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RESUMEN 

 

En la presente tesis se estudia la síntesis enzimática en dos etapas de mezclas de 

acilglicéridos con un alto valor nutricional. El producto obtenido consiste 

principalmente en triglicéridos estructurados, triglicéridos de cadena media y 1,3-

diglicéridos.  

 

En el Capítulo 1 se define el concepto de acilglicérido y se describen las principales 

características de los acilglicéridos utilizados en alimentación humana. Además, se 

presentan las propiedades buscadas en nuevos glicéridos y el uso de lipasas para la 

obtención de los mismos, con especial énfasis en el mecanismo de acción y 

especificidad de estas enzimas. 

 

El Capítulo 2 resume los materiales y métodos utilizados para llevar a cabo las 

reacciones de síntesis durante esta tesis. También se presentan las técnicas utilizadas 

para analizar los productos de reacción y los protocolos de inmovilización de lipasas. 

 

El Capítulo 3 contiene los principales resultados de la síntesis enzimática de 1,3-

dicaprina por esterificación de glicerol con ácido cáprico catalizada por Lipozyme RM 

IM. Se lleva a cabo un diseño de experimentos y se estudian múltiples respuestas. 

Además, se analiza en detalle la migración de acilo (una reacción secundaria) y se 

propone un modelo teórico para explicar la participación de la lipasa en esta reacción. 
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En el Capítulo 4 se presentan los resultados obtenidos al realizar la separación y 

purificación de 1,3-dicaprina sintetizada con la reacción descripta en el Capítulo 3. Se 

estudia la separación de acilgliceroles en un proceso en varias etapas empleando 

solventes de baja toxicidad. Como paso previo, se analiza la neutralización y separación 

del ácido cáprico remanente. 

 

El Capítulo 5 se centra en el estudio de biocatalizadores para la obtención de mezclas 

de glicéridos estructurados de alto valor nutricional a través de la esterificación de 1,3-

dicaprina con ácido palmítico. Se analiza la actividad y selectividad de enzimas 

comerciales, en forma libre e inmovilizada. Además, se realiza un exhaustivo análisis de 

las características de la mezcla de acilglicéridos obtenida con cada biocatalizador. 

Finalmente, se proponen y discuten varias técnicas para estudiar la composición de 

estas muestras. 

 

 En el Capítulo 6 se lleva a cabo un análisis detallado de la isomerización de acilos 

observada en la etanólisis de triglicéridos. En el mismo se examinan los principales 

factores que afectan a la reacción de migración de acilo durante la etanólisis de 

triglicéridos modelo catalizadas por Novozym 435.  

 

El Capítulo 7 contiene los resultados más relevantes de la síntesis de 1,3-dicaproil-2-

palmitoil glicerol a partir de la esterificación de 1,3-dicaprina con ácido palmítico 

catalizada por la lipasa de Burkholderia cepacia inmovilizada por adsorción física sobre 

quitosano. En primer lugar, se estudia la obtención del biocatalizador. A continuación, 
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el mismo se analiza en reacción mediante un diseño de experimentos y se determinan 

las condiciones óptimas para la síntesis del triglicérido estructurado deseado. 

 

Por último, el Capítulo 8 presenta las conclusiones más importantes y relevantes del 

trabajo experimental llevado a cabo. En este capítulo también se indican los posibles 

trabajos futuros derivados de la presente tesis. 
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ABSTRACT 

 

In this doctoral thesis, the enzymatic two stages synthesis of acylglycerides blends, with 

high nutritional value, is studied. The nutritional mixture mainly consists in structured 

triglyceride, medium chain triglycerides and 1,3-diglycerides.  

 

In Chapter 1, acylglycerides concept is defined and the main characteristics of the 

acylglycerides used in human nutrition are described.  Also, the desired properties of 

novel acylglycerides and the use of lipases for obtaining of these glycerides are 

presented, with special emphasis on the mechanism of action and specificity of these 

enzymes. 

 

Chapter 2 summarizes the materials and methods used to carry out the synthesis 

reactions during this thesis. The techniques used to analyze reaction products and the 

lipase immobilization protocols are also presented. 

 

Chapter 3 contains the most important results of enzymatic synthesis of 1,3-dicaprin by 

esterification of glycerol with capric acid catalyzed by Lipozyme RM IM. An 

experimental design is performed and multiple responses are analyzed. In addition, acyl 

migration (a secondary reaction) is analyzed in detail and a theoretical model is 

proposed in order to explain the participation of lipase in this reaction. 

 

Chapter 4 contains the results obtained by performing the separation and purification 

of 1,3-dicaprin synthetized by the reaction analyzed in Chapter 3. Acylglycerides 
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separation in a multistage process using solvents of low toxicity is studied. As a 

preliminary step, neutralization and removal of capric acid remaining is analyzed. 

 

Chapter 5 focuses on the study of biocatalysts for the production of structured 

glycerides mixtures with high nutritional value through the esterification of 1,3-dicaprin 

with palmitic acid. The activity and selectivity of commercial enzymes, in free and 

immobilized form are analyzed. In addition, an exhaustive analysis of the characteristics 

of the mixture of acylglycerides obtained with each biocatalyst is performed. Finally, 

various techniques used to study the composition of the samples are proposed and 

discussed. 

 

In Chapter 6, a detailed analysis of the acyl isomerization occurred during ethanolysis of 

triglycerides is carried out. In the same, the main factors affecting the reaction of acyl 

migration during ethanolysis of model triglycerides catalyzad by Novozym 435 are 

studied. 

 

Chapter 7 contains the most relevant results of the synthesis of 1,3-dicaproyl-2-

palmitoyl glycerol obtained from the esterification of 1,3-dicaprin with palmitic acid 

catalyzed by Burkholderia cepacia lipase immobilized by physical adsorption on 

chitosan. First, the preparation of the catalyst is studied. Then, the catalyst is analyzed 

in reaction performing an experimental design and the optimal conditions for the 

synthesis of desired structured triglyceride are determined. 
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Finally, Chapter 8 shows the most important and relevant conclusions from the 

experimental work carried out. Possible future works, derivatives of the present thesis, 

are also indicated in this chapter. 
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1. INTRODUCCIÓN 

 

1.1. Acilglicéridos 

Los acilglicéridos, también conocidos como glicéridos, son ésteres formados a partir de 

glicerol y ácidos grasos (AG). El glicerol tiene tres grupos hidroxilo, que pueden ser 

esterificados con uno, dos, o tres ácidos grasos para formar monoglicéridos (MAG), 

diglicéridos (DAG), y triglicéridos (TAG) respectivamente. Los aceites y grasas 

empleados en alimentación contienen principalmente triglicéridos, pero son 

degradados por las enzimas naturales (lipasas) en mono y diglicéridos y ácidos grasos 

libres. 

 

Glicéridos parciales son ésteres de glicerol con ácidos grasos, en los que no están 

esterificados todos los grupos hidroxilo. Dado que algunos de sus hidroxilos se 

encuentran libres, estas moléculas tienen cierta polaridad. Los glicéridos parciales de 

ácidos grasos de cadena corta son más polares que los glicéridos de cadena larga, y 

tienen excelentes propiedades solventes para drogas difíciles de solubilizar, 

haciéndolos valiosos como excipientes en la industria farmacéutica [1]. 

 

La forma más común de acilglicerol son los triglicéridos, que tienen alto valor calórico y 

en general aportan el doble de energía por gramo que los hidratos de carbono [2]. 

 

En la Figura 1.1 se presenta la numeración estereoquímica de los carbonos de glicerol 

en un triglicérido. Según esta numeración, si se sitúa el acilo esterificado en el carbono 
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central hacia la izquierda, se considera como carbono sn-1 al que queda arriba 

utilizando la proyección de Fischer. 

 

 
Figura 1.1. Estereoquímica de los carbonos del glicerol en un triglicérido. 

 

1.1.1. Triglicéridos 

Los triglicéridos, desde el punto de vista cuantitativo, son los componentes 

mayoritarios de los lípidos (93%-95% del total de lípidos ingeridos). Estos, junto con las 

proteínas y los carbohidratos, son macronutrientes necesarios en la nutrición humana 

y su consumo ronda los 100 g por día o más [3]. Los triglicéridos representan la 

principal fuente de energía, son fundamentales en la formación de estructuras 

celulares como las membranas, proveen de ácidos grasos esenciales necesarios para la 

síntesis de los eicosanoides y de otros derivados bioactivos, constituyen el vehículo de 

vitaminas liposolubles, y organolépticamente aportan la palatabilidad y el sabor de las 

comidas además de ser los componentes más importantes en la saciedad postprandial 

que producen los alimentos [4]. El manejo tecnológico de los lípidos y triglicéridos es 

más complejo que el de los otros macronutrientes, básicamente por la condición de 

insolubilidad o de escasa solubilidad en agua [4].  

 

Un triglicérido es el producto de la esterificación del glicerol con tres ácidos grasos, los 

que pueden ser iguales o diferentes en sus características moleculares (tamaño de 
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cadena, grado de insaturación, isomería, entre otras).  En los últimos años se ha 

generado un creciente interés por el desarrollo de nuevos triglicéridos [5]. Los mismos 

pueden clasificarse en varios tipos: AAA, ABA, AAB, ABC, siendo A, B y C diferentes 

ácidos grasos. Los grupos acilo en TAG alimentarios pueden variar en longitud de 

cadena de C2 a C24 y de ácidos grasos saturados a ácidos grasos insaturados con hasta 

seis dobles enlaces [3]. 

 

Existe evidencia que demuestra que las propiedades nutricionales de los triglicéridos 

dependen no sólo de los ácidos grasos que los componen, sino también de la posición 

de estos en el esqueleto de glicerol [6].  

 

1.1.1.1. Triglicéridos de longitud de cadena media y triglicéridos estructurados 

Los triglicéridos de longitud de cadena larga (TCL), tales como los provenientes de 

aceites vegetales, grasas animales o aceites de pescado, son hidrolizados por varias 

enzimas en el intestino generando monoglicéridos y ácidos grasos libres. Los mismos 

son emulsionados por ácido biliar y posteriormente absorbidos [7-8]. Inicialmente, 

fueron empleados en nutrición parenteral triglicéridos de cadena larga provenientes 

de aceite de soja y cártamo. Sin embargo, el empleo de TCL puros está asociado con 

una lenta eliminación de los mismos del torrente sanguíneo y deterioros del sistema 

reticuloendotelial [9]. 

 

Los triglicéridos de cadena media (TCM) podrían hidrolizarse de manera casi completa 

para ser absorbidos predominantemente como ácidos grasos libres, y luego 

transportados al hígado donde se someten a oxidación [10-11]. En ausencia o 
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deficiencia de la lipasa pancreática, se ha indicado que una gran fracción de TCM 

pueden ser absorbidos como triglicéridos, mientras que los TCL no se absorben [10]. 

Por esta razón, los TCM han sido empleados en pacientes con malabsorción o cuidados 

infantiles debido a su rápida digestión y provisión de energía [12-13].  

 

Dados los diferentes destinos metabólicos que presentan los ácidos grasos en función 

de su longitud de cadena, se ha comprobado una mejor absorción de los ácidos grasos 

de cadena media (AGCM) en comparación con los ácidos grasos de cadena larga 

(AGCL). Por otro lado, estudios en humanos y animales han mostrado un incremento 

en el gasto de energía postprandial luego del consumo de TCM a corto plazo. El 

empleo de AGCM en nutrición animal a largo plazo permitió la reducción del peso 

corporal. Estas diferencias en el manejo metabólico de AGCM frente a AGCL sugieren 

un potencial uso de los TCM como agentes para la pérdida de peso [11]. Sin embargo, 

el consumo de TCM a largo plazo resulta en deficiencia de ácidos grasos de cadena 

larga, en especial ácidos grasos esenciales.  

 

Diferentes alternativas han sido evaluadas en estudios de absorción, tales como 

mezclas físicas de TCM y TCL [14-15], triglicéridos interesterificados obteniendo TAG 

con estructura al azar [16-18] y triglicéridos con estructura específica [19-20]. Mezclas 

físicas de TCM y TCL no proporcionaron mejoras en la absorción de AGCL dado que 

cada uno de los triglicéridos individuales mantiene su nivel de absorción original. Por 

otro lado, los ácidos grasos de cadena larga ubicados en posiciones primarias de los 

triglicéridos con estructura al azar son pobremente hidrolizados. Sin embargo, 

triglicéridos estructurados (TE) conteniendo AGCL en la posición sn-2 y AGCM en las 
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posiciones sn-1 y sn-3 han proporcionado beneficios metabólicos en comparación con 

las mezclas físicas [16-17] y los triglicéridos interesterificados [17].  En general, la 

denominación de TE hace referencia a triglicéridos cuya composición de ácidos grasos 

ha sido determinada por un proceso de laboratorio o industrial. 

 

Los triglicéridos estructurados del tipo MLM (antes mencionados como ABA, siendo M 

un ácido graso de cadena media y L un ácido graso de cadena larga) han sido diseñados 

para mejorar la absorción de AGCL en pacientes con malabsorción. TE con estructura 

específica enriquecidos con ácido palmítico en posición sn-2 han sido empleados en 

fórmulas infantiles (por ejemplo, Betapol) para imitar la estructura de la leche humana 

[21]. Los TE también se han desarrollado con especial atención en la generación de 

grasas de bajas calorías o sustitutos de grasas debido a los crecientes problemas de 

obesidad y diabetes, ejemplos de estos productos son Olestra y Salatrim. Este último 

está compuesto por TE de estructura al azar obtenidos por interesterificación de 

aceites vegetales hidrogenados y triglicéridos conteniendo ácidos grasos de cadena 

corta (AGCC). Aceites de cocina conteniendo DAG y TAG compuestos por AGCM y 

AGCL con estructura aleatoria se encuentran comercialmente disponibles en Japón y 

Estados Unidos. Se ha demostrado que aceites conteniendo alta proporción de 

diglicéridos y aceites compuestos por triglicéridos conteniendo AGCM y AGCL en la 

misma molécula pueden prevenir la acumulación de grasas [22-23] 

 

1.1.2. Diglicéridos 

Los diglicéridos (DAG) son componentes minoritarios de grasas y aceites comestibles 

[24]. Típicamente, el nivel de diglicéridos en aceites comestibles está por debajo del 
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5% [24-25]. Los DAG, generalmente en una mezcla con monoglicéridos, son empleados 

como aditivos alimentarios y se utilizan en gran medida como emulsionantes [26].  

 

El método tradicional para producir diglicéridos es la interesterificación de TAG con 

glicerol en presencia de un catalizador inorgánico a elevada temperatura [27]. Los 

catalizadores alcalinos son los más ampliamente empleados, tales como hidróxido de 

sodio o potasio, metóxido de sodio y/o acetato de potasio. 

 

1.1.2.1. 1,3-diglicéridos 

Los diglicéridos pueden tener dos configuraciones, 1,3-diglicéridos (1,3-DAG) y 

1,2(2,3)-diglicéridos (1,2(2,3)-DAG). En aceites naturales, 1,3-DAG constituyen 

aproximadamente el 70% del total de DAG. De igual manera, en aceites comerciales 

con alto contenido de diglicéridos, 1,3-DAG representan alrededor del 70% del total de 

diglicéridos como resultado del equilibrio durante el proceso de refinado y 

almacenamiento posterior al proceso de síntesis [28].  

 

Los 1,3-DAG son intermediarios para la síntesis de varios compuestos con aplicaciones 

farmacéuticas [26,29]. Profármacos de diglicéridos se pueden obtener cuando la 

posición sn-2 se esterifica con un fármaco que lleva un grupo carboxílico, tal como el 

ácido niflúmico o ácido acetilsalicílico empleados como antiinflamatorios [30-31], por 

unión covalente con un alcohol, como el bupranolol utilizado como β-bloqueante [32], 

o por la unión a la posición sn-2 de fenitoína, que es un antiepiléptico de uso común 

[33], etc. Estas formas son absorbidas más fácilmente y tienen menores efectos 

secundarios que las drogas originales [26,29-30,32-33]. De manera similar, los 
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triglicéridos estructurados con un ácido poliinsaturado como el ácido 

docosahexaenoico (DHA), el ácido eicosapentaenoico (EPA) u otros, en posición sn-2 y 

AGCM en posiciones sn-1 y sn-3, pueden ser portadores de estos ácidos terapéutica y 

nutricionalmente valiosos [16].  

 

Varios estudios sobre las propiedades nutricionales y los efectos del consumo de DAG 

[22,34-36] han revelado que los diglicéridos, de los cuales 1,3-DAG es un componente 

importante, comparados con los triglicéridos, tienen la capacidad de reducir las 

concentraciones de TAG en suero [34] y como resultado, disminuir tanto el peso 

corporal como la grasa visceral [22]. 

 

1.2. Propiedades buscadas en acilglicéridos 

Las propiedades más significativas de los acilglicéridos dependen de su uso final. Estas 

son principalmente nutricionales o físicas, aunque algunas veces también pueden 

estudiarse propiedades químicas. Las propiedades nutricionales son importantes en 

triglicéridos y diglicéridos estructurados, alimentos funcionales, fórmulas infantiles, 

suplementos dietarios y en formulaciones orientadas al cuidado de la salud, así como 

también para el tratamiento de algunas enfermedades. Las propiedades físicas son 

importantes cuando se considera la dureza de los acilglicéridos, en especial en 

triglicéridos, en las características de grasas y aceites de cocina o fritura, y también son 

importantes cuando se consideran las aplicaciones cosméticas y/o lubricantes de los 

acilgliceroles.  
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1.2.1. Propiedades nutricionales 

Los glicéridos son un componente importante de la alimentación, y hay una creciente 

concientización que la dieta en general y en particular los triglicéridos, son importantes 

en el mantenimiento de una buena salud y en la evolución y tratamiento de algunas 

enfermedades. La importancia nutricional de los triglicéridos y diglicéridos atrae 

mucho la atención, más cuando estas propiedades se revén cada año, e incluso en 

meses, debido al desarrollo de nuevos conocimientos en el área. Las propiedades de 

potencial interés incluyen: 

 

 valores totales de energía, con interés en obtener acilglicéridos con reducido 

valor energético pero manteniendo las características de los aceites y grasas 

tradicionales  

 la composición de ácidos grasos, teniendo en cuenta los niveles de ácidos 

grasos saturados, isómeros cis y trans de los ácidos, ácidos grasos esenciales y 

ácidos insaturados de cadena larga, recomendados en base a la actual hipótesis 

nutricional 

 estructura de glicéridos, donde la bio-disponibilidad es un punto importante en 

este tema y la composición de ácidos grasos por si sola puede no ser suficiente 

para definir valores nutricionales. 

 

El concepto de que toda grasa es mala y que la mejor dieta es aquella que no contiene 

grasas está siendo actualmente debatido [37]. 
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1.2.2. Propiedades físicas 

La importancia de las propiedades físicas está más comúnmente asociada con la 

cristalización, la forma de los cristales y el comportamiento de derretimiento. Por 

ejemplo, los aceites de frituras (y lubricantes) no deberían contener cristales y 

deberían estar libres de triglicéridos que puedan cristalizar o promover la cristalización 

[37]. La formación de espuma resulta también un punto crítico en aceites de fritura. 

 

1.3. Lipasas. 

Las lipasas, o triglicérido acilhidrolasas (EC 3.1.1.3), son enzimas que catalizan la 

hidrólisis de triglicéridos en medio acuoso. Las lipasas se encargan del metabolismo de 

los lípidos en los organismos vivos que las contienen, lo que justifica su amplia 

distribución en la naturaleza [38]. 

 

Las lipasas fueron identificadas a principios del siglo XX por el microbiólogo C. 

Eijkmann quien reportó que eran producidas por diferentes bacterias. Dicha presencia 

en bacterias y hongos, se convirtió en una de sus principales ventajas, ya que permite 

la producción de lipasas en cantidades industriales. Además, no requieren co-factores 

[39]. Si bien poseen una alta regioespecificidad y estereoselectividad, una de las 

características más exploradas de las lipasas es su “promiscuidad catalítica” referente a 

la posibilidad de actuar en diferentes reacciones químicas por cambios en las 

condiciones como: el solvente de reacción (acuoso-orgánico), la temperatura, el pH, la 

presencia de líquidos iónicos o sales inorgánicas, reacciones sin solvente, y con 

sustratos en fase gas o sólida [40]. Esto permite que las lipasas tengan un amplio 

espectro de aplicaciones en industrias como la de detergentes, fármacos, cosméticos, 
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alimentos, síntesis orgánica y de polímeros, tratamiento de cuero y eliminación de 

residuos, entre otras [41]. 

 

En cuanto a su estructura, los estudios de difracción de Rayos X (DRX) muestran que en 

general, las lipasas poseen un ensamblaje tipo α-β-hidrolasas con un núcleo de 

cadenas β-plegadas paralelas rodeadas de cadenas α-hélice. Su sitio activo está 

formado por una tríada catalítica consistente de los aminoácidos Serina (Ser), Histidina 

(His) y ácido Aspártico/Glutámico (Asp/Glu). Además, tiene cuatro “bolsillos de 

enlazamiento” (sitios de unión) de sustrato: un hueco oxaniónico para acomodar los 

TAG, y tres bolsillos para ubicar los ácidos grasos en posición sn-1, sn-2 y sn-3 [40] 

 

La principal característica estructural de las lipasas es la existencia de una cadena de 

aminoácidos que cubre el sitio activo, llamada LID o tapa. La LID es una cadena de 

longitud variable para cada lipasa, y se postula que su movimiento da acceso al sitio en 

un fenómeno denominado activación interfacial [42-44].  

 

1.3.1. Mecanismo de reacción 

En 1884 Emil Fischer propuso que la enzima y sus sustratos funcionan como un sistema 

“llave-cerradura” refiriéndose al enlazamiento específico que da lugar al proceso 

catalítico enzimático. Actualmente el modelo de “acoplamiento inducido” define que 

el sustrato induce la orientación de los residuos en el sitio activo para que ocurra el 

proceso catalítico [45]. La Ecuación 1.1 representa el mecanismo de acción válido para 

un solo sustrato y un solo producto. 
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                                                                                                  (1.1) 

Donde E representa la enzima, S el sustrato, ES* el complejo enzima sustrato (estado 

de transición), P los productos y k1, k2 y k3 las constantes de formación/disociación de 

las especies químicas. Los enlaces temporales entre la enzima y el sustrato que forman 

el estado de transición facilitan el rompimiento de los enlaces del sustrato, de esta 

forma la energía de activación necesaria para la obtención del producto será menor 

(Figura 1.2) y la reacción procederá más rápidamente que cuando la enzima no se 

encuentra presente [46].  

 

 

Figura 1.2. Representación de la energía de activación para una reacción con y sin enzima. 

 

A pesar de la variedad de reacciones y sistemas en los que las lipasas han sido 

empleadas, el mecanismo de reacción conserva lineamientos generalizados que 

involucran el ataque nucleofílico de la Serina catalítica sobre el sustrato, la formación 

del complejo tetraédrico inestable que se hidroliza rápidamente para formar el 

intermediario acil-enzima, y finalmente la formación del producto y reordenamiento 

del sitio activo de la enzima. En la Figura 1.3 se muestra una representación del 

mecanismo de reacción de lipasas [47].  

k1 

k2 

k3 
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Figura 1.3. Representación del mecanismo de reacción de lipasas [47]. 

 

A continuación se detalla el mecanismo de reacción: 

a) La formación del complejo de transición en las lipasas implica re-

arreglamientos de la tríada catalítica para potenciar la nucleofilicidad del 

residuo hidroxilo de la Serina catalítica. El oxígeno hidroxílico del ácido 

Aspártico genera un enlace de hidrógeno con la Histidina. El nitrógeno de la 

Histidina, puede por lo tanto desprotonar al residuo Serina, potenciado la 

nucleofilicidad de su residuo hidroxilo. De esta forma el residuo hidroxilo de la 

Serina podrá iniciar el proceso catalítico sobre el sustrato [47]. El residuo 

hidroxilo de la Serina ataca nucleofílicamente al carbono carbonílico del 

sustrato (R-CO-XR’), formando un intermediario tetraédrico. 
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b) Dado que el intermediario tetraédrico es un hemiacetal inestable, se hidroliza 

rápidamente liberando R’X-H (que puede ser un alcohol, éster o amina 

dependiendo de la naturaleza del sustrato) y formando el intermediario acil-

enzima. Para completar la reacción, un segundo sustrato puede atacar 

nucleofílicamente al complejo acil-enzima (en el esquema se presenta una 

molécula de agua, aunque también puede ser un diglicérido, un alcohol o una 

amina).  

 

c) Este ataque nucleofílico permite la formación de un segundo intermediario 

tetraédrico inestable, que se hidroliza para liberar el producto final (en el caso 

particular del esquema, un ácido R-CO-OH), y regenerando el sitio activo de la 

enzima. Dependiendo del sustrato nucleófilo atacante, también se puede 

obtener un TAG, un éster, un ácido carboxílico o una amida. 

 

Vale la pena resaltar que todo el mecanismo de reacción debe estar precedido por el 

movimiento de la LID que permite el acceso del sustrato al sitio activo y que facilita el 

enlazamiento de la lipasa a la interfase lipídica por el incremento en el área de la 

superficie hidrofóbica [44,48].  

 

1.3.2. Especificidad de las lipasas 

La especificidad es una de las propiedades más llamativas de las enzimas. La principal 

ventaja de las lipasas, la cual diferencia a las reacciones catalizadas por lipasas de las 

reacciones catalizadas químicamente, es la especificidad de las mismas.  
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La mayoría de las lipasas son selectivas hacia algún ácido graso o clases de ácidos, que 

poseen una longitud de cadena hidrocarbonada específica o un grado de insaturación 

dado. Este tipo de selectividad suele definirse como acilo-especificidad y ha sido 

explotada para producir triglicéridos estructurados y enriquecer lípidos con ácidos 

grasos específicos para mejorar sus características nutricionales [49]. Por ejemplo, la 

especificidad de algunas lipasas por ácidos grasos de cadena corta ha sido explotada 

para sintetizar TE de bajas calorías [50].  

