de la Fig.
5.16.A.
5.8.2.8. Test de Solubilidad
Al someter a los diferentes tipos de microesferas de quitosano modificadas al test de
solubilidad, se encontr&oacute; que ninguna de ellas result&oacute; soluble en los medios ac&iacute;dicos ni en los
solventes org&aacute;nicos empleados. En consecuencia, el grado de sustituci&oacute;n de las microesferas
modificadas no pudo ser determinado mediante la t&eacute;cnica de resonancia magn&eacute;tica nuclear
(1H NMR por sus siglas en ingl&eacute;s) como lo report&oacute; Rinaudo et al. (2005). Esto indicar&iacute;a que
las microesferas preparadas en este trabajo podr&iacute;an estar sustituidas en mayor grado que
los N-docedil quitosanos obtenidos en la mencionada investigaci&oacute;n. Tambi&eacute;n, Sajomsang et
al. (2008) han reportado problemas en la cuantificaci&oacute;n del grado de sustituci&oacute;n usando 1H
NMR debido a la insolubilidad del material al emplear D2O/CF3COOD en la disoluci&oacute;n de Noctil quitosano. Por otro lado, la insolubilidad exhibida por las part&iacute;culas de quitosano
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mostr&oacute; que estos soportes ser&iacute;an adecuados para usarse en reacciones que empleen
solventes org&aacute;nicos.
5.8.2.9. NRM de s&oacute;lidos para cuantificaci&oacute;n del grado de sustituci&oacute;n
Dado que las microesferas resultaron insolubles en los solventes empleados en NMR
por disoluci&oacute;n, con el objetivo de realizar la caracterizaci&oacute;n de los soportes obtenidos a
trav&eacute;s del grado de sustituci&oacute;n, se emple&oacute; la espectroscopia
13
C NMR para materiales en
estado s&oacute;lido. Esta novedosa t&eacute;cnica, al igual que NMR tradicional, permite la elucidaci&oacute;n de
estructuras moleculares y puede emplearse con fines cuantitativos.
Los espectros correspondientes a las microesferas de quitosano y a un tipo particular
de microesfera modificada, QM1-1.5, se muestran en las Fig. 5.17. Como puede apreciarse,
en ambos se observan los picos caracter&iacute;sticos del quitosano, los cuales resultaron acordes a
los reportados por Kasaai (2010) para
13
C NMR en soluci&oacute;n, y por Van de Velde y Kiekens
(2004) para 13C NMR de s&oacute;lidos. Los picos adicionales del material alquilado corresponden a
las se&ntilde;ales emitidas por las cadenas injertadas a la cadena carbonada. En la Tabla 5.2 se
muestra en detalle las identificaciones de los picos en funci&oacute;n de su posici&oacute;n; para algunas
se&ntilde;ales se reportan dos valores debido al corrimiento que se genera en el material
modificado. Por la misma causa, las microesferas de quitosano modificado muestran un
solapamiento en las se&ntilde;ales de C2 y C6.
En base al espectro obtenido para las microesferas de quitosano sin modificar, se
cuantific&oacute; el grado de desacetilaci&oacute;n del material, empleando para ello el cociente entre las
&aacute;reas correspondientes al pico del carbono met&iacute;lico (CH3) y al de los carbonos
correspondientes al anillo D-glucosam&iacute;nico (C1-C6). El valor de desacetilaci&oacute;n as&iacute; calculado
fue 79.5%, muy similar al valor proporcionado por quienes suministraron el quitosano en
escamas inicial, 80.2% (previamente obtenido mediante la realizaci&oacute;n de 1H NMR) lo que
permiti&oacute; validar el an&aacute;lisis.
Empleando el espectro correspondiente a las microesferas de quitosano
modificadas, el grado de desacetilaci&oacute;n no result&oacute; similar, probablemente debido a que las
se&ntilde;ales de los C1-C6 fueron distorsionadas por la presencia de las cadenas alqu&iacute;licas. Sin
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embargo, la relaci&oacute;n de &aacute;reas de los grupos carbonilo y metilo de las unidades remanentes
de quitina permaneci&oacute; inalterada, por lo que se seleccion&oacute; a este &uacute;ltimo grupo como
referencia para cuantificar el grado de sustituci&oacute;n. Los picos relacionados a la cadena
alqu&iacute;lica que se emplearon para obtener este par&aacute;metro, mediante la relaci&oacute;n entre el &aacute;rea
correspondiente y el &aacute;rea de la referencia, fueron: R-CH3, N-CH2 y R-CH2-R, obteni&eacute;ndose los
siguientes valores: 7.3 %, 7.8 % y 8.7 % respectivamente; esto result&oacute; en un grado de
sustituci&oacute;n promedio de 7.9% &plusmn; 0.7 (promedio &plusmn; desv&iacute;o est&aacute;ndar). La similitud hallada
(varianza &lt; 10%) indicar&iacute;a que esta t&eacute;cnica es apropiada y consistente para cuantificar el
grado de sustituci&oacute;n global de microesferas alquiladas. Los valores relativamente bajos del
grado de sustituci&oacute;n est&aacute;n asociados a que el an&aacute;lisis se realiz&oacute; sobre el total del material
mientras que la modificaci&oacute;n impuesta fue relativamente superficial.
Un aspecto muy importante para destacar es que, las mediciones y los resultados
antes mencionados forman parte inicial del desarrollo de una t&eacute;cnica para cuantificar el
grado de sustituci&oacute;n de quitosano alquilado en gran manera (muestras que se tornan
insolubles en los solventes convencionales para el an&aacute;lisis cl&aacute;sico) empleando 13C NMR y 15N
NMR, algo que por el momento no se cuenta con antecedentes. Por esta raz&oacute;n, el an&aacute;lisis
del grado de sustituci&oacute;n de los restantes soportes y el empleo de
15
N NMR no ser&aacute;n
reportados, ya que al momento se sigue trabajando en esto.
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A
B
Figura 5.17. Espectro 13C NMR de microesferas de: A) quitosano (Q);
B) quitosano modificadas (QM1-1.5).
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Tabla 5.2.
Se&ntilde;ales qu&iacute;micas de los carbonos correspondientes a
las microesferas de quitosano y quitosano
modificadas (QM1-1.5).
Tipo de Carbono
δ13C (ppm)
C1
105.0 - 105.2
C2
57.9
C3 - C5
75.3 - 75.6
C4
83.0
C6
60.8
CH3-N
23.4 - 23.9
N-C=O
173.8 - 174.2
CH3-R
14.7
N-CH2
32.8
R-(CH2)-R
30.5
(CH2)10,11
26.9
La l&iacute;nea separa: se&ntilde;ales caracter&iacute;sticas del quitosano
parcialmente desacetilado (parte superior) y los picos
adicionales producto de la modificaci&oacute;n (parte inferior).
5.8.2.10. Contenido de prote&iacute;na de los biocatalizadores preparados
Las mediciones del contenido de prote&iacute;na en los biocatalizadores desarrollados
fueron realizadas con dos prop&oacute;sitos. Primero, &eacute;stas fueron usadas para examinar la
relaci&oacute;n entre el car&aacute;cter hidrof&oacute;bico de los soportes preparados y la adsorci&oacute;n de las
lipasas. Segundo, con la informaci&oacute;n anterior disponible, fue posible comparar la actividad
espec&iacute;fica de cada uno de los biocatalizadores con la de la enzima libre, al a&ntilde;adir la misma
cantidad de prote&iacute;na en los medios de reacci&oacute;n. Los resultados de la prote&iacute;na adsorbida en
cada biocatalizador son mostrados en la Fig. 5.18. Como se puede apreciar, los soportes de
la Serie QM0.5 (relaci&oacute;n 1:0.5 NH2/aldeh&iacute;do) mostraron que a mayor modificaci&oacute;n del
material, correspondiente a mayores tiempos de reacci&oacute;n, m&aacute;s prote&iacute;na fue adsorbida. Este
comportamiento pareci&oacute; seguir una tendencia lineal positiva. Por otra parte, los soportes de
la Serie QM1 (relaci&oacute;n 1:1 NH2/aldeh&iacute;do) incorporaron menor cantidad de prote&iacute;na que el
material sin modificar (Q) independientemente del tiempo de la reacci&oacute;n de aminaci&oacute;n.
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Cabe mencionar que los soportes de la Serie QM1 resultaron m&aacute;s hidrof&oacute;bicos que los de la
serie QM0.5 (secci&oacute;n 5.8.2.3). Este resultado sugiere que la hidrofobicidad del soporte y la
morfolog&iacute;a de su superficie, obtenidas en base a la concentraci&oacute;n de cadenas de aldeh&iacute;do
injertadas, pueden definir la adsorci&oacute;n de las lipasas sobre el soporte. Nieto et al. (2005)
llevaron a cabo la inmovilizaci&oacute;n de lipasas de Rhizomucor miehei por adsorci&oacute;n sobre
soportes hidrof&oacute;bicos comerciales (Butyl-Sepabeads, Octyl-agarose y Octadecyl-Sepabeads)
y observaron que la carga de prote&iacute;na decrec&iacute;a cuando el material era extremadamente
hidrof&oacute;bico. Esto resulta consistente con los resultados obtenidos en el presente trabajo.
Una explicaci&oacute;n de este hallazgo es realizada en la pr&oacute;xima secci&oacute;n. Por otro lado, Branco et
al. (2010) estudiaron la inmovilizaci&oacute;n de lipasas de Pyrococcus furiosus sobre ButylSepabeads y Octadecyl-Sepabeads, y observaron que a medida que la hidrofobicidad del
soporte se incrementaba, m&aacute;s lipasas eran adsorbidas. Este resultado sugiere que la
adsorci&oacute;n no solo esta determinada por las caracter&iacute;sticas del soporte sino tambi&eacute;n por las
peculiaridades de la lipasa (tama&ntilde;o del lid, n&uacute;mero de residuos hidrof&oacute;bicos, etc.) o incluso
del preparado enzim&aacute;tico del cual se parte.
Figura 5.18. Contenido de prote&iacute;na en los biocatalizadores preparados (Prot/Sop),
identificados en t&eacute;rmino de las condiciones empleadas para obtener los soportes: Q (■),
Serie QM0.5 (Δ), y Serie QM1(□).
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5.8.2.11. Ensayos de actividad enzim&aacute;tica
El comportamiento catal&iacute;tico de los biocatalizadores obtenidos y de la enzima libre
fue evaluado mediante la reacci&oacute;n de inter&eacute;s (acid&oacute;lisis). La composici&oacute;n de &aacute;cidos grasos
palm&iacute;tico y este&aacute;rico respecto al total de &aacute;cidos grasos en los glic&eacute;ridos (P+St) en los l&iacute;pidos
estructurados (SL), productos tras 24 h de reacci&oacute;n, son reportados en la Fig. 5.19. Como
puede notarse, casi todos los biocatalizadores obtenidos usando microesferas de quitosano
modificadas como soporte, Serie QM0.5 y Serie QM1, fueron m&aacute;s activos que el obtenido
empleando microesferas de quitosano (Q). Adem&aacute;s, para ambas relaciones NH2/aldeh&iacute;do,
las prote&iacute;nas adsorbidas mostraron una mayor actividad catal&iacute;tica a medida que los tiempos
asociados a la reacci&oacute;n de aminaci&oacute;n de sus soportes se increment&oacute;, hasta alcanzar una
condici&oacute;n a partir de la cual la actividad disminuy&oacute;, haci&eacute;ndose similar a la de los
biocatalizadores preparados con las microesferas de quitosano sin modificar (tiempo de
aminaci&oacute;n= 0 h). Los efectos de los factores relaci&oacute;n molar NH2/aldeh&iacute;do, tiempo de
aminaci&oacute;n y su interacci&oacute;n, resultaron ser significativos sobre la actividad de la lipasa
inmovilizada (P =0.0351, 0.0002, and 0.0009, respectivamente).
El biocatalizador que logr&oacute; la mayor modificaci&oacute;n sobre el aceite de girasol fue el
preparado empleando QM1-1.5 como soporte; el mismo condujo a un cambio en la
composici&oacute;n de los &aacute;cidos palm&iacute;tico y este&aacute;rico, desde un valor inicial de 9.6% en el aceite
hasta 49.1% en el l&iacute;pido estructurado final. Cabe destacar, que QM1-1.5 fue uno de los
soportes con menor cantidad de prote&iacute;na adsorbida (Fig. 5.18). Sin embargo, conforme al
an&aacute;lisis del &aacute;ngulo de contacto, &eacute;ste result&oacute; ser uno de los soportes m&aacute;s hidrof&oacute;bicos. Este
comportamiento observado permite postular lo siguiente: en el caso de los soportes de la
Serie QM1 pareciera que una modificaci&oacute;n superficial mayor asociada a un car&aacute;cter m&aacute;s
hidrof&oacute;bico, hace que las lipasas se adsorban en una conformaci&oacute;n m&aacute;s abierta. Al principio
&eacute;sta podr&iacute;a ser una conformaci&oacute;n m&aacute;s activa, pero cuando la modificaci&oacute;n del soporte
supera un cierto grado, la conformaci&oacute;n de la lipasa inmovilizada podr&iacute;a volverse demasiado
abierta y /o con el sitio activo m&aacute;s cercano al soporte provocando una menor actividad o
impedimento est&eacute;rico que bloquea f&iacute;sicamente el acceso del sustrato (Mateo et al., 2007).
Esta forma abierta o expandida de la lipasa podr&iacute;a involucrar m&aacute;s cadenas de aldeh&iacute;do que
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cuando se emplean soportes de la Serie 1:0.5 (conformaci&oacute;n m&aacute;s cerrada). Por lo tanto, la
capacidad de los soportes de la Serie QM1 para adsorber prote&iacute;nas podr&iacute;a estar restringido
por este hecho, lo que justifica el menor contenido de prote&iacute;na alcanzado con estos (Fig.
5.18). El incremento de actividad debido a la inmovilizaci&oacute;n de lipasas en soportes
fuertemente hidrof&oacute;bicos ha sido reportado en numerosos trabajos (Palomo et al., 2002;
Nieto et al., 2005). Otras investigaciones han informado que la mayor hiperactivaci&oacute;n se
logr&oacute; cuando una baja cantidad de prote&iacute;na fue adsorbida sobre los soportes. Para explicar
esto, los autores sugieren que tendr&iacute;a lugar la formaci&oacute;n de un microambiente que envuelve
la superficie del soporte, el sitio activo de la enzima y el sustrato, el cual favorecer&iacute;a la
eficiencia catal&iacute;tica de la enzima (Almeida et al., 2008; Branco et al. 2010).
Cuando se emplearon como catalizador lipasas de Rhizomucor miehei libres y el
biocatalizador preparado con las microesferas sin modificar (Fig. 5.20, ART: 0 h), se obtuvo
una incorporaci&oacute;n similar de &aacute;cidos grasos saturados en los productos de reacci&oacute;n. Sin
embargo el biocatalizador m&aacute;s activo (QM1-1.5) tuvo una actividad casi 3 veces mayor que
estos. Los resultados aqu&iacute; reportados demostraron que la lipasa inmovilizada logr&oacute; una
condici&oacute;n de hiperactivaci&oacute;n en algunos de los soportes modificados. Vale mencionar que
esta hiperactivaci&oacute;n no fue tan alta como las que se han reportado en otros trabajos
(Fernandez-Lafuente et al., 1998; Palomo et al., 2002; Nieto et al., 2005). Esto podr&iacute;a
deberse a la diferencia en las reacciones ensayadas y en el tipo de sustratos usados. Por
ejemplo, Palomo et al. (2002) mostr&oacute; que lipasas de M. miehei inmovilizada en OctadecylSepabeads fue 20 veces m&aacute;s activa que la enzima soluble en la hidr&oacute;lisis de p-nitrofenil
propianato. Sin embargo, el mismo derivado enzim&aacute;tico alcanz&oacute; solo un incremento en un
factor de 5 comparado con la enzima soluble cuando fue usado en la hidr&oacute;lisis de etil
butirato.
Por otro lado, tanto la enzima libre como la inmovilizada exhibieron similar
preferencia por incorporar &aacute;cido este&aacute;rico en lugar de palm&iacute;tico. Usando la misma cantidad
de prote&iacute;na, las incorporaciones de palm&iacute;tico y este&aacute;rico fueron las siguientes: 60.0% y
104.1%, respectivamente, con lipasas de Rhizomucor miehei libre y 351.3% y 536.4%,
respectivamente, con QM1-1.5. Esto sugiere que los soportes obtenidos, junto con el
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proceso de inmovilizaci&oacute;n empleado, no cambiaron las caracter&iacute;sticas naturales de las
lipasas en este sentido (Lee y Akoh, 1998).
Por otra parte, en lo que se refiere a la condici&oacute;n impuesta sobre los biocatalizadores
de ser altamente resistentes a la atrici&oacute;n, este aspecto fue corroborado despu&eacute;s de cada
reacci&oacute;n realizada, por inspecci&oacute;n visual. Todos los biocatalizadores permanecieron
inalterados en las condiciones de reacci&oacute;n estudiadas. Adem&aacute;s, y tambi&eacute;n en t&eacute;rminos
cualitativos, la dureza de los biocatalizadores se pudo confirmar cuando los mismos
debieron llevarse a la forma de polvo para los an&aacute;lisis de FTIR y 13C NMR.
La comparaci&oacute;n del desempe&ntilde;o de los biocatalizadores preparados en este trabajo
con el de otras lipasas inmovilizadas sobre quitosano, reportadas en estudios previos, no
pudo realizarse debido a que no se hall&oacute; ning&uacute;n tipo de investigaci&oacute;n en la que se produzcan
l&iacute;pidos estructurados con estos derivados enzim&aacute;ticos. La informaci&oacute;n publicada muestra
que otras lipasas han sido inmovilizadas sobre microesferas de quitosano sin modificar y
usadas generalmente en reacciones de hidr&oacute;lisis. Por ejemplo, lipasas de Candida rugosa
inmovilizadas han sido ensayadas en la hidr&oacute;lisis de p-nitrofenil palmitato (Chiou y Wu,
2004); aunque principalmente otros tipos de enzimas han sido inmovilizadas, por ejemplo βgalactosidasa para ser empleada en la hidr&oacute;lisis de lactosa (Carrara et al. 1994, Rejikumar y
Devi, 1995). As&iacute; tambi&eacute;n β-glucosidasa, fosfatasa &aacute;cida y α-amilasa, entre otras, han sido
usadas en sus reacciones espec&iacute;ficas (Krajewska, 2004). Esto indica que el trabajo que se
detalla en este cap&iacute;tulo result&oacute; innovador, no solo desde el punto de vista de la
modificaci&oacute;n realizada sobre el quitosano para obtener un soporte m&aacute;s adecuado, sino
tambi&eacute;n debido a la aplicaci&oacute;n que se le da al biocatalizador desarrollado.
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Figura 5.19. Composici&oacute;n de &aacute;cidos palm&iacute;tico y este&aacute;rico (P+St) en los l&iacute;pidos
estructurados (SL) obtenidos por acid&oacute;lisis catalizada con los biocatalizadores
preparados: Q (■), Serie QM0.5 (Δ), y Serie QM1 (□). Acid&oacute;lisis catalizada por lipasas
libres de RM: ○. Aceite de girasol: ●. Condiciones de reacci&oacute;n: 6 mol StPFA/mol SO, 3ml
hexano/g sustrato, 33 mg de prote&iacute;na/g sustrato, a 60&deg;C y 24h.
5.8.2.12. Estabilidad en el reuso
Un estudio de estabilidad operacional se llev&oacute; a cabo con todos los biocatalizadores.
Los resultados para los 3 primeros usos ensayados se muestran en la Fig. 5.20. Como puede
apreciarse, la actividad del biocatalizador obtenido a partir del material sin modificar (Q)
decreci&oacute; con los reusos en forma significativa (P&lt;0.05), en concordancia con los hallazgos
reportados por Tang et al. (2007). La actividad de los biocatalizadores obtenidos de
microesferas de quitosano modificadas, en algunos casos fue moderadamente mantenida y
en otros, en general disminuy&oacute;. La estabilidad de QM1-1.5, mejor biocatalizador obtenido
desde el punto de vista de su actividad catal&iacute;tica, fue testeada durante 10 usos
consecutivos. Como puede observarse en la Fig. 5.21., el mismo mantuvo su actividad
durante los primeros 7 usos de 24 h cada uno (P&gt;0.05). Esto indica que durante este tiempo,
7 ciclos de uso (168 h totales), las lipasas adsorbidas sobre las microesferas modificadas no
fueron desactivadas por las condiciones a las que se llev&oacute; a cabo la reacci&oacute;n de acid&oacute;lisis,
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tampoco liberadas al medio de reacci&oacute;n, ni desorbidas en los lavados intermedios. Despu&eacute;s
de 10 usos sucesivos, el biocatalizador mantuvo m&aacute;s del 70% de la actividad inicial, estando
a&uacute;n en un nivel de actividad m&aacute;s alto que el de la enzima libre. Esto revela una fuerte
adsorci&oacute;n de la lipasa al soporte hidrof&oacute;bico, en parte debida a la interacci&oacute;n f&iacute;sica
espec&iacute;fica entre la lipasa y el soporte, la cual por otro lado se vio favorecida por la fase
org&aacute;nica donde la reacci&oacute;n de acid&oacute;lisis fue realizada.
Figura 5.20. Composici&oacute;n de &aacute;cido palm&iacute;tico y este&aacute;rico (P+St) en los productos de
reacci&oacute;n obtenidos en sucesivos usos para todos los biocatalizadores preparados.
Condiciones de reacci&oacute;n: 6 mol StPFA/mol SO, 3ml hexano/g sustrato, 33 mg de
prote&iacute;na/g sustrato, a 60&deg;C y 24h.
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Figura 5.21. Actividad relativa (A.R.) en usos sucesivos, correspondiente al biocatalizador
m&aacute;s activo, QM1-1.5. Condiciones de reacci&oacute;n: ver Fig. 5.20.
5.9. Conclusiones
En la preparaci&oacute;n de biocatalizadores, el soporte merece tanta atenci&oacute;n como la
enzima misma y el proceso empleado para la uni&oacute;n o inmovilizaci&oacute;n. Esto se debe a que un
soporte elegido en forma adecuada puede mejorar significativamente el rendimiento del
derivado enzim&aacute;tico. Por esta raz&oacute;n, se opt&oacute; por la preparaci&oacute;n del propio soporte a fin de
poder otorgarle las caracter&iacute;sticas deseadas.
En ese sentido, microesferas de quitosano fueron preparadas exitosamente por
neutralizaci&oacute;n y posterior reacci&oacute;n de aminaci&oacute;n reductiva a fin de modificar la naturaleza
hidrof&iacute;lica del quitosano a una m&aacute;s hidrof&oacute;bica. Dado que esta t&eacute;cnica no hab&iacute;a sido
empleada antes para microesferas de gel, la modificaci&oacute;n qu&iacute;mica fue corroborada
mediante diferentes m&eacute;todos de caracterizaci&oacute;n de materiales. Los resultados revelaron
que, para las condiciones bajo estudio, la concentraci&oacute;n de aldeh&iacute;do en el medio de
reacci&oacute;n y el tiempo de contacto con el mismo influyeron en la hidrofobicidad de las
part&iacute;culas obtenidas. Pudo notarse un incremento en el tama&ntilde;o de las part&iacute;culas debido a la
modificaci&oacute;n efectuada sobre las microesferas, probablemente debido a la incorporaci&oacute;n
superficial de largas cadenas carbonadas a la estructura original del polisac&aacute;rido. Todas las
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part&iacute;culas obtenidas mostraron estabilidad t&eacute;rmica hasta al menos 250 &deg;C. Por otra parte las
lipasas de Rhizomucor miehei fueron efectivamente inmovilizadas por adsorci&oacute;n sobre las
microesferas modificadas, mostrando una mayor actividad a medida que el material era m&aacute;s
hidrof&oacute;bico, salvo para aquellos que resultaron altamente hidrof&oacute;bicos. El biocatalizador
QM1-1.5, obtenido de uno de los soportes m&aacute;s modificados, logr&oacute; la mayor transformaci&oacute;n
sobre
el aceite de girasol en la reacci&oacute;n de acid&oacute;lisis, alcanzando un cambio en la
composici&oacute;n de los &aacute;cidos palm&iacute;tico y este&aacute;rico desde un valor de 9.6 % en el aceite original
a 49.1 % en el l&iacute;pido estructurado final. Esta alta conversi&oacute;n, 3 veces mayor que la obtenida
con la enzima libre, fue mantenida durante 7 usos consecutivos de 24 h cada uno,
transcurso en el cual no se detectaron problemas de atrici&oacute;n. De este modo, el
biocatalizador preparado que mostr&oacute; el mejor desempe&ntilde;o podr&iacute;a ser adecuado para usarse
en sistemas discontinuos con altas velocidades de agitaci&oacute;n y asimismo, en sistemas
continuos como catalizador en un lecho empacado. Este &uacute;ltimo aspecto es motivo de
estudio en el Cap&iacute;tulo 8.
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6.1. Introducci&oacute;n
Como se detall&oacute; en la secci&oacute;n anterior, mediante modificaciones en la reacci&oacute;n de
alquilaci&oacute;n, se obtuvieron soportes para inmovilizaci&oacute;n con distinto grado de hidrofobicidad.
Con la consecuente inmovilizaci&oacute;n de la lipasa Rhizomucor miehei sobre ellos, fue posible
obtener 8 tipos de biocatalizadores. La capacidad catalizadora de los mismos fue probada en
la acid&oacute;lisis de aceite de girasol y &aacute;cidos grasos saturados, palm&iacute;tico y este&aacute;rico, en una
condici&oacute;n de reacci&oacute;n &uacute;nica y espec&iacute;fica. El biocatalizador m&aacute;s activo logr&oacute; un cambio en la
composici&oacute;n en &aacute;cidos palm&iacute;tico y este&aacute;rico desde un valor de 9.6% en el aceite original, a
49.1% en producto final.
Si bien este resultado logr&oacute; ser muy satisfactorio en cuanto a la conversi&oacute;n
alcanzada, en lo que a acid&oacute;lisis se refiere, resulta necesario desarrollar un conocimiento
m&aacute;s amplio de la influencia que tienen las variables de reacci&oacute;n. Esto se hace a&uacute;n m&aacute;s
imperioso si se tiene presente que la reacci&oacute;n de acid&oacute;lisis consiste en pasos de hidr&oacute;lisis y
reesterificaci&oacute;n. Ciertas condiciones podr&iacute;an favorecer la hidr&oacute;lisis provocando una
formaci&oacute;n excesiva de diglic&eacute;ridos (DAG) y monoglic&eacute;ridos, incluso hasta de glicerol, que si
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permanecen como tales en el producto final disminuir&iacute;an el rendimiento de los l&iacute;pidos
estructurados deseados. Adicionalmente, la presencia de DAG puede dar lugar a reacciones
indeseadas. Se ha reportado que ciertas cantidades de DAG en la mezcla de reacci&oacute;n han
provocado la acil migraci&oacute;n de grupos acilo de cadena larga de la posici&oacute;n sn-2 a sn-1 o sn-3,
lo que tambi&eacute;n conlleva a un menor rendimiento y pureza (Xu et al., 1998; Xu et al., 1999;
Yang et al., 2005).
Por otro lado, este tipo de estudio tambi&eacute;n resulta necesario cuando procesos de
esta clase se desean implementar en escala industrial, donde se usan por lo general,
reactores de lecho empacado. En este caso, las mezclas de reacci&oacute;n deben tener una
relaci&oacute;n sustratos/solvente adecuada para que no ocurra solidificaci&oacute;n en las l&iacute;neas del
sistema. Esto es debido a que la temperatura de trabajo por lo general es cercana a la
temperatura de fusi&oacute;n de los &aacute;cidos grasos.
Las variables que pueden ser analizadas en una reacci&oacute;n de acid&oacute;lisis enzim&aacute;tica
son: tiempo, temperatura, relaci&oacute;n entre sustratos, concentraci&oacute;n inicial de agua en el
medio de reacci&oacute;n, concentraci&oacute;n de enzima, concentraci&oacute;n de solvente y tipo de enzima
empleada, entre otros (Xu et al., 1998; Sharma et al., 2009; de Ara&uacute;jo et al., 2011). La
selecci&oacute;n de los par&aacute;metros a estudiar depender&aacute; de los requerimientos propios.
De este modo, el trabajo experimental y posterior an&aacute;lisis que se detalla en este
cap&iacute;tulo, se realiz&oacute; con el objetivo de lograr una mayor comprensi&oacute;n del efecto que tienen
los par&aacute;metros de reacci&oacute;n m&aacute;s importantes cuando un novedoso biocatalizador
especialmente preparado para modificaci&oacute;n de l&iacute;pidos es usado. Asimismo, se busc&oacute; hallar
las condiciones de reacci&oacute;n m&aacute;s adecuadas sobre la base de consideraciones pr&aacute;cticas, a fin
de producir el mayor cambio en la composici&oacute;n del aceite de girasol.
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6.2. M&eacute;todos empleados
6.2.1. Dise&ntilde;o Experimental
Para que un conjunto de experimentos se realice en la forma m&aacute;s eficiente, es
necesario emplear m&eacute;todos cient&iacute;ficos en su planificaci&oacute;n. El dise&ntilde;o estad&iacute;stico de
experimentos es el proceso de planear un conjunto de experimentos para obtener datos
apropiados que puedan ser analizados mediante m&eacute;todos estad&iacute;sticos, con el objetivo de
lograr conclusiones v&aacute;lidas y objetivas. Para obtener conclusiones significativas a partir de
datos que involucran errores experimentales se requiere de un enfoque estad&iacute;stico del
dise&ntilde;o de experimentos (Montgomery, 2005).
B&aacute;sicamente, un dise&ntilde;o experimental consiste en desarrollar una serie de
experimentos, previamente planeados, en los que se var&iacute;an los valores de las variables de
entrada (variables independientes) y se miden los valores de respuesta (variables
dependientes) a la salida (luego de realizar el experimento). M&aacute;s espec&iacute;ficamente, dise&ntilde;os
que involucran las metodolog&iacute;as de superficie de respuesta, permiten analizar
simult&aacute;neamente varias variables con un m&iacute;nimo n&uacute;mero de ensayos, ya que se basan en
dise&ntilde;os factoriales. Estas metodolog&iacute;as tienen la ventaja de ser menos costosas y de
consumir menos tiempo que los m&eacute;todos cl&aacute;sicos (de Ara&uacute;jo et al., 2007).
En base a lo anterior, se seleccion&oacute; un dise&ntilde;o de superficie de respuesta de tipo BoxBehnken, para evaluar la influencia de los par&aacute;metros de reacci&oacute;n elegidos sobre las
variables de respuesta. El mismo consisti&oacute; en un dise&ntilde;o factorial incompleto de tres niveles
y tres factores con tres puntos centrales (Fig. 6.1), en el cual los puntos experimentales han
sido especialmente escogidos para permitir una estimaci&oacute;n eficiente de los coeficientes de
los modelos de segundo grado que este tipo de dise&ntilde;o permite obtener. Los tres factores
seleccionados fueron: cantidad de biocatalizador (E), relaci&oacute;n molar de sustratos (SR) y
cantidad de solvente (H). Estos se eligieron en base a trabajos de investigaci&oacute;n similares
(Shieh et al., 1995; Hita et al., 2009; de Ara&uacute;jo et al., 2011) donde estas variables tuvieron
efectos significativos. Los niveles de los factores se determinaron de acuerdo a estudios
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anteriores y consideraciones pr&aacute;cticas. La cantidad de solvente, hexano, en el medio de
reacci&oacute;n se fij&oacute; de modo que pudieran representarse sistemas diluidos en sustrato, de uso
com&uacute;n en operaciones continuas, y sistemas &uml;verdes&uml;, en los que no se emplean
disolventes. Los rangos analizados fueron: E (0.21 a 0.39 g), SR (3 - 6 mol SPFA / mol SO) y H
(0.0 -3.2 ml).
Figura 6.1. Dise&ntilde;o de Box-Behnken de 3 factores con 3 niveles.
Las variables de respuesta seleccionadas y el justificativo de su elecci&oacute;n se detallan a
continuaci&oacute;n.
•
% P+St: composici&oacute;n de &aacute;cidos grasos saturados, palm&iacute;tico y este&aacute;rico, respecto
a los &aacute;cidos grasos totales en glic&eacute;ridos. La cantidad de &aacute;cidos palm&iacute;tico y este&aacute;rico presente
en los glic&eacute;ridos luego de transcurrida la reacci&oacute;n es una medida directa de la actividad neta
de la lipasa (reacciones de hidr&oacute;lisis y esterificaci&oacute;n). Representa adem&aacute;s una caracter&iacute;stica
que permite apreciar claramente cuanto se modificaron los l&iacute;pidos originales.
•
% BP: composici&oacute;n de subproductos (mono y diglic&eacute;ridos) respecto al total de
glic&eacute;ridos. Como ya se mencion&oacute;, la reacci&oacute;n de acid&oacute;lisis se inicia cuando la enzima
hidroliza los &aacute;cidos grasos presentes en la estructura del triglic&eacute;rido, lo que permite la
posterior esterificaci&oacute;n con cadenas acilo presentes en el medio de reacci&oacute;n. En
consecuencia, los productos de la hidr&oacute;lisis, &aacute;cidos grasos libres, monoacilgliceroles y
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diacilgliceroles, son intermediarios necesarios en la reacci&oacute;n. Sin embargo, la presencia de
estos compuestos en el producto final implica un decrecimiento en el rendimiento a l&iacute;pidos
estructurados.
•
% SUS: triglic&eacute;ridos monoinsaturados respecto al total de triglic&eacute;ridos. Fue el
l&iacute;pido deseado por su estructuraci&oacute;n en tipo de &aacute;cidos grasos. Estos l&iacute;pidos contienen dos
&aacute;cidos grasos saturados que dan las caracter&iacute;sticas de grasas s&oacute;lidas o semis&oacute;lidas. Adem&aacute;s,
conserva el &aacute;cido graso insaturado en la posici&oacute;n sn-2, siempre y cuando la enzima sea
espec&iacute;fica (que solo catalice las reacciones en las posiciones sn-1 y sn-3) y no ocurra
migraci&oacute;n del &aacute;cido graso original de esta posici&oacute;n.
• % SSS: triglic&eacute;ridos trisaturados respecto al total de triglic&eacute;ridos. La presencia de
triglic&eacute;ridos trisaturados en el producto de reacci&oacute;n se debe a la existencia de la acil
migraci&oacute;n como reacci&oacute;n secundaria. Por esta raz&oacute;n, el contenido de TAG trisaturados
puede ser empleado como un indicador de esta reacci&oacute;n indeseada.
Cantidad de
Biocatalizador
Relaci&oacute;n de
Sustratos
Hexano
RESPESTAS
PAR&Aacute;METROS
% &Aacute;cidos grasos saturados
(% P+St)
% Subproductos (% BP)
% Monoinsaturados (% SUS)
% Trisaturados (% SSS)
Figura 6.2. Factores y variables de respuesta seleccionados para el dise&ntilde;o factorial
incompleto de 3 factores con 3 niveles.
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La matriz de dise&ntilde;o fue realizada empleando el software Design-Ease&reg; (Stat-Ease
Inc., 2006). La misma dio lugar a 15 experiencias, de las cuales 2 son r&eacute;plicas del punto
central. Los niveles de los factores empleados en cada uno de estos ensayos, en t&eacute;rmino de
las variables reales, se muestran en la tabla 6.1. Las experiencias se efectuaron en forma
aleatoria.
Este mismo software se emple&oacute; tambi&eacute;n para el an&aacute;lisis estad&iacute;stico a trav&eacute;s de
modelos de ajuste, que relacionan las distintas variables independientes y sus interacciones
con la variable dependiente o respuesta considerada. En estos, los coeficientes se calculan
en base a las respuestas experimentales y se obtienen seg&uacute;n la siguiente ecuaci&oacute;n de
regresi&oacute;n m&uacute;ltiple:
3
3
i =1
i =1
2
3
yˆ = β 0 + ∑ β i xi + ∑ β ii xi2 + ∑ ∑ β ij xi x j
(6.1)
i =1 j =i +1
donde ŷ es la respuesta en estudio, β0 la intersecci&oacute;n, βi el coeficiente para el efecto
principal del factor i, βij el coeficiente que involucra la interacci&oacute;n entre i y j, y por &uacute;ltimo, xi
y xj representan cada uno de los factores considerados.
La bondad del ajuste fue testeada mediante el an&aacute;lisis de la varianza (ANOVA), el
cual emplea coeficientes estad&iacute;sticos para describir los modelos. Estos son:
• Coeficiente de determinaci&oacute;n (R2): es una medida de la variaci&oacute;n de la media
explicada por el modelo.
• Coeficiente de determinaci&oacute;n ajustado (R2adj): es una medida de la variaci&oacute;n
alrededor de la media explicada por el modelo, ajustada por el n&uacute;mero de t&eacute;rminos
presentes en el modelo.
• Coeficiente de determinaci&oacute;n predicho: (R2pred): es una medida de la capacidad
predictiva del modelo.
La diferencia entre R2pred y R2adj no deber&iacute;a ser mayor que el 20%, de lo contrario
podr&iacute;a haber un problema con los datos o el modelo. Otros par&aacute;metros descriptivos que se
emplean son:
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• Falta de ajuste (LOF): el valor correspondiente no debe ser significativo.
• Precisi&oacute;n Adeq (AP): mide la relaci&oacute;n entre los valores predichos y el error
promedio de la predicci&oacute;n. Son adecuados los valores mayores a 4, en cuyo caso el modelo
puede ser usado para navegar en el espacio del dise&ntilde;o.
• Valor P: es un estad&iacute;stico que determina la significancia de los t&eacute;rminos del
modelo. Valores de P&gt;F menores que 0.05 indican que el t&eacute;rmino del modelo es significativo
y valores mayores a 0.1, indican que es no significativo. Cabe mencionar que algunos
t&eacute;rminos que mostraron ser no significativos fueron conservados en los modelos con el fin
de aumentar la calidad del ajuste.
En base a lo anterior, un modelo de ajuste fue obtenido para cada respuesta con su
correspondiente an&aacute;lisis estad&iacute;stico.
6.2.2. Preparaci&oacute;n del Biocatalizador
El biocatalizador empleado para la realizaci&oacute;n de las reacciones se prepar&oacute; seg&uacute;n lo
especificado en el cap&iacute;tulo anterior, en las condiciones que permitieron obtener el
catalizador m&aacute;s activo. Esto signific&oacute; emplear dodecil aldeh&iacute;do en la relaci&oacute;n monomolar 1:1
NH2/aldeh&iacute;do y un tiempo de contacto de 1.5 h.
De igual manera, la inmovilizaci&oacute;n de la lipasa sobre los soportes obtenidos se llev&oacute; a
cabo como se detalla en el mencionado cap&iacute;tulo.
6.2.3. Reacciones de Acid&oacute;lisis
Las reacciones entre aceite de girasol (SO) y la mezcla de &aacute;cidos grasos palm&iacute;tico y
este&aacute;rico (SPFA) fueron realizadas como se detalla a continuaci&oacute;n: 110 mg de SO y la
cantidad correspondiente de SPFA, necesaria para obtener las relaciones molares de
sustrato deseadas, fueron mezcladas con la cantidad adecuada de hexano y calentadas a 60
&deg;C. La reacci&oacute;n comenz&oacute; cuando el biocatalizador fue a&ntilde;adido.
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El sistema de reacci&oacute;n consisti&oacute; en recipientes cil&iacute;ndricos de vidrio de base plana con
tapas roscadas, en los cuales se colocaron las mezclas de reacci&oacute;n y se introdujeron en un
ba&ntilde;o de agua provisto de control de temperatura y agitaci&oacute;n magn&eacute;tica a 250 rpm.
Despu&eacute;s de 12 h, las reacciones se detuvieron removiendo la enzima por filtrado.
Luego, los productos de reacci&oacute;n fueron colocados bajo atm&oacute;sfera de nitr&oacute;geno para retirar
el solvente y posteriormente almacenados a - 20&ordm;C hasta su an&aacute;lisis.
6.2.4. An&aacute;lisis de productos de reacci&oacute;n
Los productos de reacci&oacute;n obtenidos fueron analizados por cromatograf&iacute;a gaseosa,
previa purificaci&oacute;n cuando fue requerida. Las t&eacute;cnicas usadas fueron las que se detallan a
continuaci&oacute;n.
6.2.4.1. Determinaci&oacute;n de &aacute;cidos grasos en glic&eacute;ridos
Se emple&oacute; el m&eacute;todo descrito en la Secci&oacute;n 2.3.7.
6.2.4.2. Determinaci&oacute;n del perfil de triglic&eacute;ridos (TAG)
Se emple&oacute; el m&eacute;todo descrito en la Secci&oacute;n 2.3.8. Tras la identificaci&oacute;n de las
especies de TAG, las mismas se agruparon en cuatro categor&iacute;as diferentes de acuerdo al
n&uacute;mero de &aacute;cidos grasos saturados (S) o insaturados (U) presentes en la mol&eacute;cula (sin
distinguir is&oacute;meros de posici&oacute;n). De este modo el contenido de TAG en los productos fue
reportado como SSS, SUS, UUS, y UUU (% g /100 g TAG total).
6.2.4.3. Cuantificaci&oacute;n de subproductos (BP)
El an&aacute;lisis se realiz&oacute; en los productos de reacci&oacute;n no deacidificados, siguiendo el
m&eacute;todo descrito en la Secci&oacute;n 2.3.8, por lo que los &aacute;cidos grasos libres cuantificados no s&oacute;lo
fueron subproducto sino tambi&eacute;n reactivo remanente de la reacci&oacute;n. Por esta raz&oacute;n, con el
fin de comparar las distintas experiencias, el porcentaje de subproductos se calcul&oacute; como
porcentaje en peso de monoglic&eacute;ridos y diglic&eacute;ridos respecto al total de glic&eacute;ridos.
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6.2.5. Optimizaci&oacute;n Multirespuesta y verificaci&oacute;n de los modelos de ajuste
En lo que a optimizaci&oacute;n de procesos se refiere, es com&uacute;n que varias variables de
respuesta sean de inter&eacute;s. Con lo cual, la determinaci&oacute;n de las condiciones &oacute;ptimas de las
variables independientes requiere la consideraci&oacute;n simult&aacute;nea de todas las respuestas, con
el fin de hallar un &oacute;ptimo global. Estos tipos de an&aacute;lisis en dise&ntilde;os experimentales,
denominados de optimizaci&oacute;n multirespuesta, pueden ser resueltos a trav&eacute;s de diversas
t&eacute;cnicas que se agrupan en 3 grandes enfoques: metodolog&iacute;as de superficie de respuesta,
metodolog&iacute;as de dise&ntilde;o robusto de Taguchi y metodolog&iacute;as basadas en una funci&oacute;n
denominada, funci&oacute;n de deseabilidad (D). Este &uacute;ltimo enfoque consiste en la realizaci&oacute;n de
superficies de respuesta individuales para cada respuesta. Los valores predichos, obtenidos
de cada superficie de respuesta, son transformados a una escala adimensional y
denominados deseabilidad individual, di. D se calcula combinando los valores de
deseabilidad individual, y el rango de valores que puede tomar var&iacute;a entre D = 0 (valor
inaceptable) y D = 1 (valor completamente deseable) (Ferreira et al., 2007). El valor de las
variables que maximiza D puede ser determinado mediante el empleo de software
adecuados como Design-Ease&reg; (Stat-Ease Inc., 2006).
Teniendo presente lo anterior, la t&eacute;cnica de la funci&oacute;n D fue empleada para el
an&aacute;lisis de optimizaci&oacute;n. Para ello se impusieron diferentes especificaciones sobre las
variables de respuesta, con el objetivo de obtener los valores de los par&aacute;metros que
satisficieran dichos requerimientos. Inicialmente se impuso, en simult&aacute;neo, la maximizaci&oacute;n
de % P+St y %SUS, y la minimizaci&oacute;n de % BP y % SSS, permitiendo a los par&aacute;metros de
reacci&oacute;n tomar cualquier valor dentro de los rangos analizados. Luego, en base a la soluci&oacute;n
obtenida y consideraciones pr&aacute;cticas, otros criterios fueron evaluados. Las condiciones
seleccionadas como &oacute;ptimas fueron ensayadas en experimentos independientes y
empleadas para verificar la precisi&oacute;n de los modelos de ajuste.
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6.3. Resultados y discusiones
6.3.1. Dise&ntilde;o experimental: An&aacute;lisis de los productos de acid&oacute;lisis
6.3.1.1. Composici&oacute;n de &aacute;cidos grasos en glic&eacute;ridos.
La composici&oacute;n en &aacute;cidos grasos para los l&iacute;pidos estructurados obtenidos se puede
observar en la Tabla 6.1. Adicionalmente, se incluye en &eacute;sta la composici&oacute;n del aceite de
girasol a efectos de favorecer la comparaci&oacute;n. Como puede observarse, todos los productos
de reacci&oacute;n mostraron una mayor composici&oacute;n en &aacute;cidos palm&iacute;tico y este&aacute;rico que el SO, y
un decrecimiento correspondiente de los &aacute;cidos oleico y linoleico (datos no mostrados).
Para el dise&ntilde;o propuesto, los l&iacute;pidos estructurados obtenidos alcanzaron una
composici&oacute;n de P+St comprendida entre 30.1 - 45.1 %, lo cual representa un incremento de
225 - 372 % respecto al aceite original (9.6 %).
6.3.1.2. Perfil de Triacilglic&eacute;roles (TAG)
La especificaci&oacute;n de las especies de TAG del aceite de girasol y de todos los l&iacute;pidos
estructurados productos de acid&oacute;lisis, se puede apreciar en la Tabla 6.2. Como puede
notarse, la composici&oacute;n correspondiente a las especies predominantes en SO fue: 27.36%
de OLL (L= &aacute;cido linoleico, O = &aacute;cido oleico), 21.81% de LLL, 15.23% de OOL, 8.30% de PLL (P
= &aacute;cido palm&iacute;tico) y 8.12% de OOO.
A fin de evaluar los cambios en las especies tras la reacci&oacute;n, se seleccion&oacute; al SL del
ensayo 12 (N=12), producto con mayor incorporaci&oacute;n de &aacute;cidos grasos saturados, para la
comparaci&oacute;n. En &eacute;ste, las especies mayoritarias y sus porcentajes asociados fueron: 10.55%
de PLSt (St = &aacute;cido este&aacute;rico), 9.90% de OLL, 8.50% de PLL, 8.40% de POL y 7.86% de PLP. Al
confrontar con SO, se detect&oacute; la presencia de nuevas especies: PPP, PPSt y StStL.
Adicionalmente, la cantidad de especies de TAG con &aacute;cidos grasos saturados aument&oacute;,
mientras que la cantidad de especies con &aacute;cidos grasos insaturados disminuy&oacute;. Tal
comportamiento era el esperado, considerando que la acid&oacute;lisis se realiz&oacute; empleando
&aacute;cidos grasos palm&iacute;tico y este&aacute;rico como acil donador.
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A trav&eacute;s del an&aacute;lisis por grupos de TAG, se registraron los siguientes porcentajes,
para SO: 71.57% de UUU, 24.22% de UUS, 2.51% de SUS y 0.11% de SSS y para SL(N=12):
26.12% de UUU, 34.77% de UUS, 32.61% de SUS y 6.19 % de SSS. Este an&aacute;lisis tambi&eacute;n
evidenci&oacute; el cambio de la composici&oacute;n de triglic&eacute;ridos, a trav&eacute;s de una considerable
disminuci&oacute;n del grupo UUU y un aumento de los grupos restantes.
Respecto al grupo SUS, el tipo de triglic&eacute;rido deseado como producto principal de
reacci&oacute;n, pudo observarse un notable aumento de &eacute;ste en todos los productos de reacci&oacute;n
respecto al contenido inicial en aceite, lo que se corresponde con los altos valores de
incorporaci&oacute;n logrados. Los l&iacute;pidos estructurados obtenidos alcanzaron una composici&oacute;n de
SUS entre 21.1 y 37.3%, lo que representa un aumento del 740-1346% respecto del aceite
original (2.51%).
Por otro lado, el hecho de que el grupo UUS aument&oacute;, revel&oacute; que fue un
intermediario de reacci&oacute;n entre UUU y SUS. Tambi&eacute;n se hall&oacute; una cantidad mayor del grupo
SSS en los l&iacute;pidos estructurados obtenidos. Esto, junto con el hecho que la composici&oacute;n
m&aacute;sica de &aacute;cidos grasos saturados de la posici&oacute;n sn-2 del aceite de girasol utilizado no
supera el 3%, demuestra la existencia de acil migraci&oacute;n, lo que implica el traslado de los
&aacute;cidos grasos saturados de sn-1 o sn-3 a la posici&oacute;n sn-2. Esta reacci&oacute;n no enzim&aacute;tica no es
deseable ya que reduce la selectividad de los TAG deseados.
6.3.1.3. An&aacute;lisis de subproductos
La Tabla 6.1 muestra el % de subproductos en los l&iacute;pidos estructurados productos de
reacci&oacute;n. Mientras que el aceite tuvo un contenido de subproductos de 0.01%, los
productos obtenidos tuvieron un contenido mucho m&aacute;s alto, entre 16.3-25.2%. Este rango
de % BP se encontr&oacute; como resultado de las condiciones de reacci&oacute;n ensayadas, por lo que,
un an&aacute;lisis del efecto de los par&aacute;metros de reacci&oacute;n sobre los subproductos se realiza en
una pr&oacute;xima secci&oacute;n.
Cabe mencionar que no se detect&oacute; glicerol en ninguna de las muestras, lo que
significa que la reacci&oacute;n de hidr&oacute;lisis no se complet&oacute; en el rango analizado de las variables
experimentales.
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Tabla 6.1
Variables experimentales y variables de respuesta seleccionas para la acid&oacute;lisis catalizada
por lipasas de Rhizomucor miehei inmovilizadas en microesferas de quitosano modificado
(QM1-1.5) a 60 &deg;C y 12 h de reacci&oacute;n.
Variables de Respuestab
Factores Experimentales
SR (mol
SPFA/
mol SO)
E
(g)
H
(ml)
P+St (%)
SUS (%)
BP (%)
SSS (%)
1
4.5
0.30
1.6
39.1 (39.3)
34.5 (35.8)
22.5 (22.2)
8.6 (8.5)
2
3
0.30
0
37.9 (39.0)
30.6 (33.1)
19.6 (19.7)
5.5 (5.4)
3
4.5
0.39
3.2
38.5 (38.4)
36.8 (37.1)
24.3 (24.8)
9.5 (9.4)
4
6
0.39
1.6
41.0 (41.9)
32.9 (33.3)
20.1 (20.6)
9.7 (9.2)
5
4.5
0.21
0
38.0 (37.4)
30.2 (29.8)
19.3 (19.2)
4.8 (4.9)
6
6
0.21
1.6
31.1 (32.6)
21.9 (23.5)
16.3 (16.4)
5.2 (5.6)
7
4.5
0.30
1.6
42.2 (39.3)
35.6 (35.8)
21.9 (22.2)
8.9 (8.5)
8
3
0.39
1.6
37.6 (36.8)
36.7 (35.9)
25.2 (24.8)
8.7 (8.8)
9
4.5
0.21
3.2
30.1 (29.4)
21.1 (21.0)
18.4 (18.7)
4.7 (4.3)
10
6
0.30
3.2
36.3 (35.8)
27.9 (28.0)
17.5 (16.9)
6.4 (6.8)
11
3
0.21
1.6
34.5 (34.3)
27.2 (26.1)
19.9 (20.5)
5.3 (5.2)
12
6
0.30
0
45.1 (44.5)
32.6 (30.5)
17.8 (17.7)
6.2 (5.8)
13
4.5
0.30
1.6
37.8 (39.3)
37.3 (35.8)
23.2 (22.2)
8.1 (8.5)
14
3
0.30
3.2
36.7 (37.8)
31.0 (30.6)
23.6 (23.3)
6.3 (6.4)
15
4.5
0.39
0
40.3 (40.3)
33.3 (33.3)
21.3 (21.5)
6.5 (6.9)
9.55
2.51
0.01
0.11
Na
Aceite de Girasol
a
b
N: N&uacute;mero de experiencia.
Valores experimentales (valores predichos por el modelo correspondiente).