 

Ciertas lipasas muestran especificidad posicional (regioespecificidad) hacia los grupos 

acilos ubicados en una posición particular de la molécula de triglicérido. Las lipasas 

pueden ser clasificadas de acuerdo a su regio-selectividad como no regioespecíficas o 

sn-1,3 específicas hacia posiciones de los triglicéridos. Ejemplos de lipasas no 

específicas incluye a aquellas lipasas provenientes de Candida cylindraceae, 

Corynebacterium acnes, Staphylococcus aureus, Penicillium expansum y Pseudomonas 

cepacia [51-53]. La hidrólisis de triglicéridos utilizando lipasas no específicas conduce a 

la completa descomposición de los mismos a glicerol y ácidos grasos libres. Diglicéridos 

y monoglicéridos son intermediarios, pero normalmente no se acumulan de manera 

importante durante la reacción, presumiblemente debido a que se hidrolizan más 

rápidamente que los triglicéridos. Como ejemplo de lipasas sn-1,3 específicas se 

pueden citar a las provenientes de Mucor miehei, Mucor javanicus, Aspergillus niger, 

Pseudomonas fluorescens, Rhizopus delemar, Rhizopus arrhizus y lipasa pancreática 

[51-53]. Estas enzimas cortan sólo los ácidos grasos de las posiciones sn-1 y sn-3 del 
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esqueleto de glicerol. Así, con estas lipasas, la hidrólisis de triglicéridos permite 

generar ácidos grasos libres, 1,2 (2,3)-diglicéridos y 2-monoglicéridos. 

 

 

Figura 1.4. Especificidad de las lipasas en hidrólisis y esterificación (R1, R2 y R3 = ácidos 

grasos/acilos) [53]. 

 

Las lipasas tienen la capacidad de distinguir entre sustratos enantiómeros. Esta forma 

de selectividad es denominada estéreo-especificidad [54-55]. En la Figura 1.5 se 

presentan diglicéridos análogos que pueden ser reconocidos por una lipasa estéreo-

específica. 
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 Figura 1.5. Diglicéridos enantiómeros, los cuales puede reconocer una lipasa estéreo-

específica [54].                                                                                    

 

1.3.3. Aplicaciones de las lipasas 

Reacciones catalizadas por estas enzimas fueron empleadas para la producción de 

triglicéridos utilizados para las formulaciones de grasa de confitería y aplicaciones 

nutricionales. En el área de las grasas de confitería, la interesterificación de aceite de 

girasol alto oleico con ácido esteárico usando la lipasa inmovilizada de Rhizomucor 

miehei produce principalmente 1,3-diestearoil-2-oleoil-glicerol (StOSt) [51]. Otros 

reactivos fueron empleados para la producción de triglicéridos útiles como grasas de 

confitería. En particular, hay informes sobre la interesterificación enzimática de 

fracciones de aceite de palma con ácido esteárico o ésteres de estearato para producir 

grasas que contienen con altas concentraciones de StOSt y 1-palmitoil-2-oleoil-3-

estearoilglicerol (POSt), que son los principales triglicéridos que componen la manteca 

de cacao [51]. Sustitutos de manteca de cacao fueron sintetizados usando lipasas 1,3-

específicas a través de la acidólisis de aceite de palma con ácido mirístico [56] o por 

acidólisis de aceite de oliva con ácido palmítico [57].  

 

Reacciones catalizadas por enzimas permitieron producir sustitutos de grasa de leche 

humana para su uso en fórmulas infantiles [58-60]. La acidólisis de tripalmitina con una 

mezcla de ácidos grasos insaturados utilizando una lipasa sn-1,3 específica como 
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biocatalizador permite obtener triglicéridos totalmente derivadas de aceites vegetales 

ricos en ácido palmítico esterificado en la posición sn-2 y con grupos acilo insaturados 

en las posiciones sn-1 y sn-3 [56]. Estos triglicéridos imitan estrechamente la 

distribución de ácido graso que se encuentra en la grasa de leche humana, y, cuando 

se utiliza en fórmulas infantiles en lugar de grasas convencionales, la presencia de 

palmitato en la posición sn-2 de los triglicéridos mejora la digestibilidad de la grasa y la 

absorción de otros nutrientes importantes tales como el calcio [21, 58]. 

 

Cuando lipasas no específicas fueron utilizadas como biocatalizadores para la 

interesterificación de mezclas de aceites, los TAG obtenidos son muy similares a los 

generados por interesterificación química [51]. Por lo tanto, la sustitución de 

interesterificación química mediante un proceso enzimático dando productos similares 

es técnicamente viable, aunque todavía no se ha adoptado a escala comercial, en gran 

parte debido a los costos relativamente altos del proceso asociados al biocatalizador 

[61]. 

 

También fue descripta la fabricación de grasas y aceites que contienen ácidos grasos 

poliinsaturados (PUFA) nutricionalmente importantes, tales como EPA y DHA. Por 

ejemplo, empleando reacciones enzimáticas, aceites vegetales han sido enriquecidos 

con EPA, mientras que a los aceites marinos (ricos en PUFA) se les ha incorporado 

AGCM en la estructura de los TAG [62,63]. El uso de esta técnica se ha empleado para 

producir TE estructurados con ácidos AGCM y PUFA situados inespecíficamente en 

cualquiera posición de los triglicéridos. Los procesos enzimáticos son particularmente 

adecuados para la producción y modificación de lípidos que contienen PUFA, ya que 
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estos ácidos grasos son susceptibles a daños en las condiciones más severas utilizadas 

para el procesamiento químico. 

 

Cuando se utilizaron lipasas regioespecíficas para interesterificar mezclas de aceites, 

los productos formados fueron diferentes de los obtenidos por interesterificación 

química, y pueden presentar mejores propiedades funcionales. Por ejemplo, la 

interesterificación de aceite de soja y triestearina, utilizando el Thermomyces 

lanuginosa (lipasa 1,3-específica) como biocatalizador, permitió la obtención de 

margarinas con bajo contenido de ácidos grasos trans y buenas propiedades físicas 

[64].  

 

La síntesis de 1,3-diglicéridos también fue realizada empleando lipasas específicas, ya 

que no se pueden obtener altos rendimientos de 1,3-DAG por métodos químicos 

directos dado que carecen de selectividad posicional. Son necesarias reacciones de 

múltiples pasos, y se utilizan grandes cantidades de solventes como medio de reacción 

y para la purificación de los productos [65,66]. La síntesis enzimática se ha llevado a 

cabo por diferentes métodos. Fue estudiada la esterificación directa de glicerol con 

ácidos grasos en sistemas libres de solvente [67], donde ciertos problemas como 

inhibición ácida o desactivación de la lipasa por el alcohol pueden ocurrir. También fue 

analizada la síntesis en dos etapas a partir de aceite de oliva, donde los tiempos de 

reacción son considerablemente elevados y la separación de los productos de reacción 

es compleja [68]. El empleo de solventes polares y sólidos para remover el agua 

generada durante la reacción de esterificación también se ha descripto [69], 
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obteniendo bajos rendimientos a 1,3-DAG y sin considerar problemas asociados al uso 

de adsorbentes. 

 

1.3.4. Síntesis de triglicéridos estructurados empleando lipasas 

Con el nombre de triglicéridos estructurados se hace referencia a menudo a una nueva 

generación de triglicéridos que pueden ser considerados como ''nutracéuticos'' [70]. 

Nutracéutico es un término usado para describir a los alimentos que proporcionan 

beneficios para la salud más allá de las atribuidas a sus efectos nutricionales [71]. 

Independientemente de la definición, los triglicéridos estructurados pueden ser 

diseñados para su uso como alimentos médicos o funcionales, así como nutracéuticos, 

dependiendo del tipo de aplicación. 

 

Una forma de síntesis de triglicéridos estructurados puede ser por hidrólisis de una 

mezcla de triglicéridos seguido por la re-esterificación aleatoria del esqueleto de 

glicerol [72]. Típicamente, una variedad de ácidos grasos se utilizan en este proceso, 

incluyendo ácidos grasos saturados, monoinsaturados y ácidos grasos poliinsaturados, 

en función del efecto metabólico deseado. Por lo tanto, una mezcla de ácidos grasos se 

incorpora en la misma molécula de glicerol. Estos triglicéridos son estructural y 

metabólicamente muy diferentes de las mezclas físicas simples de triglicéridos de 

cadena media y triglicéridos de cadena larga. Comenzando con un TCM y un TCL, seis 

posibles combinaciones de ácidos grasos podrían resultar en los triglicéridos 

estructurados (Figura 1.6).  
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Figura 1.6. Mezcla física de triglicéridos y triglicéridos estructurados obtenidos por hidrólisis y 

posterior re-esterificación. 

 

En base a su alta regioespecificidad, las lipasas son biocatalizadores eficaces para la 

fabricación de triglicéridos estructurados con composición y distribución de ácidos 

grasos en el esqueleto de glicerol predeterminadas. Los triglicéridos estructurados que 

se asemejan a los TAG de la leche humana han sido producidos por transesterificación 

de tripalmitina, con ácido oleico o PUFA con el uso de lipasas sn-1,3 específicas como 

biocatalizadores [58]. 

 

La interesterificación de un TCL con un TCM o con un ácido graso de cadena media 

mediante una lipasa sn-1,3 específica permite sintetizar triglicéridos que contienen 

acilos de cadena media en las posiciones sn-1,3 y ácidos grasos de cadena larga en la 

posición sn-2. Tales productos no se generan en la naturaleza y son difíciles de 

sintetizar por reacciones catalizadas químicamente. Dos métodos posibles para la 
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síntesis de estos triglicéridos estructurados se muestran en la Figura 1.7. Un punto 

clave para ambas estrategias es el empleo de lipasas sn-1,3 específicas. 

 

Figura 1.7. Síntesis enzimática de triglicéridos estructurados por reacciones de (a) 

interesterificación y (b) acidólisis [61].  

 

1.4. OBJETIVOS 

Los múltiples reportes sobre beneficios proporcionados por el consumo de 1,3-

diglicéridos, triglicéridos de longitud de cadena media y triglicéridos estructurados, en 

particular TE del tipo MLM, dan cuenta del creciente interés en la síntesis de glicéridos 

con mejoradas propiedades nutricionales. Es por esta razón que en la presente tesis se 

plantean los siguientes objetivos generales y específicos: 

 

Objetivo general: Desarrollar un método de síntesis enzimática en dos etapas de una 

mezcla de acilglicéridos con alto valor nutricional empleando como sustrato de partida 

glicerol. 
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Objetivos específicos:  

 optimizar las condiciones de síntesis y purificación de 1,3-diglicéridos, en 

particular 1,3-dicaprina, a partir de la esterificación de glicerol con ácido 

cáprico en un medio orgánico, 

 estudiar la reacción de migración de acilos durante la esterificación de glicerol, 

 evaluar la actividad y selectividad de lipasas en la reacción de esterificación de 

la posición sn-2 de 1,3-dicaprina con ácido palmítico, 

 analizar la migración de acilos durante la etanólisis de triglicéridos catalizada 

por Novozym 435 y la regio- y acilo-selectividad de la lipasa en esta reacción, 

 estudiar las condiciones que favorecen la obtención de una mezcla de 

acilglicéridos de alto valor nutricional compuesta principalmente por 1,3-

diglicéridos, triglicéridos de cadena media y triglicéridos estructurados con alta 

proporción de ácido palmítico en posición sn-2 y ácido cáprico en posiciones 

sn-1 y sn-3. 
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2. EXPERIMENTAL 

 

2.1. Materiales 

 

2.1.1. Enzimas 

Lipozyme RM IM, la cual es una forma comercial de la lipasa de Rhizomucor miehei 

inmovilizada por adsorción en una resina macroporosa de intercambio aniónico, 

Duolite A-568, fue amablemente donada por Novo Nordisk A/S (Brasil). Novozym 435, 

que es una forma comercial de la lipasa B de Candida antárctica inmovilizada sobre 

una resina acrílica fue una gentil donación de Novozyme (Bagsvaerd, Denmark, 

sucursal Brasil). Las lipasas de Burkholderia cepacia, Pseudomonas fluorescens y 

Candida rugosa comercialmente llamadas Lipase PS “Amano”, Lipase AK “Amano” y 

Lipase AY “Amano” respectivamente fueron una generosa donación de Amano Enzyme 

Inc. (Nagoya, Japón). 

 

2.1.2. Reactivos y Solventes 

Glicerol, n-heptano y gel de sílice fueron suministrados por Cicarelli Laboratorios. 

Ácido cáprico, 1,2,4-butanotriol, tripalmitina y reactivos de sililación se obtuvieron de 

Fluka. Monocaprina, monooleina, dipalmitina, tricaprilina, tricaprina, trilaurina, 

timiristina y trioleina fueron suministrados por Sigma-Aldrich. Etil decanoato y etil 

palmitato fueron provistos por SAFC. Etanol absoluto y éter etílico fueron 

suministrados por Dorwil. Fenolftaleína, hidróxido de potasio y piridina fueron 

comprados a Anedra S.A y quitosano fue provisto por Primex S.A. (Islandia). Todos los 

productos fueron de grado analítico.  
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2.2. Métodos 

Dado el enfoque principalmente experimental de la presente tesis, y siendo un 

objetivo central la obtención de un producto o conjunto de productos, a continuación 

se detallan los métodos sobre los cuales se basaron las reacciones de síntesis y la 

cuantificación de los productos de reacción. 

 

A modo de guía, el siguiente esquema muestra los temas más importantes que se 

presentarán desde el punto de vista de la metodología experimental, su diseño y 

empleo de herramientas analíticas. 

 

Figura 2.1. Esquema de los temas más importantes presentados en la metodología 

experimental. 
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2.2.1. Síntesis y purificación de 1,3-dicaproil glicerol 

 

2.2.1.1. Adsorción de glicerol sobre gel de sílice 

Polialcoholes altamente hidrófilos generan pérdida de la actividad enzimática. Esto 

puede deberse a dos factores: (1) en un medio de reacción hidrófobo, polioles se 

adhieren al soporte de la lipasa  (y/o a la superficie expuesta de la lipasa) generando 

impedimentos  para el acceso del ácido al sitio activo, o (2) los grupos hidroxilos del 

poliol interactúan fuertemente con el sitio activo de la enzima, directamente (o con su 

entorno directo). Por esta razón el gel de sílice se comporta como un "depósito del 

sustrato polar" y juega un papel protector para la enzima inmovilizada evitando su 

bloqueo (parcial o no) debido a glicerol. 

 

El glicerol fue adsorbido de la siguiente manera: 1 g de glicerol y 2 g de gel de sílice 

fueron mecánicamente mezclados hasta lograr la completa adsorción en el sólido. 

 

 
Figura 2.2. Adsorción de glicerol en gel de sílice. Derecha = gel de sílice, Izquierda = gel de sílice 

con glicerol adsorbido. 



32 
 

2.2.1.2. Esterificación de glicerol con ácido cáprico 

La esterificación de glicerol se realizó en viales de 10 mL, los cuales fueron mantenidos 

en baños termostáticos con control de temperatura y agitación magnética. El tiempo 

de reacción fue de 6 horas. La reacción se llevó a cabo como sigue: 110 mg de ácido 

cáprico se disolvieron en 3 mL de n-heptano, luego se añadió la cantidad de glicerol, 

adsorbido sobre gel de sílice, fijado para cada reacción en estudio. Cuando la mezcla 

reactiva alcanzó la temperatura seleccionada, la reacción se inició con la adición de 

50% de la cantidad total de enzima a estudiar (Tiempo 0). El 50% restante del 

biocatalizador se añadió a las 3 horas de reacción. Los valores de glicerol, dosis de 

lipasa inmovilizada y temperatura de reacción se establecieron de acuerdo al diseño 

experimental que se describirá en la Sección 2.2.1.3. 

 

La adición de la lipasa inmovilizada en dos etapas permite minimizar la desactivación 

de la enzima y maximizar el rendimiento del producto deseado. 
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Figura 2.3. Equipo experimental. Baño termostático con controlador de temperatura y 

agitador magnético. 

 

 
Figura 2.4. Viales de reacción conteniendo los reactivos en 3 mL de n-heptano. 

 

2.2.1.3. Diseño factorial de cribado 

Para estudiar la esterificación de glicerol con ácido cáprico se aplicó un diseño factorial 

de tres niveles y tres factores con dos puntos centrales y un total de 10 experimentos. 

Las variables y sus niveles fueron: glicerol adsorbido sobre gel de sílice (G = 50-250 
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mg), temperatura de reacción (T = 40-60 °C) y carga de lipasa inmovilizada (E = 20-40 

mg). Las respuestas estudiadas fueron la conversión de ácidos grasos (%), la actividad 

enzimática (μmol de ácido convertido/mg de lipasa inmovilizada), la producción de 

monocaprina, dicaprina y tricaprina (% molar respecto al total de productos),  la 

selectividad y rendimiento a dicaprina (% en moles) y los porcentajes de formación de 

1,2-dicaprina, 1,3-dicaprina y de 2,3-dicaprina (relativo al total de moles de dicaprina 

sintetizados). El diseño experimental y el análisis estadístico fueron realizados 

utilizando el programa STATGRAPHICS Centurion en la versión XV.2. Los factores y 

niveles utilizados se presentan en la Tabla 2.1. El orden de los experimentos fue 

completamente aleatorizado para proporcionar protección contra los efectos de 

variables ocultas.  

 

Tabla 2.1. Factores experimentales para la esterificación de glicerol con ácido cáprico 

catalizada por Lipozyme RM IM. 

Numero de 

Corrida 

Factores 

experimentales 

G (mg) T (°C) E (mg) 

1 50 40 20 

2 150 50 30 

3 250 40 20 

4 250 40 40 

5 250 60 40 

6 150 50 30 

7 250 60 20 

8 50 60 20 

9 50 60 40 

10 50 40 40 
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2.2.1.4. Análisis estadístico 

El análisis estadístico completo se realizó utilizando el software STATGRAPHICS 

Centurion. Las respuestas se ajustaron por regresión múltiple, y se utilizaron los 

modelos generados para evaluar el efecto de los factores experimentales 

seleccionados. La bondad de ajuste se evaluó mediante el coeficiente de 

determinación (R2). El efecto estadísticamente significativo de las variables se probó 

mediante la prueba estadística ANOVA. Coeficientes no significativos fueron 

eliminados (valor-p > 0.05) y los modelos se perfeccionaron aplicando la prueba del 

valor-F. También se realizó un análisis multi-respuesta a través de funciones de 

deseabilidad. 

 

2.2.1.5. Análisis de muestras 

 

2.2.1.5.1. Evaluación de la adsorción de ácido cáprico sobre gel de sílice 

Con el fin de evaluar la adsorción de ácido cáprico en gel de sílice, se realizó la 

siguiente experiencia: 110 mg de ácido cáprico, 100 mg de gel de sílice y 3 mL de n-

heptano se colocaron en un vial de 10 mL. La mezcla se agitó durante 3 h a 40 °C. La 

fracción de ácidos grasos adsorbida se determinó mediante titulación con el método 

presentado en la Sección 2.2.1.5.3. 

 

2.2.1.5.2. Desorción de ácido cáprico 

Resultados preliminares indicaron que el ácido cáprico podría adsorberse sobre la 

superficie del gel de sílice. Con el fin de realizar la correcta la cuantificación del ácido 

graso, el medio de reacción se sometió a agitación intensa y posterior ultrasonido 
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durante 15 min. Un volumen de muestra (0.5 mL) se separó para analizar por 

cromatografía de gases (GC) siguiendo el protocolo presentado en la Sección 2.2.1.5.4. 

La muestra restante se diluyó con 20 mL de una solución 1:1 (v/v) de etanol 

absoluto:éter etílico. La mezcla se sometió a agitación magnética durante 40 min y a 

ultrasonido durante 20 min. La suspensión se filtró para eliminar gel de sílice y la 

enzima inmovilizada, y se procedió a la titulación de la solución recuperada siguiendo 

el método presentado en la Sección 2.2.1.5.3. Esta metodología permite desorber el 

99.9% del ácido graso retenido en el gel de sílice. 

 

2.2.1.5.3. Determinación de la conversión por titulación 

La titulación de las muestras se realizó con una solución etanólica de hidróxido de 

potasio 0,03 M para determinar la cantidad de ácido sin reaccionar. Fenolftaleína se 

utilizó como indicador. El porcentaje de conversión de ácido se obtuvo con un error de 

± 1 punto porcentual mediante la Ecuación 2.1. 

   
     

  
                                                                                                                      (2.1) 

Donde C es ácido cáprico. 

 

2.2.1.5.4. Análisis cromatográfico 

Las muestras fueron diluidas con piridina y sililadas con N-metil-N-(trimetilsilil) 

trifluoroacetamida (MSTFA). El análisis de las muestras fue llevado a cabo en un 

cromatógrafo de gases PerkinElmer AutoSystem XL equipado con inyección on-column, 

detector por ionización de flama (FID) y una columna capilar para alta temperatura ZB-

5HT Inferno (15 m × 0.32 mm, con un ID de 0.10 μm), usando H2 como gas carrier. La 
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temperatura del detector fue mantenida a 380 °C. La temperatura inicial de la columna 

se mantuvo en 50 °C por un minuto, elevada a 180 °C a una velocidad de 15 °C/min, 

incrementada posteriormente a 230 °C a un ritmo de 7 °C/min y finalmente se llegó a 

370 °C a 10 °C/min para mantenerse a esta temperatura por 5 min. Los resultados son 

la media de dos inyecciones con un error relativo promedio inferior al 2%. Los tiempos 

de elución de reactivos y productos fueron determinados con estándares de alta 

pureza. 

 

2.2.1.6 Evaluación del rol de la lipasa en la migración de acilos 

 

2.2.1.6.1. Desactivación de la lipasa 

Cien miligramos de lipasa inmovilizada se colocaron en una estufa a 95 °C durante 30 

min para desactivar completamente la lipasa de Rhizomucor miehei, siguiendo los 

resultados previos del grupo de catálisis enzimática [1]. Después de realizar la 

desactivación de la lipasa pudo ser evaluado el rol del soporte en la reacción de 

migración de acilos.  

 

2.2.1.6.2. Isomerización de monooleína 

La migración de acilo catalizada por el soporte Lipozyme RM IM se estudió con 

monooleína de pureza cromatográfica con un 79% sn-2 monooleína y el 21% sn-1 

monooleína (probado por cromatografía). Se mezclaron 15 mg de monooleína, 2 mL de 

n-heptano y 40 mg del soporte obtenido con la lipasa desactivada, se adicionaron 

inicialmente 20 mg y 20 mg después de 3 h de reacción, como se realizó en la reacción 
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de esterificación. La reacción se llevó a cabo en viales de 10 mL con agitación 

magnética a 40 °C. Tiempo de reacción total fue de 6 h. 

 

2.2.1.6.3. Isomerización en los productos de reacción de esterificación  

Para llevar a cabo la reacción de esterificación se mezclaron 110 mg de ácido cáprico, 

250 mg de glicerol adsorbidos en 500 mg de gel de sílice y 3 mL de n-heptano en un 

vial de 10 mL, posteriormente fue colocado en un baño termostático a 40 °C con 

agitación magnética (condiciones óptimas de reacción determinadas mediante el 

diseño experimental). El tiempo de reacción fue de 6 h y se inició la misma con la 

adición de 20 mg Lipozyme RM IM, y después de 3 h de reacción se adicionaron 

nuevamente 20 mg del biocatalizador. Alcanzado el tiempo preestablecido, el matraz 

se sometió a agitación intensa y a ultrasonido durante 15 min para desorber sustratos 

o productos, y el contenido se filtró para separar la sílice y la lipasa inmovilizada.  

 

La solución obtenida fue empleada para estudiar la reacción de isomerización como 

sigue: todos los compuestos disueltos en n-heptano se colocaron nuevamente en un 

vial de 10 mL y el mismo fue colocado en un baño a 40 °C con agitación magnética. A 

tiempo inicial se añadieron 20 mg de la lipasa desactivada (soporte de Lipozyme RM 

IM), y 20 mg más del mismo material se adicionaron después de 3 h. La muestra 

recuperada contenía 53 mg de ácido cáprico, 11 mg monocaprina, 70 mg de dicaprina 

y 12 mg tricaprina. 
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2.2.1.7. Separación de aciglicéridos 

 

2.2.1.7.1. Evaluación de solventes 

Para estudiar la viabilidad de la separación de acilgliceroles fueron evaluados nueve 

solventes utilizando el programa Ecofac 1.0 (software de diseño molecular de 

solventes) basado en parámetros de interacción UNIFAC, diseñado por Cismondi y 

Brignole [2-4]. 

 

El log P es el logaritmo de la solubilidad de un compuesto no ionizado en octanol 

respecto a su solubilidad en agua no ionizada y se conoce como “coeficiente de 

reparto”. n-Heptano, cloroformo, dietil éter, t-butanol, propanol, ácido acético, 

acetona, etanol y metanol (ordenados en sus valores de log P) se evaluaron en un 

proceso de extracción líquido-líquido a 25 °C. 

 

Siendo el glicerol polar y el ácido cáprico no polar, sus solubilidades en distintos 

solventes fueron muy diferentes. Esta etapa permitió explorar y determinar el mejor 

solvente para la reacción de esterificación de glicerol considerando pincipalmente la 

solubilidad de los compuestos presentes en el medio de reacción. 

 

El modelo de contribución grupal UNIFAC (Universal Función Actividad Coeficiente) [5] 

y los correspondientes parámetros se utilizaron para el cálculo. Este enfoque a 

contribución grupal permite suponer que la mezcla no consiste en moléculas sino en 

limitados grupos funcionales de los cuales se conocen los parámetros de interacción 

[6]. 
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El programa permitió la evaluación del desempeño de los solventes para la separación 

de dos componentes, uno de los cuales se extrae con el disolvente y el otro es el 

componente principal en la solución remanente. 

 

Las mezclas propuestas para separar fueron: 

• Extracción monocaprina con el solvente (de una mezcla que contiene dicaprina o 

tricaprina), 

• Extracción de dicaprina con el solvente (de una mezcla que contiene monocaprina o 

tricaprina), y 

• Extracción de tricaprina con el solvente (de una solución que contiene monocaprina y 

tricaprina). 