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Tabla 6.2
Perfil de triglic&eacute;ridos del aceite de girasol (SO) y de los l&iacute;pidos estructurados obtenidos mediante el
dise&ntilde;o experimental y la optimizaci&oacute;n multirespuesta (m%).
N
TAG
a
b
Tipo de TAG
SO
1
2
3
4
5
6
7
8
PPP
SSS
NDc
1.75
0.88
1.93
2.02
0.96
1.11
1.85
1.76
PPSt
SSS
ND
3.39
1.77
3.77
3.90
1.93
2.15
3.53
3.44
POP
SUS
0.30
3.42
3.07
3.67
3.24
3.02
2.22
3.61
3.74
PLP
SUS
0.98
7.94
7.11
8.42
7.83
7.16
5.58
8.21
8.16
StStP
SSS
0.07
2.60
1.68
2.93
2.89
1.50
1.58
2.66
2.60
POSt
SUS
0.29
5.60
5.03
6.09
5.21
4.81
3.38
5.92
6.26
POO
UUS
2.80
3.17
3.46
3.08
3.02
3.60
3.23
3.22
3.31
PLSt
SUS
0.85
11.12
9.79
11.72
10.69
9.76
7.19
11.46
11.63
POL
UUS
6.54
8.27
9.37
8.37
7.71
9.13
7.94
8.47
9.44
PLL
UUS
8.30
8.08
9.39
8.22
7.81
8.98
8.52
8.15
8.91
StStSt
SSS
0.04
0.82
1.21
0.91
0.85
0.42
0.39
0.85
0.86
StStO
SUS
0.13
1.99
1.79
2.19
1.86
1.74
1.00
2.10
2.23
OOS
UUS
1.26
2.37
2.53
2.29
2.18
2.61
2.16
2.32
2.44
StStL
SUS
ND
4.40
3.85
4.70
4.05
3.66
2.55
4.31
4.66
OOO
UUU
8.12
2.66
2.41
2.15
3.11
3.01
4.69
2.39
1.41
StOL
UUS
2.59
6.83
7.56
6.84
6.02
7.19
5.58
6.82
7.95
OOL
UUU
15.23
5.17
5.63
4.49
5.94
6.07
9.12
4.95
3.94
StLL
UUS
3.06
6.39
6.75
6.10
5.54
6.52
5.35
5.96
6.87
OLL
UUU
27.36
8.30
9.57
7.10
9.44
10.21
14.94
7.87
6.17
LLL
UUU
21.81
5.58
6.98
4.84
6.56
7.52
10.75
5.16
4.03
NIf
0.29
0.15
0.15
0.20
0.12
0.18
0.57
0.19
0.19
∑ SSS
0.11
8.56
5.54
9.53
9.67
4.82
5.24
8.89
8.66
∑ SUS
2.51
34.47 30.65 36.79
32.89
30.15
21.92
35.61
36.67
∑ UUS
24.22
35.11 39.07 34.90
32.29
38.03
32.77
34.93
38.93
∑ UUU
71.57
21.71 24.59 18.59
25.04
26.82
39.50
20.38
15.56
a
b
P: &aacute;cido palm&iacute;tico, St: &aacute;cido este&aacute;rico, O: &aacute;cido oleico, L: &aacute;cido linoleico. S: &aacute;cido saturado, U: &aacute;cido
c
insaturado. ND: no detectado.
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Tabla 6.2 (Continuaci&oacute;n)
Perfil de triglic&eacute;ridos del aceite de girasol y de los SL obtenidos mediante el dise&ntilde;o
experimental y la optimizaci&oacute;n multirespuesta (w %).
N
TAG
a
b
Tipo de TAG
SO
9
10
11
14
15
SLO2
PPP
SSS
NDc
1.00
1.39
1.16
1.30
1.33
1.58
PPSt
SSS
ND
1.83
2.62
2.12
2.46
3.27
2.50
2.59
3.03
POP
SUS
0.30
2.07
2.81
2.80
3.27
4.42
3.12
3.30
3.47
PLP
SUS
0.98
5.20
7.06
6.84
7.86
8.54
7.20
7.79
8.09
StStP
SSS
0.07
1.43
1.90
1.62
1.82
2.47
1.91
1.99
2.28
POSt
SUS
0.29
3.27
4.32
4.35
5.20
6.87
5.17
5.48
5.57
POO
UUS
2.80
3.15
3.24
3.31
3.25
4.25
3.34
3.29
3.36
PLSt
SUS
0.85
6.95
9.09
8.66
10.55
10.94
9.97
10.64 10.87
POL
UUS
6.54
7.88
7.86
9.08
8.40
8.95
9.10
8.68
9.10
PLL
UUS
8.30
8.46
8.13
9.18
8.50
7.07
8.93
8.69
9.10
StStSt
SSS
0.04
0.43
0.49
0.42
0.57
0.68
0.58
0.55
0.73
StStO
SUS
0.13
1.17
1.42
1.40
1.82
2.26
1.74
1.91
1.96
OOS
UUS
1.26
2.13
2.09
2.27
2.28
3.05
2.39
2.38
2.37
StStL
SUS
ND
2.42
3.19
3.18
3.91
4.28
3.81
4.15
3.93
OOO
UUU
8.12
5.14
4.16
3.51
3.19
3.23
2.87
2.50
2.47
StOL
UUS
2.59
5.49
5.64
6.71
6.46
6.80
7.32
6.90
7.01
OOL
UUU
15.23
9.45
7.71
7.06
6.17
5.39
5.99
5.37
4.76
StLL
UUS
3.06
5.20
5.24
6.12
5.87
4.65
6.68
6.30
6.35
OLL
UUU
27.36 15.75 12.27 11.30
9.90
6.61
9.54
9.02
7.88
LLL
UUU
21.81 11.40
8.64
7.76
6.87
3.54
6.39
6.73
5.55
NIf
0.29
0.18
0.71
1.15
0.31
1.01
0.16
0.41
0.54
∑ SSS
0.11
4.68
6.40
5.32
6.19
8.13
6.29
6.45
7.62
∑ SUS
2.51
21.09 27.89 27.23
32.61
37.31
31.02 33.27 33.88
∑ UUS
24.22 32.31 32.21 36.67
34.77
34.78
37.75 36.23 37.29
∑ UUU
71.57 41.74 32.79 29.63
26.12
18.77
24.79 23.63 20.67
d
12
13
(SLO1)
1.34 1.72
e
SL O1: l&iacute;pido estructurado obtenido de la optimizaci&oacute;n: m&aacute;ximo de % P+St y % SUS, y m&iacute;nimo de % BP y % SSS. SL O2:
f
l&iacute;pido estructurado obtenido de la optimizaci&oacute;n: m&aacute;ximo de % P+St con SR =3 y H= 3.2. NI: no identificado
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6.3.2. Modelos de ajuste
Todos los modelos presentaron valores de AP mayores que 12.7, lo que indica que
las se&ntilde;ales obtenidas fueron adecuadas. Por otro lado, los valores de falta de ajuste (LOF) no
resultaron significativos.
6.3.2.1. Composici&oacute;n de &aacute;cidos saturados palm&iacute;tico y este&aacute;rico.
El efecto de los factores experimentales sobre la composici&oacute;n de &aacute;cidos grasos
palm&iacute;tico y este&aacute;rico respecto al total de &aacute;cidos grasos en los glic&eacute;ridos (% P+St),
considerando un modelo cuadr&aacute;tico e interacciones entre las variables independientes, se
muestra en la Fig.6.3. Conforme al R2, este modelo explica un 91.24 % de la variabilidad en
% P+St, lo cual indica que es adecuado para representar la relaci&oacute;n existente entre los
par&aacute;metros de reacci&oacute;n. Respecto al R2adj y el R2pred, sus valores fueron de 82.49% and
66.20% respectivamente, los cuales estuvieron dentro de los m&aacute;rgenes considerados como
adecuados. El modelo de ajuste obtenido fue:
% P+St = 13.524 - 1.978 SR + 174.629 E -1.215 H + 12.683 SR*E - 0.783 SR*H
+ 10.621 E*H – 359.507 E2
(6.2)
Analizando los coeficientes del modelo con el test-t, los factores m&aacute;s significativos
para determinar el % P+St, conforme a sus valor P, fueron los t&eacute;rminos lineal y cuadr&aacute;tico
correspondientes a la cantidad de biocatalizador (E) y el t&eacute;rmino lineal correspondiente a la
cantidad de hexano (H): E (P= 0.0013), E2 (P = 0.0105) y H (P= 0.0035). La relaci&oacute;n molar
entre sustratos (SR) y la interacci&oacute;n E*H no fueron significativas (P&gt; 0.1). Las interacciones
SR*E (P= 0.0731) y SR*H (P= 0.0540) resultaron moderadamente significativas.
Los mayores niveles de incorporaci&oacute;n de los &aacute;cidos palm&iacute;tico y este&aacute;rico se lograron,
para todas las cantidades de hexano, utilizando la mayor cantidad de enzima y la m&aacute;s alta
relaci&oacute;n de sustrato en el medio de reacci&oacute;n (Fig. 6.3.A). El hecho de que el aumento de la
relaci&oacute;n molar de sustratos increment&oacute; la actividad de la enzima, indicar&iacute;a que no se
produjo inhibici&oacute;n del biocatalizador por la acidificaci&oacute;n del microambiente, la cual se
generar&iacute;a por el exceso de &aacute;cidos grasos libres (Yankah y Akoh, 2008). M&aacute;s a&uacute;n, la reacci&oacute;n
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enzim&aacute;tica pudo haber sido limitada por baja disponibilidad de &aacute;cidos grasos libres en el
medio de reacci&oacute;n.
La interacci&oacute;n SR*H se muestra en la Fig. 6.3.B. Como puede apreciarse, en el nivel
m&aacute;s bajo de SR, independientemente de la cantidad de H, y a la m&aacute;s alta cantidad de H,
independientemente del nivel de SR, el porcentaje de P+St no cambi&oacute; significativamente.
Por otro lado, esta respuesta se maximiz&oacute; cuando se emple&oacute; el m&aacute;s alto nivel de SR en
ausencia de H.
A pesar de que la interacci&oacute;n E*H mostr&oacute; ser no significativa como resultado general,
se observ&oacute; un comportamiento particular en el punto central de SR (Fig. 6.3.C). Trabajando
al m&aacute;s bajo nivel de hexano (0 ml), se hall&oacute; que el porcentaje de P+St se increment&oacute; con el
aumento de la cantidad de enzima en el medio de reacci&oacute;n hasta un valor aproximado de
0.33 g. Mayores aumentos de la concentraci&oacute;n de enzima en el medio no produjeron ning&uacute;n
incremento en el % P+St. En el nivel m&aacute;s alto de hexano (3.2 ml), la composici&oacute;n de
palm&iacute;tico y este&aacute;rico se acrecent&oacute; r&aacute;pidamente a medida que la cantidad de biocatalizador
aumentaba, observ&aacute;ndose este comportamiento hasta un valor de E=0.30 g. Despu&eacute;s de
&eacute;ste valor, permaneci&oacute; pr&aacute;cticamente constante. Por otra parte, en el nivel m&aacute;s alto de
enzima la composici&oacute;n de palm&iacute;tico y est&eacute;rico fue casi la misma para todas las cantidades de
hexano, mientras que en el nivel m&aacute;s bajo de enzima, el incremento de la cantidad de
hexano result&oacute; en una r&aacute;pida disminuci&oacute;n en la incorporaci&oacute;n de P+St. Estos resultados
podr&iacute;an reflejar un comportamiento diferente del sistema cuando hay presencia o no del
solvente, ya que la incorporaci&oacute;n de hexano al medio de reacci&oacute;n no solo disminuye la
viscosidad del sistema y favorece la solubilidad de los sustratos, sino que tambi&eacute;n los diluye.
Conforme a los resultados del an&aacute;lisis estad&iacute;stico, la cantidad de biocatalizador fue el
factor m&aacute;s significativo en lo que a la incorporaci&oacute;n de palm&iacute;tico y este&aacute;rico se refiere, lo
cual evidencia que en el rango de E explorado, no hubo aglomeraci&oacute;n del biocatalizador.
Seguramente, el uso de una enzima inmovilizada como biocatalizador contribuy&oacute; a evitar su
agregaci&oacute;n (Rodrigues y Fernandez-Lafuente, 2010). Estos resultados adem&aacute;s, permitieron
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Figura 6.3. Superficies de respuesta: Composici&oacute;n de &aacute;cidos palm&iacute;tico y este&aacute;rico respecto al total de
&aacute;cidos grasos en glic&eacute;ridos (% P+St). Efecto de: A) cantidad de biocatalizador y relaci&oacute;n molar de
sustratos para una cantidad de hexano de 1.6 ml (punto central); B) cantidad de hexano y relaci&oacute;n
molar de sustratos para una cantidad de biocatalizador de 0.3 g (punto central); C) cantidad de
biocatalizador y de hexano para una relaci&oacute;n molar de sustrato de 4.5 (punto central).
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demostrar que el soporte de inmovilizaci&oacute;n preparado es adecuado para su uso con lipasas
en las condiciones de trabajo ensayadas.
6.3.2.2. Triglic&eacute;ridos monoinsaturados como TAG deseados
Los efectos de los factores experimentales sobre la concentraci&oacute;n de triglic&eacute;ridos
monoinsaturados (TAG deseados) respecto del total de triglic&eacute;ridos (% SUS) se muestra en la
Fig. 6.4. El an&aacute;lisis de la varianza (ANOVA) indic&oacute; que el modelo representado por la Ec. 6.3,
cuadr&aacute;tica en SR, E y H, fue el m&aacute;s adecuado para representar la relaci&oacute;n entre la respuesta
y los factores significativos, exhibiendo un R2 = 94.49 %. El R2adj y el R2pred fueron 88.99 %
y 79.15 % respectivamente, lo cual result&oacute; acorde. El mejor modelo predictivo para % SUS
en t&eacute;rmino de los factores reales fue:
% SUS = - 29.079 + 10.965 SR + 254.1984 E - 4.44289 H + 21.835 E*H
- 1.313 SR2 - 391.081 E2 - 0.900 H2
(6.3)
Para este modelo, el factor m&aacute;s significativo fue la cantidad de biocatalizador en el
medio de reacci&oacute;n (P&lt; 0.0001). Otros t&eacute;rminos significativos fueron: SR2 (P=0.0114), E2
(P=0.0082), H2 (P=0.0328) y la interacci&oacute;n E*H (P=0.007). Los t&eacute;rminos lineales de SR y H
resultaron
moderadamente
significativo
con
valores
P=
0.0664
y
P=
0.0744,
respectivamente.
La Fig. 6.4.A muestra el efecto de la cantidad de biocatalizador, la cantidad de
hexano y su interacci&oacute;n sobre % SUS. En el nivel mas bajo de hexano, el % SUS aument&oacute; con
el incremento de la cantidad de biocatalizador, hasta un cierto valor (0.33g). Luego, mayores
incrementos en E dieron lugar a un peque&ntilde;o decrecimiento en la respuesta analizada. Al
m&aacute;s alto nivel de hexano, el % SUS tuvo un aumento creciente con el incremento de la
cantidad de biocatalizador hasta alcanzar el valor m&aacute;ximo. Adem&aacute;s se pudo notar que,
trabajando con la menor cantidad de enzima, el % SUS decreci&oacute; con el aumento de la
cantidad de hexano. Trabajando al m&aacute;s alto nivel de la enzima, el % SUS se acrecent&oacute; con el
aumento de la cantidad de disolvente hasta un cierto valor (2.4 ml), disminuyendo
ligeramente cuando se emplearon mayores cantidades. Esto indicar&iacute;a que la adici&oacute;n de
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hexano a medios de reacci&oacute;n con baja cantidad de biocatalizador provoca un efecto de
diluci&oacute;n que posiblemente hace que los sustratos no est&eacute;n tan disponibles para la enzima.
El efecto de la relaci&oacute;n molar de sustratos sobre % SUS fue muy d&eacute;bil, mostrando
para cada nivel de biocatalizador casi el mismo valor de respuesta en el rango de SR
comprendido entre 3-5.3. Esto muestra la insignificancia de la interacci&oacute;n E*SR. Por otra
parte, altos valores de &aacute;cidos grasos libres en el medio, resultaron en un peque&ntilde;o
decrecimiento en % SUS (Fig. 6.4.B).
A
B
Figura 6.4. Superficie de Respuesta: Triglic&eacute;ridos monoinsaturados respecto al total de triglic&eacute;ridos
(% SUS). Efecto de: A) cantidad de biocatalizador y de hexano para una relaci&oacute;n molar de sustrato de
4.5 (punto central); B) cantidad de biocatalizador y relaci&oacute;n molar de sustratos para una cantidad de
hexano de 1.6 ml (punto central).
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6.3.2.3. Subproductos: mono y diglic&eacute;ridos
El efecto de los factores experimentales sobre los subproductos (mono y diglic&eacute;ridos)
respecto al total de glic&eacute;ridos (% BP) se muestra en la Fig. 6.5. El an&aacute;lisis de la varianza
(ANOVA) indic&oacute; que el modelo representado por la Ec. 6.4, cuadr&aacute;tica en SR y H, fue el m&aacute;s
adecuado para representar la relaci&oacute;n entre la respuesta y los factores significativos, con un
R2 = 97.26%. El R2adj y el R2pred fueron adecuados, 94.52% y 86.64% respectivamente. El
modelo predictivo para el % BP en t&eacute;rminos de los factores reales fue:
% BP = 4.681 + 5.884 SR + 13.144 E + 1.949 H - 0.445 SR*H + 6.590 E*H
- 0.729 SR2 – 0.463 H2
(6.4)
Acorde al valor P, los t&eacute;rminos lineales correspondientes a la relaci&oacute;n molar de
sustratos (SR) y a la cantidad de biocatalizador (E) mostraron ser factores altamente
significativos (P &lt; 0.0001) para determinar el % BP. Los t&eacute;rminos restantes del modelo que
resultaron significativos fueron: H (P=0.0155), SR2 (P=0.0015), H2 (P=0.0082) y las
interacciones SR*H (P=0.0113) y E*H (P=0.0192).
Como puede observarse en la Fig. 6.5.A, para todas las cantidades de hexano (0 - 3.2
ml), el % BP decreci&oacute; con el aumento en la relaci&oacute;n molar de sustratos. A bajos valores de SR
el incremento en H result&oacute; en aumento del % BP. Sin embargo, tan pronto como los valores
de SR fueron m&aacute;s altos, el efecto de H sobre el % BP se volvi&oacute; insignificante. Del mismo
modo, la Fig. 6.5.B muestra que para todas las cantidades de E, el % BP decreci&oacute; con el
aumento de SR.
Independientemente de la cantidad de hexano, un aumento en la cantidad de
biocatalizador increment&oacute; la cantidad de subproductos. Probablemente, el uso de una
mayor cantidad de enzima signific&oacute; la adici&oacute;n de m&aacute;s agua al sistema y favoreci&oacute; la etapa de
hidr&oacute;lisis (Xu et al., 1999). Por otro lado, un incremento en la relaci&oacute;n molar de sustratos
caus&oacute; una disminuci&oacute;n de esta respuesta. Esto podr&iacute;a explicarse en base a que, un
incremento en la cantidad de &aacute;cidos grasos libres en el medio de reacci&oacute;n hace posible que
los compuestos intermediarios puedan ser reesterificados m&aacute;s r&aacute;pidamente por acci&oacute;n de
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las lipasas. Resultados acorde a lo mencionado han sido previamente reportados por
Bloomer et al. (1991) en la acid&oacute;lisis entre triole&iacute;na y acido palm&iacute;tico, quienes hallaron que
el contenido de DAG decrec&iacute;a cuanto mayor era la relaci&oacute;n palm&iacute;tico/triole&iacute;na. Del mismo
modo, Xu et al. (1999) mostr&oacute; que la formaci&oacute;n de DAG se incrementaba con el aumento en
la relaci&oacute;n de sustratos, definido &eacute;ste en forma inversa a la variable SR aqu&iacute; presentada, es
decir como la relaci&oacute;n molar aceite/&aacute;cido c&aacute;prico, en la acid&oacute;lisis entre ellos. Este hecho
podr&iacute;a ser cierto para valores altos de E, ya que en estas condiciones se obtuvieron elevadas
incorporaciones de palm&iacute;tico y este&aacute;rico (% P+St). Sin embargo, a bajos valores de E, no solo
disminuy&oacute; el % BP con el incremento en SR, sino tambi&eacute;n % P+St y % SUS. Esto permitir&iacute;a
deducir que la acidificaci&oacute;n del medio de reacci&oacute;n influye sobre la actividad hidrol&iacute;tica de la
lipasa cuando &eacute;sta se encuentra en el rango dependiente de E.
Referido a la Fig. 6.5.C puede notarse que en todo el rango de hexano (H) analizado,
el % BP se increment&oacute; con el aumento de la cantidad de biocatalizador. M&aacute;s a&uacute;n, puede
observarse que para el mayor nivel de hexano, cuanto m&aacute;s grande es la cantidad de E m&aacute;s
importante resulta el incremento en % BP. Sin presencia de hexano en el medio de reacci&oacute;n
los sustratos son m&aacute;s viscosos. En consecuencia, los pasos de hidr&oacute;lisis o esterificaci&oacute;n
podr&iacute;an estar limitados por mecanismos de transferencia de masa.
187
Cap&iacute;tulo 6 - Acid&oacute;lisis: selecci&oacute;n de condiciones &oacute;ptimas
A
B
C
Figura 6.5. Superficie de Respuesta: Subproductos (monoglic&eacute;ridos y diglic&eacute;ridos) respecto al total
de glic&eacute;ridos (% BP). Efecto de: A) cantidad de hexano y relaci&oacute;n molar de sustratos para una
cantidad de biocatalizador de 0.3 g (punto central); B) cantidad de biocatalizador y relaci&oacute;n molar de
sustratos para una cantidad de hexano de 1.6 ml (punto central); C) cantidad de biocatalizador y de
hexano para una relaci&oacute;n molar de sustratos de 4.5 (punto central).
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6.3.2.4. Triglic&eacute;ridos trisaturados: indicador de la acil migraci&oacute;n
El efecto de los factores experimentales sobre la composici&oacute;n de triglic&eacute;ridos
trisaturados respecto al total de triglic&eacute;ridos (% SSS) se muestra en la Fig. 6.6. El an&aacute;lisis de
la varianza (ANOVA) indic&oacute; que el modelo representado por la Ec. 6.5, cuadr&aacute;tico en SR, E y
H, mostr&oacute; ser el m&aacute;s adecuado para representar la relaci&oacute;n entre los factores significativos y
la respuesta, exhibiendo un R2 = 96.87 %. El R2adj and R2pred fueron 93.74 % y 79.04 %
respectivamente, lo cual result&oacute; apropiado. El modelo predictivo para el % SSS expresado en
t&eacute;rmino de los factores fue:
% SSS = -10.345 + 3.286 SR + 49.397 E + 0.674 H + 5.581 E*H - 0.350 SR2
- 64.239 E2 - 0.639 H2
(6.5)
Una vez m&aacute;s la cantidad de biocatalizador result&oacute; ser el factor m&aacute;s significativo (P &lt;
0.0001). Otros factores que resultaron significativos fueron: H (P =0.0166), SR2 (P =0.011), E2
(P =0.0576), H2 (P =0.0002) y la interacci&oacute;n E*H (P= 0.0082). El t&eacute;rmino lineal SR no result&oacute;
significativo (P &gt; 0.1).
Un examen de la Fig. 6.6.A indica que para todas las cantidades de hexano, el
porcentaje de triglic&eacute;ridos trisaturados aument&oacute; cuando se increment&oacute; la cantidad de
biocatalizador en el medio. Este efecto fue m&aacute;s notable para altos niveles de hexano
(interacci&oacute;n E*H significativa). De igual manera, para todas las relaciones de sustrato se
encontr&oacute; que el porcentaje de % SSS se acrecent&oacute; r&aacute;pidamente cuando la cantidad de
enzima era mayor (Fig. 6.6.B). Sin embargo, en este caso la interacci&oacute;n E*SR no fue
significativa. En otras palabras, el efecto de E sobre el % SSS fue similar para cada SR
analizado y viceversa.
Por otra parte, el efecto combinado de la cantidad de sustrato y la cantidad de
hexano sobre la respuesta analizada se aprecia en la Fig. 6.6.C. &Eacute;sta muestra que para todas
las relaciones de sustratos, el % SSS se increment&oacute; con el aumento en la cantidad de hexano
hasta alcanzar el valor de 1.9 ml. Mas all&aacute; de este valor, &eacute;ste decreci&oacute; gradualmente con el
aumento en la cantidad de dicho solvente. Un comportamiento similar pudo observarse
para todas las cantidades de hexano, cuando la relaci&oacute;n de sustratos fue variada. El % SSS
189
Cap&iacute;tulo 6 - Acid&oacute;lisis: selecci&oacute;n de condiciones &oacute;ptimas
A
B
C
Figura 6.6. Superficie de Respuesta: Triglic&eacute;ridos trisaturados respecto a triglic&eacute;ridos totales (% SSS).
Efecto de: A) cantidad de biocatalizador y de hexano para una relaci&oacute;n molar de sustratos de 4.5
(punto central); B) cantidad de biocatalizador y relaci&oacute;n molar de sustratos para una cantidad de
hexano de 1.6 ml (punto central); C) cantidad de hexano y relaci&oacute;n molar de sustratos para una
cantidad de biocatalizador de 0.3 g (punto central).
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aument&oacute; con el incremento de SR hasta un cierto valor (4.5 mol/mol), disminuyendo luego a
un ritmo similar, a valores mayores.
La cantidad de biocatalizador en el medio de reacci&oacute;n fue el factor m&aacute;s influyente. La
cantidad de E m&aacute;s alta produjo el mayor contenido de SSS en los l&iacute;pidos estructurados. Este
resultado estuvo en concordancia con el obtenido en el an&aacute;lisis de subproductos, ya que
mayores cantidades de MAG y DAG promueven la acil migraci&oacute;n (Xu et al., 1999). De este
modo, &aacute;cidos grasos insaturados de la posici&oacute;n sn-2 podr&iacute;an migrar, permitiendo que la
enzima los remueva de los triglic&eacute;ridos. Consecuentemente, podr&iacute;a tener lugar la migraci&oacute;n
de los &aacute;cidos grasos saturados permitiendo as&iacute; la formaci&oacute;n de compuestos SSS.
Con respecto al efecto del hexano, algunos trabajos han reportado que su presencia
en el medio reduce la velocidad de la acil migraci&oacute;n (Xu et al., 1998). Sin embargo, en este
estudio, este fen&oacute;meno se observ&oacute; tras alcanzar un cierto valor de dicho solvente.
La calidad de los modelos de ajuste tambi&eacute;n se puede observar en la Tabla 6.1,
donde se reportan los valores predichos por los modelos presentados para cada respuesta
en cada punto del dise&ntilde;o experimental. Para todas las variables de respuesta, los valores
predichos resultaron muy cercanos a los valores experimentales, lo cual indica que los
modelos experimentales se ajustaron adecuadamente.
6.3.3. Optimizaci&oacute;n Multirespuesta y verificaci&oacute;n de los modelos
El objetivo de la optimizaci&oacute;n multirespuesta fue encontrar un conjunto de
condiciones adecuadas para los par&aacute;metros o variables independientes, que permitieran
cumplir con los requisitos impuestos sobre las variables de respuesta. En primer lugar se
impuso la maximizaci&oacute;n de % P+St y % SUS y la minimizaci&oacute;n de % BP y % SSS, permitiendo
que los par&aacute;metros de reacci&oacute;n tomaran cualquier valor dentro del rango analizado en el
dise&ntilde;o experimental. El valor m&aacute;ximo de D (D = 0.787) se obtuvo cuando la reacci&oacute;n de
acid&oacute;lisis se lleva a cabo en las siguientes condiciones: SR = 6 mol/mol, E = 0.30 g y H = 0 ml,
donde los valores de respuesta previstos son: % P+St = 44.49, % SUS = 30.48, % BP = 17.66 y
% SSS = 5.82. Esta combinaci&oacute;n de valores de los par&aacute;metros, que coincidi&oacute; con uno de los
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ensayos del dise&ntilde;o experimental (N=12), cumpli&oacute; en gran medida con los criterios
impuestos y demostr&oacute; que los sistemas &uml;verdes&uml; libres de solvente son los m&aacute;s efectivos. Sin
embargo, desde un punto de vista pr&aacute;ctico, cuando se opera en sistemas continuos o