 

Los parámetros que permitieron evaluar el desempeño de los disolventes utilizando 

Ecofac fueron la selectividad, el poder solvente y el coeficiente de distribución del 

soluto. La selectividad está definida por la Ecuación 2.2 como sigue: 

   
    
 

    
 

   

   
                                                                                                       (2.2) 

El poder solvente es definido como muestra la Ecuación 2.3: 

    
 

    
 

   

   
                                                                                                     (2.3) 

El coeficiente de distribución del soluto está definido por la Ecuación 2.4: 

   
    
 

    
 

   

   
                                                                                                      (2.4)  
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Donde: 

MWA es el peso molecular del compuesto A (a ser extraído con el solvente) 

MWB es el peso molecular del compuesto B (producto principal de la mezcla residual 

producto) 

MWS es el peso molecular del solvente 

 es el coeficiente de distribución a dilución infinita del compuesto A en el solvente 

 es el coeficiente de distribución a dilución infinita del compuesto B en el solvente 

 es el coeficiente de distribución a dilución infinita del compuesto A en el 

compuesto B. 

La pureza (P) fue calculada como sigue, empleando la Ecuación 2.5: 

   
   

               
                                                                                                     (2.5) 

Donde: 

DAG son los moles de dicaprina obtenida en el producto final del proceso de 

separación  

C + MAG + DAG + TAG son los moles totales de ácido cáprico (C), monocaprina (MAG), 

dicaprina (DAG) y tricaprina (TAG) presentes en el producto final de la separación. 

 

El rendimiento fue definido usando la Ecuación 2.6 

      
    

    
                                                                                                      (2.6) 

Donde:  

YDAG es el rendimiento a dicaprina (recuperada) respecto a la cantidad inicial 

DAGi es la cantidad inicial de dicaprina 
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DAGf es la cantidad recuperada de dicaprina. 

 

2.2.1.7.2. Neutralización de ácido cáprico 

La reacción de esterificación fue llevada a cabo en las condiciones óptimas 

encontradas mediante el diseño experimental presentado en la sección 2.2.1.3 (G =250 

mg, T = 40 °C y E = 40 mg). Después de filtrar el contenido del matraz y obtener la 

muestra para el análisis cromatográfico, el ácido cáprico no consumido en la reacción 

se neutralizó. Fue tomado un volumen de muestra de la reacción de esterificación (3 

mL) y se añadió igual volumen de una solución acuosa de KOH. Se estudiaron 

diferentes concentraciones de KOH (1, 0.5, 0.25, 0.1 y 0.05 M) para obtener una 

solución básica que permite la neutralización de la totalidad de ácido, pero 

minimizando la pérdida del compuesto de interés, en este caso, dicaprina. 

 

Después de añadir el volumen apropiado de solución alcalina, la muestra fue sometida 

a agitación intensa y luego se centrifugó a 8000 rpm durante 15 min. La fase heptano 

se recuperó y 100 µL se retiraron para analizar por cromatografía de gases. El volumen 

restante de la muestra se utilizó para estudiar la separación de los acilglicéridos 

mediante extracción líquido-líquido con el protocolo presentado en la siguiente 

sección. 

 

La etapa de neutralización se realizó por duplicado. El error promedio en la 

determinación del ácido remanente en la fase de heptano fue del 3.4%. 
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La cantidad de ácido cáprico que queda después de la etapa de neutralización en la 

fase orgánica es muy baja (y esta baja concentración aumenta el error relativo de la 

etapa de titulación). 

 

 
Figura 2.5. Neutralización del ácido cáprico no reaccionado. 

 

2.2.1.7.3. Extracción líquido-líquido. 

A la solución de n-heptano conteniendo los acilglicéridos, se añadió un volumen igual 

de una mezcla de etanol/agua (90/10 v/v). La pequeña proporción de agua permitió la 

separación de fases, que de otra forma no ocurriría. La muestra se sometió a agitación 

intensa permitiendo el contacto entre las fases y luego se centrifugó durante 20 min a 

8000 rpm. 

 

La fase de heptano fue recuperada y 200 μL de la misma fueron tomados para analizar 

mediante cromatografía de gases. La fase hidroetanólica se mantuvo a -20 C. Este 
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procedimiento con la fase heptano se llevó a cabo 3 veces como se muestra en la 

Figura 2.6. 

 

 A continuación, las tres fases hidroetanólicas recuperadas (Figura 2.6) se combinaron 

y se sometieron a una extracción con un volumen igual de n-heptano que permitió 

eliminar la fracción de tricaprina. 

 

Por último, las dos fases heptano se combinaron y se sometieron a un nuevo proceso 

de extracción con una solución de etanol/agua como se muestra en la Figura 2.6. 
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El proceso global separación se realizó por duplicado en condiciones similares. La 

diferencia de los valores finales en las repeticiones fue del 5.2%. 
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2.2.2. Evaluación de catalizadores para la síntesis de mezclas de glicéridos 

estructurados por esterificación de 1,3-dicaprina con ácido palmítico. 

 

2.2.2.1. Empleo de lipasas comerciales en forma libre o inmovilizada 

Fue evaluada la actividad, en la reacción de esterificación de la posición sn-2 de 1,3-

dicaprina, de las lipasas de Burkholderia cepacia (BCL), Pseudomonas fluorescens (PFL) 

y Candida rugosa (CRL).  Las mismas se encuentran comercialmente disponibles en 

forma no inmovilizada como Lipase PS “Amano”, Lipase AK “Amano” y Lipase AY 

“Amano” respectivamente.  Estas enzimas son presentadas en forma de polvo del cual 

el componente mayoritario es dextrina (entre 80 y 90%), que es usada como 

criopreservador durante el proceso de liofilización de las mismas [7]. También fueron 

ensayadas dos lipasas disponibles en forma inmovilizada, Lipozyme RM IM (RML) y 

Novozym 435 (CALB), que son formas comerciales de las lipasa de Rhizomucor miehei y 

de la lipasa B de Candida antárctica respectivamente.  

 

La esterificación de 1,3-dicaprina se realizó en viales de 10 mL, los cuales fueron 

mantenidos en baños termostáticos con control de temperatura y agitación magnética. 

El tiempo de reacción fue de entre 6 y 24 horas. La reacción se llevó a cabo como 

sigue: 40 mg de dicaprina (mayoritariamente 1,3-dicaprina) y 56 mg de ácido palmítico 

se disolvieron en 2 mL de n-heptano. La temperatura de reacción para todos los 

ensayos fue fijada en 45 °C. Cuando la mezcla reactiva alcanzó la temperatura 

seleccionada, la reacción se inició con la adición de 10 mg (50%) de la enzima a 

estudiar (Tiempo 0). El 50% restante del biocatalizador se añadió a las 3 horas de 
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reacción. La adición de la lipasa inmovilizada en dos etapas permitiría minimizar la 

desactivación de la enzima y maximizar el rendimiento del producto deseado. 

 

2.2.2.2. Análisis de metodologías para la remoción de agua en el medio de reacción 

Fue estudiado el efecto, sobre la conversión de diglicérido y la selectividad al producto 

deseado, del empleo de metodologías convencionales para la remoción de agua. A las 

reacciones llevadas a cabo bajo las condiciones detalladas en la sección anterior se les 

adicionó algún adsorbente al inicio de la reacción. Se analizó cómo el agregado de gel 

de sílice, tamiz molecular 13X y tamiz molecular 5A afectó a la síntesis de mezclas de 

acilglicéridos con alto valor nutricional. Se fijó una masa de adsorbente capaz de 

remover el doble del volumen de agua que se generaría si se produce 100% de 

conversión del diglicérido (10 mg de gel de sílice, 15 mg de tamiz molecular 13X y 15 

mg de tamiz molecular 5A).  

 

2.2.2.3. Transesterificación de dicaprina con palmitato de etilo 

La reacción de transesterificación se llevó a cabo como sigue: 30 mg de dicaprina y 56 

mg de etil palmitato fueron disueltos en 2 mL de n-heptano. La temperatura de 

reacción fue fijada en 45 °C. Cuando la mezcla reactiva alcanzó esta temperatura, la 

reacción se inició con la adición de 10 mg (50%) de BCL (Tiempo 0). El 50% restante del 

biocatalizador se añadió a las 3 horas de reacción. A tiempo inicial también se 

adicionaron 10 mg de tamiz molecular 13X. 
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2.2.2.4. Remoción del agua contenida en la lipasa PS “Amano” 

La lipasa comercial PS “Amano” se comercializó hasta 2006 en forma de polvo del cual 

la mayor proporción (alrededor del 90%) era tierra de diatomeas, a partir de ese año la 

lipasa de Burkholderia cepacia comenzó a ser provista  en forma sólida, mezclada con 

dextrina [7]. Según los datos hallados en la literatura el contenido de proteína en el 

polvo comercial denominado Lipase PS “Amano” ronda el 10% en peso [8].  

 

La lipasa se trató por 15 horas a 30 °C y vacío con el objetivo de eliminar el agua 

contenida en el polvo comercial. 

 

2.2.2.5. Inmovilización de lipasas 

BCL fue inmovilizada por adsorción física sobre polipropileno comercial (en forma de 

pellets) y sobre montomorillonita como se detalla a continuación: 500 mg del polvo 

comercial se dispersaron en 50 mL agua bidestilada de pH 6.5. Luego de agitar con 

espátula se centrifugó hasta limpidez. Se separó el sobrenadante y se puso en contacto 

con 1 g del sólido a evaluar como soporte. Esta mezcla se mantuvo por 1 hora con 

agitación a 400 rpm y 30 °C. Luego se filtró para retirar el sólido y el mismo se secó por 

15 horas a 30 °C. 

 

La reacción de esterificación de dicaprina se llevó a cabo en iguales condiciones a las 

presentadas en la Sección 2.2.2.1 pero empleando 100 mg de biocatalizador (50 mg a 

Tiempo 0 y 50 mg a las 3 horas de reacción) 
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2.2.2.6. Identificación de 1,3-dicaproil-2-palmitoil glicerol y 1,2-dicaproil-3-palmitoil 

glicerol por cromatografía gaseosa 

Los isómeros 1,3-dicaproil-2-palmitoil glicerol (CPC) y 1,2-dicaproil-3-palmitoil (CCP) 

fueron sintetizados por dos vías diferentes 

 

 CPC se sintetizó a partir de 2-monopalmitina (GPG) esterificándola 

posteriormente con ácido cáprico (C).  Para ello se obtuvo el monoglicérido a 

partir de la etanólisis controlada (para minimizar migración de acilos) de 

tripalmitina (PPP) catalizada por Novozym 435. Finalizada la reacción el 

catalizador se separa y el etanol es evaporado rápidamente aplicando vacío. Al 

producto de reacción se le adicionaron 2 mL de n-heptano y 100 mg de ácido 

cáprico. La reacción de esterificación fue catalizada por 10 mg de Lipozyme RM 

IM, el tiempo de reacción fue de 15 minutos y la temperatura se fijó en 45 °C. 

 

 CCP se sintetizó a partir de 1,2-dicaprina (CCG) esterificándola con ácido 

palmítico (P). Para ello se obtuvo CCG mediante la etanólisis de CCC catalizada 

por Novozym 435, finalizada la misma el catalizador fue separado del medio de 

reacción y el etanol evaporado rápidamente aplicando vacío. Al producto 

resultante se le adicionaron 2 mL de n-heptano y 100 mg de ácido palmítico. La 

reacción de esterificación fue catalizada por 10 mg de Lipozyme RM IM, el 

tiempo de reacción fue de 15 minutos y la temperatura 45 °C. 
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2.2.2.7. Hidrólisis de glicéridos catalizada por la lipasa de páncreas porcino  

Finalizada la reacción de esterificación realizada tal como se describe en la Sección 

2.2.2.1, los ácidos grasos libres fueron neutralizados con una solución acuosa de KOH 

0.1 M. A los 2 mL de n-heptano conteniendo el producto de reacción se le adicionaron 

2 mL de solución alcalina, se agitó intensamente y luego se centrifugó a 8000 rpm 

durante 30 min. La fase orgánica se recuperó y una segunda etapa de neutralización 

fue realizada. Una vez eliminados los ácidos grasos libres el solvente fue evaporado. 

 

A la mezcla de glicéridos obtenida se le agregaron 1.9 mL de buffer pH 8.0 y 0.1 mL de 

solución acuosa de CaCl2 al 22% en peso. La reacción de hidrólisis fue llevada a cabo a 

30 °C, por 30 min y con agitación magnética a 400 rmp, la misma se inició con la 

adición de 20 mg de lipasa de páncreas porcino (PPL). El producto de la hidrólisis fue 

analizado mediante cromatografía gaseosa empleando la metodología descripta en la 

Sección 2.2.1.5.4. 

 

2.2.2.8. Etanólisis de glicéridos catalizada por Novozym 435 

Tal como se describió en la Sección 2.2.2.7, los ácidos grasos libres fueron 

neutralizados y el solvente evaporado.  

 

A la mezcla de glicéridos obtenida se le adicionaron 2 mL de etanol absoluto. La 

reacción de etanólisis fue llevada a cabo a 30 °C, por 90 min y con agitación magnética 

a 400 rmp, la misma se inició con la adición de 20 mg de Novozym 435. El producto de 

la etanólisis fue analizado mediante cromatografía gaseosa siguiendo la metodología 

antes descripta. 
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2.2.2.9. Resonancia magnética nuclear  de 1H y 13C 

La Resonancia Magnética Nuclear (RMN) es la herramienta analítica que proporciona 

información estructural y estereoquímica en un tiempo asequible. La técnica no es 

destructiva y tiene aplicaciones en todas las áreas de la Química y en algunas de la 

Biología. Esta técnica espectroscópica puede utilizarse sólo para estudiar núcleos 

atómicos con un número impar de protones o neutrones (o de ambos). Esta situación 

se da en los átomos de 1H, 13C, 19F y 31P. Este tipo de núcleos son magnéticamente 

activos, es decir poseen espín, igual que los electrones, ya que los núcleos poseen 

carga positiva y poseen un movimiento de rotación sobre un eje que hace que se 

comporten como si fueran pequeños imanes. En ausencia de campo magnético, los 

espines nucleares se orientan al azar. Sin embargo cuando una muestra se coloca en 

un campo magnético los núcleos con espín positivo se orientan en la misma dirección 

del campo, en un estado de mínima energía denominado estado de espín α, mientras 

que los núcleos con espín negativo se orientan en dirección opuesta a la del campo 

magnético, en un estado de mayor energía denominado estado de espín β. 

 

La diferencia de energía entre los dos estados de espín α y β, depende de la fuerza del 

campo magnético aplicado. Cuanto mayor sea el campo magnético, mayor diferencia 

energética habrá entre los dos estados de espín. Cuando una muestra que contiene un 

compuesto orgánico es irradiada brevemente por un pulso intenso de radiación, los 

núcleos en el estado de espín α son promovidos al estado de espín β. Cuando los 

núcleos vuelven a su estado inicial emiten señales cuya frecuencia depende de la 

diferencia de energía entre los estados de espín α y β. El espectrómetro de RMN 



52 
 

detecta estas señales y las registra como una gráfica de frecuencias frente a 

intensidad, que es el llamado espectro de RMN.  

 

2.2.2.9.1. Apantallamiento, desplazamiento químico y multiplicidad 

En cualquier molécula, la nube electrónica que existe alrededor de cada núcleo actúa 

como una corriente eléctrica en movimiento que, como respuesta al campo magnético 

externo, genera una pequeña corriente inducida que se opone a dicho campo. El 

resultado de este hecho es que el campo magnético que realmente llega al núcleo es 

más débil que el campo externo, por tanto, se dice que el núcleo está protegido o 

apantallado. Este apantallamiento es muy importante desde el punto de vista 

experimental ya que el campo magnético efectivo que siente un protón dentro de una 

molécula es siempre menor que el campo externo. Por lo general, los efectos de 

protección, o apantallamiento, de las nubes electrónicas que rodean a cada protón son 

diferentes, lo que provoca diferentes frecuencias de emisión. El resultado es un 

espectro de diversas frecuencias donde cada conjunto de núcleos específicos da origen 

a una señal única de RMN. Las variaciones en las frecuencias de absorción de 

resonancia magnética nuclear, que tienen lugar debido al distinto apantallamiento de 

los núcleos, reciben el nombre de desplazamientos químicos. 

 

En la práctica es difícil medir el campo magnético al que un protón absorbe, con 

suficiente exactitud para distinguir protones individuales, ya que las absorciones sólo 

varían en unas pocas milésimas. Un método más exacto para expresar 

desplazamientos químicos es determinar el valor respecto a un compuesto de 

referencia que se añade a la muestra. La diferencia en la intensidad del campo 
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magnético necesario para la resonancia de los protones de la muestra y de la 

referencia se puede medir, ahora sí, con mucha exactitud. De esta forma, el 

desplazamiento químico está espresado por la Ecuación 2.7: 

 

 Desplazamiento químico (ppm)   
                     

           
 · 106                                    (2.7) 

 

El compuesto de referencia más común en resonancia magnética nuclear es el 

tetrametilsilano ((CH3)4Si). Un desplazamiento de frecuencia típico podría ser de 100 

Hz, en comparación con una frecuencia RMN fundamental de 100 MHz, por lo que el 

desplazamiento químico se expresa generalmente en partes por millón (ppm). 

 

Como ya se indicado anteriormente un protón en un espectro de resonancia 

magnética nuclear está sujeto tanto al campo magnético externo como al campo 

inducido por los electrones que lo rodean. Pero, además, si en su entorno hay otros 

protones, sus campos magnéticos, aunque sean pequeños afectan a la frecuencia de 

absorción del protón que se está observando. El desdoblamiento de señales en 

multipletes, denominado desdoblamiento de espín, se origina cuando los espines 

magnéticos de dos tipos diferentes de protones interaccionan (en general protonces 

ubicados 2 o 3 enlaces de distancia). Cuando esta interacción ocurre se dice que los 

protones están acoplados magnéticamente. 
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2.2.2.9.2. Efecto nuclear Overhauser. 

El NOE (del inglés Nuclear Overhauser Effect) es un efecto basado en acoplamientos 

dipolares, que son los que se producen a través del espacio, y a diferencia de los 

escalares no suelen provocar acoplamientos, estos solo se dan cuando la distancia 

entre los núcleos es inferior a la suma de radios de Van der Waals. El efecto NOE se 

describe como la variación de la intensidad que experimenta la señal de un núcleo X al 

irradiar un núcleo A con el que X se encuentra en acoplamiento dipolar 

(independientemente de que estuvieran o no en acoplamiento escalar). El efecto NOE 

no es instantáneo, de forma que si el tiempo de irradiación es corto, no aparecerá este 

efecto en los espectros de desacoplamiento. 

 

2.2.2.9.3. Análisis de muestras  

Los espectros de resonancia magnética nuclear (RMN)  de 1H y 13C fueron registrados 

en un espectrómetro de resonancia magnética nuclear Bruker Avance III equipado con 

una sonda multinuclear de 5 mm con sintonización automática a 30 °C para muestras 

disueltas en cloroformo deuterado (CDCl3). Los espectros fueron referenciados a la 

señal del solvente (7.26 ppm para 1H y 77.16 ppm para 13C). Se disolvieron 20-40 mg de 

muestra en 0.5 mL de CDCl3 para realizar los análisis de 13C. Los espectros de RMN de 

13C fueron registrados a 70 MHz y con desacoplamiento de pulso compuesto (la 

secuencia de desacoplamiento de pulso compuesto usada para espectros de 13C 

incluye desacoplamiento de protones y comúnmente se llama Waltz-16) y condiciones 

estándares.  
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El programa de pulsos zgig fue usado para suprimir los efectos Overhauser nucleares 

mediante la inversa de la recolección del desacoplamiento de protones. Los 

parámetros de adquisición fueron los siguientes: ancho espectral de 2008 Hz (16 ppm) 

centrado sobre la región del carbonilo a 171 ppm; 16384 puntos de datos del FID, 

reales e imaginarios, colectados durante 6.8 s de adquisición de datos del FID, seguido 

por un tiempo de retardo de 25 s de recuperación para asegurar un tiempo de 

repetición de pulso 5 veces mayor al tiempo de relajación longitudinal T1 más largo 

esperado. Se recogieron un total de 1536 exploraciones, lo que requirió un tiempo 

aproximado de 14 h por espectro. 

 

La preparación de muestras y recolección de los espectros de 1H y 13C fue realizada en 

el INQUISUR-Departamento de Química de la Universidad Nacional del Sur con la 

colaboración del Dr. Raul Garay. 

 

2.2.3. Migración de acilos en etanólisis de triglicéridos 

 

2.2.3.1. Reacción de etanólisis enzimáticamente catalizada 

La reacción de etanólisis se realizó en viales de 10 mL, los cuales se mantuvieron en un 

baño termostático a 60 °C y agitación magnética. La reacción se llevó a cabo como 

sigue: 100 mg de triglicéridos se mezclaron con 2 mL de etanol absoluto. Cuando la 

mezcla reaccionante alcanzó la temperatura seleccionada, la reacción se inició 

mediante la adición de la cantidad de enzima a ser estudiada en cada prueba. 
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Los valores de tiempo de reacción, la longitud de cadena del ácido graso del triglicérido 

con y sin insaturación, y la carga de lipasa inmovilizada (Novozym 435) se establecieron 

de acuerdo con los diseños experimentales explicados en la sección 2.2.3.2. 

 

2.2.3.2. Diseño Box-Behnken 

 

2.2.3.2.1. Diseño experimental 1 (DE1) 

En este estudio se aplicó un diseño a tres niveles incluyendo un subconjunto de 

corridas de un diseño factorial completo a tres niveles con un total de 15 

experimentos. Las variables fueron tiempo de reacción, carga de lipasa inmovilizada y 

longitud de cadena del ácido graso que compone el triglicérido. Los niveles estudiados 

para estas variables se presentan en la Tabla 2.2. Las respuestas estudiadas fueron la 

conversión del triglicérido (XTAG) y las fracciones molares de 1,2-diglicérido (1,2-DAG), 

1,3-diglicérido (1,3-DAG), 2-monoglicérido (2-MAG), 1-monoglicérido (1-MAG), etil 

éster de ácido graso (FAEE) y glicerol (GGG). El orden de los experimentos fue 

completamente aleatorizado para proporcionar protección contra los efectos de las 

variables ocultas. 

 

Tabla 2.2. Valores de las variables usadas en ED1. 

Variables Independientes Símbolos Niveles de las variables 

-1 0 +1 

Cantidad de lipasa inmovilizada (mg) L 5 12.5 20 

Tiempo de reacción (min) T 30 60 90 

Longitud de cadena de los 

triglicéridos saturados* 
C C M L 

* C= Corto (Triacetina), M= Medio (Tricaprilina), L= Largo (Tripalmitina) 
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2.2.3.2.2. Diseño experimental 2 (DE2) 

Este diseño es similar al DE1, pero en este caso se cambió el triglicérido de cadena 

larga (por trioleína) para estudiar el efecto de la insaturación en la reacción de interés. 

Las variables y sus niveles se presentan en la Tabla 2.3. 

 

Tabla 2.3. Valores de las variables usadas en ED2. 

Variables Independientes Símbolos Niveles de las variables 

-1 0 +1 

Cantidad de lipasa inmovilizada (mg) L 5 12.5 20 

Tiempo de reacción (min) T 30 60 90 

Longitud de cadena del triglicérido* C C M L 

* C= Corta (Triacetina), M= Media (Tricaprilina), L= Larga (Trioleína) 

 

2.2.3.3. Método y enfoque teórico 

Se utilizó el programa de Mecánica Molecular v.2 (MM2) tal como se encuentra 

implementado en Chem3D Ultra 5.0 (Cambridge Soft) para obtener los mínimos 

estérico conformacionales para cada configuración inicial explorada. Para una mejor 

visualización, se utilizó el programa ChemBioOffice 2008. La configuración incluye la 

estructura CALB, con los bolsillos de ácidos grasos y alcohol en base a lo presentado 

por Gudiño y colaboradores [9]. Además, se modelaron las estructuras completas de 

tripalmitina, tricaprilina, triacetina y trioleína. Tres conformaciones diferentes para 

cada triglicérido fueron obtenidas: en la entrada del sitio activo de CALB (en la 

superficie de la enzima), en el "medio" del camino hacia la Serina catalítica (cerca de 

las paredes de la tríada catalítica), y cerca del grupo Serina de CALB. Después de la 

etapa de minimización, para los triglicéridos se realizó un cálculo PM3 (modelo 
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parametrizado 3) para obtener la entalpía de formación (Hf) para cada mínimo 

conformacional. Este enfoque fue seleccionado para analizar los cambios estructurales 

que sufren triglicéridos debido a la interacción con la lipasa en diferentes puntos del 

recorrido hacia la tríada catalítica. 

 

Los Hf reportado para los triglicéridos se obtuvieron como sigue: 

Hf = Hconformacional de TAG 

 

2.2.4.  Síntesis de 1,3-dicaproil-2-palmitoil glicerol 

 

2.2.4.1. Inmovilización de la lipasa de Burkholderia cepacia sobre quitosano 

La lipasa de Burkholderia cepacia (BCL) fue inmovilizada por adsorción física sobre 

quitosano como se describe a continuación: 500 mg del polvo comercial se dispersaron 

en 50 mL agua bidestilada de pH 6.5. Luego de agitar con espátula se centrifugó hasta 

limpidez. Se separó el sobrenadante y en un vaso de precipitados se puso en contacto 

con 1 g del quitosano. La inmovilización se llevó a cabo durante 1 hora, con agitación a 

400 rpm y a 35 °C. Luego la mezcla se filtró para retirar el sólido y el mismo secó por 15 

horas a 30 °C. Posteriormente el biocatalizador obtenido se mantuvo en estufa a 45 °C 

por 24 horas para eliminar el agua adsorbida en el soporte.  