semicontinuos, resulta m&aacute;s f&aacute;cil llevar a cabo las reacciones en presencia de solvente,
preferentemente en medios diluidos para evitar bloqueos en las l&iacute;neas del sistema. En
consecuencia, se realiz&oacute; otra optimizaci&oacute;n teniendo en cuenta la mayor factibilidad de los
sistemas con solventes. Los criterios impuestos fueron: m&aacute;xima cantidad de hexano, m&iacute;nima
relaci&oacute;n molar de sustratos y m&aacute;ximo % P+St. El resultado &oacute;ptimo correspondiente fue: SR =
3 mol/mol, E = 0.34 g y H = 3.2 ml, donde los valores de respuesta predichos fueron: % P+St
= 38.50, % SUS= 33.71, % BP = 24.73 y % SSS = 7.50; y el correspondiente valor D fue de
0,825 (mayor al anterior debido a la menor cantidad de restricciones en las respuestas).
Estas nuevas condiciones &oacute;ptimas se utilizaron en cuatro ensayos independientes para
corroborar la validez de los modelos de predicci&oacute;n. Los valores de respuesta experimentales
hallados fueron: % P+St = 38.60 &plusmn; 0.09, % SUS = 33.88 &plusmn; 0.75, % BP = 24.97 &plusmn; 0.37 y % SSS =
7.62&plusmn; 0.17, los cuales resultaron muy cercanos a los valores previstos.
El perfil de TAG del l&iacute;pido estructurado obtenido en estas condiciones (SL O2 en la
Tabla 6.2) tuvo como especies mayoritarias: PLSt, POL, PLL, PLP y OLL. Similar al resultado de
la primera optimizaci&oacute;n (SL O1 que corresponde a N12), pero con diferentes distribuciones.
Esto se vi&oacute; reflejado en la obtenci&oacute;n de una mayor proporci&oacute;n en los TAG del grupo SSS,
asociada a la existencia de mayor cantidad de enzima y de solvente en el medio; y una
mayor en los de UUS, lo cual est&aacute; directamente relacionado con el efecto de diluci&oacute;n
generado por combinar baja relaci&oacute;n de sustratos y alta cantidad de hexano. Pudo
apreciarse adem&aacute;s, una mayor cantidad de subproductos, lo que indica que la velocidad de
reacci&oacute;n asociada a la hidr&oacute;lisis fue mayor que la de esterificaci&oacute;n. Cabe mencionar, que
este estudio se focaliz&oacute; &uacute;nicamente en las caracter&iacute;sticas qu&iacute;micas de los l&iacute;pidos
estructurados. Por ende, un estudio de las propiedades f&iacute;sicas de los mismos resultar&iacute;a
adecuado para determinar su campo de aplicaci&oacute;n final.
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Figura 6.7. Superficie de Respuesta para la funci&oacute;n de deseabilidad (D) como resultado de: A) la
maximizaci&oacute;n de % P+St y % SUS y la minimizaci&oacute;n de % BP y % SSS; B) maximizaci&oacute;n de la cantidad
de hexano y de % P+St, y minimizaci&oacute;n de la relaci&oacute;n de molar de sustrato.
6.4. Conclusiones
La necesidad de conocer el comportamiento de un novedoso biocatalizador obtenido
en un estudio previo suscit&oacute; el trabajo de investigaci&oacute;n detallado en el presente cap&iacute;tulo. El
biocatalizador preparado por la inmovilizaci&oacute;n de lipasas de Rhizomucor miehei sobre
microesferas de quitosano alquiladas, se utiliz&oacute; para catalizar la acid&oacute;lisis entre aceite de
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girasol y &aacute;cidos grasos palm&iacute;tico y este&aacute;rico, en distintas condiciones de relaci&oacute;n de
sustratos, cantidad de enzima y solvente.
El an&aacute;lisis estad&iacute;stico de los resultados demostr&oacute; que la cantidad de biocatalizador
fue la variable m&aacute;s significativa en cada respuesta analizada, dividiendo el comportamiento
de la reacci&oacute;n en una zona de alta y una de moderada dependencia de la cantidad de
biocatalizador. La presencia de hexano contribuy&oacute; a resaltar este comportamiento.
El an&aacute;lisis de optimizaci&oacute;n multirespuesta llevado a cabo a trav&eacute;s de la funci&oacute;n de
deseabilidad revel&oacute; que, para el rango estudiado, cuando el criterio es maximizar % SUS y %
P+St, y minimizar % SSS y % BP, la reacci&oacute;n debe ser llevada a cabo sin hexano con la mayor
relaci&oacute;n molar de sustratos y en un valor intermedio de cantidad de enzima. Estas
condiciones ser&iacute;an adecuadas desde un punto de vista medio ambiental pero posiblemente
dificultosas a nivel operativo, lo que permite deducir que diversos criterios deben ser
analizados para hallar un escenario &oacute;ptimo y a la vez factible. La imposici&oacute;n de la condici&oacute;n
con presencia elevada de solvente, m&aacute;s adecuado para representar los sistemas operativos
reales, di&oacute; lugar a productos con menor incorporaci&oacute;n de &aacute;cidos grasos saturados. Esto
demuestra que la evaluaci&oacute;n de la calidad del producto deseado y las condiciones
operativas del proceso debe generar una decisi&oacute;n de compromiso.
El trabajo que se detalla en este cap&iacute;tulo fue divulgado a trav&eacute;s de la
siguiente publicaci&oacute;n cient&iacute;fica:
Palla C., Pacheco C., Carr&iacute;n M.E., Production of structured lipids by
acidolysis with immobilized Rhizomucor miehei lipases: selection of suitable
reaction conditions. Journal of Molecular Catalysis B: Enzymatic 76 (2012)
106–115.
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CIN&Eacute;TICA DE LIPASAS
INMOVILIZADAS
7
7.1. Introducci&oacute;n
La mayor&iacute;a de las investigaciones dedicadas a la s&iacute;ntesis de l&iacute;pidos estructurados han
sido dirigidas a estudiar el efecto de las condiciones de reacci&oacute;n, ya sea que se trate de
estudios de laboratorio o en escala piloto, incluyendo procesos batch o continuos (Camacho
et al., 2007). Se ha analizado el efecto de variables tales como el tipo de disolvente,
temperatura, relaci&oacute;n molar de sustratos (Fomuso y Akoh, 2002), concentraciones de
sustrato, contenido de agua (Torres y Hill, 2002) y el modo de funcionamiento (Xu et al,
1998a; Shimada et al., 1999; Xu, 2003). Sin embargo, poco se ha informado sobre
par&aacute;metros experimentales de la cin&eacute;tica de reacci&oacute;n catalizada por lipasas, y del modelado
del comportamiento de la reacci&oacute;n de acid&oacute;lisis, especialmente entre &aacute;cidos grasos y
triglic&eacute;ridos heterog&eacute;neos (Garcia et al., 1999; Camacho et al., 2002; Pacheco et al., 2010),
los cuales son muy necesarios para controlar, optimizar y dise&ntilde;ar reactores industriales. Por
otra parte, muchos de los estudios concernientes a las reacciones de acid&oacute;lisis han sido
enfocados en los productos de reacci&oacute;n sin reportar otra informaci&oacute;n pertinente como
concentraciones de los medios de reacci&oacute;n asociados o de los productos intermediarios de
la reacci&oacute;n (Garcia et al., 1999). En consecuencia, no todos los resultados disponibles sobre
Cap&iacute;tulo 7 - Cin&eacute;tica de lipasas inmovilizadas
reacciones de acid&oacute;lisis podr&iacute;an ser utilizados para obtener par&aacute;metros cin&eacute;ticos,
especialmente cuando se desea emplear un modelo m&aacute;s sofisticado (Pacheco et al., 2010).
La mayor parte del modelado disponible para la reacci&oacute;n acid&oacute;lisis se basa en la
metodolog&iacute;a de superficie de respuesta (Shieh et al., 1995; Xu et al., 1998b; Sharma et al.,
2009). Esta metodolog&iacute;a es muy &uacute;til para optimizar el sistema de reacci&oacute;n estudiado en s&iacute;,
pero sus par&aacute;metros son dif&iacute;ciles o imposibles de ser comparados en diferentes condiciones
o sistemas.
Teniendo presente lo anterior, la acid&oacute;lisis de aceite de girasol con &aacute;cidos grasos
palm&iacute;tico y este&aacute;rico en presencia de solvente y empleando el biocatalizador &oacute;ptimo
preparado, fue estudiada desde el punto de vista de la cin&eacute;tica de reacci&oacute;n, empleando para
ello modelos con diferentes grados de complejidad. El efecto de las condiciones de reacci&oacute;n
(temperatura, tiempo) sobre los par&aacute;metros cin&eacute;ticos y de equilibrio, as&iacute; como en la
formaci&oacute;n de productos intermediarios de reacci&oacute;n (monoglic&eacute;ridos y diglic&eacute;ridos) fue
analizado. El objetivo de este estudio fue contribuir a aumentar el conocimiento sobre el
comportamiento de reacciones de acid&oacute;lisis utilizando expresiones de velocidad propuestos
en la literatura para comprobar su aplicabilidad a este sistema espec&iacute;fico, y la obtenci&oacute;n de
nuevos valores experimentales de constantes cin&eacute;ticas a diferentes condiciones.
7.2. Trabajo experimental
La reacci&oacute;n de acid&oacute;lisis entre aceite de girasol (SO) y la mezcla de &aacute;cidos grasos
saturados (StPFA), palm&iacute;tico y este&aacute;rico, fue llevada a cabo en las condiciones determinadas
como &oacute;ptimas desde el punto de vista operativo, en el cap&iacute;tulo anterior. Estas son: relaci&oacute;n
molar de sustratos= 3 mol StPFA/mol SO, biocatalizador = 0.34 g y hexano = 3.2 ml. Para
obtener la cin&eacute;tica, las reacciones se llevaron a cabo a dos temperaturas, 50 &deg;C y 60&deg;C, para
tiempos de reacci&oacute;n de 2, 4, 8, 12, 24 y 72 h.
Cabe mencionar que el biocatalizador empleado fue el denominado QM1-1.5, por
ser el de mayor actividad alcanzada, como se demostr&oacute; en el Cap&iacute;tulo 5. Asimismo, las
temperaturas de reacci&oacute;n fueron elegidas en base a estudios previos donde se corrobor&oacute;
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que permit&iacute;an lograr mayor modificaci&oacute;n del l&iacute;pido original, que la temperatura &oacute;ptima de la
lipasa libre. Trabajar a temperaturas m&aacute;s elevadas (a presi&oacute;n atmosf&eacute;rica) no es
aconsejable, debido a la cercan&iacute;a con el punto de ebullici&oacute;n del hexano (69&deg;C).
Los an&aacute;lisis realizados sobre los productos de reacci&oacute;n fueron composici&oacute;n de &aacute;cidos
grasos saturados palm&iacute;tico y este&aacute;rico en los glic&eacute;ridos, composici&oacute;n en especies de
triglic&eacute;ridos, y subproductos (mono- y diglic&eacute;ridos respecto del total de glic&eacute;ridos). Las
t&eacute;cnicas empleadas para cada determinaci&oacute;n son las detalladas en el Cap&iacute;tulo 2.
7.3. Modelado matem&aacute;tico de la cin&eacute;tica de acid&oacute;lisis
7.3.1. Antecedentes y consideraciones generales
Sin lugar a dudas, la ecuaci&oacute;n m&aacute;s empleada a lo largo del tiempo para describir
cin&eacute;ticas enzim&aacute;ticas ha sido la ecuaci&oacute;n de Michaelis-Menten. Esta ha sido utilizada para
representar adecuadamente numerosas reacciones enzim&aacute;ticas en las que hay involucradas
un &uacute;nico reactante, el sistema es homog&eacute;neo y se esta en la etapa inicial de la reacci&oacute;n
(Georgakis et al. 1975; Lee y Lin, 1996; Uragami et al., 2006; &Ccedil;il et al., 2007).
Sin embargo, reacciones m&aacute;s complejas donde participan dos o m&aacute;s reactantes,
como la acid&oacute;lisis enzim&aacute;tica donde se suma que la reacci&oacute;n tiene lugar en un sistema
heterog&eacute;neo (interfase l&iacute;pido-acuosa), no pueden ser descritas por la ecuaci&oacute;n de MichaelisMenten y sus variantes, ya que no cumplen con las condiciones anteriormente
especificadas. En estas, la complejidad se presenta por el modo en que los sustratos y
productos se unen y liberan del sitio activo. La forma m&aacute;s com&uacute;n de representar esto
incluye:
I) Mecanismo ordenado: un sustrato debe unirse antes que el otro;
II) Mecanismo aleatorio: los sustratos pueden unirse en cualquier orden;
III) Mecanismo de doble desplazamiento &oacute; Ping -Pong: tras la uni&oacute;n del primer
sustrato se libera uno de los productos, en una reacci&oacute;n parcial en la que se genera una
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forma modificada de la enzima. Esta forma se une al siguiente sustrato, catalizando la
formaci&oacute;n del segundo producto con regeneraci&oacute;n de la forma nativa de la enzima.
Estos tres diferentes mecanismos pueden generar expresiones diferentes de la
velocidad de reacci&oacute;n, que influyen en la precisi&oacute;n de los modelos generados (Sauro, 2011).
Por otro lado, el mecanismo se puede clasificar en funci&oacute;n al n&uacute;mero de sustratos y
productos que intervienen en la reacci&oacute;n. Cleland (1975) desarroll&oacute; una notaci&oacute;n para
diferenciar estas reacciones, denominando A y B a los sustratos, y Q y P a los productos,
dando lugar a las siguientes combinaciones:
A
A
←
→
←
→
←
P
Uni Uni
P+Q
Uni Bi
Bi Uni
A+B
→
P
A+B
←
→
P+Q
Bi Bi
P+Q
Ter Bi
←
A + B +C →
En lo que a antecedentes de modelado cin&eacute;tico para reacciones de acid&oacute;lisis se
refiere, Balc&atilde;o y Malcata (1996) presentaron el modelado matem&aacute;tico de un mecanismo
Ping Pong Bi Bi gen&eacute;rico aplicado a una reacci&oacute;n catalizada por lipasas y la expresi&oacute;n de la
velocidad asociada, suponiendo estado pseudo-estacionario. Ese modelo se puede
simplificar dependiendo de los supuestos cin&eacute;ticos, donde generalmente no menos de
cuatro par&aacute;metros quedan involucrados. Reyes y Hill (1994) utilizaron un mecanismo Ping
Pong Bi Bi, en una forma simplificada, para modelar el comportamiento din&aacute;mico de las
reacciones de acid&oacute;lisis en ausencia de disolvente. Obtuvieron dos expresiones que
requieren el conocimiento de un total de cinco par&aacute;metros cin&eacute;ticos y de las
concentraciones de cinco componentes a trav&eacute;s del tiempo. Ortega et al. (2004) aplicaron
este modelo para representar con &eacute;xito la incorporaci&oacute;n de &aacute;cido linoleico conjugado en
aceite de soja completamente hidrogenado en un sistema con solvente. Xu et al. (1998c)
propusieron un modelo simplificado para la cin&eacute;tica de las reacciones de acid&oacute;lisis en un
sistema libre de disolvente, donde la incorporaci&oacute;n estaba sujeta al tiempo de reacci&oacute;n en
una manera similar a como la velocidad de reacci&oacute;n lo hace con la concentraci&oacute;n de sustrato
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en la ecuaci&oacute;n de Michaelis-Menten. Camacho et al. (2007) postularon un modelo cin&eacute;tico
de par&aacute;metros agrupados para la acid&oacute;lisis catalizada por lipasas inmovilizadas en un
sistema con disolvente. Dicho modelo requiere el conocimiento de tres par&aacute;metros
experimentales y s&oacute;lo una variable en el tiempo. &Ccedil;ift&ccedil;i et al. (2009) presentaron un enfoque
de programaci&oacute;n para expresi&oacute;n de genes comparando sus predicciones con un modelo de
red neuronal m&aacute;s robusto. Encontraron un buen rendimiento aplicando este modelo
emp&iacute;rico para representar la reacci&oacute;n de acid&oacute;lisis entre triole&iacute;na y &aacute;cido palm&iacute;tico en un
sistema con disolvente. Sin embargo, &eacute;ste utiliza 28 par&aacute;metros de ajuste en la predicci&oacute;n
de tres concentraciones de TAG para la reacci&oacute;n involucrada.
7.3.2. Mecanismo Ping-Pong Bi Bi
En base a lo anterior, puede notarse que el mecanismo Ping-Pong Bi Bi ha sido de los
m&aacute;s empleados para describir la cin&eacute;tica de las reacciones de acid&oacute;lisis. Por ello, en esta
secci&oacute;n se da una breve descripci&oacute;n de los pasos de reacci&oacute;n implicados a fin de lograr un
entendimiento m&aacute;s completo del proceso.
La Fig. 7.1 muestra el ciclo catal&iacute;tico para la acid&oacute;lisis entre los triglic&eacute;ridos del aceite
de girasol y los &aacute;cidos grasos saturados, palm&iacute;tico y este&aacute;rico, libres. El mismo est&aacute; basado
en la din&aacute;mica planteada por Reyes y Hill (1994), que da lugar al Modelo III empleado m&aacute;s
adelante. El ciclo se divide en dos secciones, la parte superior representa la etapa de
hidr&oacute;lisis y la parte inferior el paso de reesterificaci&oacute;n. En la pr&aacute;ctica, estos dos pasos
ocurren simult&aacute;neamente dando lugar a una combinaci&oacute;n de reacciones en serie y en
paralelo, con m&uacute;ltiples entradas y salidas de reactivos y productos de manera que el
mecanismo global es de tipo Ping Pong. El proceso en su forma simplificada implicar&iacute;a, la
uni&oacute;n de la lipasa a una mol&eacute;cula de glic&eacute;rido (m&aacute;s espec&iacute;ficamente, a la regi&oacute;n de la
mol&eacute;cula que contiene el enlace &eacute;ster) y la posterior ruptura del enlace. Esta ruptura es
seguida por la formaci&oacute;n de un complejo acilo mixto entre el &aacute;cido graso &uml;liberado&uml; del
glic&eacute;rido y la lipasa. Subsecuentemente, el gliceril procedente del glic&eacute;rido es liberado. A
continuaci&oacute;n, una mol&eacute;cula de agua es capturada dando lugar a la desacilaci&oacute;n, que
permite que el &aacute;cido graso sea liberado por la enzima al medio.
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Figura 7.1. Esquema de reacci&oacute;n de acid&oacute;lisis para un mecanismo Ping-Pong Bi Bi. El agua ingresa al ciclo catal&iacute;tico en los pasos de
acilaci&oacute;n/desacilaci&oacute;n.
Donde:
A= uni&oacute;n &eacute;ster; A1= uni&oacute;n &eacute;ster original (glic&eacute;rido reactante); A2= nueva uni&oacute;n &eacute;ster formada con el &aacute;cido graso incorporado
U= &aacute;cido graso insaturado liberado del triglic&eacute;rido original (oleico, linoleico)
S=&aacute;cido graso saturado, a ser incorporado (palm&iacute;tico, este&aacute;rico)
IG=glic&eacute;rido intermediario (glicerol, mono - , diglic&eacute;ridos)
E= enzima
E*= complejo acil- enzima.
W= agua
ki= constante cin&eacute;tica del paso i.
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La incorporaci&oacute;n de un nuevo &aacute;cido graso del medio a un gliceril, requiere de la
uni&oacute;n de la enzima al &aacute;cido para formar un complejo que mediante la acilaci&oacute;n da lugar a la
formaci&oacute;n de una mol&eacute;cula de agua que es liberada al medio. Posteriormente, el complejo
acil-enzima se une a un gliceril llevando a cabo una uni&oacute;n ester con el nuevo &aacute;cido graso.
Tras la liberaci&oacute;n de este nuevo glic&eacute;rido y la regeneraci&oacute;n de la enzima, esta &uacute;ltima queda
disponible para catalizar alguno de los dos pasos de reacci&oacute;n.
Desde el punto de vista de los &aacute;cidos grasos libres, las expresiones de velocidad
necesarias para describir este sistema son dos, una que describa la aparici&oacute;n en el medio de
los &aacute;cidos grasos hidrolizados (los cuales pueden ser agrupados, independientemente de sus
diferencias qu&iacute;micas) y otra que exprese la desaparici&oacute;n del medio del &aacute;cido graso a
incorporarse. El &uacute;ltimo tipo se puede interpretar como la velocidad de reacci&oacute;n de acid&oacute;lisis.
7.3.3. Modelos cin&eacute;ticos
A continuaci&oacute;n se detallan los modelos probados para el ajuste de los puntos
experimentales resultado de la acid&oacute;lisis entre aceite de girasol y &aacute;cidos grasos saturados.
Cabe mencionar que aqu&iacute; solo se presenta la ecuaci&oacute;n correspondiente al modelo y las
suposiciones que los autores realizaron para desarrollarlas. La deducci&oacute;n de las mismas, con
las ecuaciones asociadas, puede ser encontrada en las referencias citadas.
7.3.3.1. Modelo Cin&eacute;tico I
El modelo m&aacute;s sencillo disponible en la literatura para representar en acid&oacute;lisis la
incorporaci&oacute;n de los &aacute;cidos grasos reactantes con el tiempo de reacci&oacute;n, es el propuesto por
Xu et al. (1998c). &Eacute;ste se desarroll&oacute; observando que la curva que describe el
comportamiento de la incorporaci&oacute;n versus el tiempo de reacci&oacute;n, tiene una forma similar a
la representada por la ecuaci&oacute;n de Michaelis- Menten. Al reemplazar en &eacute;sta la velocidad de
reacci&oacute;n por la incorporaci&oacute;n y la concentraci&oacute;n de sustratos por el tiempo, se tiene la
siguiente expresi&oacute;n:
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FM =
FMe ⋅ t
KI +t
(7.1)
donde, FMe es la incorporaci&oacute;n m&aacute;xima de &aacute;cidos grasos reactantes, correspondiente al
equilibrio, y KI es una constante a ser determinada experimentalmente. Esta expresi&oacute;n no
tiene asociada ninguna hip&oacute;tesis ni simplificaci&oacute;n, y los &aacute;cidos grasos incorporados son los
&aacute;cidos grasos que fueron reactivo y ahora
est&aacute;n presentes en los glic&eacute;ridos,
independientemente de la posici&oacute;n.
7.3.3.2. Modelo Cin&eacute;tico I Modificado
De manera similar a como Xu et al. desarrollaron el modelo anterior, la inspecci&oacute;n de
las curvas de incorporaci&oacute;n de &aacute;cidos grasos reactantes vs. el tiempo de reacci&oacute;n
permitieron observar su tendencia a comportarse seg&uacute;n el tipo sigmoideas, incluyendo un
periodo &uml;lag&uml; en el cual no se obtuvo una apreciable incorporaci&oacute;n. Esto llev&oacute; a buscar una
ecuaci&oacute;n que pudiera describir adecuadamente este comportamiento. La denominada
ecuaci&oacute;n de Hill (Weiss, 1997), empleada para enzimas alost&eacute;ricas, puede en estos casos ser
usada reemplazando las variables velocidad de reacci&oacute;n y concentraci&oacute;n de sustrato por
incorporaci&oacute;n y tiempo, respectivamente.
FMe ⋅ t n
FM = n n
KI + t
(7.2)
donde, FMe es la incorporaci&oacute;n m&aacute;xima de &aacute;cidos grasos reactantes, correspondiente al
equilibrio, y KI y n son constantes a ser determinadas experimentalmente.
7.3.3.3. Modelo Cin&eacute;tico II
Un modelo cin&eacute;tico de par&aacute;metros agrupados para la acid&oacute;lisis de triglic&eacute;ridos (TAG)
y &aacute;cidos grasos libres (FFA), en medio no acuoso y catalizada por una lipasa inmovilizada sn1,3 espec&iacute;fica, fue propuesto por Camacho et al. (2007). Este modelo fue desarrollado
bas&aacute;ndose en el mecanismo de reacci&oacute;n de la acid&oacute;lisis considerando las siguientes
hip&oacute;tesis:
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1- Debido a la especificidad posicional de la lipasa (sn-1,3 espec&iacute;fica) solo los &aacute;cidos
grasos ubicados en las posiciones 1 y 3 del triglic&eacute;rido participan en la reacci&oacute;n.
2-
La sustituci&oacute;n en una posici&oacute;n, no depende de la naturaleza del &aacute;cido graso
presente en la otra posici&oacute;n posible de ser sustituido, es decir, ambas posiciones son
equivalentes.
3- La concentraci&oacute;n de diglic&eacute;ridos en el medio de reacci&oacute;n se asume en estado
estacionario y posee un valor bajo, ya que no se a&ntilde;ade agua al sistema (lo que favorecer&iacute;a la
hidr&oacute;lisis) y la relaci&oacute;n de sustratos FFA/TAG es alta.
4- Los &uacute;nicos intermediarios donde la enzima participa que tienen considerable
duraci&oacute;n como para ser tenidos en cuenta son los complejos acil-enzima. Estos est&aacute;n en
equilibrio con los &aacute;cidos grasos libres.
5- La concentraci&oacute;n del complejo acil-enzima es mucho mayor que la
concentraci&oacute;n de enzima libre en el medio de reacci&oacute;n.
El modelo representa la variaci&oacute;n de los &aacute;cidos grasos incorporados, expresados en
fracci&oacute;n molar mediante la variable FM, con la intensidad del tratamiento θ como una
funci&oacute;n de par&aacute;metros cin&eacute;ticos, el equilibrio y FM, seg&uacute;n la siguiente ecuaci&oacute;n:
[
]
(k−LET / 3 K M ) (2 − 3 FM )(m0 − 3 FM ) − (1 / K e )(3 FM )2
dFM
=
dθ [(K L / K M )(3 FM ) + (m0 − 3 FM )] [(kL K L / kM K M )(3 FM ) + (m0 − 3FM )]
(7.3)
donde θ se define en t&eacute;rminos de la masa de biocatalizador (me), del volumen de reacci&oacute;n
(V), de la concentraci&oacute;n inicial de triglic&eacute;ridos ([TAG]0) y del tiempo de reacci&oacute;n (t), como:

m

e
t
θ = 
[
] 0 
V
TAG

(7.4)
La constante de equilibrio (Ke) se obtiene en base al valor de FM en el estado
estacionario (FMe), seg&uacute;n la ecuaci&oacute;n que sigue:
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Ke =
(3 FMe )2
(2 − 3 FMe ) (m0 − 3FMe )
(7.5)
La forma reducida del modelo se obtiene agrupando par&aacute;metros en la ecuaci&oacute;n 7.3:
[
]
A (2 − 3 FM )(m0 − 3 FM ) − (1 / K e )(3 FM )2
dFM
=
dθ [B (3 FM ) + (m0 − 3 FM )] [(B C )(3 FM ) + (m0 − 3FM )]
(7.6)
donde A, B y C, par&aacute;metros cin&eacute;ticos condensados, se definieron tomando en cuenta el
significado de las variables que se estaban agrupando:
A = k-L ET /(3KM), relaci&oacute;n entre la constante cin&eacute;tica de formaci&oacute;n del complejo acilenzima del triglic&eacute;rido original (k-L), la concentraci&oacute;n de enzima activa (ET) y la constante de
equilibrio de formaci&oacute;n del complejo acil-enzima de los &aacute;cidos grasos libres reactantes (KM).
B = KL/KM, relaci&oacute;n entre las constantes de equilibrio de formaci&oacute;n del complejo acilenzima del &aacute;cido graso libre liberado (KL) y del &aacute;cido graso libre reactante (KM).
C = kL/kM, relaci&oacute;n entre las constantes cin&eacute;ticas de esterificaci&oacute;n de diglic&eacute;ridos con
&aacute;cidos grasos del triglic&eacute;rido original (kL) y con &aacute;cidos grasos reactantes (kM).
La expresi&oacute;n determinada por la ecuaci&oacute;n 7.6 fue la empleada para ajustar los datos
experimentales.
7.3.3.4. Modelo Cin&eacute;tico III
Reyes y Hill (1994) postularon tres mecanismos diferentes para describir la acid&oacute;lisis
entre &aacute;cidos grasos libres y un triglic&eacute;rido heterog&eacute;neo, como aceite de oliva o leche,
difiriendo uno del otro en el punto en el cual la mol&eacute;cula de agua ingresa en el ciclo
catal&iacute;tico. Las expresiones desarrolladas para describirlos tomaron en cuenta el efecto de la
concentraci&oacute;n de todas las especies participantes en la reacci&oacute;n, dando lugar a modelos m&aacute;s
complejos que los anteriormente descriptos. Las asunciones que llevaron a cabo los autores
para desarrollarlos fueron:
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1- Todos los &aacute;cidos grasos liberados del triglic&eacute;rido sustrato pueden ser
considerados juntos como un solo producto (Pr).
2- Las especies de glic&eacute;ridos minoritarias (glicerol, mono- y diglic&eacute;ridos) pueden
ser agrupadas en un &uacute;nico compuesto intermediario, cuya composici&oacute;n en &aacute;cidos grasos es
IG.
3- El paso determinante de la velocidad es el que involucra la ruptura de la uni&oacute;n
&eacute;ster, asumiendo que los dem&aacute;s pasos alcanzan un r&aacute;pido equilibrio.
En este caso, los autores emplearon como variables a analizar, la velocidad de
aparici&oacute;n de &aacute;cidos grasos en los productos (rPr) y la velocidad de desaparici&oacute;n de los &aacute;cidos
grasos libres (–rS), en vez del porcentaje o fracci&oacute;n molar de incorporaci&oacute;n como en los
anteriores modelos. Cuando cada uno de los tres modelos desarrollados por Reyes y Hill
(1994), derivado de cada mecanismo planteado, fue probado en el ajuste de sus datos
experimentales obtenidos en la acid&oacute;lisis sin solvente, hallaron que la versi&oacute;n reducida de la
expresi&oacute;n de la velocidad correspondiente al mecanismo que denominaron 1 (en el cual el
agua ingresa al ciclo catal&iacute;tico durante los pasos de acilaci&oacute;n/deacilaci&oacute;n), dio lugar al mejor
ajuste:
− rS =
(VR1 [S ][IG] − VM2 [W ][Q])ET
(1 + KII [IG])([S ] + [Pr ])
(7.7)
donde VR1, VM2 y KII son par&aacute;metros cin&eacute;ticos que, junto con la concentraci&oacute;n inicial de agua
(W0), son obtenidos experimentalmente.
Es necesario realizar una aclaraci&oacute;n respecto al contenido de agua inicial del sistema.
Reyes y Hill (1994) encontraron diferencias, en reacciones de acid&oacute;lisis, entre el contenido
inicial de agua calculado y el te&oacute;rico necesario para alcanzar los niveles de hidr&oacute;lisis
observados al finalizar la reacci&oacute;n. En consecuencia, los autores sugirieron considerar a la
concentraci&oacute;n inicial de agua como un par&aacute;metro adicional a incorporar al modelo.
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7.4. Resultados y discusiones
7.4.1. Composici&oacute;n de los productos de reacci&oacute;n de acid&oacute;lisis: efecto del tiempo y la
temperatura de reacci&oacute;n
7.4.1.1. Composici&oacute;n en &aacute;cidos palm&iacute;tico y este&aacute;rico
La Fig. 7.2 muestra la evoluci&oacute;n en el tiempo de la composici&oacute;n en &aacute;cidos palm&iacute;tico y
este&aacute;rico de los productos de reacci&oacute;n para las dos temperaturas ensayadas, 50 y 60&deg;C.
Como puede notarse, no se hallaron diferencias significativas en cuanto a la temperatura
para las primeras 2 a 4 h de reacci&oacute;n. Despu&eacute;s de ese tiempo, la incorporaci&oacute;n fue
marcadamente m&aacute;s r&aacute;pida a 60&deg;C; luego de 24 h los l&iacute;pidos estructurados conten&iacute;an
alrededor de 50 % en masa de &aacute;cidos palm&iacute;tico y este&aacute;rico, mientras que a 50&deg;C conten&iacute;an
aproximadamente el 30 %, lo que indic&oacute; que una temperatura mayor tuvo un efecto
positivo. Resultados similares han sido reportados en trabajos previos para lipasas de
Rhizomucor miehei inmovilizadas comerciales (Lipozyme RMIM). Por ejemplo, Carr&iacute;n y
Crapiste (2008) reportaron la mayor incorporaci&oacute;n de &aacute;cidos grasos saturados a 60&deg;C al
llevar a cabo la misma reacci&oacute;n de inter&eacute;s de esta tesis entre 40 y 60&deg;C. En concordancia,
Sahin et al. (2005) realizaron la acid&oacute;lisis entre tripalmitina, &aacute;cidos grasos de aceite de
avellana y &aacute;cido este&aacute;rico, y encontraron que la mayor incorporaci&oacute;n de &aacute;cido este&aacute;rico fue
lograda tambi&eacute;n a 60 &deg;C.
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Figura 7.2. Evoluci&oacute;n de la acid&oacute;lisis de SO y StPFA: Composici&oacute;n de &aacute;cidos
palm&iacute;tico y este&aacute;rico (% P+St) en lo productos de reacci&oacute;n a 50 &deg;C y 60 &deg;C.
7.4.1.2. Contenido de subproductos
La generaci&oacute;n de subproductos mostr&oacute; un comportamiento similar a la composici&oacute;n
de &aacute;cidos palm&iacute;tico y este&aacute;rico incorporados durante las primeras 4 h de reacci&oacute;n (Fig. 7.3).
Despu&eacute;s de ese tiempo, aument&oacute; significativamente con la temperatura, alcanzando el
estado estacionario despu&eacute;s de las 12 h, siendo alrededor de 24 y 14% para 60 y 50&deg;C,
respectivamente. Al comparar el contenido de subproductos con el contenido de los &aacute;cidos
palm&iacute;tico y este&aacute;rico en los productos de reacci&oacute;n, pudo concluirse que los pasos de la
reacci&oacute;n enzim&aacute;tica general (hidrolisis y esterificaci&oacute;n) progresaron al mismo nivel despu&eacute;s
de las 12 h aproximadamente.
Dado que el contenido de subproductos se calcul&oacute; en base a la composici&oacute;n en mono
y diglic&eacute;ridos respecto del total de glic&eacute;ridos (mono, di y triglic&eacute;ridos), ya que los &aacute;cidos
grasos libres no se consideraron porque en su mayor&iacute;a son reactivo de la reacci&oacute;n, la
variaci&oacute;n de estos 3 componentes en el tiempo se muestra en la Fig. 7.4. Al analizar
simult&aacute;neamente las curvas que representan a los mono-, di- y triglic&eacute;ridos, para una dada
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Figura 7.3. Evoluci&oacute;n de la acid&oacute;lisis de SO y StPFA: Composici&oacute;n de
subproductos (BP) en lo productos de reacci&oacute;n a 50 &deg;C (▲) y 60 &deg;C (■).
temperatura, puede apreciarse que inicialmente todos los glic&eacute;ridos eran en su mayor&iacute;a
triglic&eacute;ridos. Con el transcurso de la acid&oacute;lisis se comienzan a generar diglic&eacute;ridos y en
bastante menor proporci&oacute;n monoglic&eacute;ridos, lo que conlleva una disminuci&oacute;n de los
glic&eacute;ridos mayoritarios. Los cambios m&aacute;s importantes en las composiciones de triglic&eacute;ridos y
de diglic&eacute;ridos se aprecian desde que comienza la reacci&oacute;n hasta aproximadamente las 12 h,
luego las mismas logran paulatinamente estabilizarse hasta alcanzar el estado de equilibrio.
Por otro lado, en lo que a monoglic&eacute;ridos se refiere, si bien su composici&oacute;n es muy baja, se
aprecia al amplificar la escala (Fig.7.4.B) que este contenido no pareciera estabilizarse a 60
&deg;C, sino continuar creciendo, aunque de modo m&aacute;s lento teniendo en cuenta las horas de
reacci&oacute;n y los valores alcanzados. Asimismo, en este an&aacute;lisis se hace tambi&eacute;n evidente como
una mayor temperatura de reacci&oacute;n genera mayores modificaciones en la composici&oacute;n
global de glic&eacute;ridos.
Cabe mencionar que los valores aqu&iacute; representados, en t&eacute;rminos de composiciones
molares, fueron parte de los datos experimentales empleados en el Modelo III. Por otro lado
no se encontr&oacute; glicerol en ninguno de los l&iacute;pidos estructurados productos de reacci&oacute;n,
indicando que la hidr&oacute;lisis nunca fue completa.
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Figura 7.4. Evoluci&oacute;n de la acid&oacute;lisis de SO y StPFA: Composici&oacute;n de A)
triglic&eacute;ridos, diglic&eacute;ridos y monoglic&eacute;ridos, a 50 &deg;C y 60 &deg;C; B) Ampliaci&oacute;n
de la Fig 7.4.A (Zona de MAG).
7.4.1.3. Distribuci&oacute;n de triglic&eacute;ridos
Tras la identificaci&oacute;n de todas las especies de triglic&eacute;ridos presentes en los l&iacute;pidos
estructurados productos de reacci&oacute;n, los mismos fueron agrupados en cuatro categor&iacute;as
diferentes de acuerdo al n&uacute;mero de &aacute;cidos grasos saturados (S) o insaturados (U) presentes
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en cada mol&eacute;cula (sin distinguir is&oacute;meros de posici&oacute;n). De este modo el contenido de
triglic&eacute;ridos se analiz&oacute; en base a la evoluci&oacute;n de SSS, SUS, UUS y UUU (% g /100 g TAG total).
La distribuci&oacute;n de estos grupos es mostrada en la Fig.7.5.A y Fig.7.5.B para las dos
temperaturas empleadas, 50 y 60 &deg;C.
Como puede notarse, el grupo UUU disminuye en todo el tiempo de reacci&oacute;n,
mostrando el mayor decrecimiento hasta la hora 12, siendo el mismo m&aacute;s notorio a 60 &deg;C
que a 50&deg;C. M&aacute;s a&uacute;n, esta disminuci&oacute;n fue pr&aacute;cticamente lineal a la mayor temperatura,
mientras que a 50 &deg;C puede observarse una desaceleraci&oacute;n en el cambio de esta
concentraci&oacute;n desde tiempos iniciales. Luego de las 12 h de reacci&oacute;n, el decrecimiento fue
mucho menor. Cabe notar que el grupo UUU es el mayoritario en el aceite (sustrato de
glic&eacute;ridos iniciales), por lo cual su disminuci&oacute;n est&aacute; directamente relacionada con la
velocidad relativa de hidr&oacute;lisis.
El grupo UUS, segundo mayoritario en el aceite, se increment&oacute; en ambas
temperaturas, siendo el aumento un poco m&aacute;s r&aacute;pido a 60 &deg;C. Esto demuestra que sobre
este grupo prevaleci&oacute;, en forma relativa, la reacci&oacute;n de esterificaci&oacute;n por sobre la de
hidr&oacute;lisis. Adicionalmente, puede notarse que a 50&deg;C este grupo pareciera haber alcanzado
un nivel estable y m&aacute;ximo en su concentraci&oacute;n (35% aproximadamente). En cambio, a 60&deg;C
se observa que antes de las 72 h de reacci&oacute;n se producir&iacute;a un m&aacute;ximo en la concentraci&oacute;n
de UUS (igual o superior a 40%) y luego tiende a disminuir (hasta aproximadamente 30% a
las 72 h). Por un lado, se podr&iacute;a pensar que a 50&deg;C el m&aacute;ximo no se encontr&oacute; por falta de
datos en tiempos intermedios entre 24 y 72 h. Por otro lado, con el cambio de temperatura
muy probablemente cambien los valores de las constantes cin&eacute;ticas y de equilibrio, lo cual
se reflejar&aacute; en cambios en los perfiles obtenidos. La disminuci&oacute;n encontrada a 60&deg;C a
tiempos prolongados de reacci&oacute;n podr&iacute;a deberse a la continuaci&oacute;n del proceso de cambio
de &aacute;cidos grasos saturados en los glic&eacute;ridos, dejando en evidencia que el grupo UUS ser&iacute;a un
compuesto intermediario para luego generar otro tipo de glic&eacute;rido.
Respecto al grupo SUS, el tipo de triglic&eacute;ridos deseados, su incremento fue mayor a
60 &deg;C. A esta temperatura, pudo notarse un incremento pr&aacute;cticamente lineal hasta las 12 h.
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Luego de este tiempo, su crecimiento progres&oacute; a mucha menor velocidad, llegando a
convertirse en el grupo mayoritario y representando aproximadamente un 40% del total de
TAG a las 72 h de reacci&oacute;n. Por otro lado, a 50 &deg;C la concentraci&oacute;n de SUS se incrementa a
mayor velocidad inicialmente (aunque menor que la observada para 60 &deg;C) y luego se
observa una constante disminuci&oacute;n de su velocidad de producci&oacute;n con el transcurso del
tiempo. Superadas las 24 h de reacci&oacute;n, este grupo se convierte en el mayoritario dentro de
los TAG, alcanzando a las 72 h un valor cercano al 30%.
Por &uacute;ltimo, el grupo SSS mostr&oacute; un aumento lineal durante las primeras 24 h de reacci&oacute;n a
50 &deg;C; luego se observa una aceleraci&oacute;n en su producci&oacute;n, obteni&eacute;ndose a las 72 h de
reacci&oacute;n un valor de aproximadamente 14%, en vez del 9% esperado si su velocidad de
producci&oacute;n se hubiese mantenido igual a la inicial. A 60 &deg;C se observa un periodo inicial
similar al de 50&deg;C, pero de menor duraci&oacute;n, ya que luego de 4 h la producci&oacute;n de SSS se
acelera, increment&aacute;ndose a mayor velocidad hasta superadas las 12 h. Luego, su
crecimiento se estabiliza en una velocidad inferior a &eacute;sta hasta las 72 h donde logra superar
el 20%. En ambos casos, este grupo pareci&oacute; seguir la tendencia de crecimiento de SUS y del
contenido de subproductos, lo cual era esperado ya que son obtenidos tras la hidr&oacute;lisis de
los triglic&eacute;ridos del tipo SUS. Teniendo en cuenta la especificidad sn-1,3 de la lipasa de
Rhizomucor miehei (Rodrigues y Fernandez-Lafuente, 2010), la formaci&oacute;n por su acci&oacute;n de
triglic&eacute;ridos trisaturados, SSS, deber&iacute;a estar limitada por el contenido de &aacute;cidos grasos
saturados en la posici&oacute;n sn-2 de los triglic&eacute;ridos del aceite (3.1% m/m). Por lo tanto, el
hecho de encontrar valores que superen esta limitaci&oacute;n (aproximadamente 12 y 13%
SSS/muestra a los mayores tiempos de reacci&oacute;n y a 50 y 60&deg;C, respectivamente, respecto al
l&iacute;mite superior de 9.3% debido a la composici&oacute;n inicial en sn-2) implica la ocurrencia del
reordenamiento de los &aacute;cidos grasos en las distintas posiciones del esqueleto del glicerol
por la reacci&oacute;n qu&iacute;mica de acil migraci&oacute;n.
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Figura 7.5. Evoluci&oacute;n de la acid&oacute;lisis de SO y StPFA: Distribuci&oacute;n de los grupos de triglic&eacute;ridos con el
tiempo de reacci&oacute;n. A) Temperatura = 50 &deg;C; B) Temperatura= 60 &deg;C.
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Como puede ser observado, la temperatura y el tiempo tuvieron un efecto positivo
en el % SSS y en consecuencia, sobre la acil migraci&oacute;n, siendo el efecto de la temperatura el
m&aacute;s significativo.
Asimismo, es un hecho conocido que los &aacute;cidos grasos de diferente longitud de
cadena y n&uacute;mero de dobles enlaces, pueden presentar diferente velocidad de migraci&oacute;n.
Este comportamiento puede ser estimado para los &aacute;cidos palm&iacute;tico y este&aacute;rico, al comparar
los incrementos entre las especies tripalmitina (PPP) y triestearina (StStSt). Luego de
72/70.5 h de reacci&oacute;n, la cantidad de PPP cambi&oacute; desde no detectada hasta 2.67 y 4.02%
para 50 y 60&deg;C, respectivamente; y la de StStSt de 0.04 a 1.34 y 2.15% para 50 y 60&deg;C,
respectivamente. Adem&aacute;s, de las 4 especies que componen el grupo SSS (PPP, StStSt, PPSt y
StStP), la formaci&oacute;n de StStSt fue la menos favorecida (Tabla 7.1). Esto sugerir&iacute;a que existir&iacute;a
una mayor tendencia a incorporar &aacute;cido palm&iacute;tico en los triglic&eacute;ridos y/o que este &aacute;cido
presentar&iacute;a mayor velocidad de migraci&oacute;n respecto al &aacute;cido este&aacute;rico. Un resultado similar
fue encontrado por Sahin et al. (2005), quienes reportaron que las posiciones sn-2 del l&iacute;pido
estructurado obtenido en su investigaci&oacute;n empleando Lipozyme RMIM como catalizador,
fueron predominantemente ocupadas por el &aacute;cido palm&iacute;tico, seguido de los &aacute;cidos oleico,
este&aacute;rico y linoleico. Por lo tanto, se podr&iacute;a pensar que al usar &uacute;nicamente &aacute;cido este&aacute;rico
en la reacci&oacute;n de acid&oacute;lisis, en lugar de la mezcla, se podr&iacute;a mejorar la calidad del producto.
La Fig. 7.6 muestra los perfiles de ambos triglic&eacute;ridos trisaturados; como puede
observarse las curvas obtenidas para tripalmitina a 50 y 60 &deg;C tuvieron un comportamiento
similar, siendo mayor el contenido alcanzado a la temperatura m&aacute;s alta. En forma an&aacute;loga lo
mismo sucedi&oacute; para triestearina. Los cambios m&aacute;s importantes, tanto para tripalmitina
como para triestearina, se obtuvieron despu&eacute;s de las 12 y 24 h de reacci&oacute;n, a 60 &deg;C y 50 &deg;C,
respectivamente. Estos tiempos se corresponder&iacute;an con las condiciones en las que comienza
a haber una cantidad m&aacute;s importante de diglic&eacute;ridos y monoglic&eacute;ridos disponibles para ser
reesterificados. Principalmente, los componentes m&aacute;s influyentes ser&iacute;an los diglic&eacute;ridos, ya
que como se puede notar en la Fig. 7.4.B, el contenido de los mismos para la hora 12 a 60 &deg;C
resulta igual al contenido para la hora 24 a 50 &deg;C.
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Figura 7.6. Evoluci&oacute;n de la acid&oacute;lisis de SO y StPFA: seguimiento de las especies trisaturadas,
tripalmitina (PPP) y triestearina (StStSt), a 50 y 60 &deg;C.
De las 20 especies diferentes de triglic&eacute;ridos identificadas en los productos de
reacci&oacute;n (Tabla 7.1), podr&iacute;a decirse que las que m&aacute;s importancia revisten respecto de la
modificaci&oacute;n deseada son las monoinsaturadas (SUS); esto est&aacute; en concordancia con el
hecho que la lipasa es sn-1,3 espec&iacute;fica, por lo cual se incorporaron &aacute;cidos grasos saturados
manteniendo el insaturado original en la posici&oacute;n sn-2, con los beneficios que esto conlleva
para la salud del consumidor. Por ello en las Figs. 7.7.A y 7.7.B, se muestran los perfiles de 5
especies de este tipo: POP, PLP, StOSt, StLSt y PLSt (el orden de los &aacute;cidos grasos puede no
ser el representado ya que no se distinguieron is&oacute;meros de posici&oacute;n). La especie mayoritaria
tras 70.5/72 h de reacci&oacute;n fue PLSt, que alcanz&oacute; un contenido de 9.36 y 11.85 % a 50 y 60
&deg;C, respectivamente. &Eacute;ste se fue incrementando en todo el rango de tiempo analizado. De
las especies monoinsaturadas aqu&iacute; analizadas, el orden obtenido en contenido decreciente
fue: PLSt &gt; PLP ~ POSt &gt; POP ~ StLSt &gt; StOSt, coincidiendo para las dos temperaturas. El que
los monoinsaturados hayan contenido predominantemente &aacute;cido linoleico deber&iacute;a estar
relacionado al hecho de que este &aacute;cido es el predominante en los triglic&eacute;ridos del aceite
original. M&aacute;s a&uacute;n, es el &aacute;cido graso predominante en la posici&oacute;n sn-2 de los mismos
(64.63%).
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Figura 7.7. Evoluci&oacute;n de la acid&oacute;lisis de SO y StPFA: seguimiento de algunas especies de
TAG monoinsaturadas, P: &aacute;cido palm&iacute;tico, St: &aacute;cido este&aacute;rico, O: &aacute;cido oleico, L: &aacute;cido
linoleico, a A) 50&deg;C y B) 60 &deg;C.
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Tabla 7.1
Perfil de triglic&eacute;ridos (TAG) del aceite de girasol (SO) y de los
productos de reacci&oacute;n (SL) obtenidos al final de las 72 h de reacci&oacute;n
para 50&deg;C y de las 70.5 h para 60 &deg;C (% m/m).
TAGa
Tipo de TAGb
SO
SL -50 &deg;C
SL -60 &deg;C
PPP
SSS
NDc
2.67
4.02
PPSt
SSS
ND
5.53
8.45
POP
SUS
0.30
3.37
5.09
PLP
SUS
0.98
6.78
8.31
StStP
SSS
0.07
4.11
6.22
POSt
SUS
0.29
5.33
8.20
POO
UUS
2.80
2.96
2.78
PLSt
SUS
0.85
9.33
11.85
POL
UUS
6.54
9.14
7.68
PLL
UUS
8.30
8.54
5.94
StStSt
SSS
0.04
1.34
2.15
StStO
SUS
0.13
2.01
3.14
OOS
UUS
1.26
2.17
2.28
StStL
SUS
ND
3.68
5.01
OOO
UUU
8.12
1.66
0.67
StOL
UUS
2.59
7.08
6.60
OOL
UUU
15.23
4.86
2.19
StLL
UUS
3.06
6.10
4.55
OLL
UUU
27.36
8.19
3.09
LLL
UUU
21.81
4.93
1.61
NId
0.29
0.23
0.18
∑ SSS
0.11
13.65
20.84
∑ SUS
2.51
30.50
41.60
∑ UUS
24.22
35.97
29.82
∑ UUU
71.57
19.64
7.55
a
P: &aacute;cido palm&iacute;tico, St: &aacute;cido este&aacute;rico, O: &aacute;cido oleico, L: &aacute;cido
linoleico. b S: &aacute;cido graso saturado, U: &aacute;cido graso insaturado.c ND:
no detectado, d NI: no identificado.
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Por otra parte, al observar las curvas pareciera notarse que mientras la formaci&oacute;n
de triglic&eacute;ridos monoinsaturados conteniendo palm&iacute;tico tuvo lugar a una velocidad alta
desde el inicio de la reacci&oacute;n, los triglic&eacute;ridos monoinsaturados conteniendo este&aacute;rico
mostraron una velocidad mucho menor al inicio que para tiempos posteriores. Esto podr&iacute;a
indicar que es necesario un mayor contenido de diglic&eacute;ridos en el microentorno de la lipasa
para que esta incorpore &aacute;cido este&aacute;rico.
7.4.2. Modelado matem&aacute;tico de la cin&eacute;tica de reacci&oacute;n
Los datos experimentales fueron ajustados con los modelos propuestos utilizando
algoritmos lineales y no lineales contenidos en el programa Origin Pro8 (OriginLab, 2007) y
Systat (Systat 13, 2009). Los resultados obtenidos en cada caso se muestran a continuaci&oacute;n.
El Modelo I Modificado no necesito ser empleado con el biocatalizador preparado en
reacciones batch ya que no se observ&oacute; periodo lag en las mismas.
7.4.2.1. Modelo Cin&eacute;tico I
El empleo del Modelo cin&eacute;tico I signific&oacute; el ajuste de los datos experimentales con la
Ec. 7.1. Los par&aacute;metros asociados, FMe y KI, mostraron tener dependencia con la
temperatura (Tabla 7.2). Como puede apreciarse, la incorporaci&oacute;n m&aacute;xima FMe se
increment&oacute; notablemente, mientras que KI disminuy&oacute; con el aumento de la temperatura.
Los valores de FMe resultaron superiores y con mayor dependencia con la temperatura que
los reportados por Pacheco et al. (2010) para los mismos sustratos, pero empleando en su
caso un biocatalizador comercial, Lipozyme RMIM, en otras relaciones molares y de diluci&oacute;n.
Para ambas temperaturas, los ajustes lograron describir adecuadamente los puntos
experimentales teniendo presente los valores del coeficiente de determinaci&oacute;n (Fig. 7.8). Al
examinar cuidadosamente los ajustes, se aprecia una mejor representaci&oacute;n del Modelo I
para 60 &deg;C a tiempos cortos de reacci&oacute;n, mientras que para 50 &deg;C se adecua mejor a tiempos
mayores que 8 h.
Al comparar los par&aacute;metros anteriores con los obtenidos para el modelado de la
lipasa en su estado libre (Cap&iacute;tulo 3), para 50 &deg;C puede notarse que la incorporaci&oacute;n
esperada en el equilibrio (FMe) result&oacute; muy similar (40.85% para la lipasa libre), as&iacute; tambi&eacute;n
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el valor de KI (15.945 h para la lipasa libre). Por otro lado, los resultados obtenidos a la
temperatura &oacute;ptima para la lipasa inmovilizada, 60&deg;C, pueden compararse con los obtenidos
a la &oacute;ptima de la lipasa libre, 40 &deg;C, lo cual muestra que las incorporaciones para el equilibrio
tambi&eacute;n resultaron similares (50.27% para la lipasa libre), de igual modo el valor de KI (6.194
h para la lipasa libre). Por lo tanto, se podr&iacute;a decir que los par&aacute;metros cin&eacute;ticos no se ver&iacute;an
afectados por el proceso de inmovilizaci&oacute;n. Cabe mencionar que las cantidades de prote&iacute;na
en cada caso fueron distintas, porque en cada oportunidad se busc&oacute; lograr buenas
incorporaciones, requiri&eacute;ndose menores cantidades cuando la lipasa estaba libre que en su
forma inmovilizada para evitar formaci&oacute;n de agregados inactivos.
Tabla 7.2.
Par&aacute;metros del Modelo I (Ec. 7.1) para cada temperatura de
reacci&oacute;n ensayada y el coeficiente de determinaci&oacute;n
correspondiente.
T (&deg;C)
FMe (% molar)
KI (h)
R2
50
38.547
13.654
0.9569
60
54.740
10.321
0.9813
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Figura 7.8. Ajuste con Modelo I de la Incorporaci&oacute;n de &aacute;cidos grasos saturados (FM)
en SO en funci&oacute;n del tiempo de reacci&oacute;n y de la temperatura. Exp: datos
experimentales.
7.4.2.2. Modelo Cin&eacute;tico II
Los valores de la derivada involucrados en la ecuaci&oacute;n a ajustar (Ec. 7.6) fueron
calculados a partir de la expresi&oacute;n obtenida con el Modelo I para FM. Los par&aacute;metros
obtenidos con el ajuste seg&uacute;n el Modelo II, A, B, C y Ke (Tabla 7.3), se compararon con los
reportados en el trabajo del cual se extrajo el modelo y de un posterior trabajo en el que
tambi&eacute;n se emple&oacute;. En el caso de Camacho et al. (2007) los valores hallados para la
acid&oacute;lisis de triole&iacute;na con &aacute;cido c&aacute;prico a 30 &deg;C fueron: A= 0.00782 mol/g h, B= 2.17 mol/g h
y Ke =1.26. Por otra parte, Pacheco et al. (2010) realizando la acid&oacute;lisis en las condiciones
que se mencion&oacute; anteriormente, a temperaturas entre 40 y 60&deg;C hallaron: A= 0.0038-0.0089
mol/g h, B= 0.53-3.68 mol/g h y Ke =0.64-1.42. Como puede notarse, los valores encontrados
en el sistema actual para el par&aacute;metro A resultaron muy inferiores a los reportados en
ambos trabajos, mientras que los valores de los par&aacute;metros B y Ke se encontraron en el
rango de variaci&oacute;n de los mismos. El par&aacute;metro C (kL/kM) se mantuvo muy cercano a 1, lo
cual indic&oacute; que la reacci&oacute;n entre los diglic&eacute;ridos y el complejo acil-enzima fue muy r&aacute;pida y
que la temperatura no afect&oacute; la probabilidad de contacto entre ellos. Este resultado fue
muy similar al reportado por Camacho et al. (2007) y Pacheco et al. (2010). En base a lo
anterior, pudo concluirse que en el Modelo II el par&aacute;metro A (que involucra la
concentraci&oacute;n de enzima activa) ser&iacute;a el m&aacute;s afectado por las condiciones de reacci&oacute;n.
Luego que se obtuvo la ecuaci&oacute;n correspondiente, por integraci&oacute;n num&eacute;rica de la
misma, se consigui&oacute; el perfil de FM en funci&oacute;n del tiempo (Fig. 7.9). Claramente se observa
que el modelo de par&aacute;metros agrupados represent&oacute; satisfactoriamente el sistema de
reacci&oacute;n analizado, lo que indica que este modelo de tres par&aacute;metros emp&iacute;ricos fue v&aacute;lido
para predecir el comportamiento de la reacci&oacute;n de inter&eacute;s cuando lipasas inmovilizadas en
microesferas de quitosano modificadas son empleadas como catalizador.
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Tabla 7.3.
Par&aacute;metros del Modelo II (Ec. 7.6) para cada temperatura de reacci&oacute;n ensayada y el
coeficiente de determinaci&oacute;n correspondiente.
T (&deg;C)
A (mol/gh)
B
C
Ke
R2
50
1.56E-05
2.7124
1.0004
0.4937
0.9308
60
2.93E-05
1.7922
0.9999
2.4034
0.9981
Figura 7.9. Ajuste con Modelo II de la Incorporaci&oacute;n de &aacute;cidos grasos saturados (FM)
en SO en funci&oacute;n del tiempo de reacci&oacute;n y de la temperatura. Exp: datos
experimentales.
7.4.2.3. Modelo Cin&eacute;tico III
Los datos de la concentraci&oacute;n molar de &aacute;cidos grasos libres reactivos (S) en el medio
de reacci&oacute;n en funci&oacute;n del tiempo son mostrados en la Fig. 7.10, junto con la predicci&oacute;n
lograda con el Modelo III. Dado que este modelo sirvi&oacute; para representar adecuadamente el
comportamiento hasta la hora 24 de reacci&oacute;n, solo se representa ese rango de tiempos.
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Los par&aacute;metros del ajuste se muestran en la Tabla 7.4, y como puede observarse los
altos valores de coeficiente de determinaci&oacute;n indican que el Modelo III, para ambas
temperaturas, describi&oacute; en forma precisa satisfactoria los datos experimentales. La relaci&oacute;n
entre los valores de los par&aacute;metros VR1 and VM2 (VR1/VM2) tendi&oacute; a aumentar con la
temperatura (de 1.45 a 50 &deg;C a 1.85 a 60 &deg;C), similar a lo reportado por Pacheco et al.
(2010). Este hecho implica que el incremento de temperatura favorece a la velocidad de la
reacci&oacute;n de esterificaci&oacute;n respecto a la de hidr&oacute;lisis. Por otro lado, KII tambi&eacute;n aumenta con
la temperatura (300 y 1850, a 50 y 60 &deg;C, respectivamente), reflejando que la formaci&oacute;n del
complejo entre los compuestos intermediarios y la enzima se ve favorecida con su
incremento. Los valores de KII son muy superiores a los reportados por Pacheco et al.
(2010); esta diferencia probablemente se deba a que las condiciones de reacci&oacute;n y las
caracter&iacute;sticas del biocatalizador empleado en ambos trabajos son distintos.
Por otro lado, el hecho de que el Modelo III no pudiera representar el
comportamiento del sistema real en todo el rango de tiempos ensayados, podr&iacute;a estar
asociado al hecho de que algunos de los supuestos a tiempos mayores dejan de ser v&aacute;lidos.
Tabla 7.4.
Par&aacute;metros del Modelo III (Ec. 7.7) para cada temperatura de reacci&oacute;n ensayada y el
coeficiente de determinaci&oacute;n correspondiente.
T (&deg;C)
VR1ET (1/h)
VM2ET (1/h)
KII (1/M)
W0 (M)
R2
50
2.180
1.5
300
0.067
0.994
60
14.500
7.8
1850
0.072
0.969
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Figura 7.10. Representaci&oacute;n de la concentraci&oacute;n de &aacute;cidos grasos saturados
reactivos respecto a la concentraci&oacute;n inicial (S/S0) en el medio de reacci&oacute;n, en
funci&oacute;n del tiempo y la temperatura de reacci&oacute;n.
7.5. Conclusiones
Las tareas especificadas en este cap&iacute;tulo de tesis estuvieron abocadas a investigar el
comportamiento cin&eacute;tico de la acid&oacute;lisis de aceite de girasol con &aacute;cidos grasos saturados,
utilizando el biocatalizador preparado mediante la inmovilizaci&oacute;n de las lipasas de
Rhizomucor miehei en microesferas de quitosano modificadas. Para ello se cuantific&oacute; el nivel
de incorporaci&oacute;n de &aacute;cidos grasos saturados en los productos y la formaci&oacute;n de
subproductos con el transcurso del tiempo de reacci&oacute;n, para dos temperaturas. Entre los
resultados m&aacute;s importantes se destaca que la hidr&oacute;lisis no fue completa (no se detect&oacute;
formaci&oacute;n de glicerol), que la formaci&oacute;n de diglic&eacute;ridos fue mayor que la de monoglic&eacute;ridos,
y que su contenido en el medio predispondr&iacute;a la incorporaci&oacute;n de un &aacute;cido de graso sobre