 

Durante el procedimiento descripto se tomaron muestras de la solución inicial y del 

sobrenadante al finalizar la inmovilización con el objetivo de determinar el porcentaje 

de lipasa adsorbida en función del contenido de azufre como se detalla en la Sección 

2.2.4.2. 
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Figura 2.7. Inmovilización de lipasa de Burkholderia cepacia. Izquierda = inmovilización, 

derecha = catalizador obtenido. 

 

2.2.4.1.1. Evaluación de la desorción de lipasa en n-heptano 

Se colocaron 100 mg de la lipasa inmovilizada en un vial de reacción junto con 2 mL de 

n-heptano, el mismo se mantuvo en baño termostático a 50 °C durante 6 horas y con 

agitación magnética a 700 rpm. Luego de transcurrido el tiempo fijado el 

biocatalizador se separó y el contenido del vial fue analizado ICP-AES para determinar 

contenido de azufre. 

 

2.2.4.1.2. Eliminación de la lipasa débilmente adsorbida 

El biocatalizador obtenido fue colocado en 50 mL de agua destilada pH 6.5 y sometido 

a agitación magnética durante 1 min. Este procedimiento de lavado se realizó en dos 

oportunidades. Posteriormente se procedió al secado del biocatalizador colocándolo a 

30 °C por 15 horas y luego 24 horas a 45 °C para retirar el agua adsorbida en el 
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quitosano. Se tomaron muestras del sobrenadante de ambos lavados para su posterior 

análisis por ICP-AES 

 

2.2.4.2. Determinación de porcentaje de inmovilización mediante la cuantificación de 

azufre elemental por ICP-AES 

La masa de lipasa fue determinada en función del contenido de azufre en la estructura 

de la proteína siguiendo la metodología desarrollada por Paula Nicolás en su tesis 

doctoral (tesis en ejecución). El contenido total de azufre fue determinado por 

espectrometría de emisión atómica por plasma inducido (ICP-AES, Inductively Coupled 

Plasma-Atomic Emission Spectrometry) empleando un Espectrómetro de Emisión 

Atómica por Plasma de Acoplamiento Inductivo Shimadzu 9000 Simultáneo de Alta 

Resolución, estos estudios fueron realizados en el Laboratorio de Análisis Químicos 

(LANAQUI-CERZOS-UNS-CONICET), a cargo de la Ing. Qca. Miryam B. Crespo y del Dr. 

Claudio N. Ferrarello. 

 

2.2.4.3. Análisis del biocatalizador por espectroscopía infrarroja por transformada de 

Fourier-Reflectancia difusa 

La determinación de la presencia de grupos funcionales característicos en la lipasa 

inmovilizada se realizó empleando el equipo Nicolet 6700 Thermo scientific 

acondicionado para medidas de reflectancia difusa (DRIFTS, Diffuse Reflectance 

Infrared Fourier Transform Spectroscopy) en polvo, usando el software OMNIC versión 

7.1 para la recolección y procesamiento de espectros. Para evitar la saturación de la 

señal registrada, la muestra se diluyó al 1% con KBr, previamente tratado 

térmicamente para eliminar agua. 
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2.2.4.4. Esterificación de dicaprina con ácido palmítico 

La esterificación de dicaprina (1,3-dicaprina = 80%, 1,2/2,3-dicaprina = 20%, 

aproximadamente) se realizó en viales de 10 mL, cerrados, los cuales fueron 

mantenidos en baños termostáticos con control de temperatura y agitación magnética. 

El tiempo de reacción fue de 6 horas. La reacción se llevó a cabo como sigue: 50 mg de 

dicaprina se disolvieron en 2 mL de n-heptano, luego se añadió la cantidad de ácido 

pamítico fijado para cada reacción en estudio. Cuando la mezcla reactiva alcanzó la 

temperatura seleccionada, la reacción se inició con la adición del biocatalizador. Los 

valores de la relación molar ácido palmítico/dicaprina (Relación P/Dicaprina), dosis de 

lipasa inmovilizada (L) y temperatura (T) de reacción se establecieron de acuerdo al 

diseño experimental que se describirá en la Sección 2.2.4.5. 

 

2.2.4.5. Diseño factorial de cribado 

Para estudiar la esterificación de dicaprina (y en especial 1,3-dicaprina) con ácido 

palmítico se aplicó un diseño factorial de tres niveles y tres factores con dos puntos 

centrales y un total de 10 experimentos. Las variables y sus niveles fueron: relación 

molar ácido palmítico/dicaprina (1:1-3:1), temperatura de reacción (40-60 °C) y carga 

de lipasa inmovilizada (50-150 mg). Las respuestas estudiadas fueron los micromoles 

consumidos de: 1,3-dicaprina (CGC), 1,2-dicaprina (CCG), ácido palmítico (P) y 1-

monocaprina (CGG), los micromoles generados de: ácido cáprico (C), glicerol (GGG), 

monopalmitina (PGG + GPG), 2,3-dicaprina (GCC), 1-caproil-2-palmitoil glicerol + 1-

caproil-3-palmitoil glicerol (CPG + CGP), tricaprina (CCC), dipalmitina (PPG y PGP), 1,3-

dicaproil-2-palmitoil glicerol + 1,2-dicaproil-3-palmitoil glicerol (CPC + CCP) y 1-caproil-

2,3-palmitoil glicerol (CPP) y la selectividad y rendimiento a CPC + CCP. El diseño 
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experimental y el análisis estadístico fueron realizados utilizando el programa 

STATGRAPHICS Centurion en la versión XV.2. Los factores y niveles utilizados se 

presentan en la Tabla 2.4. El orden de los experimentos fue completamente 

aleatorizado para proporcionar protección contra los efectos de variables ocultas.  

 

Tabla 2.4. Factores experimentales para la esterificación de dicaprina con ácido palmítico 

empleando como catalizador la lipasa de Burkholderia cepacia inmovilizada sobre quitosano. 

Numero de 

Corrida 

Factores experimentales 

L (mg) T (°C) P/Dicaprina 

1 150 60 1 
2 50 60 3 
3 50 60 1 
4 150 40 1 
5 50 40 3 
6 150 60 3 
7 100 50 2 
8 150 40 3 
9 100 50 2 

10 50 40 1 

L = miligramos de lipasa inmovilizada, T = temperatura en °C y P/Dicaprina = relación 

en moles de ácido pamítico/dicaprina. 
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3. SÍNTESIS ENZIMÁTICA DE 1,3-DICAPROILGLICEROL MEDIANTE ESTERIFICACIÓN DE 

GLICEROL CON ÁCIDO CÁPRICO EN SOLVENTE ORGÁNICO 

 

3.1. Introducción 

El uso de diglicéridos (DAG) como emulsionantes no iónicos en alimentos, cosmética y 

farmacia es bien conocido, y a menudo una mezcla de monoglicéridos (MAG) y DAG se 

utiliza para estas aplicaciones debido al menor costo y el correcto desempeño de la 

misma [1,2]. 

 

Los DAG son también un componente natural menor de diversos aceites comestibles 

[3]. Desde 1999, un aceite de cocina compuesto principalmente por diglicéridos se 

encontró disponible en el mercado japonés. En enero de 2005 fue lanzado en Estados 

Unidos un aceite constituido aproximadamente por un 80% de diglicéridos y el resto 

triglicéridos [4]. Lamentablemente, debió ser retirado del mercado por problemas 

asociados a la presencia de un compuesto no triglicérido. 

  

Estudios recientes sobre las propiedades nutricionales y la influencia del consumo de 

aceites basados en DAG han demostrado algunos efectos beneficiosos. Análisis 

comparativos de la ingesta de aceites basados en diglicéridos y aceites convencionales 

en animales y humanos han mostrado una reducción de la concentración  de  grasa 

corporal y en el hígado después de la ingesta de los aceites compuestos 

principalmente por DAG [5-8]. Los DAG están presentes en varias formas isoméricas, 

sn-1,2 (2,3)-DAG y sn-1,3-DAG, con una relación isomérica natural de 

aproximadamente 3:7. La forma 1,3-DAG es responsable de los efectos beneficiosos 
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dado que esta se metaboliza a lo largo de una ruta metabólica diferente de los 

triglicéridos y 1,2-DAG [5]. 

 

Aceites  compuestos por una combinación de mono- y diglicéridos pueden obtenerse 

químicamente usando altas temperaturas (220-260 °C) y catalizadores inorgánicos, 

basados en sodio, potasio o calcio [9]. Otro enfoque es el uso de reacciones catalizadas 

por lipasas, que proporcionan varias ventajas tales como mayor selectividad, mayor 

pureza y calidad del producto, menor consumo energético y evitan el empleo de 

catalizadores tóxicos. 

 

La síntesis de acilgliceroles parciales catalizada por lipasas se ha estudiado, 

principalmente con el objetivo de obtener MAG con un alto rendimiento [10-12]. Sin 

embargo, son pocos los informes disponibles que reportan la síntesis de DAG como 

objetivo primario. 

 

En el presente capítulo, se sintetizó 1,3-dicaproilglicerol por esterificación directa del 

glicerol con ácido cáprico (C) en un solvente orgánico usando una forma inmovilizada 

comercial de lipasa de Rhizomucor miehei (Lipozyme RM IM) como catalizador. Siendo 

glicerol un subproducto de bajo costo de la industria del biodiesel, emplearlo como 

sustrato es altamente eficiente en términos económicos. Además, ya que ésta es una 

reacción de esterificación con sustratos simples, tales como glicerol y ácido cáprico, la 

complejidad del medio de reacción y aspectos analíticos se reducen 

considerablemente. En esta síntesis se estudió el efecto de los parámetros 

seleccionados (alimentación de glicerol, dosaje de enzima y temperatura de reacción) 
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en la conversión de ácido, selectividad y rendimiento a diglicéridos, así como en el 

proceso de migración de acilo. El estudio se realizó con un diseño factorial de cribado 

de tres factores y tres niveles. 

 

Algunos estudios en la literatura se han focalizado en la síntesis de 1,3-DAG mediante 

esterificación catalizada por una lipasa [13,14], pero sin incluir en esos trabajos un 

cuidadoso análisis de los efectos de la adsorción del ácido graso o el monoglicérido en 

la sílice (utilizada como reservorio de glicerol). Tampoco fue considerado ni discutido el 

impacto del procedimiento de toma de muestras en los resultados. El efecto de errores 

en la toma de muestra puede ser muy importante en el caso de sistemas libres de 

solvente o en sistemas con sustratos o solventes volátiles. El mecanismo de la reacción 

de migración de acilos, considerando la participación de las enzimas en la misma, no se 

ha descripto con el nivel de detalle presentado en esta tesis. Watanabe y 

colaboradores [15] estudiaron la síntesis de 1,3-DAG a partir de una mezcla de ácidos 

grasos utilizando la lipasa inmovilizada de R. miehei en un sistema libre de solvente. 

Fue analizada la cinética de la síntesis de 1,3-DAG a partir de ácido graso y glicerol. Los 

autores destacaron que la enzima es regioselectiva a posiciones sn-1,3, pero también 

reportan que los tiempos de reacción largos, altas temperaturas y altas 

concentraciones de enzima inmovilizada aumentaron la migración de acilo, la 

producción de triglicéridos y la reducción de la pureza de 1,3-DAG. La pureza se redujo 

de 94% a 68% cuando el contenido de lipasa inmovilizada se varió de 2,5% a 20%, sin 

embargo no se incluyó ningún análisis de la migración de acilo de las posiciones sn-1 o 

sn-3 a sn-2. Tampoco se discute si la migración de acilo, responsable de la generación 

de los triglicéridos, fue inducida por el soporte de la lipasa inmovilizada o por la misma 
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lipasa. Otros autores [16,17] estudiaron las condiciones de reacción para la 

esterificación catalizada por Lipozyme RM IM. Reducciones en el rendimiento del 

diglicérido específico se encontraron debido a la migración de acilo causada por la 

cantidad de biocatalizador, pero no fue incluida ninguna discusión de las causas de 

esta reacción. 

 

En este capítulo de la presente tesis se han considerado (a) los problemas de la 

utilización de gel de sílice y los errores que pueden estar presentes de no llevar a cabo 

correctamente las tomas de muestras (se pueden encontrar errores de hasta el 20% o 

más en la conversión de ácidos grasos debido a la adsorción de éstos en la sílice, un 

fenómeno no tenido en cuenta o por lo menos no informado adecuadamente en la 

literatura publicada), (b) una nueva explicación del mecanismo de migración de acilo 

(del cual no se registran antecedentes en la revisión bibliográfica realizada), y (c) un 

cuidadoso análisis de la distribución de isómeros de 1,3-DAG con cromatografía de 

gases. 

 

3.2. Adsorción de ácido cáprico sobre gel de sílice 

En estudios preliminares, se observó que el ácido cáprico se adsorbe en la superficie 

del  gel de sílice. Si este fenómeno no es considerado, puede generarse un error 

importante en la determinación de ácidos grasos, con una posterior sobreestimación 

de la conversión de los mismos. 

 

El estudio de adsorción, realizado en las condiciones que se presentaron en la Sección 

2.2.1.5.1, indicó que 12.7 mg de ácido cáprico se adsorben en 100 mg de gel de sílice a 
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40 °C. Esto representa una adsorción de 0.074 mmol de ácido graso por 100 mg de 

sílice. En la literatura sólo se encontró un artículo que informó de la posibilidad de 

adsorción de ácido cáprico en gel de sílice [18].  

 

3.3. Identificación de productos 

Los productos más simples a esperar de la esterificación enzimática de glicerol (GGG) 

con ácido cáprico (C) son monocaprina (CGG) y el producto deseado: 1,3-dicaprina 

(CGC). A su vez, la migración de acilo hace que sea posible la obtención de otras dos 

configuraciones isoméricas de dicaprina: 1,2-dicaproiglicerol (CCG) y 2,3-

dicaproiglicerol (GCC), que son productos de reacción indeseables. Tricaprina (CCC) se 

genera cuando estos diglicéridos no deseados son esterificados (más información 

sobre migración de acilos se presenta en la Sección 3.4). La columna capilar utilizada 

diferencia isómeros de posición, y su identificación fue posible tomando como 

referencia el trabajo presentado por Bruschweiler y Dieffenbacher [19], quienes 

proponen un método para la determinación de mono- y diglicéridos por cromatografía 

de gases. 

 

Un típico cromatograma de los productos de reacción y sustratos sin reaccionar se 

muestra en la Figura 3.1. 
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Figura 3.1. Típico cromatograma de los productos de reacción y reactivos no consumidos en la 

esterificación enzimática de glicerol y ácido cáprico usando Lipozyme RM IM. EI 1 y EI 2: 

patrones de calibración interna (EI 1 = 1,2,4-butanotriol, EI 2 = tripalmitina). Condiciones 

experimentales: glicerol: 250 mg (adsorbido en gel de sílice), temperatura: 60 °C y enzima: 20 

mg, tiempo de reacción: 6 h. 

 

3.4. Reacción de migración de acilos 

La especificidad posicional de lipasas para atacar las posiciones sn-1 y sn-3 se debe a 

limitaciones estéricas que impiden que los glicéridos coordinen con el sitio activo de la 

lipasa a través del acilo esterificado en posición sn-2 [20]. Sin embargo, se puede 

observar en la Figura 3.1 que la producción de tricaprina no fue despreciable. La 

reacción que generó tricaprina en este sistema es la migración de ácidos grasos a partir 

de las posiciones sn-1 y sn-3 a la posición sn-2, incluso cuando la migración favorecida  

termodinámicamente es de la posición sn-2 a las posiciones sn-1/sn-3 [21]. En la 

síntesis de los diglicéridos de tipo MGM (ácidos grasos de longitud de cadena media 

(M) ubicados en las posiciones sn-1,3), la migración de acilo implica la migración de los 

ácidos grasos a partir de sn-1 y sn-3 a la posición sn-2 y re-migración desde la posición 
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sn-2 a sn-1 y sn-3. La migración de acilo se considera una reacción no enzimática [19]. 

Hay muchos factores que influyen en la migración de acilo, tales como la temperatura, 

el tiempo de reacción, la longitud de cadena de ácido, la actividad de agua, el tipo de 

reactor, la acidez del medio de reacción, la actividad de la lipasa, la polaridad del 

solvente y el tipo de soporte de inmovilización [21,22]. En particular, se ha considerado 

que la temperatura tiene una profunda influencia en la reacción de migración puesto 

que la misma se considera un proceso espontáneo termodinámicamente, no catalizado 

en solventes no polares [21]. La Figura 3.2 muestra el mecanismo propuesto para la 

reacción de esterificación entre glicerol y ácido cáprico catalizada por una lipasa 

inmovilizada, sobre la base de los conceptos propuestos por Watanabe et al. [23]. 

Incluso utilizando una lipasa sn-1,3 específica, la migración de acilo conduce a la 

formación de tricaprina (CCC) y mono- y diglicéridos inespecíficos. La flecha en la 

Figura 3.2 destaca la ruta de esterificación para obtener el 1,3-diglicérido. 
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Figura 3.2. Esquema de reacción para la esterificación de glicerol con ácido cáprico usando 

Lipozyme RM IM. 

 

3.5. Efecto de las variables sobre las respuestas estudiadas y modelos de ajuste 

Los experimentos se llevaron a cabo en las condiciones diseñadas en la Sección 2.2.1.3. 

Los factores experimentales y respuestas obtenidas, correspondientes a mediciones 

realizadas a 6 h de reacción, se dan en la Tabla 3.1. El tiempo de reacción se optimizó 

en un estudio previo, para maximizar la obtención de DAG deseado. Los modelos 

obtenidos para cada variable de respuesta se analizan en detalle en los apartados 

siguientes. En primer lugar se analizaron las principales tendencias y correlaciones 

entre factores y respuestas. Posteriormente se introdujeron modelos de segundo 
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orden con el objetivo de ajustar los datos experimentales y detectar efectos no 

previsibles. Los modelos de segundo grado fueron refinados aplicando la prueba del 

valor-F, también llamada test de Fisher o Fisher-Snedecor.  

 

En estadística se denomina prueba F  a cualquier prueba en la que el estadístico 

utilizado sigue una distribución F si la hipótesis nula no puede ser rechazada. En 

muchos casos, el test F puede resolverse mediante un proceso directo. Se requieren 

dos modelos de regresión, uno de los cuales restringe uno o más de los coeficientes de 

regresión conforme a la hipótesis nula. El test del valor-F entonces se basa en un 

cociente modificado de la suma de cuadrados de residuos de los dos modelos como 

sigue: 

                                                                                                          (3.1)        

donde: 

RSS0 se refiere al coeficiente de determinación del modelo sin restringir (R2) 

RSS1 se refiere al coeficiente de determinación del modelo restringido (R2) 

m se refiere al número de restricciones impuestas a los coeficientes estimados 

(coeficientes restringidos). 

k se refiere al número de coeficientes estimados en el modelo sin restricciones. 

n se refiere al número de observaciones del modelo. 

El valor resultante debe entonces compararse con el valor correspondiente de la tabla 

de valores críticos. Si Fcalculado > Ftablas, empleando los datos tabulados de distribución F, 

el modelo restringido realiza un mejor ajuste de los parámetros. 

http://es.wikipedia.org/wiki/Estad%C3%ADstica
http://es.wikipedia.org/wiki/Contraste_de_hip%C3%B3tesis
http://es.wikipedia.org/wiki/Estad%C3%ADstico_muestral
http://es.wikipedia.org/wiki/Distribuci%C3%B3n_F
http://es.wikipedia.org/wiki/Hip%C3%B3tesis_nula
http://es.wikipedia.org/wiki/Regresi%C3%B3n
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3.5.1. Conversión de ácido cáprico 

El incremento de todas las variables analizadas repercutió en una mayor conversión 

del ácido graso (XC). Durante este estudio no se detectó agregación del biocatalizador y 

en el rango de temperatura seleccionado no se observó desnaturalización de la lipasa. 

La mayor conversión de ácido cáprico se obtuvo para el máximo valor de los tres 
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factores (glicerol adsorbido = 250 mg, temperatura = 60 °C y lipasa inmovilizada = 40 

mg), esto no coincide con la combinación de factores que conducen a la mayor 

selectividad a diglicéridos (como se discutirá en la Sección 3.5.2.2). Los valores de 

conversión de ácido cáprico tomaron valores comprendidos entre el 38 y 75% 

dependiendo de las condiciones de reacción.  

 

Luego de identificar los principales efectos se aplicó un modelo cuadrático. El modelo 

de ajuste cuadrático que contiene todas las variables y combinaciones de las mismas 

está representado por la Ecuación 3.2. 

                                     
     

     
                             (3.2) 

donde G es glicerol, T es la temperatura y E es la cantidad de enzima inmovilizada. 

 

Este modelo se ajustó mediante selección por pasos (prueba de Fisher explicada en la 

sección 3.5), eliminando las variables a fin de encontrar el mejor modelo que contiene 

sólo variables estadísticamente significativas. La prueba comienza con un modelo 

donde participan todas las variables especificadas y, a continuación, se elimina una 

variable a la vez en función de su significancia estadística en el modelo actual. La 

Ecuación 3.3 se obtuvo después de realizada la selección por pasos. Dado que el valor-

p para el modelo resultó menor a 0.05, hubo una relación estadísticamente 

significativa entre las variables y la respuesta con un nivel de confianza superior al 

95.0%. El coeficiente de determinación R2 indica que el modelo puede explicar el 

97.33% de la variabilidad en la conversión de ácido cáprico. El estadístico R2 ajustado, 
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que es más apropiado para comparar modelos con diferente número de variables 

independientes, fue 95.20%.  

                                                                                                                        (3.3) 

La Figura 3.3 muestra los gráficos de superficie de respuesta para el modelo de 

segundo orden, presentando los efectos de la cantidad de glicerol (adsorbido en gel de 

sílice), la temperatura y la cantidad de biocatalizador. Se puede observar en las gráficas 

una amplia región donde la conversión supera el 70%. 
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Figura 3.3. Superficies de respuesta utilizando modelo cuadrático (Ec. 3.3) para conversión de 

ácido cáprico: (a) factores glicerol y temperatura, E = 40mg; (b) factores glicerol y enzima, T = 

60 °C, (c) factores temperatura y enzima, G = 50 mg. 

 

3.5.2. Fracciones de acilglicéridos 

 

3.5.2.1. Fracción de monocaprina respecto al total de productos 

La cantidad de glicerol adsorbido fue el principal factor que afectó positivamente la 

síntesis de monocaprina.  La temperatura no tuvo prácticamente ningún efecto sobre 

la síntesis del monoglicérido. A bajas concentraciones de glicerol, el efecto negativo de 

la cantidad de lipasa inmovilizada se hizo importante, probablemente porque el 

monoglicérido es esterificado más rápidamente para dar dicaprina. La síntesis de 

monocaprina se ve favorecida por altas concentraciones de glicerol, bajas 

temperaturas y bajas dosis de biocatalizador.  
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Un modelo de segundo orden fue adoptado para ajustar esta respuesta. Una expresión 

igual a la Ecuación 3.2 se obtuvo por regresión múltiple. Se realizó la prueba de Fisher 

con el fin de obtener una expresión que contenga sólo variables estadísticamente 

significativas. La Ecuación 3.4 muestra la expresión obtenida para ajustar los datos de 

la fracción molar de monocaprina. 

                                                                                               (3.4) 

El valor-p para este modelo fue inferior a 0.05 y hubo una relación estadísticamente 

significativa entre las variables y la respuesta con un nivel de confianza superior al 

95%. Este modelo fue capaz de explicar 87.81% de la variabilidad de la fracción molar 

de monocaprina generada (basado en el coeficiente R2). El valor del estadístico R2 

ajustado fue 78.05. 

 

 

Figura 3.4. Superficie de respuesta utilizando un modelo de segundo orden para fracción de 

monocaprina en producto de reacción de esterificación de glicerol con ácido cáprico utilizando 

Lipozyme RM IM. 

 

La superficie de respuesta obtenida para el porcentaje molar de monocaprina en los 

productos de esterificación se muestra en la Figura 3.4. La temperatura no se 
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consideró en el modelo debido al mínimo efecto que produce sobre la respuesta 

analizada. La región  comprendida entre 150 y 250 mg de glicerol adsorbido muestra 

altas fracciones de monocaprina para cualquier valor de temperatura y dosaje de 

lipasa inmovilizada. 

 

3.5.2.2. Fracción de dicaprina respecto al total de productos 

El incremento de la concrentación de glicerol influyó positivamente en la síntesis de 

dicaprina, mientras que el aumento de la temperatura y de la cantidad de 

biocatalizador afectaron negativamente a esta respuesta. Al parecer una alta 

proporción de glicerol inicial propicia la generación de monocaprina y posteriormente 

1,3-dicaprina, mientras que el incremento de la temperatura y la masa de 

biocatalizador favorecen la generación de 1,2/2,3-dicaprina (por migración de acilos) y 

la rápida esterificación de éstos a tricaprina (como se verá en las Secciones 3.5.2.3 y 

3.5.4). 

 

La cantidad de glicerol adsorbido sobre gel de sílice fue el principal factor que afectó la 

síntesis de dicaprina. A bajas concentraciones de glicerol adsorbido, los efectos 

negativos del aumento de la temperatura y de la cantidad de lipasa inmovilizada se 

volvieron importantes. Los efectos de la temperatura y de la cantidad de enzima 

inmovilizada fueron similares. 

 

Un modelo de segundo orden fue propuesto para ajustar los datos experimentales 

obtenidos para esta respuesta. La Ecuación 3.5 es el resultado de dicho ajuste. El 
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coeficiente de determinación R2 fue 96.72% y el estadístico R2 ajustado alcanzó un 

valor de 90.16%. 

                                                                           (3.5)                                                                                                                                                                            

La mayor fracción de dicaprina (para las condiciones ensayadas) se obtuvo con la 

mayor proporción de glicerol adsorbido, la cantidad mínima de lipasa inmovilizada y la 

temperatura más baja. Estas condiciones no se corresponden con los que maximizan la 

conversión de ácido cáprico y que fueron antes mencionadas en la Sección 3.5.1. 

 

En la Figura 3.5 se presentan gráficos de superficie de resupesta para la fracción molar 

de dicaprina ajustada utilizando el modelo de segundo orden representado por la 

Ecuación 3.5. En los mismos puede observarse el efecto de las variables sobre esta 

respuesta, los cuales fueron ya descriptos. 
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Figura 3.5. Superficies de respuesta utilizando modelo cuadrático para fracción de dicaprina en 

el producto de reacción: (a) factores glicerol y temperatura, E = 20mg; (b) factores glicerol y 

enzima, T = 40 °C. 

 

3.5.2.3. Fracción de tricaprina respecto al total de productos 

El contenido inicial de glicerol adsorbido sobre gel de sílice fue el principal factor que 

afectó la síntesis de tricaprina, y el incremento del mismo tuvo un efecto negativo 

sobre esta respuesta. El aumento de la temperatura de reacción y de la masa de 

biocatalizador favorecieron la formación de tricaprina. 
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Como se mencionó en secciones anteriores, llevar a cabo la reacción de esterificación 

con alta proporción de glicerol inicial favorece la síntesis de monocaprina y 1,3-

dicaprina, mientras que elevada temperatura y alta dosis de biocatalizador promueven 

la migración de acilos y la posterior obtención del triglicérido. 

 

El efecto positivo, sobre esta respuesta, del incremento del la temperatura y de la 

masa de biocatalizador sólo fueron significativos cuando la síntesis se realizó con bajas 

concentraciones de glicerol adsorbido.  La Ecuación 3.6 se obtuvo mediante el ajuste 

de los datos con un modelo de segundo orden y refinado para incluir sólo variables 

significativas.   

                                                                                           (3.6)                                                              

El nivel de confianza para la relación entre las variables para este modelo superó el 

99.9% (valor-p 0.0009). El coeficiente de determinación R2 permite explicar el 98.54% 

de la variabilidad de la fracción de tricaprina, y el estadístico R2 ajustado fue 96.71%. 

 

En la Figura 3.6 se presentan gráficos de superficie de respuesta, para la formación de 

tricaprina, obtenidos a partir de la Ecuación 3.6 donde se muestran los efectos de la 

masa de glicerol y la temperatura para una cantidad fija de biocatalizador (Figura 3.6a) 

y los efectos de la masa de gicerol y la cantidad de lipasa inmovilizada para una dada 

temperatura de reacción (Figura 3.6b). 
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Figura  3.6. Superficies de respuesta utilizando modelo cuadrático para fracción de tricaprina 

en el producto de reacción: (a) factores glicerol y temperatura, E = 40mg; (b) factores glicerol y 

enzima, T = 60 °C. 

 

Resumiendo, el incremento del contenido de glicerol favoreció la síntesis de mono- y 

diacilglicéridos, mientras que los aumentos del dosaje de lipasa inmovilizada y de la 

temperatura se mostraron a favor de la reacción de migración de acilo y la síntesis de 

tricaprina. 
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3.5.3. Producción de dicaproilglicerol 

La selectividad a dicaprina (σDAG) se vió favorecida por el aumento del contenido de 

glicerol, mientras que el incremento de la dosis de enzima inmovilizada y de la 

temperatura de reacción redujeron la selectividad al diglicérido. Como se mencionó en 

secciones anteriores los efectos generados por la temperatura y por la masa de 

biocatalizador se hicieron evidentes a bajas concentraciones de glicerol. Los mayores 

valores de selectividad (dentro del intervalo estudiado) se obtuvieron llevando a cabo 

la síntesis con la mayor concentración de glicerol, mínima cantidad de lipasa 

inmovilizada y menores valores de temperatura.  

 

Cuando se considera el rendimiento a dicaprina (YDAG), la masa de glicerol adsorbido 

sobre gel de sílice fue la variable que presentó mayor insidencia en esta respuesta. El 

rendimiento a DAG tomó valores que variaron entre 18 y 55% dependiendo de las 

condiciones de reacción. 

 

Los efectos producidos por la temperatura y la cantidad de biocatalizador en la 

selectividad refuerzan la idea del impacto de estas variables sobre la migración de 

acilo. El incremento en los valores de las mismas favoreció la migración de los grupos 

acilo de las posiciones sn-1 y sn-3 a la posición sn-2, lo que permite la generación de 

diglicéridos no específicos y luego tricaprina, reduciendo así la selectividad hacia el 

producto deseado. La Ecuación 3.7 permitió ajustar los datos de selectividad, y el 

coeficiente R2 indica que con este modelo fue posible explicar 99.07% de la 

variabilidad en esta respuesta, y el valor ajustado R2 fue 97.91%. La Figura 3.7a 
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muestra un gráfico de superficie de respuesta obtenido a partir de la Ecuación 3.7, 

donde la masa de biocatalizador se fijó en 20 mg y se variaron los restantes factores.  

                                                                                         (3.7)              

En el caso del rendimiento, en el modelo refinado sólo se considera la cantidad inicial 

de glicerol adsorbido como variable independiente (Ecuación 3.8) y el mismo ajustó 

94.03% de los cambios en el rendimiento a dicaprina, y el valor del coeficiente R2 

ajustado fue 92.32%. La Figura 3.7b muestra el gráfico de superficie de respuesta para 

este modelo. 

                                                                                                                                         (3.8) 

 
Figura 3.7. Selectividad y rendimiento a dicaprina. (a) Modelo de segundo orden para 

selectividad a dicaprina; factores: glicerol (G) y la temperatura (E), enzima 20 mg, (b) modelo 

de segundo orden para el rendimiento a dicaprina. 
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3.5.4. Isómeros de dicaproilglicerol 

Aunque la lipasa utilizada en esta reacción es específica para las posiciones sn-1 y sn-3, 

la reacción de la migración de acilo permite la existencia de ácido graso esterificado en 

la posición sn-2. Así, además del diglicérido deseado (1,3-dicaproilglicerol), también se 

obtuvieron dos formas isoméricas de dicaprina (1,2-dicaproilglicerol y 2,3-

dicaproilglicerol). 

 

La generación de isómeros estuvo influenciada por combinaciones de factores. En 

términos generales, aumentar la cantidad de glicerol promovió la síntesis del isómero 

específico, mientras que el aumento de la dosis de biocatalizador y de la temperatura 

favorecieron la síntesis de los otros isómeros. Los factores que promovieron la síntesis 

de isómeros no específicos también favorecieron la reacción de esterificación y la 

conversión de los mismos a tricaprina. Las fracciones de cada isómero respecto al total 

de diglicéridos se analizan en detalle a continuación. 

 

La temperatura no tuvo prácticamente ningún impacto sobre la fracción de 1,2-

dicaprina, siendo la cantidad inicial de glicerol adsorbido y el dosaje de lipasa 

inmovilizada los factores que influyeron en la generación de este isómero.  El 

contenido de glicerol redujo la formación de 1,2-dicaprina mientras que los efectos 

causados por la cantidad de biocatalizador y la temperatura se hicieron más 

importantes cuando la concentración de glicerol fue baja. Altas temperaturas tienen 

un efecto negativo en la fracción del isómero inespecífico. Aparentemente, aunque la 

temperatura favorece la migración de acilo, incrementa aún más la velocidad de 

esterificación y 1,2-dicaprina se convierte rápidamente en tricaprina.  
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Un modelo simple de segundo orden en G ajustó el 98.11% de los datos obtenidos 

para la fracción 1,2-dicaprina, y el estadístico R2 ajustado fue 95.76%. Este modelo está 

representado por la Ecuación 3.9.  

                                                                              (3.9)                                                                                                                                                    

La generación de 2,3-dicaprina está relacionada con la migración de acilos de la 

posición sn-1 a las sn-2, en 1,3-dicaprina. El aumento en el contenido inicial de glicerol 

permitió reducir este tipo de migración. El incremento de la temperatura y de la masa 

de lipasa inmovilizada favorecieron la formación de 2,3-dicaprina. Al igual que lo 

mencionado para la generación de 1,2-DAG, los efectos causados por la temperatura y 

la carga de biocatalizador se hicieron considerablemente importantes cuando la 

reacción fue llevada a cabo con bajo contenido de glicerol. Un modelo de segundo 

orden en E (Ecuación 3.10) permitió explicar el 96.52% de la variabilidad de la fracción 

molar de 2,3-dicaprina, y el valor de R2 ajustado fue 92.16%. 

                                                                                     (3.10)                                                                                                                                 

La síntesis de ambos isómeros no deseados se vió favorecida por el incremento de la 

masa de lipasa inmovilizada empleada, lo que permite presumir la participación del 

catalizador en la reacción de migración de acilos. El efecto de esta variable sobre esta 

reacción secundaria fue incluso mayor que el producido por la temperatura de 

reacción. 

 

La generación de 1,3-dicaprina estuvo favorecida por el aumento de la cantidad de 

glicerol adsorbido sobre gel de sílice. El aumento de la temperatura tuvo un ligero 

efecto positivo sobre la síntesis del diglicérido deseado, probablemente porque, para 
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el tiempo de reacción estudiado, favorece la esterificación de monocaprina más que la 

migración de acilos. Coincidiendo con lo observado en las otras formas isoméricas, el 

incremento en la masa de biocatalizador empleado favoreció la reacción de migración 

de acilos, por lo tanto influyó negativamente en la obtención de 1,3-DAG. El efecto 

negativo de la temperatura se vuelve importante a bajas concentraciones de glicerol. 

Un modelo de segundo orden en G, representado por la Ecuación 3.11, permitió 

ajustar el 97.04% de los datos experimentales para la fracción de 1,3-dicaprina, 

mientras que el valor del estadístico R2 ajustado fue 94.67%. 

                                                                                              (3.11)                                                                                                                    

En la Figura 3.8 se muestra el efecto de la masa de glicerol y de la dosis de 

biocatalizador para cada uno de los isómeros de dicaprina cuando se lleva a cabo la 

reacción de esterificación a 50 °C. Los efectos antes mencionados pueden observarse 

en los correspondientes gráficos. 
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Figura 3.8. Gráficos de superficies de respuesta para las fracciones de isómeros de 

diacilglicerol. (a) fracción de 1,2-dicaproilglicerol, (b) fracción 2,3-dicaproilglicerol, y (c) 

fracción de 1,3-dicaproilglicerol. 
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3.6. Análisis multirespuesta a través de funciones de deseabilidad. 

En las secciones anteriores, se evaluaron los efectos de las variables experimentales 

sobre diferentes respuestas al llevar a cabo la esterificación enzimática de glicerol con 

ácido cáprico. Fueron desarrolladas regresiones de segundo grado para cada 

respuesta, y se obtuvieron las condiciones óptimas para las mismas. En esta sección, 

las respuestas fueron analizadas con el objetivo de obtener un óptimo global. Sin 

embargo, al considerar todas las respuestas al mismo tiempo, es poco probable lograr 

el óptimo en el mismo lugar, sobre todo cuando algunas de las respuestas se deben 

maximizar y otras minimizar. Para este análisis se utilizó el enfoque basado en una 

función de utilidad llamada "función de deseabilidad". La función de deseabilidad fue 

introducida por primera vez por Harrington [22], quien sugirió el cálculo de los valores 

de deseabilidad asociada a cada resultado de un experimento. En la presente sección 

se ha intentado construir un modelo que maximiza las variables de respuesta 

seleccionadas (conversión de ácido cáprico, selectividad y rendimiento a dicaprina, 

etc.), minimizando al mismo tiempo otras variables (fracción de mono- y diglicéridos 

no específicos y tricaprina). Aunque el número de experimentos en este trabajo es 

limitado (10 experimentos), hay informes en la literatura sobre el éxito de las 

aplicaciones de diseño factorial con un número reducido de experimentos para el 

análisis multi-respuesta con funciones de deseabilidad [24]. La Figura 3.9a y 3.9b 

muestra la función de deseabilidad obtenida por la maximización de: la conversión de 

ácido, la selectividad y el rendimiento a dicaprina, la fracción de dicaprina del producto 

de reacción y la fracción la 1,3-dicaprina respecto al total de isómeros, y minimizando 

la fracción de mono- y tricaprina y el porcentaje de isómeros inespecíficos de 

dicaprina. Al llevar a cabo la síntesis con la más alta concentración de glicerol 
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estudiado, la función de deseabilidad alcanzó valores mayores a 0.53 para todo el 

rango de temperaturas y dosaje de biocatalizador (Figura 3.9a), alcanzando un valor de 

0.80 para la esterificación con 250 mg de glicerol adsorbido sobre gel de sílice, 20 mg 

de lipasa inmovilizada y en 60 °C. La Figura 3.9b muestra que la cantidad de glicerol fue 

el principal factor que afecta la función de deseabilidad, ya que promueve la síntesis 

de dicaprina, pero a su vez minimiza la reacción de migración de acilo y la consiguiente 

producción de tricaprina. En la Figura 3.9c se presenta la respuesta multivariable 

resultante de maximizar la conversión y la fracción del diglicérido específico y 

minimizar las fracciones de los restantes isómeros. En este caso, la función 

deseabilidad alcanza valores superiores a 0.95 cuando la esterificación se realizó con 

250 mg de glicerol, 20 mg de lipasa inmovilizada y a una temperatura de 60 °C. En las 

condiciones anteriores, los valores de la función de deseabilidad superaron el 0.92 

para la mayoría de los casos. Sólo cuando se impuso la minimización de la fracción de 

monocaprina el valor de la función de deseabilidad descendió a 0,8. La minimización 

de la fracción monocaprina afecta fuertemente los valores de la función de 

deseabilidad. Sin embargo, cabe señalar que todos los resultados y las conclusiones 

extraídas de las funciones de deseabilidad están absolutamente condicionados por el 

rango de los valores experimentales utilizado en este trabajo. Como las funciones de 

deseabilidad se basan en modelos generados a partir de los datos experimentales 

obtenidos dentro de un cierto rango, deben ser analizadas cuidadosamente antes de 

su aplicación a casos reales o intervalos extendidos, ya que los modelos obtenidos 

sugieren que los niveles altos de reactivos y las altas temperaturas favorecen la síntesis 

de diglicéridos específicos, pero no tienen en cuenta los efectos de la inactivación 
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térmica, la inhibición por ácido, o los problemas de transferencia de masa que podrían 

producirse debido al alto contenido de glicerol y de gel de sílice. 

 

 

 
Figura 3.9. Gráficos de superficie de respuesta para las funciones de deseabilidad resultantes 

de: (a y b) maximización de XAC, YDAG, σDAG,%DAG y 1,3-DAG, y la minimización de %MAG, % 

TAG, 1,2-DAG y 2,3-DAG, (c)  maximización de XAC, y 1,3-DAG y minimización de 1,2-DAG y 2,3-

DAG. 

 

 

3.7. Evaluación del rol del soporte en la reacción de migración de acilos 

La reacción de migración de acilos fue la responsable de la generación de isómeros no 

deseados de dicaprina y hasta incluso tricaprina (como se mostró en secciones 

anteriores). La alternativa a esto sería considerar que la RML no actúa como 1,3 

específica, lo cual no está de acuerdo ni con la literatura ni con los resultados 

obtenidos en éste y otros trabajos del grupo. La existencia de esta reacción secundaria 

provoca una importante pérdida de rendimiento al diglicérido deseado, una de las 

principales causas de esta reacción ha sido el incremento de la masa de biocatalizador 
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empleado. En las secciones siguientes se analiza en rol del soporte de Lipozyme RM IM 

en la reacción de migración de acilos. 

 

3.7.1. Migración de acilos en monooleína  

La lipasa contenida en Lipozyme RM IM fue desactivada siguiendo la metodología 

presentada en la Sección 2.2.1.6.1 y posteriormente el sólido se puso en contacto con 

monoleína de pureza cromatográfica tal como se detalla en la Sección 2.2.1.6.2. La 

monooleína puede adsorberse sobre el soporte de Lipozyme RM IM principalmente 

por fuerzas hidrofóbicas, por lo cual al finalizar la reacción la temperatura se 

incrementó a 70 °C y la muestra se sometió a agitación magnética intensa para 

promover la desorción del monoglicérido. 

 

Después de 6 h de reacción, la composición final del monoleína fue del 71% sn-2 

monooleína y el 29% sn-1 monooleína (se encontró migración de la posición sn-2 a la 

posición sn-1). Esta migración fue esperada ya que la migración de acilo de la posicion 

sn-2 a las posiciones sn-1/sn-3 está más favorecida termodinámicamente. No se 

observó migración de acilo de sn-1 a sn-2, este tipo de migración es necesaria para 

explicar la formación de isómeros de 1,3-dicaprina (esto es 2,3 y 1,2 diglicéridos), 

isómeros de monoglicéridos 1-MAG  y tricaprina. 

 

Se concluye que en estas condiciones el soporte de Lipozyme RM IM no promovió la 

migración de acilos de sn-1 a sn-2 en monocaprina. 
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3.7.2. Isomerización en los productos de reacción de esterificación 

Del total de monocaprina sintetizado, el 97% correspondió a sn-1 monocaprina y sólo 

el 3% a sn-2 monocaprina. Para el caso del diglicérido, 96% fue 1,3-dicaprina y 4% fue 

1,2-dicaprina. Después de 6 h de reacción utilizando Lipozyme RM IM desactivada 

(siguiendo el protocolo presentado en la Sección 2.2.1.6.1), la temperatura se elevó a 

70 °C y se intensificó la agitación magnética para liberar reactivos que podrían 

encontrarse adsorbidos en la superficie del sólido. La concentración de ácido no 

mostró ningún cambio, lo que confirma la desactivación total de la lipasa. La masa 

total de acilgliceroles tampoco cambió. Isómeros de monocaprina tuvieron la misma 

composición que la inicial, mientras que en el caso de dicaprina, 95% se trató de 1,3-

dicaprina y el 5% restante fue 1,2-dicaprina. La diferencia entre la composición inicial y 

final fue menor que el error detectado en las mediciones experimentales de la 

concentración por cromatografía gaseosa (1.6%). Estos resultados mostraron que el 

soporte (lipasa desactivada) no presentó ninguna actividad en la isomerización de acilo 

desde las posiciones sn-1/sn-3 a la posición sn-2 en sn-1 (sn-3) mono- o 1,3-

diglicéridos. 

 

3.8. ¿Puede la lipasa de Rhizomucor miehei catalizar la migración de acilo desde las 

posiciones sn-1/sn-3 a la posición sn-2 en sn-1 (sn-3) mono- y 1,3-diglicéridos? 

En varios manuscritos se ha informado el aumento de la migración de acilo con la 

temperatura y la cantidad lipasa, pero no se presentaron estudios con el objetivo de 

explorar este tema en profundidad [13-15]. La falta de participación del soporte del 

biocatalizador en la migración de acilo hacia la posición sn-2 abre la posibilidad de que 

la lipasa se comporte como catalizador para la isomerización por migración de acilo. La 
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reacción podría ser cinéticamente controlada y esto podría estar realacionado con las 

condiciones locales encontradas en el entorno a la lipasa inmovilizada.  

 

Se consideró la estructura de la RML del Protein Data Bank y se analizó el ambiente 

próximo al sitio activo, en conjunto con la Serina e Histidina de la tríada catalítica. 

 

Teniendo en cuenta que RML es 1,3-específica en disolvente orgánico (como n-

heptano) para que la reacción de isomerización sea posible deben darse algunas 

condiciones importantes: 

 la Serina con el grupo hidroxilo debe estar disponible para coordinar con el 1,3-

diglicérido ó el sn-1/sn-3 monoglicérido. Para que esta reacción sea posible, el 

mono- o diglicérido debe estar presente a la distancia de enlace del grupo Serina. 

Cuando la acil enzima está presente (por ejemplo por reacción del ácido graso con 

la Serina), reacciona con glicerol o con el monoglicérido/diglicérido. En el caso de 

reaccionar con el sn-1 monoglicérido con el OH en la posición sn-3 se genera el 

mismo estado de transición  que en el caso de la reacción de 1,3-dicaprina a través 

del acilo en posición sn-3 (ver Figura 3.14). 

 

 Una alta concentración local de 1(3)-monoglicérido entorno a la tríada catalítica. 

En el caso del monoglicérido, la reacción preferida sería la esterificación de las 

posiciones sn-1 o sn-3 del monoglicérido en comparación con la reacción de 

isomerización, especialmente cuando la concentración de ácido cáprico es alta y la 

acil enzima está presente. Esta sería la explicación de la baja cantidad de 2-
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monoglicérido final encontrado en la reacción de esterificación de glicerol (3% de 

sn-2 monocaprina). 

 

 Una alta concentración local de 1,3-diglicérido entorno a la Serina con el grupo 

hidroxilo disponible en vez de la acil enzima. Esto es muy probable después de la 

esterificación del sn-1 o sn-3 monoglicérido y la regeneración del grupo de Serina 

de la tríada catalítica. La RML es una enzima hidrolítica con alta actividad en la 

hidrólisis de ésteres [26]. El carbono central de 1,3-dicaprina es aquiral, por lo 

tanto el hidroxilo está libre en la solución, pero en el entorno de la lipasa la 

coordinación de 1,3-dicaprina es importante para comprender la isomerización. 

Con la coordinación de la posición sn-1 o la posición sn-3 y la formación de un 

intermedio tetraédrico enzimático, el potencial del cambio de hidroxilo de la 

posición sn-1 o sn-3 a sn-2 está presente. Cuando la Serina ataca uno de los grupos 

terminales C=O, el carbono central del glicerol se convierte en quiral (véase la 

Figura 3.13 y 3.14). Sin la presencia de la enzima, el intermedio tetraédrico no se 

forma, y esta es la razón de la dependencia de la migración de acilo de sn-1 (sn-3) 

a sn-2 con la cantidad de lipasa. La formación de isómeros de diglicéridos es una 

reacción en serie con la formación de 1,3-dicaprina o por reacción de los 

monoglicéridos con la acil enzima. Basados en los resultados experimentales, 

parece que 2,3-dicaprina fue generada principalmente a altas temperaturas y alto 

contenido de enzima pero a baja concentración de glicerol, mientras que 1,2-

dicaprina fue generada a temperaturas más bajas,  elevado contenido de enzima y 

alta concentración de glicerol. 
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La Figura 3.10  muestra la isomerización espontánea de 1,2-DAG a 1,3-DAG y de 2-

MAG a 1-MAG, tal como fue presentado por Laszlo y colaboradores para glicéridos 

derivados de ácidos grasos de cadena larga [27]. 

 

 

Figura 3.10. Isomerización (migración de acilo)  de 1,2-DAG (a) y 2-MAG (b) [27]. 

 

En el mencionado trabajo se propuso la formación de un intermediario denominado  

intermediario cetal, para la isomerización de 1,2 DAG a 1,3 DAG, como se muestra en 

la Figura 3.11. 
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Figura 3.11. Mecanismo de isomerización de acilo para 1,2 DAG a 1,3 DAG [27]. Se destaca en 

rojo la estructura del  intermediario cetal. 

 

El mecanismo a través de un intermediario cetal se ha planteado en estado líquido (no 

tienen lugar en estado sólido). Se supone que podría estar catalizado por grupos ácidos 

o básicos. Este mecanismo podría tener lugar en forma espontánea no catalizada  en el 

medio de reacción.  En el caso de la enzima, debemos considerar la estructura del sitio 

activo y la ubicación del compuesto en las cercanías del mismo. 
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En función a la información disponible en Protein Data Bank 3tlg [28] a cerca de la 

estructura de la RML, es posible observar que esta lipasa tiene en su tríada catalítica a 

una Serina en posición 144, Histidina en 257 y Aspartato en 203, ubicados 

espacialmente  en forma particular. La Figura 3.12 muestra la coordinación del 1,3-

DAG a la Serina de la tríada catalítica. 

 

 
Figura 3.12. Esquema de 1,3-DAG con OH del C2 posicionado cerca de la Histidina. I) Migración 

de acilos con participación de la Serina y II) migración de acilos mediada por la distribución de 

cargas del entorno de la tríada catalítica. 

 

En la Figura 3.12 se representan con línea punteada roja la migración y los nuevos 

enlaces que se generarían. En ambos casos el DAG se coordinó a la Serina y formó el 
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intermediario. En los esquemas, la coordinación de 1,3-dicaprina se produce a través 

del carbonilo en posición sn-1, sin embargo se plantean dos posibilidades de 

migración. En la Figura 3.12I se muestra la migración del acilo en sn-1, el producto de 

esta migración se muestra en la Figura 13a. Sin embargo, en la Figura 3.12II se 

muestra la migración de acilo posible desde sn-3 que podría estar catalizada por la 

distribución de cargas del entorno de la tríada catalítica. El diglicérido resultante de esta 

reacción se muestra en la Figura 3.13b. 

 

 

Figura 3.13. Migración de acilos en 1,3-dicaprina. Coordinación a través de la posición sn-1, a) 

formación de 1,2-dicaprina y b) generación de 2,3-dicaprina. 
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Si bien las posiciones sn-1 y sn-3 de 1,3-dicaprina son indistinguibles en solución, y el 

carbono en sn-2 resulta no quiral, cuando se produce la reacción con la Serina y la 

formación del intermediario tetraédrico, el C2 pasa a ser quiral. El intermediario 

formado es distinto dependiendo de la posición atacada. En las Figuras 3.12 y 3.13 el 

intermediario se generó con el OH del C2 cerca de la Histidina. Con el objetivo de 

observar las diferencias en el intermediario tetraédrico, en la Figura 3.14 se 

esquematiza la reacción de migración de acilos mediada por la enzima cuando el OH 

del C2 se encuentra cerca de la Serina. 

 

 
Figura 3.14. Esquema de migración de acilo en 1,3 DAG con OH de C2 posicionado hacia el lado 

de la Serina. 
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En función a lo observado en las Figuras 3.12, 3.13 y 3.14, es claro que la interacción 

por el C1 (Figura 3.12 y 3.13) y la migración de acilo es mucho más simple que en el 

caso de la interacción por el C3 (Figura 3.14), en donde la migración de acilo estaría 

menos favorecida debido a impedimentos estéricos. Este impedimento es claramente 

visible en la Figura 3.15, donde se muestra un visión tridimensional simplifica de la 

coordinación de la Serina con 1,3-diacetina (como modelo). En la Figura 3.15a se 

esquematiza la coordinación a través del acilos en posición sn-3, donde el 

impedimento estérico para la migración es mayor. Mientras que en la Figura 3.15b se 

representa la coordinación de la Serina con el acilo en posición sn-1, situación en la 

cual la migración de acilos sería más plausible.  