otro. La formaci&oacute;n de subproductos y de triglic&eacute;ridos trisaturados se vi&oacute; favorecida por el
aumento de la temperatura. El rendimiento en triglic&eacute;ridos pudo ser estabilizado para la
temperatura &oacute;ptima, 60 &deg;C, despu&eacute;s de 12 h de reacci&oacute;n. Sin embargo, las especies de
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triglic&eacute;ridos continuaron cambiando, lo que indica que se alcanz&oacute; para el paso de reacci&oacute;n
de hidr&oacute;lisis la misma velocidad que para el de esterificaci&oacute;n. Las especies que se
convirtieron en mayoritarias a tiempos prolongados de reacci&oacute;n fueron las agrupadas en la
categor&iacute;a de triglic&eacute;ridos monoinsaturados (SUS).
Por otro lado, para representar la evoluci&oacute;n de la acid&oacute;lisis en el tiempo fueron
probados 3 modelos cin&eacute;ticos de diferente complejidad, logr&aacute;ndose en todos los casos
ajustes muy satisfactorios para los datos experimentales. En el caso puntual del modelo III,
solo se logr&oacute; representar la cin&eacute;tica para tiempos cortos de reacci&oacute;n. Los par&aacute;metros de
cada uno de los modelos fueron obtenidos para permitir su comparaci&oacute;n con datos
obtenidos en sistemas similares de reacci&oacute;n en otros trabajos cient&iacute;ficos y su
implementaci&oacute;n en futuras aplicaciones de dise&ntilde;o, optimizaci&oacute;n y/o control de procesos.
7.6. Nomenclatura
A, B, C
par&aacute;metros cin&eacute;ticos agrupados del Modelo II
ET
unidades de concentraci&oacute;n de enzima (U)
FM
incorporaci&oacute;n de &aacute;cidos grasos (mol/mol)
FMe
incorporaci&oacute;n de &aacute;cidos grasos en el equilibrio (mol/mol)
IG
&aacute;cidos grasos en compuestos intermediarios (M)
Ke
constante de equilibrio del Modelo II
KI
constante cin&eacute;tica del Modelo I (h)
KII
constante cin&eacute;tica del Modelo III (1/M)
m0
relaci&oacute;n molar de sustratos StPFA/TAG (mol/mol)
me
masa de biocatalizador (g)
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Pr
&aacute;cidos grasos liberados (M)
Q
nuevo glic&eacute;rido formado, producto de la esterificaci&oacute;n (M)
S
&aacute;cidos grasos reactantes (M)
-rS
velocidad de desaparici&oacute;n de S del medio de reacci&oacute;n (M/h)
t
tiempo de reacci&oacute;n (h)
θ
par&aacute;metro de intensidad del tratamiento (g h/mol)
V
volumen de reacci&oacute;n (L)
VR1, VM2
par&aacute;metros cin&eacute;ticos del Modelo III (1/( h U))
W
agua (M)
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8
8.1. Introducci&oacute;n
Para llevar a cabo la producci&oacute;n de l&iacute;pidos estructurados en escala industrial son
preferibles los procesos continuos a los batch por su alta productividad, el mejoramiento en
el rendimiento del producto, y por un mejor control del proceso. Existen varias clases de
reactores que pueden emplearse en operaciones continuas tales como: reactor de tanque
agitado continuo (CSTR), reactor de lecho empacado (PBR), reactor de lecho fluidizado (FBR)
y reactores de membrana (MR). De todos ellos, el PBR ha sido tradicionalmente usado para
reacciones catal&iacute;ticas en gran escala, por su alta eficiencia, bajo costo y su relativa facilidad
de construcci&oacute;n, operaci&oacute;n y mantenimiento (Kittikun et al., 2008).
Reactores de lecho empacado han sido empleados en una amplia variedad de
reacciones enzim&aacute;ticas para modificaci&oacute;n de grasas y aceites, ya sea en escala laboratorio,
piloto o industrial. A modo de ejemplo de la utilizaci&oacute;n de PBR: Hita et al. (2009) llevaron a
cabo la producci&oacute;n de l&iacute;pidos estructurados ricos en &aacute;cido docosahexanoico (DHA) en
posici&oacute;n sn-2, mediante la acid&oacute;lisis de aceite de at&uacute;n y &aacute;cido capr&iacute;lico catalizada por lipasa
inmovilizadas, obteniendo altas incorporaciones del &aacute;cido graso; Torres et al. (2002)
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realizaron la acid&oacute;lisis de triestearina y &aacute;cido linoleico conjugado (CLA) catalizada por
Lipozyme TL IM logrando conversiones de hasta el 38 %; Jim&eacute;nez et al. (2010) obtuvieron
triglic&eacute;ridos ricos en &aacute;cido palm&iacute;tico en la posici&oacute;n sn-2, mediante acid&oacute;lisis entre estearina
de palma y &aacute;cido palm&iacute;tico; Kittikun et al. (2002) produjeron en forma continua
monoglic&eacute;ridos de ole&iacute;na de palma por glicer&oacute;lisis, tambi&eacute;n empleando lipasas comerciales
inmovilizadas; Vikbjerg et al. (2005) obtuvieron fosfol&iacute;pidos estructurados por acid&oacute;lisis en
continuo de fosfol&iacute;pidos de soja y &aacute;cido capr&iacute;lico, logrando incorporaciones de alrededor del
30 %.
Teniendo presente la importancia de poder llevar a cabo la reacci&oacute;n de inter&eacute;s en un
reactor de lecho empacado, las tareas desarrolladas durante el transcurso de esta tesis
fueron realizadas desde un principio teniendo en mente este objetivo como el final del
trabajo. Esto se tuvo en cuenta en la preparaci&oacute;n del biocatalizador, al definir el tama&ntilde;o de
part&iacute;cula del soporte as&iacute; como tambi&eacute;n la resistencia mec&aacute;nica que deb&iacute;a tener el mismo;
Luego, al realizar una optimizaci&oacute;n de modo de hallar las condiciones de reacci&oacute;n que
permit&iacute;an obtener m&aacute;xima incorporaci&oacute;n en sistemas con alta concentraci&oacute;n de disolvente;
y finalmente al evaluar para este escenario, la cin&eacute;tica de reacci&oacute;n junto con la formaci&oacute;n de
subproductos y triglic&eacute;ridos deseados, entre otros.
De este modo, en este cap&iacute;tulo se especifican las tareas abocadas al dise&ntilde;o y
construcci&oacute;n del reactor de lecho empacado y las consideraciones que debieron realizarse
para poder llevarlo a cabo. Luego, se describen los ensayos realizados a fin de producir
l&iacute;pidos estructurados con considerable composici&oacute;n en &aacute;cidos grasos saturados y se
compara el desempe&ntilde;o logrado con el obtenido en el reactor batch. Finalmente, se lleva a
cabo el modelado y simulaci&oacute;n de la reacci&oacute;n de acid&oacute;lisis en el reactor PBR a fin de
representar y predecir el comportamiento del sistema.
8.2. Consideraciones generales y antecedentes
El reactor empacado de lecho fijo ha sido hasta el momento el m&aacute;s usado en
operaciones en continuo con sistemas de enzimas inmovilizadas. Consiste en un recipiente
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cil&iacute;ndrico, por lo general ubicado en forma vertical, en el cual part&iacute;culas con enzimas
inmovilizadas (biocatalizadores) son introducidas y retenidas. Una corriente l&iacute;quida
conteniendo los sustratos se hace pasar a trav&eacute;s del mismo para dar lugar a la reacci&oacute;n.
Bajo condiciones de flujo pist&oacute;n, el reactor empacado produce conversiones m&aacute;s elevadas
que el batch, para un mismo tiempo de residencia (B&oacute;dalo et al., 1986). El relleno de los
lechos empacados enzim&aacute;ticos puede estar constituido por enzimas inmovilizadas en
soportes de diferente geometr&iacute;a, tama&ntilde;o y material.
En este tipo de reactores el &aacute;rea de contacto fluido-enzima es elevada, pero en
contrapartida, pueden aparecer problemas debido a la fuerte ca&iacute;da de presi&oacute;n, sobre todo si
las part&iacute;culas que se introducen en el reactor son deformables o agregativas, pudiendo
adem&aacute;s producirse una distribuci&oacute;n irregular del flujo (B&oacute;dalo et al., 1986).
El tiempo que la corriente de sustrato permanece dentro del lecho es denominado
tiempo de residencia y est&aacute; determinado por el volumen hueco disponible para el paso del
fluido y el caudal del mismo (Q).
τ=
π ⋅ r 2 ⋅ L ⋅ε
Q.
(8.1)
donde r, L y ε representan el radio interno, la longitud y la porosidad del lecho,
respectivamente.
Si bien hay una variedad de trabajos donde diversas reacciones son llevadas a cabo
en un reactor de lecho empacado, las variables medidas y los estudios realizados en este
tipo de sistemas son acotados. En general se ha analizado el efecto de variables del proceso
para el sistema operando en continuo, de modo de optimizar la conversi&oacute;n. En acid&oacute;lisis
m&aacute;s espec&iacute;ficamente, se ha analizado el efecto de la relaci&oacute;n de sustratos, de la cantidad de
disolvente, de la temperatura de reacci&oacute;n, del contenido de agua del medio y del tiempo de
residencia en el reactor, sobre la incorporaci&oacute;n de un dado &aacute;cido graso (Mu et al., 1998;
Garc&iacute;a et al., 2001; Vikbjerg et al., 2005; Kittikun et al., 2007). Por otro lado, se han llevado a
cabo estudios abocados a determinar las velocidades de reacci&oacute;n y las constantes cin&eacute;ticas
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aparentes. En estos, diversos caudales de alimentaci&oacute;n son empleados, para dar lugar a
diferentes tiempos de residencia y en consecuencia distintos grados de incorporaci&oacute;n
(Garcia et al., 1999; Torres et al., 2002). Asimismo, en otras investigaciones este tipo de
reactor ha sido empleado en condiciones espec&iacute;ficas a un caudal elevado en modo de
recirculaci&oacute;n. De esta manera, el sistema operar&iacute;a como si fuera un reactor batch donde no
hay resistencia a la transferencia de masa. Tras determinar el estado estacionario para esta
condici&oacute;n, empleando un par&aacute;metro que caracteriza la intensidad del tratamiento,
denominado IOT, es posible relacionar las condiciones de operaci&oacute;n discontinua con las
continuas y dilucidar a que caudal se deber&iacute;a trabajar, en continuo, para tener a la salida del
lecho un producto con las mismas caracter&iacute;sticas que el obtenido durante la operaci&oacute;n
discontinua, cuando el resto de las variables permanecen constantes. Esto es v&aacute;lido siempre
y cuando no hayan resistencias externas a la transferencia de materia. Las ecuaciones para
el c&aacute;lculo del IOT que permiten comparar ambas operaciones o ambos reactores, en el caso
de que se use uno batch, son:
IOTBatch =
m L ⋅t
V .[TAG] 0
IOTContinuo =
mL
Q.[TAG] 0
(8.2)
(8.3)
donde mL, t, V, Q y [TAG]0 representan la masa de biocatalizador utilizada, el tiempo y
volumen de reacci&oacute;n, el caudal de operaci&oacute;n y la concentraci&oacute;n inicial de triglic&eacute;ridos en la
mezcla de reacci&oacute;n, respectivamente.
A modo de ejemplo, Hita et al. (2009) llevaron a cabo la acid&oacute;lisis de &aacute;cido capr&iacute;lico y
aceite de at&uacute;n empleando lipasas de Palatase 20000L inmovilizadas; inicialmente,
recircularon la mezcla de reacci&oacute;n en el reactor de lecho empacado a un caudal de 200
ml/h. En estas condiciones determinaron una incorporaci&oacute;n en el equilibrio de 53% de &aacute;cido
capr&iacute;lico para un IOT de 2730 g lipasa h/mol TAG. Luego, relacionando las ecuaciones 8.2 y
8.3, estimaron el caudal necesario trabajando en continuo para lograr el mismo nivel de
incorporaci&oacute;n, 63 ml/min. Al poner en pr&aacute;ctica esto y comparar las incorporaciones
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alcanzadas, pudieron determinar la existencia de resistencia a la transferencia de masa al
operar en modo continuo. Vale destacar que el IOT es generalmente informado en unidades
de tiempo.
Con menor frecuencia, algunos trabajos han desarrollado el modelado matem&aacute;tico
de la reacci&oacute;n en el lecho empacado, incorporando balances de masa y en algunos casos de
energ&iacute;a, cin&eacute;ticas enzim&aacute;ticas, cin&eacute;ticas de desactivaci&oacute;n si se requiere y, si la part&iacute;cula que
compone el relleno es un s&oacute;lido poroso el transporte de masa intrapart&iacute;cula tambi&eacute;n ha sido
tomado en cuenta (Carrara y Rubiolo, 1997; Mammarella y Rubiolo, 2006; Berendsen et al.,
2007). Cabe mencionar que, al momento, no se han hallado antecedentes de modelado de
reactores empacados usados en reacciones de acid&oacute;lisis, donde las expresiones cin&eacute;ticas del
tipo Michaelis-Menten no son aplicables.
8.3. Dise&ntilde;o y construcci&oacute;n del reactor de lecho empacado
El dise&ntilde;o del reactor de lecho empacado a escala laboratorio se desarroll&oacute; tomando
como base otros reactores de este tipo reportados en la literatura y en funci&oacute;n de
consideraciones pr&aacute;cticas, tales como cantidad de biocatalizador disponible, volumen de
mezcla reactiva a emplear, caudales suministrados por la bomba, etc.
Las caracter&iacute;sticas de alguno de los lechos empacados reportados en la literatura,
empleados en reacciones de acid&oacute;lisis u otra similar para modificaci&oacute;n de l&iacute;pidos, son
mostrados en la Tabla 8.1. Como puede notarse las dimensiones son relativamente
similares, al igual que los caudales empleados.
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Tabla 8.1.
Caracter&iacute;sticas de los lechos empacados de laboratorio, publicados en la literatura.
Biocatalizador
Tipo
Cantidad
(g)
Caudal/
tiempo de
residencia
(ml/min) /
(min)
Di&aacute;metro
(cm)
Altura
(cm)
0.64
10
1.9
Lipozyme TL IM
N.I./N.I.
0.66
25
2/3
Lipozyme RM
IM
0.68
25
1.5
PS/Accurel EP100
0.5 - 3.33/ 0.96
- 7.67
0.01 - 0.06 /
150 - 900
1.13
10
3.26
Chirazyme L-2
N.I. / 10 - 720
1.5
15
6
Lipozyme IM
2.1-2.6
19.6-23
36-48
Lipozyme TL IM
2.5
25
14.1
Rd y
Palatase20000L
/Accurel
MP1000
2.6
38
58
Lipozyme IM
6.6
23.5
2.5/ 56
QLM/tierras de
diatomeas
0.5 - 3.33 /
0.96 - 7.67
0.1 – 1.1 / 48 780
0.42 - 3.33 /
N.I.
0.09 - 2.8 /13425
1.42 - 3.33 /
N.I.
Referencia
Torres et al.
(2002)
Camacho et al.
(2007)
Kittikun et al.
(2008)
Garcia et al.
(2001)
Camacho et al.
(2007)
Vikbjerg et al.
(2005)
Hita et al. (2009)
Mu et al. (1998)
Jimenez et al.
(2010)
N.I. = no informado
Un p&aacute;rrafo aparte merece el hecho de que la reacci&oacute;n de inter&eacute;s en esta tesis es
llevada a cabo empleando hexano como solvente. Si bien su uso se debe a que disminuye la
viscosidad del medio y permite que el mismo sea homog&eacute;neo gracias a la adecuada
solubilizaci&oacute;n del aceite de girasol y de los &aacute;cidos grasos saturados, dada su inflamabilidad y
toxicidad el volumen a emplear debe ser lo m&aacute;s bajo posible. Adicionalmente, en la mayor&iacute;a
de los trabajos de modificaci&oacute;n de aceites y grasas llevados a cabo en reactores de lecho
empacado usando solventes, los medios de reacci&oacute;n se emplean diluidos en gran manera,
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generalmente relaciones alrededor de 1:10 (m/v) sustratos/hexano. Esto evita que en el
caso que hubiese un punto m&aacute;s frio en el sistema, la mezcla solidifique generando
taponamientos y aumentos de presi&oacute;n. Teniendo presente esta situaci&oacute;n de compromisos,
los componentes del reactor fueron dise&ntilde;ados de modo de tener un bajo volumen de
mezcla dentro del sistema y manteniendo las condiciones de reacci&oacute;n determinadas como
&oacute;ptimas, en base a consideraciones pr&aacute;cticas, especificadas en el Cap&iacute;tulo 6.
8.3.1. Componentes del reactor de lecho empacado
A continuaci&oacute;n se detallan los componentes del reactor de lecho empacado, y sus
caracter&iacute;sticas, los cuales pueden ser identificados esquem&aacute;ticamente en la Fig. 8.1.
•
Reactor. El reactor consisti&oacute; en una columna de vidrio de 12 cm de alto y 0.9 cm
de di&aacute;metro interno, con una camisa exterior, la cual fue conectada a un ba&ntilde;o recirculador
de agua para controlar la temperatura (Fig. 8.2.A). La base de la columna estuvo formada
por un disco de vidrio con perforaciones de menor di&aacute;metro que las part&iacute;culas del relleno,
de forma tal de sostener el lecho biocatalizador y permitir el ingreso de la corriente de
sustratos. La parte superior fue dise&ntilde;ada de forma desmontable de modo de posibilitar el
llenado de la columna con el biocatalizador. Adicionalmente, se realizaron perforaciones en
un disco interno de la pieza superior desmontable para permitir el paso de la mezcla de
reacci&oacute;n y contener las part&iacute;culas del lecho que pudieran llegar hasta este punto.
•
Reservorio para sustratos. El mismo fue realizado en vidrio contando con una
camisa del mismo material, la cual fue conectada al ba&ntilde;o de agua termostatizado (Fig.
8.2.B). Para evitar la evaporaci&oacute;n del hexano de la mezcla de reacci&oacute;n, se construy&oacute; una
tapa con cuatro orificios del di&aacute;metro de las mangueras empleadas. Estos orificios
permitieron la salida de sustratos, el ingreso de los mismos cuando se trabaj&oacute; con bypass, la
toma de muestras y el escape de gases (para evitar la presurizaci&oacute;n del sistema) mediante
una manguera conectada a una columna de vidrio ubicada en el exterior, para su posterior
condensaci&oacute;n.
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•
Reservorio para producto. Cuando el sistema oper&oacute; en continuo el producto de
reacci&oacute;n fue recolectado y almacenado en un recipiente. A tiempos intermedios, cuando se
requiri&oacute; tomar muestra de la corriente de salida, estas fueron recolectadas directamente en
recipientes especiales.
•
Caja controladora de temperatura del aire. Para evitar p&eacute;rdidas de calor debido
a la diferencia de temperatura entre el sistema de reacci&oacute;n y el ambiente, todos los
componentes del lecho, salvo la bomba, fueron introducidos en una caja de acr&iacute;lico
especialmente construida. Las dimensiones de la caja fueron: 90 cm de alto, 35 cm de ancho
y 43 cm de profundidad y la misma se coloc&oacute; dentro de una campana de extracci&oacute;n de
laboratorio. El calor al interior de la caja se suministr&oacute; mediante l&aacute;mparas lum&iacute;nicas y se
distribuy&oacute; mediante un microventilador. Todas las conexiones el&eacute;ctricas fueron realizadas
en el exterior de la caja. El acceso al interior de la caja fue posible mediante una puerta
frontal. Por otra parte, mientras la misma permanec&iacute;a cerrada el sistema se manten&iacute;a
pr&aacute;cticamente herm&eacute;tico. Algunas perforaciones fueron requeridas en la caja, estas se
usaron para: la salida hasta la bomba de la manguera que conectaba el reservorio con el
lecho, la entrada y salida de las mangueras auxiliares que se conectaban al ba&ntilde;o
termostatizado, salida de la perilla de la v&aacute;lvula reguladora de caudal, entrada de la sonda
medidora de temperatura del aire, salida de la manguera que se conectaba a la columna
condensadora de vapores de hexano. Cuando fue necesario, el sellado de los orificios se
realiz&oacute; con pegamento siliconado.
•
Controlador de la temperatura interior del aire de la caja. Un sistema
controlador de temperatura fue conectado a las fuentes de calor de la caja de modo de
regular la intensidad de la energ&iacute;a suministrada. Para ello, una sonda acoplada al
controlador registraba en forma continua el valor de esta variable. El punto de ajuste (set
point) suministrado fue de alrededor de 42 &deg;C.
•
Mangueras. Las mangueras empleadas para trasladar la mezcla entre los
componentes principales del sistema fueron seleccionadas para su uso con solventes. Las
mismas fueron de Vyton de 0.8 cm de di&aacute;metro interno (Masterflex) aptas para uso con
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solventes y altas temperaturas. Las mangueras auxiliares, para el transporte del agua
caliente, se seleccionaron de modo que no fueran afectadas por el calor.
•
Mangueras de contenci&oacute;n. Las mangueras del circuito que transport&oacute; la mezcla
de reacci&oacute;n fueron recubiertas por mangueras de PVC transparente cristal de modo de que
sirvieran de elemento contenedor en el caso de ruptura. Adicionalmente, el aire entre
ambas mangueras se aprovech&oacute; como aislante, para evitar la perdida de calor.
•
Ba&ntilde;o termostatizado con controlador de temperatura. Ba&ntilde;o (Alpha RA 8, Lauda)
(Fig. 8.2.C).
•
Bomba perist&aacute;ltica. La bomba empleada (BPX-DS500) fue seleccionada de modo
que las mangueras no quedaran totalmente estranguladas en su cabezal (Fig. 8.2.D). La
misma cont&oacute; con regulador de velocidad permitiendo suministrar diversos caudales.
•
V&aacute;lvula reguladora y medidora de caudal. Una v&aacute;lvula con estas caracter&iacute;sticas
(Thermo Scientific Gilmont) fue empleada para controlar manualmente el caudal que
pasaba por el lecho.
Todas las uniones entre las mangueras y los componentes del sistema fueron
correctamente aseguradas, para evitar p&eacute;rdidas, mediante el empleo de abrazaderas
regulables. Adicionalmente, cabe mencionar que inicialmente se hicieron determinaciones
de la ca&iacute;da de presi&oacute;n generada en el lecho a distintos caudales; como los resultados
demostraron que estas eran muy bajas, se opt&oacute; por no mantener este dispositivo durante
todas las experiencias para evitar as&iacute; sumar m&aacute;s complicaciones inherentes a las distintas
uniones f&iacute;sicas.
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Figura 8.1. Esquema del reactor de lecho empacado operando en continuo. Principales componentes: (1) caja controladora de temperatura, (2)
controlador de la temperatura del aire interior, (3) bomba perist&aacute;ltica, (4) reservorio de producto, (5) reservorio de sustrato, (6) columna
encamisada con lecho de lipasas inmovilizadas, (7) v&aacute;lvula medidora reguladora de caudal, (8) sonda para medici&oacute;n de temperatura. En l&iacute;nea
punteada gris la corriente calefactora.
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Figura 8.2. Componentes del PBR. A) Columna del lecho con
biocatalizador; B) Reservorio de sustrato; C) Ba&ntilde;o termostatizado;
D) Bomba Perist&aacute;ltica (abajo) y controlador de temperatura del aire
en la caja (arriba).
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Figura 8.3. Esquema del reactor de lecho empacado operando en modo recirculaci&oacute;n. Principales componentes: (1) caja controladora de
temperatura, (2) controlador de la temperatura del aire interior, (3) bomba perist&aacute;ltica, (4) columna encamisada con lipasas inmovilizadas, (5)
reservorio de sustratos, (8) sonda para medici&oacute;n de temperatura. En l&iacute;nea punteada gris la corriente calefactora.
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Figura 8.4. Reactor de lecho empacado con biocatalizador, en funcionamiento
en modo continuo.
8.4. Operaci&oacute;n del reactor de lecho empacado
El procedimiento para poner en funcionamiento el lecho consisti&oacute; inicialmente en
introducir una dada cantidad de biocatalizador, 4.73 g de microesferas de quitosano
modificadas del tipo QM1-1.5 (nomenclatura en Cap&iacute;tulo 5), conteniendo lipasas de
Rhizomucor miehei inmovilizadas, en el interior del lecho. La altura de lecho alcanzada fue
de 9 cm. Posteriormente, se procedi&oacute; a calentar el aire contenido en la caja controladora y
se puso en funcionamiento el ba&ntilde;o termostatizado de modo de favorecer el calentamiento
de los componentes principales. La mezcla de reacci&oacute;n preparada en el momento fue
introducida en el reservorio de sustratos y mantenida all&iacute; hasta alcanzar la temperatura de
reacci&oacute;n. Cada ensayo comenz&oacute; cuando la mezcla de sustratos se aliment&oacute;, mediante la
bomba perist&aacute;ltica, al lecho. Para producir bajos caudales en el lecho parte de la mezcla
impulsada fue derivada al recipiente de sustratos, ya que si por el cabezal de la bomba
(ubicado fuera de la caja termostatizada) se hac&iacute;a circular esta mezcla a muy bajo caudal se
corr&iacute;a el riesgo de tener solidificaci&oacute;n de los &aacute;cidos grasos saturados.
La introducci&oacute;n del medio de reacci&oacute;n se realiz&oacute; por la parte inferior de la columna,
ya que de este modo se minimiza la compresi&oacute;n del lecho y el atascamiento de part&iacute;culas en
los orificios de pasaje (Shin et al., 1998). Luego de que un volumen de mezcla igual a 2 veces
el volumen vac&iacute;o del reactor fue pasado a trav&eacute;s del mismo se dio inicio al registro de
tiempo de reacci&oacute;n. Esta pr&aacute;ctica, habitual para este tipo de configuraciones, se hizo con el
prop&oacute;sito de eliminar el aire presente en el reactor (Garcia et al., 2001).
Si bien inicialmente se hab&iacute;a previsto realizar la agitaci&oacute;n magn&eacute;tica de la soluci&oacute;n
contenida en el reservorio de sustratos, en los dos modos operativos utilizados y descriptos
a continuaci&oacute;n se observ&oacute; que el movimiento generado por la corriente de retorno a dicho
reservorio fue suficiente para mantener la homogeneidad de la soluci&oacute;n de sustratos.
8.4.1. PBR en recirculaci&oacute;n
La operaci&oacute;n en modo discontinuo se realiz&oacute; conectando el conducto que sal&iacute;a del
lecho directamente al recipiente conteniendo la soluci&oacute;n de los sustratos (Fig. 8.3). La
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reacci&oacute;n fue monitoreada tomando muestras en el reservorio de sustratos a diferentes
tiempos entre 5 y 47 h. El caudal empleado fue de 10 ml/min. La mezcla de reacci&oacute;n fue
preparada en las proporciones determinadas como &oacute;ptimas en el estudio desarrollado en el
Cap&iacute;tulo 6 (3 mol StPFA/mol SO y 14.87 ml hexano/g sustratos), y se parti&oacute; de un volumen
total de soluci&oacute;n de sustratos de 100 ml. La temperatura de reacci&oacute;n fue de 60 &deg;C.
8.4.2. PBR en continuo
La operaci&oacute;n en continuo implic&oacute; la recolecci&oacute;n del producto de reacci&oacute;n tras su
paso por el lecho (Figs. 8.1 y 8.4). Diversos caudales fueron empleados, los cuales se
regularon y determinaron mediante la v&aacute;lvula dispuesta para tal efecto. La reacci&oacute;n fue
monitoreada tomando muestras de la corriente de salida a diferentes tiempos
comprendidos entre 1 y 8 h, seg&uacute;n el caudal empleado, de modo de asegurarse de haber
alcanzado el estado estacionario. La soluci&oacute;n de sustratos inicial y la temperatura de
reacci&oacute;n fueron iguales a las descriptas en la Secci&oacute;n 8.4.1.
8.4.3. Determinaci&oacute;n de la fracci&oacute;n vac&iacute;a (ε)
Un par&aacute;metro requerido para realizar la comparaci&oacute;n de desempe&ntilde;o entre el PBR y
el batch, a trav&eacute;s del par&aacute;metro IOT, y en el modelado de los reactores de lecho empacado
es la fracci&oacute;n hueca dentro del lecho, ya que permite conocer cual es el volumen disponible
para el paso de la mezcla de reacci&oacute;n dentro del reactor. Su determinaci&oacute;n se realiz&oacute; de
modo similar a lo propuesto por Vikbjerg et al. (2005). Para ello se coloc&oacute; el biocatalizador
dentro de una probeta hasta una altura determinada y se registr&oacute; el peso obtenido. Luego
se agreg&oacute; hexano hasta ese mismo nivel y se tom&oacute; el nuevo peso. Por diferencia entre el
peso final e inicial, se calcul&oacute; la masa de hexano presente y empleando el valor de su
densidad se hall&oacute; el volumen del mismo, el cual correspondi&oacute; al volumen hueco (VHueco).
Luego, con las dimensiones de la probeta (&aacute;rea de base y altura de lecho de part&iacute;culas) se
calcul&oacute; el volumen total (VTotal). La fracci&oacute;n hueca se determin&oacute; relacionando ambas
cantidades, seg&uacute;n:
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ε=
VHueco
VTotal
(8.4)
8.5. Modelado y simulaci&oacute;n del sistema reacci&oacute;n-reactor
En el desarrollo de modelos matem&aacute;ticos para reactores enzim&aacute;ticos de lecho
empacado pueden hacerse algunas suposiciones que simplifican el an&aacute;lisis matem&aacute;tico
considerablemente; estas son:
•
Dada las bajas temperaturas &oacute;ptimas de las lipasas inmovilizadas, y las bajas
entalp&iacute;as de las reacciones, el proceso en el lecho se mantiene en condiciones isot&eacute;rmicas
(B&oacute;dalo et al., 1986).
•
Las microesferas con lipasas inmovilizadas se encuentran distribuidas de manera
uniforme, por lo tanto, no hay variaciones de la actividad enzim&aacute;tica entre dos puntos
cualesquiera del reactor (Berendsen et al., 2007).
•
En los reactores isot&eacute;rmicos tubulares puede suponerse una contribuci&oacute;n
despreciable de la dispersi&oacute;n turbulenta longitudinal en relaci&oacute;n con el transporte debido al
flujo global, as&iacute; como que no hay gradientes de concentraci&oacute;n en la direcci&oacute;n radial (B&oacute;dalo
et al., 1986).
•
Las part&iacute;culas catal&iacute;ticas son esf&eacute;ricas y empacadas al azar en el interior del
reactor (Berendsen et al., 2007).
•
La desactivaci&oacute;n t&eacute;rmica no es tomada en cuenta, ya que las lipasas de
Rhizomucor miehei en su estado inmovilizado muestran muy buena estabilidad a altas
temperaturas.
•
La desactivaci&oacute;n debida al tiempo en uso no es incorporada, considerando que
el biocatalizador fue empleado durante el periodo de tiempo estipulado en el cual su
actividad permanece constante (Cap&iacute;tulo 5).
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8.5.1. Balance de materia
La ecuaci&oacute;n matem&aacute;tica que describe la concentraci&oacute;n de sustrato en la corriente
l&iacute;quida a lo largo de un reactor de lecho empacado isot&eacute;rmico, en el estado estacionario y
en condiciones de flujo pist&oacute;n, es la siguiente (Carrara y Rubiolo, 1997):
U⋅
d [S ]
=v
dZ
(8.5)
Con la condici&oacute;n de borde: S ( Z = 0) = S 0
donde S es la concentraci&oacute;n de sustrato, &aacute;cidos grasos palm&iacute;tico y este&aacute;rico, en el seno de la
corriente l&iacute;quida, Z es la posici&oacute;n a lo largo del reactor, U es la velocidad superficial del
fluido en el lecho y v es la velocidad de reacci&oacute;n.
8.5.2. Velocidad de reacci&oacute;n
Las expresiones que describen la cin&eacute;tica de la acid&oacute;lisis de aceite de girasol y la
mezcla de &aacute;cidos grasos libres catalizada por lipasas de Rhizomucor miehei inmovilizadas en
las microesferas de quitosano modificadas (QM1-1.5), para las condiciones de reacci&oacute;n: 3
mol StPFA/mol SO, 14.87 ml hexano/g sustratos, 1.58 g biocatalizador/g sustratos, son los
modelos detallados en el Cap&iacute;tulo 7. Sin embargo, dos de &eacute;stos se encuentran definidos en
t&eacute;rminos del tiempo de reacci&oacute;n, con lo que necesitan ser reescritos en t&eacute;rminos de la
concentraci&oacute;n de sustrato. En lo que al Modelo I se refiere, el cambio de variable conduce a
la ecuaci&oacute;n de Michaelis-Menten y como ya se mencion&oacute; para reacciones de acid&oacute;lisis &eacute;sta
no logra ajustar los puntos experimentales, con lo cual no pudo ser empleada. Por otra
parte, modelos cin&eacute;ticos en el que intervienen un gran n&uacute;mero de variables, al ser resueltos
en simult&aacute;neo con el resto de las ecuaciones que modelan el comportamiento del reactor,
puede dificultar la resoluci&oacute;n de las ecuaciones. En consecuencia, fue necesario realizar la
transformaci&oacute;n de las ecuaciones involucradas; a continuaci&oacute;n se detallan los
procedimientos realizados.
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8.5.2.1. Modelo Cin&eacute;tico II expresado en S
La expresi&oacute;n asociada al Modelo II (Ec.7.6), que describe la fracci&oacute;n molar de &aacute;cidos
grasos palm&iacute;tico y este&aacute;rico respecto a los glic&eacute;ridos totales (FM) como funci&oacute;n de la variable
θ (coincidente con la expresi&oacute;n del IOT), es:
[
]
A (2 − 3 FM )(m0 − 3 FM ) − (1 / K e )(3 FM )2
dFM
=
dθ [B (3 FM ) + (m0 − 3 FM )] [(B C )(3 FM ) + (m0 − 3FM )]
 m