 

 
Figura 3.15. Representación tridimensional de la coordinación de 1,3-diacetina con la Serina de 

la tríada catalítica. a) Interacción a través del acilo en posición sn-3 y b) interacción a través del 

acilo en posición sn-1. 

 

La formación del intermediario tetraédrico puede ocurrir por: 

 por coordinación de 1,3 DAG, sobre todo a través de la posición sn-1, en función a 

lo antes descripto. 
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 por coordinación de un monoglicérido a la acil enzima (Figura 3.16) 

 

 
Figura 3.16. Migración de acilos luego de la coordinación de monoglicéridos con la acil enzima. 

a) generación de 2,3-dicaprina y b) formación de 1,2-dicaprina 

 

Luego de la interacción del monoglicérido con la acil enzima, la isomerización de acilo 

sería el mecanismo por el cual se generarían 1,2-diglicérido y 2,3-diglicérido. Mediante 

una simple visualización, es claro que la formación de 2,3-diglicérido se encuentra 

estéricamente favorecida. 
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En función al análisis del entorno estérico del sitio activo de lipasa resulta evidente que 

la migración de acilos por coordinación de diglicéridos con la Serina es más probable 

cuando la misma ocurre a través de la posición sn-1. Tanto la Serina de la tríada 

catalítica como el entorno del sitio activo podrían participar en la migración. Cuando se 

considera la participación de los grupos Serina en la isomerización de 1,3-dicaprina, el 

producto formado es 1,2-dicaprina. Cuando la migración de acilos ocurre 

posteriormente a la reacción de la acil enzima con monoglicéridos, el producto más 

probable es 2,3-dicaprina. 

 

Los resultados experimentales mostraron que la síntesis de isómerios se vió afectada 

principalmente por la masa de la enzima y la temperatura, como es de esperar si la 

isomerización se controla cinéticamente. La migración de acilo fue mayor cuando el 

glicerol estuvo presente en baja concentración, en estas condiciones la concentración 

relativa de tricaprina fue muy alta, sobre todo con cantidades altas de enzima. 

Después del tiempo de reacción, fue encontrada la 1,2-dicaprina remanente. Al 

parecer la  tricaprina  se formó por esterificación de la posición sn-3 de 1,2 dicaprina. 

 

Los resultados experimentales muestran que la posición sn-1 es la preferentemente 

esterificada en glicerol. Sin embargo, cuando la posición sn-2 se encuenta esterificada, 

la posición sn-3 parece ser la preferencialmente esterificada. Esto implica que la 

propuesta para la formación de tricaprina es: 

 

GGG--->CGG--->CGC--->CCG --->CCC 
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y en menor proporción 

GGG--->CGG--->CGC--->GCC--->CCC 

Siendo G posición con OH y C posición ocupada por ácido cáprico en el glicérido. Tal 

propuesta coincide con los resultados obtenidos en reacciones llevadas a cabo con 

baja concentración de glicerol y elevada carga de biocatalizador (Tabla 3.1, ensayos 9 y 

10). 

 

La propuesta presentada aquí pretende evaluar cómo el entorno estérico en 

proximidades al sitio activo de la enzima puede generar las condiciones para explicar, 

aunque parcialmente, los resultados experimentales. Se planea continuar con el 

análisis de migración de acilos promovida por la lipasa mediante el empleo de técnicas 

de simulación molecular. Cabe destacar que la isomerización analizada es la 

correspondiente a la migración de acilos de las posiciones sn-1/sn-3 a sn-2, sin 

embargo la migración termódinamicamente más favorecida (de sn-2 a sn-1/sn3) 

también podría estar presente. La composición de productos finales es consecuencia 

de ambas.  

 

Como comentario final, la acidólisis de triglicéridos es mucho menos eficiente que la 

esterificación de glicerol en términos de productividad, pero casi no hay migración de 

acilo, especialmente con ácido cáprico [29]. Esto hace evidente que la presencia de un 

hidroxilo en la posición sn-2 en los glicéridos es clave para hacer esta propuesta 

posible. 
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3.9. Conclusiones 

El estudio realizado en este capítulo mostró que la forma comercial inmovilizada de la 

lipasa 1,3-específica de Rhizomucor miehei (Lipozyme RM IM) es un buen catalizador 

para la síntesis de 1,3-dicaproilglicerol mediante la esterificación de glicerol con ácido 

cáprico en solvente orgánico. El análisis de los efectos de algunos de los parámetros de 

reacción seleccionados utilizando un diseño experimental mostró que la síntesis de 

1,3-dicaproilglicerol se vio favorecida por el uso de altas cantidades de glicerol 

adsorbido sobre gel de sílice. El aumento de la temperatura exhibió un efecto 

ligeramente positivo sobre la producción de 1,3-dicaprina, mientras que el incremento 

de la dosis de lipasa inmovilizada tuvo un efecto negativo sobre la fracción final de este 

isómero. Los resultados también mostraron que, dependiendo de las condiciones 

experimentales, el porcentaje molar de tricaprina en el producto de reacción varió 

entre 4% y 52% La productividad relativa máxima de 1,3-dicaprina fue del 55%. Los 

datos experimentales permitieron respaldar la propuesta de que el intermedio 

tetraédrico de la síntesis enzimática de 1,3-dicaprina pueden sufrir la migración de 

acilo, mientras que el soporte de Lipozyme RM IM no fue activo para catalizar la 

reacción de isomerización. 

 

 

 

 

 

 

 

Los resultados y conclusiones del presente capítulo dieron origen a la siguiente 

publicación: 

Sánchez, D. A., Tonetto, G. M., Ferreira M. L. (2014). Enzymatic synthesis of 1,3-

dicaproyglycerol by esterification of glycerol with capric acid in an organic solvent 

system. Journal of Molecular Catalysis B: Enzymatic, 100:7–18. 
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4. SEPARACIÓN Y PURIFICACIÓN DE DIACILGLICÉRIDOS OBTENIDOS MEDIANTE 

ESTERIFICACIÓN ENZIMÁTICA USANDO EXTRACCIÓN CON SOLVENTE 

 

4.1. Introducción 

La presente tesis se centra en la síntesis en dos etapas de mezclas de acilglicéridos con 

alto valor nutricional mediante reacciones enzimáticas, de las cuales el triglicérido 

estructurado del tipo MLM es un componente muy importante.  

 

Los triglicéridos estructurados (TE) conteniendo una mezcla de ácidos grasos de 

cadena media (AGCM) y ácidos grasos de cadena larga (AGCL) en la misma molécula 

han sido diseñados para fines médicos y nutricionales. La colocación de un ácido graso 

de cadena larga (L) en la posición sn-2 del esqueleto de glicerol, particularmente si está 

saturado, aumenta la digestibilidad de los triglicéridos del tipo MLM, estando en la 

posición sn-1 y sn-3 un ácido graso de cadena media (M). Como se ha indicado en los 

capítulos anteriores, estos TE son útiles para el sistema inmunológico y mejoran la 

eliminación de lípidos en los tejidos, teniendo aplicación en la prevención de la 

obesidad y sus trastornos médicos asociados [1-3]. 

 

Varios autores han informado de un proceso de dos etapas  para la síntesis de estos 

TAG [4-7]. En el primer paso, se obtienen 2-monoacilgliceroles (2-MAG) (a partir de 

aceites vegetales o de triglicéridos con los ácidos grasos deseados) por alcohólisis 

enzimática utilizando lipasas 1,3-específicas. En el segundo paso, se añaden AGCM en 

las posiciones extremas del 2-MAG por esterificación enzimática ó también puede 

llevarse a cabo con un catalizador heterogéneo. 
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La recuperación de los intermediarios de reacción también ha sido estudiada. Esteban 

y colaboradores [8] reportaron un proceso de extracción. Sin embargo, se centraron en 

la recuperación de monoglicéridos, separándolos de etil ésteres. Un procedimiento 

similar fue descrito por Irimescu y colaboradores [9], pero utilizando solventes tóxicos 

como cloroformo. La neutralización del ácido cáprico remanente también se ha 

estudiado como una etapa de purificación previa [10]. Sin embargo, no fue estudiada 

la concentración apropiada de la solución de KOH, debido a que la muestra evaluada 

contenía sólo triglicéridos. 

 

La síntesis enzimática de 1,3-diacilgliceroles (1,3-DAG) puede ser el primer paso para la 

síntesis del triglicérido estructurado MLM deseado. Pero los 1,3-DAG son importantes 

en sí mismos. Las características metabólicas de DAG han sido ampliamente 

estudiadas. Resultados de estudios clínicos mostraron que 1,3-DAG son eficaces en la 

prevención de la obesidad [11,12] y reducen la acumulación de triglicéridos en tejidos 

[13,14]. 

 

En este capítulo se presentan los estudios relacionados con la separación de los 

productos de reacción de la síntesis de 1,3-diacilglicerol, específicamente 1,3-dicaprina 

(CGC). La misma se llevó a cabo mediante esterificación enzimática de glicerol con 

ácido cáprico (C) usando como biocatalizador una forma inmovilizada de una lipasa de 

Rhizomucor miehei, específica para las posiciones sn-1 y sn-3 (Lipozyme RM IM) tal 

como se presentó en la Sección 2.2.1.2 y  analizada en detalle en el Capítulo 3. Sin 

embargo, para maximizar la obtención de un triglicérido específico, es necesario 

purificar el producto intermediario de reacción, ya que en la primera etapa, además 
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del diglicérido específico generado se obtienen monocaprina, diglicéridos inespecíficos 

(generados por la migración de acilo) y tricaprina (CCC). Por supuesto, también hay 

que considerar el ácido graso remanente. 

 

Se evaluaron diferentes solventes utilizando un programa computacional para 

seleccionar aquellos que permitieran la separación de dicaprina del resto de los 

productos presentes en la mezcla. Una vez seleccionados los solventes (teniendo en 

cuenta la toxicidad de los mismos),  se llevó a cabo la separación de acilgliceroles 

presentes en el producto de reacción, realizando previamente la neutralización de 

ácido cáprico remanente con una solución de KOH. 

 

4.2. Selección de solvente 

Usando el programa Ecofac 1.0 se obtuvieron los valores de selectividad, poder 

solvente, y coeficiente de distribución del soluto para evaluar cada separación y 

solvente propuesto. Basados en estos resultados, se seleccionó la combinación más 

adecuada de solventes para maximizar la separación. 

 

La Tabla 4.1 muestra los resultados obtenidos para la extracción con solvente del 

monoglicérido de una mezcla de monocaprina y dicaprina. Los solventes marcados en 

gris permitirían una adecuada extracción líquido-líquido. La mezcla resultante o 

solución mezcla residual se identifica como “mezcla residual” de aquí en adelante. 
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Tabla 4.1. Extracción con solvente de monocaprina de una mezcla conteniendo monocaprina-

dicaprina. 

Solvente Selectividad  Poder Solvente Coef. de Distribución 

Metanol 2.65 3595.36 120.28 

Ácido acético 1.48 3139.38 105.02 

Etanol 2.61 1183.92 39.61 

Propanol 1.63 806.76 26.99 

Acetona 0.25 730.83 24.45 

t-Butanol 1.25 513.71 17.19 

Cloroformo 0.01 240.40 8.04 

Dietiléter 0.03 181.18 6.06 

n-Heptano 0.01 0.77 0.03 

 

 

La Tabla 4.2 muestra los resultados de la evaluación de los solventes adecuados para la 

separación de monocaprina de una mezcla conteniendo mono- y tricaprina. Una vez 

más, solventes destacados en  gris son los mejores candidatos para esta separación.  

 

Tabla 4.2. Extracción con solvente de monocaprina de una mezcla conteniendo monocaprina y 

tricaprina. 

Solvente Selectividad Poder Solvente Coef. de Distribución 

Metanol 26.05 3595.36 620.19 

Ácido acético 6.58 3139.38 541.54 

Etanol 20.95 1183.92 204.22 

Dietiléter 0.00 941.32 162.38 

Propanol 8.50 806.76 139.17 

Acetona 0.23 730.83 126.07 

t-Butanol 5.15 513.71 88.61 

Cloroformo 0.00 240.40 41.47 

n-Heptano 0.00 0.77 0.13 

 

 

Metanol, ácido acético, etanol y propanol se presentan como los mejores solventes 

para la extracción de monocaprina, separándola de los restantes acilglicéridos. De los 

mencionados solventes, etanol sería el más apropiado debido a su baja toxicidad y alta 

presión de vapor a temperaturas bajas y presión atmosférica. 
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En las Tablas 4.3 y 4.4 se presentan los resultados obtenidos al evaluar la extracción 

con solvente de dicaprina separándola de mono- y tricaprina, respectivamente. Entre 

los solventes ensayados no hay un único solvente que permite la extracción de la 

dicaprina, separándolo de los restantes acilglicéridos presentes en la mezcla. 

 

Tabla 4.3. Extracción con solvente de dicaprina de una mezcla conteniendo monocaprina y 

dicaprina. 

Solvente Selectividad Poder Solvente Coef. de Distribución 

Cloroformo 108.48 26078.22 383.22 

Dietiléter 34.16 6189.71 90.96 

Acetona 3.99 2918.95 42.89 

Ácido acético 0.67 2116.78 31.11 

Metanol 0.38 1356.12 19.93 

Propanol 0.61 493.70 7.25 

Etanol 0.38 454.20 6.67 

t-Butanol 0.80 409.83 6.02 

n-Heptano 81.01 62.44 0.92 

 

 

 

Tabla 4.4. Extracción con solvente de dicaprina de una mezcla conteniendo dicaprina y 

tricaprina. 

Solvente Selectividad Poder Solvente Coef. de Distribución 

Cloroformo 0.03 26078.22 533.59 

Dietiléter 0.11 6189.71 126.65 

Acetona 0.91 2918.95 59.72 

Ácido acético 4.44 2116.78 43.31 

Metanol 9.83 1356.12 27.75 

Propanol 5.20 493.70 10.10 

Etanol 8.04 454.20 9.29 

t-Butanol 4.11 409.83 8.39 

n-Heptano 0.06 62.44 1.28 

 

Las Tablas 4.5 y 4.6 muestran los resultados teóricos obtenidos con el programa Ecofac 

1.0 para evaluar el desempeño de los solventes en la extracción de tricaprina de 

mezclas con monocaprina y dicaprina, respectivamente. Cloroformo, éter dietílico, 
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acetona y n-heptano se presentaron como posibles solventes para extraer el 

triglicérido, siendo n-heptano el más adecuado debido a su baja toxicidad relativa y a 

la posibilidad de extracción en vacío. 

 

De acuerdo con los resultados obtenidos con el programa, el procedimiento de 

extracción se diseñó usando combinaciones de n-heptano y etanol. 

 

Tabla 4.5. Extracción con solvente de tricaprina de una mezcla conteniendo monocaprina y 

tricaprina. 

Solvente Selectividad Poder Solvente Coef. de Distribución 

Cloroformo 3842.57 -- -- 

Dietiléter 301.43 54612.23 3968.04 

Acetona 4.37 3194.51 232.11 

n-Heptano 1434.83 1106.07 80.36 

Ácido acético 0.15 477.13 34.67 

Metanol 0.04 138.02 10.03 

t-Butanol 0.19 99.73 7.25 

Propanol 0.12 94.96 6.90 

Etanol 0.05 56.51 4.11 

 

 

 

Tabla 4.6. Extracción con solvente de tricaprina de una mezcla conteniendo dicaprina y 

tricaprina. 

Solvente Selectividad Poder Solvente Coef. de Distribución 

Cloroformo 35.42 -- -- 

Dietiléter 8.82 54612.23 617.73 

Acetona 1.09 3194.51 36.13 

n-Heptano 17.71 1106.07 12.51 

Ácido acético 0.23 477.13 5.40 

Metanol 0.10 138.02 1.56 

t-Butanol 0.24 99.73 1.13 

Propanol 0.19 94.96 1.07 

Etanol 0.12 56.51 0.64 
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Con n-heptano, los triglicéridos pueden ser extraídos y los restantes acilglicéridos 

permanecen en la fase etanólica. Después de la separación de la tricaprina, la dicaprina 

y monocaprina podrán ser separadas empleando los mismos solventes. En las 

siguientes secciones del presente capítulo se estudia la extracción con solvente 

utilizando sólo n-heptano y etanol con el fin de verificar los resultados teóricos. 

Volúmenes relativos de muestra y solventes y el número de etapas de tratamiento se 

analizarán como parámetros importantes en el procedimiento general. 

 

4.3. Neutralización de ácido cáprico 

La mezcla final de esterificación contiene monocaprina, dicaprina, tricaprina y ácido 

cáprico remanente. Todos estos compuestos están disueltos en el solvente de 

reacción, n-heptano. Los productos fueron detectados siguiendo el método 

cromatográfico presentado en la Sección 2.2.1.5.4 y la identificación de cada uno de 

los productos se detalló en la Sección 3.3. 

 

La purificación de dicaprina, obtenida como el producto de la reacción de 

esterificación, se realizó mediante extracción con solventes. El ácido sin reaccionar se 

neutralizó previamente con una solución acuosa de KOH tal como se describe en la 

Sección 2.2.1.7.2. La Tabla 4.7 muestra el desempeño de las soluciones alcalinas con 

diferentes concentraciones. 

 

Puede observarse que la solución de hidróxido no sólo permite la neutralización del 

ácido y la eliminación del mismo de la fase de heptano, sino que también permite la 

eliminación del monoglicérido. 
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Tabla 4.7. Desempeño de diferentes soluciones de KOH para la neutralización de ácido cáprico 

y extracción de acilglicéridos. 

Concentración de 
KOH 

Neutralización 
de ácido (%) 

Porcentaje de 
eliminación de 
monocaprina 

Porcentaje 
de pérdida 
de dicaprina 

Eliminación 
porcentual de 
tricaprina 

1M 100 99 53 38 
0.5 M 99 97 7 5 
0.25 M 98 92 5 2 
0.1 M 93 82 3 0 
0.05 M 40 38 0 0 

 

La solución de KOH debe ser capaz de neutralizar la totalidad del ácido, y a la vez 

minimizar las pérdidas de los productos de interés, en este caso el diglicérido. Con este 

objetivo, se realizaron dos etapas de lavado con una solución alcalina de concentración 

0,1 M. La primera etapa permitió la neutralización y separación de 93% del ácido 

cáprico y 82% del monoglicérido con la pérdida de 3% de diglicérido y sin extracción de 

triglicéridos. La segunda etapa permite la eliminación del 99.5% de total de ácido y 

95% de monocaprina. En este proceso de neutralización se perdió 4.5% de dicaprina y 

4% de tricaprina. 

 

La Figura 4.1 muestra los cromatogramas de la muestra antes y después de la 

neutralización con solución acuosa 0,1 M de KOH. 
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Figura 4.1. Cromatogramas correspondientes a las muestras de reacción de esterificación 

antes y despues  de la neutralización en dos etapas con solución 0.1M de KOH. La muestra 

inicial contenía 52 mg de ácido cáprico, 4 mg de monocaprina, 28 mg de dicaprina y 12 mg de 

tricaprina. 

 

4.4. Extracción líquido-líquido 

Una muestra inicial conteniendo 122 mg de dicaprina y 74 mg de tricaprina disueltos 

en n-heptano, con volumen total de 12.5 mL , se sometió al proceso de separación 

como se describe en el Capítulo 2 (Sección 2.2.1.7.3). 

 

En la primera etapa de extracción se recuperó 94% de la dicaprina inicial (115 mg) con 

una pureza del 89%. Para aumentar la pureza de la diglicérido extraído, las fases 

etanólicas obtenidas se combinaron, y se lavaron con un volumen igual de n-heptano. 

En esta etapa se perdieron 47 mg de dicaprina, pero la pureza del diglicérido aumentó 

al 97%. 
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Una tercera etapa de separación se llevó a cabo con el objetivo de recuperar una 

mayor proporción de dicaprina y con alta pureza. En esta etapa 45 mg de dicaprina se 

recuperaron, sin embargo, la pureza fue sólo del 80%. Usando el procedimiento 

general (con las tres etapas de extracción), 113 mg del diglicérido se recuperaron con 

89% de pureza. Es evidente entonces que los resultados arrojados por un proceso en 

tres etapas no representan ninguna mejora en comparación con un proceso 

consistente sólo en la primera etapa. 

 

Las Figuras 4.2, 4.3 y 4.4 muestran un esquema del procedimiento y el rendimiento de 

cada una de las etapas de separación. 

 

Figura 4.2. Esquema y resultados de la primera etapa de extracción. 
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Figura 4.3. Esquema y resultados de la segunda etapa de extracción  

 

 

Figura 4.4. Esquema y resultados de la tercera etapa de extracción 

 



120 
 

Como era de esperar, existe una estrecha relación entre la fracción de dicaprina 

recuperada y la pureza de la misma. Llevando a cabo sólo la primera etapa fue posible 

recuperar 94% de la dicaprina presente en la muestra después de la neutralización con 

una pureza del 89%. En la búsqueda de un producto de mayor pureza, dos etapas de 

separación permitieron una recuperación del 56% de la dicaprina con una pureza del 

97%. Un producto con 89% de pureza se obtiene con una tercera etapa de extracción, 

recuperando sólo 93% de la dicaprina presente al comienzo de la primera etapa. 

 

4.5. Conclusiones 

Se llevó a cabo la separación de acilgliceroles obtenidos como resultado de la 

esterificación de glicerol con ácido cáprico catalizada por Lipozyme RM IM con un 

proceso simple empleando solventes de baja toxicidad. Fue posible la recuperación de 

dicaprina, separándola de mono- y tricaprina. 

 

Se realizó una selección preliminar de los solventes empleando el programa Ecofac 1.0. 

Los solventes escogidos se estudiaron experimentalmente y mostraron un buen 

desempeño para la extracción líquido-líquido. Una etapa previa a la extracción fue la 

neutralización del ácido cáprico remanente. Se aplicó un proceso en dos etapas con 

una solución de KOH 0,1 M, permitiendo la eliminación del 99.5% del ácido y 95% de la 

monocaprina, con pérdidas de 4.5% y 4% de di-y tricaprina, respectivamente. 

 

Con un procedimiento de separación en tres pasos simples, es posible recuperar 94% 

de la dicaprina con 89% de pureza. Si se requiere una mayor pureza, una etapa 

adicional de extracción permite aumentarla a 97%, pero con una disminución 
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considerable en el rendimiento a dicaprina. Una condición intermedia se consigue 

mediante la realización de un paso de la tercera etapa, en la que se recupera 81% de la 

dicaprina con una pureza del 93%. Un paso adicional no mejoró la pureza o el 

rendimiento. Teniendo en cuenta el proceso general, llevando a cabo la neutralización 

y sólo la primera etapa de extracción fue posible recuperar 90% de la dicaprina inicial 

con 89% de pureza. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Los resultados y conclusiones del presente capítulo dieron origen a la siguiente 

publicación: 

Sánchez, D. A., Tonetto, G. M., Ferreira M. L. (2014). Separation of acylglycerides 
obtained by enzymatic esterification using solvent extraction. Journal of the American 
Oil Chemists' Society, 91:261–270. 

http://link.springer.com.sci-hub.io/article/10.1007/s11746-013-2374-1
http://link.springer.com.sci-hub.io/article/10.1007/s11746-013-2374-1
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5. ESTUDIO DE CATALIZADORES PARA LA SÍNTESIS DE MEZCLAS DE GLICÉRIDOS 

ESTRUCTURADOS CON ALTO VALOR NUTRICIONAL POR ESTERIFICACIÓN DE 1,3-

DICAPRINA CON ÁCIDO PALMÍTICO 

 

5.1. Introducción 

Los triacilgliceroles (TAG) constituyen la mayor contribución energética aportada por 

los lípidos dietarios. Los triglicéridos de longitud de cadena media (TCM) ó MMM 

(siendo M un ácido graso de C6 a C12) han sido empleados como grasas de rápida 

digestión para proporcionar energía especialmente en pacientes con malabsorción y 

en cuidados infantiles [1-3]. Sin embargo, el uso a largo plazo de MCT puede resultar 

en deficiencia de ácidos grasos esenciales [4,5] y puede tener efectos secundarios, 

como acidosis metabólica. Por lo tanto, triacilglicéridos alternativos tales como 

mezclas físicas de TCM y aceite vegetal convencional, grasas interesterificadas 

obteniendo TAG de estructura al azar y TAG estructurados específicos con ácidos 

grasos de cadena media (AGCM) ubicados en las posiciones sn-1,3, han sido utilizados 

en estudios de absorción [6-9] y nutrición clínica [10]. La estructura del TAG afecta su 

digestión y absorción [8,9,11]. Los triglicéridos estructurados (TE) específicos con 

ácidos grasos de cadena larga localizados en la posición sn-2 proporcionan una fuente 

de ácidos grasos poliinsaturados de fácil adsorción [7-9]. Por lo tanto, el valor 

nutricional de un TAG depende tanto de la composición de ácidos grasos como de la 

distribución posicional de los grupos acilo dentro de la molécula del TAG. 

 

La modificación de triglicéridos puede realizarse para obtener grasas con reducido 

contenido calórico para dar respuesta al creciente interés de los consumidores hacia 
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alimentos más saludables. Ejemplos de lípidos modificados con menor densidad 

calórica disponibles en el mercado son Caprenina (Procter & Gambler, Estados Unidos), 

Salatrim (Nabisico Foods, Estados Unidos), Neobee MCT (Aarhus United, Estados 

Unidos), Vivóla (Forbes-Med, Canadá) y Diacylglycerol oil (Kao Corp., Japón) [12]. 

 

Los ácidos grasos de longitud de cadena media son metabolizados más rápidamente en 

comparación con los ácidos de cadena larga (AGCL). AGCM son transportados al hígado 

vía vena porta. Posteriormente sufren un proceso de β-oxidación generando cetonas, 

una fuente rápida de energía. Esto provoca un aumento de la termogénesis y la 

saciedad inducida por la alimentación [13-14]. Mientras que los AGCL son ciclados 

nuevamente en los conductos linfáticos intestinales, se incorporan a los quilomicrones 

y se transfiere a la circulación principalmente a través del conducto torácico, 

prácticamente sin pasar por el hígado lo que permite que se acumulen en el cuerpo 

como grasa.  

 

Los triglicéridos conteniendo sólo ácidos grasos de cadena media no son adecuados 

para su uso en cocina, tales como aceites para freír, debido a la formación de espuma. 

Es por eso que AGCL son incorporados a los TCM para superar estos inconvenientes, 

dando lugar a los denominados triglicéridos de longitud de cadena media y larga 

(TCML), donde cada triglicérido contiene ácidos grasos de cadena media y larga en la 

misma molécula. Estos productos son o pueden producirse a través de acidólisis, 

esterificación o interesterificación enzimática [15-17]. 
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El uso de lipasas no específicas permitirá la obtención de triglicéridos estructurados 

con configuraciones al azar. Estos TCML pueden presentar 6 configuraciones (MLM, 

MML, LLM, LML, LLL, y MMM), pero el uso de lipasas 1,3-específicas permitiría la 

generación de TE con composición específica [18]. 

 

En la molécula de TCML, el ácido graso de cadena larga es proporcionada por un aceite 

vegetal (tal como canola, soja, semilla de algodón, girasol, maní, oliva, maíz, semilla de 

cártamo, salvado de arroz o aceite de sésamo). La fuente de ácido graso de cadena 

media es un triglicérido de cadena media  (coco o palma kernel) o ácidos grasos como 

el ácido cáprico o caprílico. El ácido graso de cadena larga proporcionado por el TCL 

permite incrementar el punto de humo de los TCM y por lo tanto se puede aplicar para 

freír [18]. 

 

Healthy Resseta es un aceite compuesto por TCML (transesterificación de TCM con 

aceite de colsa) comercialmente disponible en Japón y Estados Unidos para ser 

empleado como aceite de cocina.  El mismo se produce en Japón desde 1999 por 

Nisshin Oillio Group Ltd. Este TCML fue reconocido como seguro (GRAS) en 2006 

teniendo en cuenta lo dispuesto por la Administración de Alimentos y Fármacos de 

Estados Unidos. 

 

En 2010, Koh y colaboradores obtuvieron un aceite con 59.76% en peso de TCML 

llevando a cabo la esterificación de glicerol con ácidos grasos de cadena corta y larga, 

empleando 10% de enzima, 70 °C, relación molar ácidos grasos/glicerol 3.5:1 y con un 

tiempo de reacción de 14 horas [18]. Dos años más tarde, Arifin y coautores llevaron a 
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cabo el modelado y optimización de la reacción estudiada antes por Koh, logrando un 

producto con 58% de TCML y estableciendo como condiciones óptimas una 

temperatura de reacción de 65 °C, relación molar ácidos/glicerol 3:1, tiempo de 

reacción 13.61 horas y carga de lipasa 8% en peso [19].  

 

Por otro lado, los diglicéridos (DAG) son componentes naturales de diversos aceites 

comestibles, y son moléculas tensioactivas ampliamente utilizados como 

emulsionantes en la industria alimentaria [20]. Se ha demostrado que el consumo de 

aceites ricos en DAG, especialmente en el 1,3-isómero, tiene efectos positivos sobre la 

salud humana, entre ellos, la disminución de triglicéridos en suero postprandial (TG) y 

la reducción de acumulación de grasa corporal [21,22]. 

 

Con lipasas 1,3-específicas, la mayor parte del ácido graso puede ubicarse en 

posiciones sn-1,3. De esta manera, como se vio en el Capítulo 3 pudo llevarse a cabo la 

síntesis de 1,3-DAG, en particular 1,3-dicaprina, empleando Lipozyme RM IM. Luego de 

un apropiado (incluso simple) proceso de extracción con solventes, presentado en el 

Capítulo 4, 1,3-dicaprina se separó y se obtuvo con el grado de pureza necesario. Este 

diglicérido, más allá de su propio valor nutricional, puede ser esterificado en la 

posición sn-2 con un ácido graso de cadena larga para obtener TCML con estructura 

particular. Es necesaria una lipasa no específica para llevar a cabo esta segunda etapa. 

Claramente, la composición final incluirá tri- y diglicéridos, e incluso otros productos 

obtenidos como resultado de la reacción de hidrólisis. La composición de la mezcla 

final debe ser analizada con el objetivo de elegir el catalizador que maximice los 
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productos deseados y minimice los indeseados, en el contexto de una alta conversión 

de  1,3-DAG. 

 

En este capítulo se propone estudiar la síntesis enzimática de una mezcla de glicéridos 

nutricionalmente valiosos a través de la esterificación de un 1,3-DAG ó MGM (con M = 

ácido cáprico, C ó 10:0) con un ácido graso de cadena larga (L) saturado, 

particularmente ácido palmítico (P) ó 16:0. Se presentan aquí los resultados obtenidos 

mediante el ensayo (screening) de lipasas comerciales, en forma libre e inmovilizada. 

 

El objetivo del presente capítulo es maximizar la síntesis del triglicérido MLM (1,3 

dicaproil-2-palmitoil glicerol o CPC), con M = 10:0 y L = 16:0,  en una mezcla de TG y 

DAG. Además del producto deseado, cantidades menores de MMM (tricaprina o CCC), 

MML (1,2-dicaproil-3-palmitoil glicerol o CCP) y MLL (1 caproil-2,3-dipalmitil glicerol o 

CPP) o LLM (1,2-dipalmitoil-3-caproil glicerol o PPC) también serían aceptables, 

especialmente debido al impacto en la salud de los TCM y siendo M un ácido graso 

saturado. También tendría alto valor nutricional la presencia de 1,3 DAG, 

especialmente formados por uno o dos ácidos grasos de cadena media (MGM o CGC, 

MGL (1-caproil-3-palmitoil glicerol o CGP) / LGM (1 palmitoil-3-caproil glicerol o PGC). 

Los productos de reacción fueron agrupados en función de la reacción que los genera: 

esterificación, hidrólisis e hidrólisis con posterior esterificación. Los triglicéridos y 

diglicéridos de alto valor nutricional se presentarán por separado. También los 

productos no deseados se analizaron para caracterizar los diferentes sistemas 

catalíticos explorados, buscando minimizar la formación de LLL y LGL (tripalmitina y 

1,3-dipalmitoil glicerol). La incorporación de ácido palmítico en la posición sn-2 de los 
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productos finales se exploró llevando a cabo hidrólisis de los productos deseados 

catalizada por la lipasa de páncreas porcino (PPL), etanólisis catalizada por la lipasa B 

de Candida antarctica (CALB)  y resonancia magnética nuclear de 1H y 13C. 

 

5.2. Evaluación de catalizadores  

El empleo de diferentes lipasas, en forma libre e inmovilizada, estuvo principalmente 

orientado a la obtención de un producto y no a un estudio básico. Es por esta razón 

que no se ha realizado un estudio cinético que permita comparar biocatalizadores en 

términos de unidades de actividad enzimática (U). Además, el empleo de reacciones 

test para comparar actividad enzimática de cada catalizador no brinda información 

certera del comportamiento de los mismos en el sistema de reacción a ser empleados.  

 

En los estudios presentados a continuación se evalúan masas fijas de diferentes 

catalizadores como una forma de comparar los productos generados por cada uno de 

ellos, a sabiendas de que pueden presentar diferente actividad específica, o diferentes 

problemas difusionales.  

 

5.2.1.  Empleo de lipasas comerciales en forma libre o inmovilizada 

La esterificación de 1,3-dicaprina con ácido palmítico fue llevada a cabo siguiendo el 

protocolo presentado en el Capítulo 2 (Sección 2.2.2.2). La identificación de los 

productos se realizó mediante cromatografía de gases siguiendo la metodología 

presentada en la Sección 2.2.1.5.4. El avance de la reacción no pudo seguirse mediante 

titulación simple ya que, además de consumirse ácido palmítico en la reacción de 

esterificación, se presenta en forma paralela la reacción de hidrólisis. 
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En la Figura 5.1 se presentan cromatogramas donde se muestran los picos 

correspondientes a los reactivos y los productos típicos de la reacción de esterificación 

de dicaprina con ácido palmítico catalizada por lipasas. Además del producto deseado, 

1,3-dicaproil-2-palmitoilglicerol (CPC), se obtienen otros productos debido a la 

reacción de hidrólisis y posterior re-esterificación. Entre los productos secundarios se 

detecta ácido cáprico (C), 1-caproil-3-palmitoilglicerol (CGP), 1-caproil-2-

palmitoilglicerol (CPG), 1,3-dipalmitoilglicerol (PGP) y 1,2-dipalmitoilglicerol (PPG), 1-

caproil-2,3-palmitoilglicerol (CPP) y tripalmitina (PPP). Probablemente también se 

obtenga 1,2-dicaproil-3-palmitoil glicerol (CCP). 

 

 
Figura 5.1. Cromatogramas correspondientes a reactivos (Negro) y productos (Rojo) al llevar a 

cabo la esterificación enzimática de dicaprina con ácido palmítico catalizada por la lipasa de 

Pseudomonas fluorescens. EI: estándar de calibración (tricaprilina). 
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En la Tabla 5.1 se presenta el desempeño de cada uno de los biocatalizadores en la 

reacción de síntesis del triglicérido deseado luego de 12 horas de reacción.  

 

Tabla 5.1. Reactivos y productos (μmoles) en la reacción de esterificación de dicaprina con 

ácido palmítico catalizada por diferentes lipasas luego de 12 horas de reacción.   

Reactivos 
y  

productos 
(μmoles) 

Concentración 
inicial 

Lipasas 
 

CRL CALB RML BCL PFL 

GGG 0.00 0.00 22.25 0.00 0.00 18.40 
C 1.74 6.55 149.30 135.65 116.65 104.65 
P 218.41 213.35 101.82 104.79 119.33 98.47 
CGC 112.33 90.99 18.01 18.55 22.96 27.10 
CPG+CGP 0.00 3.15 24.24 19.54 22.67 22.64 
CCC 9.01 20.00 1.00 0.00 6.08 0.00 
PPG+PGP 0.00 0.00 12.58 6.94 7.75 5.55 
CPC 0.00 1.90 20.43 30.79 26.04 36.32 
CPP 0.00 0.00 14.29 18.59 9.92 14.49 
PPP 0.00 0.00 4.15 3.43 0.00 2.10 

XDAG (%) -- 19 84 83 80 76 

CRL = Lipasa de Candida rugosa (Lipase AY “Amano”), CALB = Lipasa B de Candida antarctica 

(Novozym 435), RML = Lipasa de Rhizomucor miehei (Lipozyme RM IM), BCL = Lipasa de 

Burkholderia cepacia (Lipase PS “Amano”) y PFL = Lipasa de Pseudomonas fluorescens (Lipase 

AK “Amano”). XDAG = porcentaje de conversión del diglicérido. 

 

En la Figura 5.2 se resume gráficamente el desempeño de cada uno de los 

biocatalizadores ensayados en esta reacción considerando la conversión de dicaprina y 

el rendimiento a CPC. Las mayores conversiones del diglicérido se obtuvieron con las 

lipasas inmovilizadas, aunque también con estas enzimas fue más importante la 

reacción de hidrólisis, tal como se observa en la generación de ácido cáprico y de los 

productos secundarios. 

 

La mayor selectividad al 1,3-dicaproil-2-palmitoilglicerol se obtuvo con la lipasa de 

Pseudomonas fluorescens (42.6%), aunque también la tasa de hidrólisis es elevada 
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generando otros productos en altas proporciones. El rendimiento a CPC logrado con 

esta lipasa fue 32% 

 

Todos los biocatalizadores analizados en esta sección permitieron conversiones de 

DAG superiores al 75%, a excepción de CRL que no resultó adecuada para esta reacción 

ya que se trata de una lipasa naturalmente preparada para llevar a cabo reacciones de 

hidrólisis. En función de los resultados presentados en la Tabla 5.1 la lipasa de 

Burkholderia cepacia (BCL) se presenta como uno de los mejores catalizadores para 

llevar a cabo la síntesis de una mezcla de glicéridos de alto valor nutricional. Si bien el 

rendimiento a CPC logrado con el uso de esta enzima es menor que empleando la 

lipasa de Pseudomonas fluorescens o Lipozyme RM IM, la composición de la mezcla 

obtenida resulta sumamente atractiva ya que no contiene tripalmitina (PPP), posee la 

menor proporción de CPP y a su vez contiene tricaprina (CCC) y una fracción 

interesante de diglicéridos.  
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Figura 5.2. Esquema del desempeño de los biocatalizadores en la reacción de esterificación de 

dicaprina con ácido palmito.   

 

5.2.3. Metodologías para el control del agua en el medio de reacción 

Con el objetivo de reducir la reacción de hidrólisis y maximizar la síntesis del 

triglicérido estructurado CPC se propusieron diferentes técnicas para el control del 

agua en el medio de reacción. 

 

En primer lugar, la reacción de esterificación se llevó a cabo siguiendo el método 

descripto en la Sección 2.2.2.1 pero con el agregado de 10 mg de gel de sílice como 

agente removedor de agua. En estas condiciones, la reacción procedió más lentamente 

y mediante los análisis cromatográficos se hizo evidente la adsorción de reactivos y 

productos en el gel de sílice. 
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En la Tabla 5.2 se muestra el rendimiento a 1,3-dicaproil-2-palmitoil glicerol al llevar a 

cabo la reacción de esterificación con el agregado de gel de sílice. 

 

Tabla 5.2. Rendimiento a 1,3-dicaproil-2-palmitoil glicerol al llevar a cabo la esterificación de 

dicaprina con ácido palmítico catalizada por diferentes lipasas y utilizando gel de sílice como 

agente removedor del agua en el sistema de reacción.   

Lipasa Rendimiento a CPC 

Burkholderia cepacia 20% 
CALB (Novozym 435) 12% 

Pseudomonas fluorescens 20% 
RML (Lipozyme RM IM) 18% 

Candida rugosa 0% 

 

 

Para verificar el porcentaje de adsorción de reactivos en el gel de sílice, 50 mg de 

dicaprina y 56 mg de ácido palmítico se disolvieron en 2 mL de n-heptano y luego se 

adicionaron 10 mg de gel de sílice. La mezcla se mantuvo en baño termostático a 45 °C 

y con agitación magnética por 6 horas. Alcanzado este tiempo se tomó una muestra 

para analizar por cromatografía gaseosa determinando que 99% del ácido palmítico y 

70% de la dicaprina se adsorbieron sobre el gel de sílice. Se hace evidente entonces 

que esta metodología para el control del agua durante la reacción de esterificación 

limita la disponibilidad de los reactivos y en consecuencia el progreso de la reacción. 

  

Como segunda metodología para el control del agua se reemplazó al gel de sílice por 

tamiz molecular 13X. El ensayo de adsorción de reactivos anteriormente descripto se 

realizó nuevamente pero empleando este tamiz. El análisis cromatográfico permitió 

determinar que 59% del ácido palmítico y 7% de dicaprina se adsorbieron sobre el 

tamiz molecular.  
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En la Figura 5.3 se presentan los miligramos de reactivos y productos en función del 

tiempo de reacción al llevar a cabo la esterificación de dicaprina con ácido palmítico 

empleando BCL como catalizador y tamiz molecular 13X para controlar el contenido de 

agua en el sistema de reacción y minimizar la reacción de hidrólisis. Los productos de 

reacción fueron analizados por cromatografía gaseosa en intervalos de 3 horas. En la 

misma puede observarse que después de 12 hs de reacción, la hidrólisis aumenta 

considerablemente, con un fuerte incremento de la cantidad de ácido cáprico 

generado. La conversión de ácido palmítico prácticamente se detiene después de 15 

hs, incluso cuando la conversión de dicaprina continúa hasta las 18 hs. El máximo 

rendimiento a CPC tiene lugar a las 15 horas de reacción, a este tiempo el rendimiento 

a CPC fue 27% y a CPP 15%, mientras que si se consideran los productos de reacción a 

las 12 horas de iniciada la misma el rendimiento a CPC fue 22% y a CPP 2%. La 

reducción en la fracción de tricaprina y la generación de dipalmitina, CPP y tripalmitina 

están estrechamente relacionadas con la reacción de hidrólisis y los cambios se 

vuelven importantes a partir de las 15 hs.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 



136 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Fi
gu

ra
 5

.3
. C

o
n

ce
n

tr
ac

io
n

es
 d

e 
re

ac
ti

vo
s 

y 
p

ro
d

u
ct

o
s 

en
 f

u
n

ci
ó

n
 d

el
 t

ie
m

p
o

 d
e 

re
ac

ci
ó

n
 p

ar
a 

la
 e

st
er

if
ic

ac
ió

n
 d

e 
d

ic
ap

ri
n

a 
co

n
 

ác
id

o
 p

al
m

ít
ic

o
 c

at
al

iz
ad

a 
p

o
r 

la
 li

p
as

a 
d

e 
B

ur
kh

o
ld

er
ia

 c
ep

a
ci

a
 e

m
p

le
an

d
o

 t
am

iz
 m

o
le

cu
la

r 
1

3
X

 c
o

m
o

 m
et

o
d

o
lo

gí
a 

d
e 

co
n

tr
o

l 

d
e 

ag
u

a.
 



137 
 

Como última metodología para la remoción de agua del medio de reacción se empleó 

tamiz molecular 5A. Nuevamente se evaluó la adsorción de reactivos en el tamiz sin el 

agregado de lipasa. Mediante el análisis cromatográfico se pudo determinar que no 

existió adsorción de los reactivos en el tamiz 5A. La reacción de esterificación se llevó a 

cabo en las condiciones indicadas en la Sección 2.2.2.1 con la adición de 15 mg de 

tamiz molecular 5A, en este caso el tiempo de reacción se fijó en 12 horas en función 

de los resultados obtenidos con el tamiz 13X (importante incremento de la reacción de 

hidrólisis a mayores tiempos). Finalizada la reacción se logró una conversión del 80% 

de la dicaprina inicial, con un rendimiento a CPC del 23%. 

 

Las metodologías tradicionales, encontradas en la literatura, propuestas para la 

remoción de agua, tales como el uso de gel de sílice o tamices moleculares 13X o 5A no 

introdujeron mejoras en la selectividad a triglicéridos estructurados. 

 

Está claro que la presencia de adsorbentes cambia la relación molar de sustratos en el 

seno del medio de reacción, de esta manera no sólo se ve afectada la cinética sino 

también la selectividad. La conversión de DAG es menor empleando tamices 

moleculares debido a la adsorción de sustratos en los mismos, probablemente la 

adsorción de productos también es posible como ya se vio en el Capítulo 3. 

 

En varios trabajos se ha reportado el uso de gel de sílice o tamices moleculares como 

sólidos para adsorber el agua que se genera como producto de la esterificación de 

glicerol o glicéridos [23-27]. Sin embargo, en estos manuscritos no se ha considerado la 

posibilidad de que compuestos polares puedan ser adsorbidos por estos sólidos. Las 
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sustancias mencionadas incluyen ácidos grasos (saturados o insaturados, 

poliinsaturados, ácidos grasos de cadena corta, ácidos grasos de cadena media y ácidos 

grasos de cadena larga),  también monoglicéridos y diglicéridos. Estas moléculas tienen 

grupos carboxílicos (COOH) y grupos hidroxilo (OH) que pueden ser adsorbidos sobre 

los tamices moleculares o gel de sílice, además del agua como producto de la 

esterificación. Como resultado de la adsorción de sustratos en los sólidos, la relación 

molar de ácidos a glicerol o glicéridos en el seno del solvente es diferente a la nominal, 

afectando entonces la cinética y la selectividad de la reacción. 

 

Varios estudios han examinado el uso de vacío o el empleo de sistemas bifásicos para 

remover el agua formada y aumentar la conversión de sustratos en la esterificación de 

glicerol, mono- y diglicéridos [28-30]. 

 

La adsorción de ácidos grasos y diglicéridos sobre gel de sílice y tamiz molecular 13X es 

un problema serio que afecta la relación molar in situ. En la mezcla de sustratos y 

productos presentes en el medio de reacción, varios de ellos pueden ser adsorbidos 

por algún sólido, incluyendo el soporte sobre el que las enzimas se encuentran 

inmovilizadas. Inicialmente P y CGC pueden ser adsorbidos, pero cuando la reacción 

procede también puede adsorberse C, los mono- y diglicéridos generados. Los 

triglicéridos no son adsorbidos en sólidos polares, hidroxilados o ácidos (de Lewis o 

Brønsted). Esta complicación es inevitable y produce una grave pérdida de sustratos y 

falta de control de la relación molar entre reactivos durante la reacción, de tal manera 

que tanto la cinética como la selectividad se ven afectadas.  
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Como se vio el empleo de gel de sílice y tamiz 13X reduce de manera drástica la 

concentración de P en el solvente orgánico, mientras que la concentración de CGC se 

ve también afectada pero siempre se mantiene relativamente más elevada. 

Probablemente el agua también se adsorba en gran medida sobre los sólidos, 

permitiendo que la reacción de esterificación esté más favorecida que la hidrólisis, sin 

embargo la productividad de compuestos deseados y la conversión total se ven 

afectadas considerablemente, incrementando los costos operativos. 

 

5.2.4. Transesterificación de dicaprina empleando palmitato de etilo 

Como se mostró en la sección anterior, la reacción de hidrólisis y posterior generación 

de productos no deseados no pudo reducirse empleando metodologías convencionales 

para el control del agua. Como alternativa se propuso el empleo de etil palmitato en 

lugar de ácido palmítico, generando etanol en lugar de agua como producto de la 

reacción con dicaprina. Se empleó tamiz molecular 13X como metodología de control 

del etanol generado ya que la adsorción de diglicéridos sobre este sólido es baja y el 

palmitato de etilo no se adsorbe sobre el tamiz. 

 

La reacción de transesterificación se llevó a cabo como se presentó en el Capítulo 2 

(Sección 2.2.2.3). En la Tabla 5.3 se presentan los reactivos y productos obtenidos en 

función del tiempo de reacción. El rendimiento a 1,3-dicaproil-2-pamitoil glicerol fue 

sólo del 8% a las 12 horas de reacción, el máximo rendimiento se obtuvo a las 10 hs 

(9%). 
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Tabla 5.3. Reactivos y productos en función del tiempo de reacción para la transesterificación 

de dicaprina con etil palmitato catalizada por la lipasa de Burkholderia cepacia empleando 

tamiz molecular 13X.  

Reactivos y 
productos 
(% molar) 

                                           Tiempo de reacción (h) 
 

 

0 2 4 6 8 10 12 

C 0.00 0.79 1.22 1.82 2.44 2.47 2.69 
P 71.59 70.94 69.13 68.17 66.61 66.06 65.56 

CGC 25.55 19.45 16.22 13.42 11.68 10.73 9.51 
CPG+CGP 0.00 0.00 1.29 1.34 1.93 2.18 2.42 

CCC 2.87 6.34 7.82 8.73 8.60 7.97 7.69 
PPG+PGP 0.00 0.00 0.00 0.16 0.20 0.27 0.30 

CPC 0.00 0.64 1.16 1.61 2.36 2.48 2.66 
CPP 0.00 0.00 0.00 0.07 0.14 0.17 0.17 
PPP 0 0 0 0 0 0 0 

 

 

5.2.5. Remoción del agua contenida en la lipasa PS “Amano”. 

Los altos niveles de hidrólisis registrados en las reacciones antes estudiadas pueden ser 

asignados a un elevado contenido de agua presente en la lipasa comercial. Siguiendo el 

procedimiento de secado presentado en la Sección 2.2.2.4 se obtuvo una reducción de 

peso del 1.2% que puede atribuirse al agua removida del biocatalizador. La lipasa así 

obtenida fue ensayada en la reacción de esterificación en iguales condiciones a las 

descripta en la Sección 2.2.2.1. 

 

Luego de 9 horas de reacción el rendimiento a CPC cae de 20% en la lipasa sin tratar a 

5% en la lipasa a la que se eliminó el agua. No sólo se registraron cambios en la 

actividad del catalizador (como se muestra en la Tabla 5.4) sino que también su 

selectividad se vio afectada: reducción en la producción de CGP y CPC e incremento en 

la generación de CCC. 
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Tabla 5.4. Conversión de DAG y rendimiento a CPC al llevar a cabo la esterificación de 

dicaprina con ácido palmítico empleando BCL con y sin tratamiento para remover el agua en el 

catalizador. 

 BCL  Sin Tratar BCL  Tratada 

Conversión de DAG 61% 17% 
Rendimiento a CPC 20% 5% 

 

Aparentemente, retirar el agua que forma parte del biocatalizador provoca una 

importante rigidización de la lipasa con la consiguiente pérdida de actividad.  

 

En función a los resultados hasta aquí presentados en este capítulo, las reacciones de 

esterificación que se presentan en las secciones subsiguientes fueron llevadas a cabo 

sin aplicar ninguna metodología para el control del agua en el medio de reacción. 

 

5.2.6. Empleo de la lipasa de Burkholderia cepacia inmovilizada 

BCL fue inmovilizada sobre polipropileno comercial y sobre montmorillonita (área 

superficial específica 750-800 m2/g) como se describe en la Sección 2.2.2.5 y la 

reacción de esterificación se llevó a cabo como se indica en la Sección 2.2.2.1 pero 

empleando 100 mg del biocatalizador obtenido (50 mg al inicio y los restantes 50 mg a 

las 3 horas) 

 

Empleando la lipasa inmovilizada sobre polipropileno se logró 48% de conversión del 

DAG con 10% de rendimiento a CPC, la manipulación y recuperación del biocatalizador 

es sencilla ya que se encuentra en forma de pellets. 
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Por su parte, BCL inmovilizada sobre montmorillonita permitió la conversión del 82% 

del DAG con un rendimiento a CPC del 24%. En la práctica el uso de este biocatalizador 

se vuelve complejo debido al pequeño tamaño de partícula de la montmorillonita que 

puede generar problemas como agregación, dificultades en la separación para la 

reutilización y potenciales problemas prácticos en un escalado. 