e
 t
θ = 
[
]
V
TG
0 

(8.6)
(8.7)
La relaci&oacute;n entre la concentraci&oacute;n de los &aacute;cidos palm&iacute;tico y este&aacute;rico en los glic&eacute;ridos
producto de reacci&oacute;n ([Pr]) y en el medio est&aacute; dada por:
[Pr ] = [S0 ] − [S ]
(8.8)
donde [S0] y [S] son las concentraciones de &aacute;cidos palm&iacute;tico y este&aacute;rico en el medio de
reacci&oacute;n, inicial y para un tiempo dado, respectivamente.
La concentraci&oacute;n de producto en funci&oacute;n de FM es:
[Pr ] = FM ⋅ (3 ⋅ [TAG ] + 2 ⋅ [DAG ] + [MAG ])
(8.9)
Asumiendo que la concentraci&oacute;n de &aacute;cidos grasos en los glic&eacute;ridos en el tiempo
puede representarse como un valor promedio en todo el rango de tiempo, pudiendo
expresarse en funci&oacute;n de la concentraci&oacute;n inicial de &aacute;cidos grasos en los triglic&eacute;ridos
afectada por un par&aacute;metro a ajustar, n, queda:
n ⋅ 3 ⋅ [TAG0 ] = (3 ⋅ [TAG ] + 2 ⋅ [DAG ] + [MAG ])
FM =
[So ] − [S ]
3 ⋅ n ⋅ [TAG 0 ]
(8.10)
(8.11)
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Dado que la relaci&oacute;n de concentraciones molares iniciales entre los &aacute;cidos grasos
saturados libres y el aceite de girasol, siendo este &uacute;ltimo compuesto formado al momento
pr&aacute;cticamente por triglic&eacute;ridos, fue de 3:1 (relaci&oacute;n estequiom&eacute;trica impuesta
experimentalmente), se tiene:
[S0 ] = 3 ⋅ [TAG0 ]
FM =
(8.12)
1 
[S ] 
⋅  1 −
[S0 ] 
n 
(8.13)
dFM
1
d [S ]
=−
⋅
dt
3 ⋅ n ⋅ [TAG 0 ] dt
(8.14)
Del modelo (Ecs. 8.6 y 8.7) se tiene:
[
]
 me
A (2 − 3 FM )(m0 − 3 FM ) − (1 / K e )(3 FM )2
dFM dFM dθ
=
⋅
=
⋅ 
dt
dθ dt [B (3 FM ) + (m0 − 3 FM )] [(B C )(3 FM ) + (m0 − 3FM )]  V [TAG ] 0



(8.15)
Igualando las expresiones 8.14 y 8.15 se obtiene:
[
]
A (2 − 3 FM )(m 0 − 3 FM ) − (1 / K e )(3 FM )2
d [S ] 3 ⋅ n ⋅ m e
−
=
⋅
dt
V
[B (3 FM ) + (m0 − 3 FM )] [(B C )(3 FM ) + (m0 − 3FM )]
(8.16)
Expresando en la ecuaci&oacute;n anterior FM en t&eacute;rminos de S, se tiene la expresi&oacute;n de
velocidad en t&eacute;rminos de S para el Modelo II:
−
2

3 


 

 
[
]
[
]
[
]
3
S
3
S
S
  m0 − ⋅  1 −
  − (1 / K e ) ⋅  1 −
  
A * n ⋅  2 − ⋅  1 −
n

[
[
[
]
n 
S 0 ]  
n 
S 0 ]  
S

0
  
 

d [S ]
=
dt
 3 
[S ]   +  m − 3 ⋅  1 − [S ]   (B C ) 3 ⋅  1 − [S ]   +  m − 3 ⋅  1 − [S ] 
B  ⋅  1 −

[S 0 ]    0 n  [S 0 ]     n  [S 0 ]    0 n  [S0 ] 
  n 
(8.17)
donde: A* =
3 ⋅ A ⋅ me
V
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8.5.2.2. Modelo Cin&eacute;tico III simplificado
El Modelo cin&eacute;tico III (Ec. 7.7) se encuentra definido en t&eacute;rminos de la concentraci&oacute;n
de los &aacute;cidos grasos palm&iacute;tico y este&aacute;rico en el medio de reacci&oacute;n, con lo cual no fue
necesario realizar en este sentido ning&uacute;n tipo de modificaci&oacute;n. No obstante, una forma
simplificada de la ecuaci&oacute;n del modelo puede desarrollarse a fin de facilitar el manejo
matem&aacute;tico requerido para modelar el reactor.
−
d[S ] (VR1 E T [S ][IG ] − VM 2 E T [Q]([Wo ] − [IG f ]))
=
dt
(1 + K II [IG])([S ] + [Pr ])
(8.18)
[S 0 ] = [S ] + [Pr ] = constante
(8.19)
[IG ] = [IG] − [IG ]
(8.20)
[Q] = [Pr ] − [Pr
(8.21)
0
f
0
]
donde VR1, VM2 y KII son par&aacute;metros cin&eacute;ticos que junto con la concentraci&oacute;n inicial de agua
(W0) son obtenidos del ajuste; IG e IG0 corresponden a la concentraci&oacute;n de &aacute;cidos grasos en
los glic&eacute;ridos intermediarios (mono y diglic&eacute;ridos) en el medio de reacci&oacute;n al tiempo t e
inicialmente, respectivamente, mientras que IGf corresponde a la concentraci&oacute;n de &aacute;cidos
grasos en los glic&eacute;ridos intermediarios formados hasta el tiempo t; y Q corresponde a la
concentraci&oacute;n de &aacute;cidos grasos en los nuevos glic&eacute;ridos formados, producto de la
esterificaci&oacute;n.
Asumiendo que la concentraci&oacute;n de glic&eacute;ridos intermediarios se mantiene constante
durante la reacci&oacute;n, pudiendo expresarse en funci&oacute;n de la concentraci&oacute;n de triglic&eacute;ridos
inicial afectada por un par&aacute;metro a ajustar, j, queda:
[IG] = 3 j ⋅ [TAG0 ]
(8.22)
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Empleando lo anterior, junto con el hecho que la concentraci&oacute;n inicial de glic&eacute;ridos
intermediarios es pr&aacute;cticamente despreciable, la Ec. 8.18 puede ser escrita en su forma
simplificada como:
−
(
)
d[S ] VR1 E T [S ]⋅ 3 j ⋅ [TAG 0 ] − VM 2 E T ([S 0 ] − [S ]) ⋅ ([Wo ] − 3 j ⋅ [TAG 0 ])
=
(1 + K II ⋅ 3 j ⋅ [TAG0 ])[S 0 ]
dt
(8.23)
8.5.3. Resistencia a la transferencia de materia
Cuando la concentraci&oacute;n de sustrato disponible en el microambiente de la enzima es
menor a la del medio l&iacute;quido, se puede hablar de la existencia de una resistencia de masa
externa que limita la velocidad de reacci&oacute;n. En este caso, la concentraci&oacute;n disponible de
sustrato se denomina Si, y la forma en la que interviene en la reacci&oacute;n esta dada por la
siguiente ecuaci&oacute;n, en la que se asume que no existe un efecto de partici&oacute;n dado que el
sustrato no tiene una carga neta que modifique su distribuci&oacute;n entre el l&iacute;quido y el
microambiente (Carrara y Rubiolo, 1997):
v = k s a([S ] − [S i ])
(8.24)
donde ks es el coeficiente de transferencia de masa y a el &aacute;rea de las part&iacute;culas por unidad
de volumen del lecho, que puede ser estimada empleando la siguiente ecuaci&oacute;n:
a=
6(1 − ε )
dp
(8.25)
siendo dp el di&aacute;metro promedio de las microesferas y ε la fracci&oacute;n vac&iacute;a del lecho.
Cuando la resistencia a la transferencia de masa debe ser incorporada en el
modelado del reactor, las expresiones cin&eacute;ticas deben escribirse en t&eacute;rminos de la variable
Si en vez de S, por ser la concentraci&oacute;n real disponible para la cat&aacute;lisis enzim&aacute;tica.
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8.6. Resultados y discusiones
8.6.1. PBR en recirculaci&oacute;n
El perfil de composiciones de &aacute;cidos grasos palm&iacute;tico y este&aacute;rico en los glic&eacute;ridos (%
P+St) en funci&oacute;n de la intensidad del tratamiento, IOT, para el reactor de lecho empacado
operando en modo de recirculaci&oacute;n se muestra en la Fig. 8.5. Adicionalmente se han
representado los puntos experimentales correspondientes a la reacci&oacute;n realizada en modo
batch a la misma temperatura y empleando una mezcla de reacci&oacute;n de igual concentraci&oacute;n,
para comparaci&oacute;n. Como puede apreciarse, los datos mostraron el mismo comportamiento
para todo el rango de IOT con el que se oper&oacute; el PBR en recirculaci&oacute;n, quedando as&iacute;
demostrado que cuando el reactor de lecho empacado trabaja a altas velocidades se
obtiene un mezclado perfecto en el que no existen resistencias externas a la transferencia
de materia. Cabe mencionar que, para el caudal empleado el lecho no permaneci&oacute; fijo sino
que tuvo lugar la fluidizaci&oacute;n de las part&iacute;culas, lo que favoreci&oacute; en gran manera al mezclado.
Figura 8.5. Variaci&oacute;n de la composici&oacute;n en &aacute;cidos grasos palm&iacute;tico y este&aacute;rico en los
glic&eacute;ridos (% P+St) del producto de reacci&oacute;n obtenido en el lecho operando en
recirculaci&oacute;n (Q=10 ml/min) y en reactor batch. Condiciones de reacci&oacute;n: 3 mol
StPFA/mol SO, 1.58 g QM1-1.5/g sustratos, 14.87 ml hexano/g sustratos, 60&deg;C.
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8.6.2. PBR en continuo
La Fig. 8.6 muestra la composici&oacute;n de &aacute;cidos palm&iacute;tico y este&aacute;rico en los glic&eacute;ridos a
la salida del lecho empacado operando en modo continuo para un caudal de 0.009 ml/min,
a diferentes tiempos desde que se dio comienzo a la reacci&oacute;n. Como puede observarse, a
tiempos cortos tiene lugar la salida de productos que poseen las incorporaciones m&aacute;s bajas
debido a que el sistema a&uacute;n no se encuentra equilibrado. A medida que transcurre el
tiempo, el producto de salida corresponde a una mezcla que ha alcanzado la composici&oacute;n de
estado estacionario; la cual se estabiliza tras las 4 h de reacci&oacute;n, correspondi&eacute;ndose con el
tiempo de residencia para estas condiciones (3.18 h, calculado mediante la Ec. 8.1).
La representaci&oacute;n de las composiciones en &aacute;cidos grasos saturados de los productos
de salida, en estado estacionario, cuando el reactor se oper&oacute; en caudales comprendidos
entre 0.009 y 0.2 ml/min es dada en la Fig. 8.7.A. A cada uno de estos puntos
experimentales le correspondi&oacute; un perfil de concentraciones del tipo de la Fig. 8.6 que no es
aqu&iacute; mostrada. Como puede apreciarse la incorporaci&oacute;n se increment&oacute; a medida que los
caudales disminuyeron, dado que esto permiti&oacute; mayores tiempos de residencia dentro del
reactor. Los caudales m&aacute;s altos tuvieron un menor tiempo de contacto con las lipasas.
Resultados en concordancia fueron reportados por Garcia et al. (1999), Torres et al. (2002) y
Chen et al. (2011). Por otro lado, un notable aumento tuvo lugar para los caudales m&aacute;s
bajos empleados, comprendidos entre 0.009 y 0.02 ml/min, la cual mereci&oacute; un an&aacute;lisis que
es realizado m&aacute;s adelante. La mayor composici&oacute;n de &aacute;cidos palm&iacute;tico y este&aacute;rico lograda en
el lecho operando en continuo fue de 19.24 %.
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Figura 8.6. Composici&oacute;n en &aacute;cidos grasos palm&iacute;tico y este&aacute;rico en los
glic&eacute;ridos (% P+St) del producto de salida del reactor operando en continuo,
a un caudal de 0.009 ml/min.
La Fig. 8.7.B muestra la composici&oacute;n de estos productos representada en funci&oacute;n de
la intensidad del tratamiento, IOT. A partir de la forma de esta curva se puede deducir que
para los IOT que se pudieron ensayar (ya que por las condiciones del sistema no era posible
lograr y registrar menores caudales) se estar&iacute;a en una zona de velocidad inicial, ya que la
pendiente fue pr&aacute;cticamente la misma desde el IOT de 78.97 h hasta el &uacute;ltimo, 263.25 h.
Esto demuestra que si se deseara alcanzar la composici&oacute;n de equilibrio lograda en el sistema
batch ser&iacute;a necesario usar caudales a&uacute;n menores. Un aspecto interesante a se&ntilde;alar es que a
nivel industrial es deseable operar en esta condici&oacute;n de m&aacute;xima velocidad de reacci&oacute;n, para
lo cual se emplean varios lechos empacados en serie de modo de aumentar la conversi&oacute;n
final (Nie et al., 2006; Halim et al., 2009).
Por otra parte, para lograr mayores incorporaciones manteniendo los caudales
empleados, se podr&iacute;a pensar en dise&ntilde;ar una columna para el lecho con una mayor longitud,
que permita incorporar mayor cantidad de biocatalizador y as&iacute; aumente los tiempos de
residencia.
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La comparaci&oacute;n de la modificaci&oacute;n alcanzada al emplear las diferentes
configuraciones de reactor (batch, lecho empacado operando en continuo y lecho
empacado operando en recirculaci&oacute;n) es mostrada en la Fig. 8.8. Para un mismo IOT se
esperar&iacute;a misma composici&oacute;n de &aacute;cidos palm&iacute;tico y este&aacute;rico en los productos de reacci&oacute;n,
independientemente del reactor, si es que no existe resistencia externa a la transferencia de
materia. Pero, como puede apreciarse, mientras que esta condici&oacute;n se alcanz&oacute; operando el
reactor a altos caudales (modo en recirculaci&oacute;n), no ocurri&oacute; lo mismo cuando se trabaj&oacute; a
bajos caudales, en continuo. Esto &uacute;ltimo denota la existencia de una resistencia a la
transferencia de materia que gobierna la velocidad de reacci&oacute;n y que hace que para mismos
valores de IOT la incorporaci&oacute;n lograda por la lipasa sea bastante menor.
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A
B
Figura 8.7. Composici&oacute;n de estado estacionario en &aacute;cidos grasos palm&iacute;tico y
este&aacute;rico en los glic&eacute;ridos (% P+St) de los productos de salida del reactor operando
en continuo, como una funci&oacute;n de: A) Caudal empleado, B) IOT.
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Figura 8.8. Comparaci&oacute;n de la actividad alcanzada en los diferentes reactores
ensayados. En l&iacute;nea punteada violeta se marca para un valor espec&iacute;fico de IOT, los
valores de composici&oacute;n asociados. En l&iacute;nea punteada naranja se indica para una
misma composici&oacute;n, los IOT asociados.
Para cuantificar la diferencia asociada por llevar a cabo la reacci&oacute;n en el lecho
empacado operando en continuo en vez del reactor batch, se procedi&oacute; a relacionar los IOT
correspondientes a una misma composici&oacute;n de &aacute;cidos saturados en el producto de reacci&oacute;n.
La l&iacute;nea punteada naranja en la Fig. 8.8 representa gr&aacute;ficamente esta comparaci&oacute;n. Para ello
se calcul&oacute; una eficiencia, E, la cual se determin&oacute; en base a la siguiente expresi&oacute;n:
E=
IOTBatch
P + St = x
IOTContinuo
(8.26)
P + St = x
La Fig. 8.9 representa gr&aacute;ficamente los valores hallados en funci&oacute;n del caudal
empleado en el PBR operando en continuo.
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Figura 8.9. Eficiencia (E) de la reacci&oacute;n llevada a cabo en el reactor de lecho
empacado operando en continuo, respecto del batch.
Como puede apreciarse, si bien las eficiencias fueron bajas, los valores mayores se
dieron en los valores extremos de los caudales ensayados. Es esperado que al trabajar en un
reactor de lecho empacado la eficiencia de la reacci&oacute;n aumente cuando el caudal se
incrementa debido a que disminuye el efecto de la resistencia a la transferencia de materia,
pero por otro lado, mayores caudales dan lugar a tiempos de contacto menores con la
enzima, con lo cual el fen&oacute;meno que m&aacute;s influya de estos dos es el que termina definiendo
la eficiencia del proceso. En el caso de los caudales altos la eficiencia fue mayor porque la
reacci&oacute;n se vio favorecida por una menor resistencia a la transferencia de materia (Camacho
et al., 2007), mientras que a bajos caudales, la eficiencia se increment&oacute; debido al mayor
contacto con la lipasa (Chei et al., 2011).
Cabe mencionar que por inspecci&oacute;n visual del biocatalizador tras cada uso pudo
comprobarse que el mismo no sufri&oacute; roturas ni desgaste durante la operaci&oacute;n, con lo cual se
cumpli&oacute; con el objetivo de tener un biocatalizador resistente para su empleo en reactores
de lecho empacado.
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8.6.3. Modelado y simulaci&oacute;n del sistema reacci&oacute;n-reactor
Con el prop&oacute;sito de representar el comportamiento real del reactor enzim&aacute;tico de
lecho empacado usado para la acid&oacute;lisis de aceite de girasol y la mezcla de &aacute;cidos grasos
saturados, se llevaron a cabo tareas de simulaci&oacute;n y modelado.
La simulaci&oacute;n consisti&oacute; en predecir la composici&oacute;n del producto de reacci&oacute;n para
cada punto del lecho incluyendo la salida, cuando no existe resistencia externa a la
transferencia de materia y por ende la velocidad de reacci&oacute;n es la dada por el modelo
cin&eacute;tico. En este caso la ecuaci&oacute;n del balance de materia (Ec. 8.5) es igualada a la expresi&oacute;n
de velocidad dada por el modelo cin&eacute;tico y se asume que la concentraci&oacute;n de sustrato a lo
largo del reactor (S(z)) es la misma que se encuentra disponible para la lipasa.
Por otro lado, el modelado consisti&oacute; en describir al mejor grado posible los puntos
experimentales del sistema, al incorporar el efecto de la resistencia externa a la
transferencia de materia. En este caso se resolvieron en forma conjunta el balance de masa
(Ec. 8.5), la ecuaci&oacute;n que describe este fen&oacute;meno de resistencia (Ec. 8.24) y la expresi&oacute;n de
velocidad dada por el modelo cin&eacute;tico correspondiente. Este &uacute;ltimo, expresado en t&eacute;rminos
de Si, ya que &eacute;sta corresponde a la concentraci&oacute;n de sustrato en el microambiente de la
lipasa y por ende la disponible para la reacci&oacute;n. En la resoluci&oacute;n matem&aacute;tica, el par&aacute;metro
ks se ajust&oacute; de modo de obtener para un determinado caudal el valor de S hallado
experimentalmente.
Tanto el modelado como la simulaci&oacute;n fueron resueltos empleando el software
Maple 15 (Waterloo Maple Inc., Canad&aacute;).
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Tabla 8.2. Par&aacute;metros del sistema reactor-reacci&oacute;n empleados en el modelado y la
simulaci&oacute;n.
Radio interior de la columna (cm)
0.45
Longitud de la columna (cm)
9
&Aacute;rea de la columna(cm2)
0.64
Fracci&oacute;n hueca (ε)
0.3
&Aacute;rea de part&iacute;culas /volumen de lecho, ( a )(cm2/cm3)
0.7035
Di&aacute;metro de particula promedio (cm)
0.1675
Masa de biocatalizador (g)
4.73 g
S0 x103 (M)
112.45
Par&aacute;metros cin&eacute;ticos del Modelo II
A* (mol/g h L)
0.00901
B
1.79221
C
0.99998
Ke
2.40342
Par&aacute;metros cin&eacute;ticos del Modelo III
VR1ET (1/h)
9.147
VM2ET (1/h)
7.850
W0 (M)
0.037
KII (1/M)
1850.0
Par&aacute;metros de ajuste
n
1.0432
j
0.1100
La Tabla 8.2 muestra los par&aacute;metros caracter&iacute;sticos del reactor, del biocatalizador,
de los modelos cin&eacute;ticos y del ajuste, n y j, representando as&iacute; toda la informaci&oacute;n requerida
para llevar a cabo el modelado y la simulaci&oacute;n. Recordar&aacute; el lector, que los par&aacute;metros n y j
fue introducido para simplificar los Modelos II y III, de forma que la concentraci&oacute;n en el
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tiempo de los &aacute;cidos grasos en los glic&eacute;ridos y de los glic&eacute;ridos intermedios,
respectivamente, pudieran ser expresadas como un valor constante, afectando por este
valor a la concentraci&oacute;n inicial de triglic&eacute;ridos. Para poder hallar un valor adecuado para n,
los datos experimentales correspondientes a la acid&oacute;lisis realizada en batch, ajustados en el
Cap&iacute;tulo 7, fueron usados con la concentraci&oacute;n de sustrato como variable independiente, y
empleando la Ecs.8.17 con los par&aacute;metros correspondientes de la Tabla 8.1. De este modo,
n se obtuvo como el valor que permiti&oacute; representar mejor, esos datos experimentales. El
ajuste logrado se muestra en la Fig. 8.10. El valor obtenido para n fue 1.0432 y el ajuste
result&oacute; sensible a este par&aacute;metro.
Figura 8.10. Ajuste de los datos experimentales de la reacci&oacute;n llevada a cabo
en batch empleando el Modelo II en S, n =1.0432.
De modo similar se procedi&oacute; para hallar j empleando la Ec. 8.23 y hallando nuevos
par&aacute;metros cin&eacute;ticos. Estos valores son mostrados en la Tabla 8.2. En este caso, el valor
obtenido para el par&aacute;metro j, 0.11, est&aacute; directamente relacionado con la proporci&oacute;n de
glic&eacute;ridos intermediarios formados durante el transcurso de la reacci&oacute;n respecto a la
concentraci&oacute;n inicial de triglic&eacute;ridos. M&aacute;s a&uacute;n, coincide con el valor promedio de esta
relaci&oacute;n en todo el tiempo de reacci&oacute;n. Cabe mencionar que la simplificaci&oacute;n impuesta a
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trav&eacute;s de la inclusi&oacute;n de este par&aacute;metro en el modelo cin&eacute;tico no afect&oacute; la bondad del
ajuste (coeficiente de determinaci&oacute;n ajustado=0.95).
Una vez que se dispuso de los par&aacute;metros de ajuste requeridos en los modelos
cin&eacute;ticos, se procedi&oacute; a realizar la simulaci&oacute;n del reactor de lecho empacado. Los resultados
empleando cada una de las cin&eacute;ticas propuestas se muestran en la Fig. 8.11. Como puede
notarse, ambas simulaciones describieron de manera muy similar el comportamiento real
del sistema; la representaci&oacute;n del comportamiento para la zona de altos caudales fue
relativamente aceptable, mientras que se alejaron considerablemente de los valores
experimentales en el rango de caudales m&aacute;s bajos. En esta zona, predijeron menor cantidad
de &aacute;cidos grasos saturados en la mezcla de reacci&oacute;n, lo que corresponder&iacute;a a mayores
incorporaciones; este resultado se relaciona directamente con el hecho de no haber
considerado el efecto negativo de la resistencia externa a la transferencia de masa.
Figura 8.11. Simulaci&oacute;n de la concentraci&oacute;n de sustrato a la salida del PBR.
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Al realizar el modelado del reactor de lecho empacado, se impuso el ajuste mediante
la determinaci&oacute;n del coeficiente ks, el cual fue calculado para cada caudal en cada una de las
cin&eacute;ticas empleadas. En consecuencia, se pudieron representar en forma sumamente
precisas todos los puntos experimentales del sistema, tal como lo indica la Fig. 8.12.
Figura 8.12. Modelado de la concentraci&oacute;n de sustrato a la salida del PBR, considerando la
resistencia a la transferencia de masa.
Los valores de ks obtenidos en cada ajuste fueron representados en t&eacute;rminos de la
velocidad superficial del lecho, seg&uacute;n el modelo cin&eacute;tico usado para describir la velocidad de
reacci&oacute;n (Fig. 8.13). En teor&iacute;a, valores de ks mayores est&aacute;n asociados a resistencias externas
a la transferencia de masa m&aacute;s bajas. Justamente, esto fue lo que se obtuvo para las
velocidades superficiales mayores. Sin embargo, el valor del coeficiente ks pareciera
mantenerse pr&aacute;cticamente constante o incluso presentar una leve tendencia a aumentar
para la regi&oacute;n de velocidades superficiales m&aacute;s bajas. Esto podr&iacute;a explicarse si se piensa que
este par&aacute;metro fue usado para ajustar los modelos a los puntos experimentales; por ende,
ks en este caso estar&iacute;a siendo no solo un par&aacute;metro que permite cuantificar el efecto de la
resistencia a la transferencia de masa sino tambi&eacute;n el efecto del contacto de la lipasa con el
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sustrato. Este hecho se hizo evidente experimentalmente ya que, para ning&uacute;n caudal se
logr&oacute; mantener el lecho completamente cubierto de l&iacute;quido (los pulsos generados por el
accionar de la bomba perist&aacute;ltica originaban la formaci&oacute;n de algunas burbujas dentro del
lecho). Este fen&oacute;meno se vio disminuido cuando los caudales empleados eran menores,
acorde a las menores velocidades usadas en estos casos en la bomba. Por ende, una
disminuci&oacute;n de la cantidad de burbujas permiti&oacute; un mejor contacto entre biocatalizadores y
sustratos, lo que tambi&eacute;n se vio favorecido por los mayores tiempos de residencia. En
consecuencia, los valores de ks obtenidos aqu&iacute; deben considerarse como valores aparentes
ya que reflejan m&aacute;s de un fen&oacute;meno.
Figura 8.13. Coeficiente ks en funci&oacute;n de la velocidad superficial en el lecho. Se incluyen
los modelos propuestos para describir su comportamiento (Ec. 8.27) cuando se emplea
en el modelado del reactor el Modelo Cinetico II en S (MII en S) o el modelo III (MIII).
Pr&aacute;cticamente, mismos valores de ks fueron necesarios para representar los
resultados experimentales al emplear ambos modelos cin&eacute;ticos, en concordancia con el
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hecho de que mostraron un alejamiento similar de los valores experimentales en la Fig.
8.11.
A fin de disponer de una expresi&oacute;n que represente a ks en funci&oacute;n de la velocidad
superficial en el lecho (U), el software Origin 8.0 fue empleado. La ecuaci&oacute;n que mejor logr&oacute;
describir a ks en el rango estudiado fue del tipo polin&oacute;mica, siendo la expresi&oacute;n asociada:
k s = A. |U - Uc | p + k s 0
(8.27)
donde A, Uc, p y ks0 representan par&aacute;metros de ajuste del modelo.
La precisi&oacute;n de los modelos desarrollados para ks en funci&oacute;n de la velocidad
superficial fue muy alta, considerando los valores del coeficiente de determinaci&oacute;n. La Tabla
8.3 muestra estos valores en conjunto con los par&aacute;metros determinados para cada modelo
cin&eacute;tico.
Tabla 8.3. Par&aacute;metros para el modelado de ks en funci&oacute;n de la velocidad superficial
en el lecho, que debe emplearse en forma acoplada a cada cin&eacute;tica.
A
Uc
p
ks0
R2
Modelo II en S
0.00337
2.12651
0.99669
0.00825
0.99916
Modelo III
0.00509
2.12946
0.83711
0.00820
0.99938
8.7. Conclusiones
Con este cap&iacute;tulo se finalizan las tareas abocadas al estudio de la producci&oacute;n de
l&iacute;pidos estructurados en reactores batch y en continuo, para esta tesis. Como pudo notarse,
mientas que el primero, el reactor empleado en la mayor parte del trabajo experimental,
fue extremadamente sencillo en su conformaci&oacute;n, el dise&ntilde;o y construcci&oacute;n de un reactor de
lecho empacado fue una tarea compleja en el que muchas consideraciones debieron
tomarse en cuenta. Esto se hizo a fin de desarrollar un proceso seguro desde el punto de
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vista operativo y que pudiera ser empleado durante un lapso considerable de tiempo. Una
vez que el reactor fue realizado, result&oacute; f&aacute;cil de operar y su uso tuvo como ventaja que el
biocatalizador permaneci&oacute; confinado en la columna del reactor.
Los productos de reacci&oacute;n obtenidos en el reactor de lecho empacado operando en
continuo no alcanzaron una composici&oacute;n tan alta en &aacute;cidos palm&iacute;tico y este&aacute;rico como se
logr&oacute; trabajando en el reactor batch. Esto se debi&oacute; a que tuvo lugar la resistencia externa a
la transferencia de masa, que el contacto biocatalizador-sustratos no fue el &oacute;ptimo y que
adicionalmente los tiempos de residencia no fueron lo suficientemente elevados. Para
mejorar estos resultados se propone cambiar el sistema de bombeo y la construcci&oacute;n de
una columna rellena de mayor longitud o el empleo de reactores en serie.
Mientras que la simulaci&oacute;n de la operaci&oacute;n del reactor solo logr&oacute; representar
adecuadamente el comportamiento en los caudales m&aacute;s altos, el modelado del sistema
logr&oacute; llevarse a cabo de manera muy precisa para todos los caudales empleados; esto
gracias a emplear un coeficiente de transferencia de masa aparente como par&aacute;metro de
ajuste. Este coeficiente aparente no solo contempla el efecto de la resistencia de
transferencia de materia sino tambi&eacute;n el de la eficiencia de contacto biocatalizadorsustratos, disminuida principalmente por la generaci&oacute;n de burbujas. De esta forma y
recalculando este coeficiente de transferencia de masa aparente con el uso de otro sistema
de bombeo, el modelado matem&aacute;tico en conjunto con los otros par&aacute;metros obtenidos,
podr&iacute;an ser usados en el desarrollo de procesos a mayor escala para producir l&iacute;pidos
estructurados mediante una tecnolog&iacute;a &uml;verde&uml; que se vale de la capacidad de
componentes biol&oacute;gicos para la transformaci&oacute;n del aceite de girasol hacia productos grasos
semis&oacute;lidos.
8.8. Nomenclatura
S: concentraci&oacute;n de sustrato (M), representa la concentraci&oacute;n de los &aacute;cidos grasos palm&iacute;tico
y este&aacute;rico en el seno de la corriente l&iacute;quida.
Z: coordenada axial (cm)
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U: velocidad superficial del fluido en el lecho (cm/s)
v: velocidad de reacci&oacute;n (M/s)
ks: coeficiente de transferencia de masa (cm/h)
ε: fracci&oacute;n hueca, tambi&eacute;n denominada porosidad.
a: &aacute;rea de part&iacute;culas /volumen de lecho (cm2/cm3)
IG: concentraci&oacute;n de &aacute;cidos grasos en los glic&eacute;ridos intermediarios (M)
IGf: concentraci&oacute;n de &aacute;cidos grasos en los glic&eacute;ridos intermediarios formados (M)
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Las lipasas de Rhizomucor miehei producidas en Aspergillus oryzae demostraron ser,
en su estado libre, catalizadores eficaces para la producci&oacute;n de l&iacute;pidos estructurados,
alcanzando hasta un 40 % de incorporaci&oacute;n de &aacute;cidos grasos saturados a la estructura de los
glic&eacute;ridos, en la mejor condici&oacute;n experimental ensayada. Una ventaja respecto a otros
catalizadores es la baja temperatura &oacute;ptima de la misma, no solo porque permite operar
con bajos costos energ&eacute;ticos sino tambi&eacute;n porque disminuye el riesgo de producir
alteraciones indeseadas en las estructuras qu&iacute;micas de los sustratos (degradaci&oacute;n,
formaci&oacute;n de compuestos indeseables nutricionalmente, entre otros).
La formaci&oacute;n de agregados bimoleculares en la lipasa en soluci&oacute;n es un fen&oacute;meno
que se hace m&aacute;s notable a mayor contenido de lipasa en el medio de reacci&oacute;n, lo cual
conlleva a reducciones en la actividad tanto en la reacci&oacute;n de hidr&oacute;lisis como en la de
acid&oacute;lisis. Este comportamiento puede ser evitado empleando la lipasa en su forma
inmovilizada.
Por otra parte, la preferencia mostrada por las lipasas de Rhizomucor miehei por
remover &aacute;cido oleico antes que linoleico podr&iacute;a explicarse en base a las interacciones que
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surgen a nivel microsc&oacute;pico, entre la lipasa, el medio y el sustrato, usando como
herramienta el modelado molecular; este queda aqu&iacute; planteado como un posible trabajo a
futuro.
En lo que al modelado de la cin&eacute;tica de acid&oacute;lisis se refiere, se lograron modelos que
describieron con aceptable precisi&oacute;n el comportamiento del sistema para las temperaturas
ensayadas, los cuales pueden ser empleados para realizar la comparaci&oacute;n con las cin&eacute;ticas
de la enzima inmovilizada.
El desarrollo de un nuevo biocatalizador no es tarea f&aacute;cil, pues conlleva lidiar con la
complejidad propia de los sistemas biol&oacute;gicos. En este aspecto, son aspectos
fundamentales la elecci&oacute;n de la t&eacute;cnica a emplear para la uni&oacute;n de la enzima al soporte
s&oacute;lido y la elecci&oacute;n del soporte en s&iacute;.
La retenci&oacute;n por adsorci&oacute;n f&iacute;sica de las lipasas de Rhizomucor miehei empleando
como soporte microesferas de quitosano modificadas fue favorecida por el incremento de
la concentraci&oacute;n de preparado enzim&aacute;tico comercial en el medio de inmovilizaci&oacute;n (en el
rango analizado), sin enjuague previo del soporte con etanol ni finalizaci&oacute;n de la
inmovilizaci&oacute;n con adici&oacute;n de acetona. La temperatura de inmovilizaci&oacute;n (entre 4&deg;C y
25&deg;C) no result&oacute; tener efecto significativo sobre la actividad del biocatalizador obtenido. El
lavado de los biocatalizadores con Trit&oacute;n X-100 permiti&oacute; recuperar los soportes.
La t&eacute;cnica de aminaci&oacute;n reductiva empleada sobre las microesferas de quitosano
condujo a la obtenci&oacute;n de soportes con distinto grado de hidrofobicidad, lo que permiti&oacute;
establecer cual ser&iacute;a la modificaci&oacute;n &oacute;ptima para lograr la adsorci&oacute;n de lipasas de
Rhizomucor miehei en su conformaci&oacute;n m&aacute;s activa respecto a la reacci&oacute;n de acid&oacute;lisis
deseada. El biocatalizador denominado QM1-1.5, obtenido de uno de los soportes m&aacute;s
modificados, logr&oacute; la mayor transformaci&oacute;n sobre el aceite de girasol en la reacci&oacute;n de
acid&oacute;lisis. La alta conversi&oacute;n, 3 veces mayor que la obtenida con la enzima libre, fue
mantenida durante 7 reusos de 24 h cada uno, transcurso en el cual no se detectaron
problemas de atrici&oacute;n. De este modo, el biocatalizador preparado que mostr&oacute; el mejor
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desempe&ntilde;o podr&iacute;a ser adecuado para usarse en sistemas discontinuos con altas velocidades
de agitaci&oacute;n y asimismo, en sistemas continuos como catalizador en un lecho empacado.
El biocatalizador preparado por la inmovilizaci&oacute;n de lipasas de Rhizomucor miehei
sobre microesferas de quitosano alquiladas se utiliz&oacute; para catalizar la acid&oacute;lisis entre
aceite de girasol y &aacute;cidos grasos palm&iacute;tico y este&aacute;rico, en distintas condiciones de relaci&oacute;n
de sustratos, cantidad de enzima y solvente. La cantidad de biocatalizador fue la variable
m&aacute;s significativa en cada respuesta analizada, dividiendo el comportamiento de la
reacci&oacute;n en una zona de alta y una de moderada dependencia de la cantidad de
biocatalizador. La presencia de hexano contribuy&oacute; a resaltar este comportamiento.
Cuando se desea maximizar el porcentaje de triglic&eacute;ridos disaturados y la
incorporaci&oacute;n de &aacute;cidos grasos saturados en los glic&eacute;ridos de los productos de reacci&oacute;n, y
minimizar el porcentaje de triglic&eacute;ridos trisaturados y la generaci&oacute;n de subproductos, la
optimizaci&oacute;n del sistema indica que la reacci&oacute;n debe ser llevada a cabo sin hexano, con la
mayor relaci&oacute;n molar de sustratos y en un valor intermedio de cantidad de enzima. Estas
condiciones ser&iacute;an adecuadas desde un punto de vista medio ambiental pero
posiblemente dificultosas a nivel operativo, lo que permite deducir que diversos criterios
deben ser analizados para hallar un escenario &oacute;ptimo y a la vez factible. La imposici&oacute;n de
la condici&oacute;n con presencia elevada de solvente, m&aacute;s adecuado para representar los
sistemas operativos reales, dio lugar a productos con menor incorporaci&oacute;n de &aacute;cidos
grasos saturados. Esto demuestra que la evaluaci&oacute;n de la calidad del producto deseado y
las condiciones operativas del proceso genera una decisi&oacute;n de compromiso.
El an&aacute;lisis general del progreso de la reacci&oacute;n de acid&oacute;lisis en el tiempo, en reactor
batch, indic&oacute; que la hidr&oacute;lisis no fue completa, que la formaci&oacute;n de diglic&eacute;ridos fue mayor
que la de monoglic&eacute;ridos, y que la formaci&oacute;n de subproductos y de triglic&eacute;ridos
trisaturados se vio favorecida por el aumento de la temperatura. El rendimiento en
triglic&eacute;ridos pudo ser estabilizado para la temperatura &oacute;ptima de la enzima inmovilizada,
60 &deg;C, despu&eacute;s de 12 h de reacci&oacute;n. Sin embargo, las especies de triglic&eacute;ridos continuaron
cambiando, indicando que las velocidades de hidr&oacute;lisis y de esterificaci&oacute;n se habr&iacute;an
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igualado. Las especies que se convirtieron en mayoritarias a tiempos prolongados de
reacci&oacute;n fueron las agrupadas en la categor&iacute;a de triglic&eacute;ridos monoinsaturados (SUS).
Por otro lado, se logr&oacute; representar satisfactoriamente la evoluci&oacute;n de la acid&oacute;lisis
en el tiempo con 3 modelos cin&eacute;ticos de diferente complejidad.
El dise&ntilde;o y construcci&oacute;n de un reactor de lecho empacado a escala laboratorio fue
una tarea compleja en el que muchas consideraciones debieron tomarse en cuenta. Esto
se hizo a fin de desarrollar un proceso seguro desde el punto de vista operativo y que
pudiera ser empleado durante un lapso considerable de tiempo. Una vez que el reactor
fue realizado, result&oacute; f&aacute;cil de operar y su uso tuvo como ventaja que el biocatalizador
permaneci&oacute; confinado en la columna del reactor, evit&aacute;ndose as&iacute; su manipuleo.
Los productos de reacci&oacute;n obtenidos en el reactor de lecho empacado operando en
continuo no alcanzaron composiciones tan altas en &aacute;cidos palm&iacute;tico y este&aacute;rico como se
logr&oacute; trabajando en el reactor batch. Esto se debi&oacute; a que tuvo lugar la resistencia externa
a la transferencia de masa, que el contacto biocatalizador-sustratos no fue el &oacute;ptimo y que
adicionalmente los tiempos de residencia no fueron lo suficientemente elevados. Para
aumentar estos &uacute;ltimos se propone a futuro la construcci&oacute;n de una columna rellena de
mayor longitud o el empleo de reactores de lecho empacado en serie.
Mientras que la simulaci&oacute;n de la operaci&oacute;n del reactor solo fue capaz de
representar adecuadamente el comportamiento en los caudales m&aacute;s altos, el modelado
del sistema se llev&oacute; a cabo de manera muy precisa para todos los caudales empleados;
esto se logr&oacute; gracias a emplear un coeficiente de transferencia de masa aparente como
par&aacute;metro de ajuste. De esta forma y recalculando este coeficiente de transferencia de
masa aparente con el uso de otro sistema de bombeo (trabajo a futuro), el modelado
matem&aacute;tico en conjunto con los otros par&aacute;metros obtenidos, podr&iacute;an ser usados en el
desarrollo de procesos a mayor escala para producir l&iacute;pidos estructurados mediante una
tecnolog&iacute;a &uml;verde&uml; que se vale de la capacidad de componentes biol&oacute;gicos para la
transformaci&oacute;n del aceite de girasol hacia productos grasos semis&oacute;lidos.
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