 

La diferencia en la actividad registrada en estos catalizadores puede atribuirse al 

porcentaje de inmovilización de lipasa logrado en cada uno de ellos. Al realizarse la 

inmovilización en una solución acuosa, el contacto del polipropileno con la misma es 

bajo y el polímero tiende a mantenerse en la superficie del líquido, altas velocidades 

de agitación son necesarias para favorecer el contacto, lo que afecta no sólo el proceso 

de inmovilización sino que también puede afectar la actividad de la lipasa. Por otro 

lado, la montmorillonita se dispersa fácilmente en agua y el mezclado de esta arcilla en 

la solución conteniendo la lipasa es muy bueno, incluso a bajas velocidades de 

agitación. Estas diferencias entre los sólidos probablemente han favorecido mayor 

porcentaje de inmovilización de lipasa en la montmorillonita que en el polipropileno. 

 

Al ser planteado como estudio exploratorio, se eligieron condiciones de inmovilización 

puntuales y no era el objetivo la optimización de la etapa de inmovilización o un 

estudio exhaustivo de caracterización de los soportes. Se pretendió comparar el 

carácter superficial (hidrofóbico orgánico en el polipropileno, hidrofílico  en el caso de 

quitosano (empleado en el Capítulo 7) e inorgánico en el caso de la montmorillonita). 

Trabajos previos del grupo permitieron establecer que el quitosano es un excelente 

soporte (aún con sólo 4 % de área BET). 
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5.3. Evaluación de catalizadores: análisis de la conversión de dicaprina y de los 

productos de reacción en función de la reacción que les da origen 

En esta sección y en las siguientes, los productos de reacción serán cuidadosamente 

descriptos y analizados. Más adelante se analizará la presencia de isómeros, hasta 

tanto se empleará la nomenclatura que se detalla a continuación para proseguir con el 

análisis de DAG y TAG: 

CGC = dicaprina total, incluyendo mayoritariamente 1,3-dicaprina y menores 

proporciones de 1,2- y 2,3-dicaprina en el sustrato. 

CPC = incluye el producto deseado (CPC) y posible presencia de CCP y PCC 

CPP = incluyendo CPP, PCP y PPC 

CGP = incluyendo CGP y PGC, también CPG y PCG, y además  GPC y GCP 

PGP = dipalmitina considerando la totalidad de los isómeros (1,2-, 1,3- y 2,3-

dipalmitina) 

 

La única vía para obtener DAG o TAG con ácido cáprico en posición sn-2 (excluyendo 

las menores proporciones de 1,2-DAG y 2,3-DAG presentes en el sustrato) son: 

 migración de acilos de las posiciones sn-1/sn-3 a la sn-2 en CGC o CGP, una 

reacción paralela a la de esterificación y a la hidrólisis 

 esterificación de la posición sn-2 con ácido cáprico en lugar de palmítico, 

una reacción en serie en la cual primero ocurre la hidrólisis de DAG (CGC) o 

TAG (CCC) formados por ácido cáprico. 

 

Con excepción de CRL, todas las otras lipasas mostraron conversiones del DAG 

superiores al 60%. Las lipasas comerciales provistas por Novo, Lipozyme RM IM (RML) 
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y Novozym 435 (CALB), permitieron obtener porcentajes de conversión de dicaprina 

cercanos al 84%, mientras que las lipasas libres de Amano, BCL y PFL, lograron 

conversiones de 76 y 80% del diglicérido respectivamente. La lipasa de Burkholderia 

cepacia inmovilizada sobre montmorillonita BCL-MONT) permitió incrementar la 

conversión de DAG a 82%. 

 

Aún cuando la relación molar se sustratos fue seleccionada de modo tal de promover 

la esterificación de CGC con P para producir CPC, la reacción de hidrólisis permite 

generar sn-1/sn-3 monocaprina, ácido cáprico y glicerol, y reacciones en serie de 

hidrólisis y posterior esterificación que promueven la generación de CGP, PGP y CPP y 

PPP. 

 

Considerando la presencia de fracciones de 1,2- y 2,3-dicaprina en el sustrato de 

partida y la posibilidad de existencia de la reacción de migración de acilos en los 

productos de reacción, es factible encontrar CPP (además de CPC), y los isómeros GCP, 

GPC, CCP y PPC o incluso PCP.  

 

En la Figura 5.4 se muestra la distribución de productos, en porcentaje en peso, 

teniendo en cuenta la reacción que los genera (no se consideran los remanentes de 

CGC, P y CCC). Considerando: 

 Hidrólisis Pura = C + GGG 

 Esterificación Pura = CPC 

 Hidrólisis + Esterificación = CGP+PGP+CPP+PPP 
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Figura 5.4. Productos formados, agrupados de acuerdo a la reacción por la cual fueron 

generados al llevar a cabo la esterificación de dicaprina con ácido palmítico empleando 

diversos catalizadores, tiempo de reacción = 12 horas.  

 

A partir de esta figura varios puntos pueden destacarse respecto a las reacciones de 

esterificación, hidrólisis e hidrólisis con posterior esterificación para diferentes 

enzimas: 

 A pesar que PFL y CRL tienen diferentes actividades y conversiones finales, 

la distribución de productos de las reacciones de hidrólisis, esterificación e 

hidrólisis + esterificación (26,7-28,9% / 34,4-31,6% / 38,9-39,6 %, para cada 

reacción y lipasa respectivamente) son muy similares. 

 

 RML tiene una distribución de productos muy similar a BCL y a BCL 

inmovilizada sobre montmorillonita (BCL-MONT) (hidrólisis: 33-35-36%, 
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esterificación: 26,7-27,6-25,9% e hidrólisis con posterior esterificación: 

40,2-37,4-38,1%). 

 

 Cuando se llevó a cabo la síntesis empleando BCL y tamiz molecular 13X se 

obtuvo la mayor producción relativa de CPC. Este resultado es comprensible  

considerando que el agua, ácido cáprico y palmítico están adsorbidos sobre 

el tamiz favoreciendo la reacción de esterificación frente a la de hidrólisis. 

Con el uso de tamices moleculares 13X, la mezcla final contiene 54% de 

CPC, mientras que sin ellos sólo el 27% del total de productos es CPC 

empleando BCL. El control cinético a través de la baja concentración de 

sustratos en el medio de reacción, que se da al emplear tamices, hace que 

la conversión de dicaprina sea considerablemente menor que en los casos 

donde no se utilizan metodologías para el control del agua. 

 

 CALB produce el menor porcentaje relativo del producto deseado CPC 

(16,9%), siendo las reacciones de hidrólisis e hidrólisis con posterior 

esterificación mucho más importantes. 

 

5.4. Evaluación de catalizadores: análisis de la composición final de CPC, CPP y CCC 

La Figura 5.5 muestra el perfil de los tres triglicéridos principales que se encuentran en 

el medio de reacción: CCC, CPC y PPC. 
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Figura 5.5. Principales triglicéridos sintetizados mediante la esterificación de dicaprina con 

ácido palmítico empleando diversos catalizadores, tiempo de reacción = 12 horas. 

 

Varios puntos importantes se pueden destacar respecto a las tendencias que revela el 

gráfico cuando la reacción fue detenida a las 12 horas: 

 Para todas las lipasas estudiadas, la síntesis de CPC y CPP tienen perfiles 

similares, siendo la cantidad de CPP formada mucho más baja que la de 

CPC, luego de 12 horas. Esto permite presumir que la generación de CPP 

está relacionada con una reacción en serie de hidrólisis de CPC para generar 
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CPG y posterior esterificación de la posición sn-3 con P para dar el 

triglicérido CPP. 

 

 El comportamiento de la síntesis de CCC es claramente diferente de las 

tendencias observadas CPC y PPC. Hay dos posibles vías para la generación 

de CCC: la esterificación de CGC con C en sn-2 por una lipasa no específica 

(que necesitaría la presencia de C en concentraciones competitivas para ser 

esterificado antes que P) o la reacción en serie migración de C desde sn-

1/sn-3 a sn-2 para producir GCC o CCG y, finalmente, la esterificación de 

ellos con C en posición sn-1 o sn-3. La reacción de isomerización de sn-1 a 

sn-2, como se mostró en el Capítulo 3, puede ser catalizada 

enzimáticamente cada vez que un glicérido tiene un grupo hidroxilo en la 

posición sn-2. Teniendo en cuenta lo antes mencionado, la segunda vía 

parecería la más probable debido a las altas concentraciones iniciales de 

CGC. Desde el comienzo de la reacción, la migración de C desde las 

posiciones sn-1/sn-3 a sn-2 es una reacción paralela a la esterificación de P 

y estas dos son reacciones paralelas a la hidrólisis de CGC. Como se mostró 

en la Figura 5.3 a mayores tiempos de reacción la hidrólisis de CCC se vuelve 

importante con la consiguiente liberación de C. 

 

La presencia de estos triglicéridos en el producto final de reacción permite elevar el 

valor nutricional de la mezcla obtenida. Lee y coautores han informado sobre los 

beneficios del consumo de triglicéridos compuestos por ácidos grasos de cadena media 

y ácidos grasos de cadena larga en la misma molécula [12]. 
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5.5. Evaluación de catalizadores: análisis de la composición final de diglicéridos 

La Figura 5.6 muestra la síntesis de CGP y el consumo de CGC para las lipasas 

estudiadas, con fines comparativos también se presenta la formación de CPP en el 

mismo gráfico. Cabe recordar que la denominación CGP incluye los diglicéridos CGP, 

PGC, CPG, PCG, GPC y GCP (ver página 143). 

 

Las tendencias que se observan en la Figura 5.6 dan sustento a la propuesta 

presentada en la sección anterior, la existencia de la reacción en serie: 

CGCCPCCPGCPP. 

 

Diferentes aplicaciones de diglicéridos en la industria alimentaria han sido 

recientemente reportadas [31]. Los productos alimenticios más importantes 

conteniendo diglicéridos y, quizás los más rentables, son los aceites de cocina 

conteniendo una alta proporción de DAG. Nishide y colaboradores han desarrollado un 

aceite conteniendo entre 60 y 100% de DAG [32], el mismo ha sido desarrollado para 

mejorar los niveles de colesterol en sangre, restringir la acumulación de grasa corporal 

y prevenir la adiposidad. Este aceite cuenta además con un contenido elevado de 

antioxidantes y fitoesteroles.  
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Figura 5.6. CGC consumido y CGP generado (se incluye la formación de CPP con fines 

comparativos) al llevar a cabo la esterificación de dicaprina con ácido palmítico por 12 horas 

empleando diferentes catalizadores. 

 

 

5.6. Evaluación de catalizadores: producción de glicéridos con alto valor nutricional 

Dada la composición de la mezcla al finalizar la reacción de esterificación, en n-

heptano, un tratamiento con una solución acuosa alcalina permite extraer el ácido 

cáprico y palmítico presente. El producto final será entonces una mezcla de alto valor 

nutricional compuesta por TAG (CPC, CCC y CPP) y DAG (CGC, CGP).  Un objetivo 

importante es reducir al mínimo la producción de PGP y PPP. La digestión y el 

metabolismo de ácido palmítico en sn-1 y sn-3 posición se han correlacionado con 

efectos adversos en los lactantes alimentados con sustitutos de leche [33].  
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La literatura referida a triglicéridos de cadena media y larga (TCML) se ha vuelto cada 

vez más importante en los últimos 10 años. Como se ha mencionado previamente, 

TCM y TCML son una fuente de energía de rápida absorción y desfavorecen la 

acumulación de grasa en los seres humanos [34]. Por esta razón es importante hacer 

una clasificación entre los “glicéridos deseables” y los llamados aquí “glicéridos 

indeseables” (con alto contenido de P) a fin de encontrar el mejor biocatalizador en la 

producción de TCM y TCML (CPC, CCC, CPP) junto con diglicéridos de cadena media 

(DCM, particularmente CGC) y diglicéridos de cadena media y larga (DCML, en 

particular CGP). La Figura 5.7 muestra la distribución de productos considerando todos 

los compuestos presentes en la mezcla al finalizar la reacción, y la Figura 5.8 presenta 

la concentración de la mezcla basada sólo en el total de glicéridos deseables e 

indeseables 

 

 
Figura 5.7. Concentración de glicéridos deseados, indeseados y ácidos grasos libres luego de 

12 horas de reacción con diferentes catalizadores. 
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Figura 5.8. Concentración de triglicéridos, diglicéridos deseados y glicéridos no deseados luego 

de 12 horas de reacción con diferentes catalizadores y luego de separar los ácidos grasos 

libres. 

 

En función de la información disponible en la literatura sobre el metabolismo de 

triglicéridos estructurados [35], en el producto final C10:0 debe mantenerse 

principalmente en posiciones sn-1 y sn-3 mientras que C16:0 debe mantenerse en una 

alta proporción en posición sn-2 para ser fácilmente disponibles a través del 

metabolismo.  

 

La fórmula infantil comercialmente disponible como BetapolTM, un TAG 

interesterificado con C16:0 en la posición sn-2, favorece la absorción de triglicéridos y 

reduce las pérdidas de calcio. Otras grasas han sido diseñadas para ser pobremente 

absorbidas y favorecer la pérdida de peso, tales como triglicéridos con composición al 
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azar conteniendo C18:0 y ácidos grasos de cadena corta (C2:0 a C4:0). Salatrim™ o 

Caprenin™ contienen ácido caprílico, cáprico y behénico. 

 

En este estudio, con la excepción de CRL, y su bajo conversión de dicaprina, el 

contenido de trigicéridos estructurados alcanzó valores comprendidos entre 53 a 63% 

(% en peso), el contenido de diglicéridos estuvo entre 26 y 36% y los peores resultados 

en la selectividad se obtuvieron con RML y CALB (con aproximadamente 10 y 15% de 

productos no deseados respectivamente). Los mejores resultados se obtuvieron con 

BCL empleando tamiz molecular 13X. 

 

El metabolismo de los TAG implica el ataque de las posiciones sn-1 y sn-3 de glicéridos 

con C10:0 en estas posiciones, pero también el ataque de esas posiciones cuando 

C16:0 se encuentra esterificado en ellas. El porcentaje de C10:0 y C16:0 liberado 

después de la hidrólisis teniendo en cuenta la composición final de la mezcla de 

reacción (sin los ácidos grasos C y P, extraídos previamente con solución alcalina) se 

muestra en la Figura 5.9. Con este proceso de síntesis, el porcentaje en peso de C 

potencialmente liberado por el metabolismo de esta mezcla fluctúa entre 64 a 98% y el 

porcentaje de ácido palmítico (no deseado) que potencialmente se podría liberar varía 

entre 2 a 36% dependiendo del catalizador que se utilice para llevar a cabo la síntesis. 

Bajo este análisis, los mejores catalizadores son las enzimas solubles PFL y BCL, esta 

última en particular cuando se emplea con tamiz 13X. Finalmente los resultados 

obtenidos con BCL-MONT también podrían ser aceptables. 
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Figura 5.9. Ácido cáprico y palmítico potencialmente liberados durante el metabolismo de la 

mezcla nutricional obtenida con cada catalizador. Comparación con el máximo porcentaje de 

ácido palmítico liberado durante la digestión de la grasa de leche materna humana (LMH). 

 

Es importante el análisis de la composición de los sustitutos de grasas nutricionales 

disponibles para evaluar las potenciales aplicaciones de la mezcla obtenida en este 

estudio. La Tabla 5.5 muestra los principales sustitutos de las grasas dietéticas 

comerciales [36-37]. 
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Tabla 5.5. Sustitutos comerciales de grasas alimentarias, usos y composición de ácidos grasos. 

Comparación con la mezcla nutricional obtenida en este capítulo. 

Tipo de 

sustituto 

Nombre 

Comercial 

Aplicaciones Comentarios % AGCM
a
 % AGCL

b
 % AGCC

c
 

Triglicérido 

Estructurado 

Benefat 

(antes 

Salatrim) 

Industria 

Alimentaria 

Ácidos Grasos Cortos 

= acético, propiónico y 

butírico 

 Ácidos Grasos Largos 

= aceite 

hidrogenado(canola, 

soja, algodón) 

 C18:0 C2, C4 

Triglicérido 

Estructurado 

Caprenin Caramelos    C8-C10 

(43-45)% 

 (C22:0) 

(43-45%) 

 

Triglicérido 

Estructurado 

Bohenin Confección de 

dulces 

  C18:1 –C20  

TCM Neobee   C8-C10    

 Captrin   C8-C10   

 Captex   C8, C10 C18:2  

 Miglyol   C8 

(50-65%) 

C10 

(30-45%) 

  

Aceite de 

DAG 

Enova Aderezo para 

ensaladas 

Discontinuado    

En este 

estudio 

   C10- 

(64 a 98% ) 

C16  

(2-36%) 

NO 

a AGCM = Ácidos grasos de longitud de cadena media 
b AGCL = Ácidos grasos de longitud de cadena larga 
c AGCC = Ácidos grasos de longitud de cadena corta 

 

En la Tabla 5.6 se presenta la distribución de ácidos grasos en triglicéridos 

comúnmente empleados en alimentación humana, mientras que en la Figura 5.10 se 

presenta la concentración de ácido palmítico en la mezcla final y su concentración en 

la posición sn-2. 
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Tabla 5.6. Distribución posicional de ácidos grasos en triglicéridos alimentarios [38-39]. 

Ácidos Grasos (% molar) 

Fuente Posición Ac. 
Mirístico 

C14:0 

Ac. 
Palmítico 

C16:0 

Ac. 
Esteárico 

C18:0 

Ac. 
Oleico 
C18:1 

Ac. 
Linoleico 

C18:2  

Ac. α-
Linolenico 

C18:3 

Aceite de 
Palma 

 

1  60 3 27 9 - 
2  13 <1 68 18 - 

3  72 8 14 3 - 

Aceite de 
Oliva 

 

1  13 3 72 10 1 
2  1 - 83 14 1 
3  17 4 74 5 - 

Aceite de 
Soja 

 

1  4 6 23 48 9 
2  1 <1 22 70 7 
3  13 6 28 45 9 

Manteca 
de Karité 

1 y 3  4 80 10 5 - 
2  1 3 79 17 - 

Manteca 
de Cacao 

 

1  34 50 12 1 1 
2  2 2 87 9 - 
3  37 53 9 <1 - 

Grasa 
Porcina 
(extra 

muscular) 

1 1 10 30 51 6 - 

2 4 72 2 13 3 - 

3 - - 7 73 8 - 

Carne 
vacuna 
(intra 

muscular) 

1 4 41 17 20 4 1 

2 9 17 9 41 5 1 

3 1 22 24 37 5 1 

Leche de 
vaca 

 

1 11 36 15 21 1 - 
2 20 33 6 14 3 - 

3 7 10 4 15 <1 - 
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Figura 5.10. Concentración de ácido palmítico presente en los glicéridos que componen la 

mezcla nutricional y concentración de este ácido en posición sn-2 de esos glicéridos. 

Comparación con la concentración de ácido palmítico en posición sn-2 en la grasa de leche 

vacuna [40]. 

 

La línea en la Figura 5.10  muestra la concentración de P en posición sn-2 en la leche de 

vaca. RML y BCL inmovilizada lograron producir una mezcla  que podría contener 47-

48% de P en sn-2. 

 

De la Figura 5.10 se hace evidente que las tendencias que se registran para las mezclas 

obtenidas con BCL sin tamiz molecular, RML y BCL sobre montmorillonita son similares. 

Llevando a cabo la esterificación con BCL con el agregado de tamiz 13X se logró una 

alta proporción de P en posición sn-2, sin embargo el porcentaje de ácido palmítico en 

la mezcla nutricional es bajo. Las mezclas finales obtenidas con CALB y CRL claramente 
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no presentan comportamientos similares a otras. La mezcla nutricional obtenida en el 

presente capítulo tiene mayor porcentaje de P en la posición sn-2 que la grasa de leche 

de vaca, y la fracción molar de P en sn-2 se encuentra entre la correspondiente a la 

grasa de leche de vaca (33%) y la de los triglicéridos porcinos (72%) y lejos de cualquier 

fórmula nutricional enriquecida con aceites vegetales (P en sn-2 para aceites vegetales 

entre 1 y 13%, ver Tabla 5.7). 

 

5.7. Identificación del ácido graso esterificado en la posición sn-2 

Un aspecto sumamente importante en la síntesis de acilglicéridos estructurados es la 

correcta identificación del ácido graso esterificado en la posición sn-2. En primer lugar, 

un cuidadoso análisis de muestras se realizó por cromatografía de gases. 

Posteriormente, metodologías tradicionales fueron evaluadas. La hidrólisis de 

glicéridos empleando lipasa de páncreas porcino [41,42] o la etanólisis catalizada por 

Novozym 435 [43-45] son las metodologías más ampliamente reportadas para la 

identificación de ácidos grasos esterificados en posición sn-2. Ambas técnicas 

permitirían la generación de 2-monoglicéridos al liberar los ácidos grasos esterificados 

en posiciones sn-1 y sn-3. 

 

5.7.1. Identificación de 1,3-dicaproil-2-palmitoil glicerol y 1,2-dicaproil-3-palmitoil 

glicerol por cromatografía gaseosa 

Dado que la columna empleada ha podido detectar isómeros de posición para el caso 

de mono- y diglicéridos se planteó la síntesis de 1,3-dicaproil-2-palmitoilglicerol (CPC) y 

1,2-dicaproil-3-palmitoilglicerol (CCP) mediante la metodología presentada en la 

Sección 2.2.2.6. 
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La Figura 5.11 muestra dos cromatogramas correspondientes a la síntesis de CPC por 

esterificación de 2-monopalmitina con ácido cáprico. 

 

 
Figura 5.11. Síntesis de CPC por esterificación de 2-monopalmitina con ácido cáprico catalizada 

por Lipozyme RM IM. a) Inicio de la reacción, b) 15 minutos de reacción 

 

Un gráfico igual al presentado en la Figura 5.11 pero considerando la síntesis de CCP 

mediante la esterificación de 1,2-dicaprina con ácido palmítico se muestra en la Figura 

5.12. Finalmente, en un mismo gráfico, se presentan los cromatogramas para los 

productos de ambas reacciones (Figura 5.13). Donde se hace evidente que la columna 

no es capaz de diferenciar estos isómeros de posición. 
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Figura 5.12. Síntesis de CCP por esterificación de 1,2-dicaprina con ácido palmítico catalizada 

por Lipozyme RM IM. a) Inicio de la reacción, b) 15 minutos de reacción 

 

 

 
Figura 5.13. Cromatogramas para muestras del producto final de la reacción de síntesis de CPC 

y de CCP. Referencias: Negro: muestra con CPC, Rojo: muestra con CCP.  

 

a) 

b) 
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Es evidente que la columna empleada sólo permite la diferenciación de la posición de 

grupos OH y no de ácidos grasos. De esta manera es posible diferenciar todos los 

isómeros de diglicéridos puros por ejemplo,  los isómeros de dicaprina, CCG CGC GCC. 

Sin embargo, cuando se trata de diglicéridos estructurados sólo es posible la 

diferenciación de la posición del grupo OH y no de los ácidos grasos. El tiempo de 

retención de CPG y PCG es el mismo, de igual manera GPC y GCP. 

 

5.7.2. Identificación de ácido graso esterificado en posición sn-2 mediante hidrólisis 

con lipasa de páncreas porcino 

La hidrólisis de glicéridos con lipasa de páncreas porcino (PPL) se llevó a cabo como se 

indica en la Sección 2.2.2.7. En la Figura 5.14 se presentan los cromatogramas de la 

muestra de glicéridos iniciales y los productos de la hidrólisis. 

 

 
Figura 5.14. Cromatogramas correspondientes a la mezcla nutricional (Negro) y al producto de 

la hidrólisis de la misma con PPL (Azul). 
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Varios aspectos importantes pueden destacarse de la Figura 5.14. Se observa una alta 

proporción de 2-monocaprina y 1,2-dicaprina, probablemente generada a partir de 

hidrólisis de tricaprina presente en la mezcla nutricional. Por otro lado, la mayor 

proporción de ácido cáprico que de ácido palmítico liberado, indica que C se encuentra 

mayoritariamente en posiciones sn-1 y sn-3 y P se encuentra en menor proporción en 

estas posiciones.  El incremento de CPG indica que una alta proporción de P se 

encuentra en la posición sn-2 y que la hidrólisis de la posición sn-3 es más factible que 

la de la posición sn-1. Finalmente la presencia de 1-monopalmitina, 1-monocaprina y 

glicerol sólo pueden explicarse en término de la reacción de migración de acilos ya que 

la lipasa de páncreas porcino ha sido ampliamente reconocida como 1,3-específica 

[46]. 

 

El empleo de PPL para la identificación de ácidos grasos en la posición sn-2 se 

encuentra limitado por la ocurrencia de la reacción de migración de acilos. La 

proporción de 2-monopalmitina generada es considerablemente baja ya que la 

hidrólisis de la posición sn-1 resulta más difícil que la de la posición sn-3, por lo cual la 

hidrólisis de 1,2-DAG es compleja, en especial por la preferencia de PPL por ácidos 

grasos de cadena corta [46]. Aumentar el tiempo de reacción para favorecer la 

hidrólisis de diglicéridos también favorecería la migración de acilos de sn-2 a sn-1. 

 

5.7.3. Identificación de ácido graso esterificado en posición sn-2 mediante etanólisis 

con Novozym 435. 

La etanólisis de glicéridos catalizada por Novozym 435 se llevó a cabo como se indica 

en la Sección 2.2.2.8. En la Figura 5.15 se presentan los cromatogramas 
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correspondientes a la muestra de glicéridos iniciales y los productos generados por la 

etanólisis de la misma. 

 

Coincidiendo con lo observado durante la hidrólisis realizada con PPL, la presencia de 

1-monocaprina, 1-monopalmitina y glicerol sólo puede explicarse en base a la reacción 

de migración de acilos. Aún a tiempos cortos y baja temperatura la migración de acilos 

fue importante lo que impide la correcta determinación del porcentaje de ácido 

palmítico esterificado en sn-2.  

 

 
Figura 5.15. Cromatogramas correspondientes a la mezcla nutricional (Negro) y al producto de 

la etanólisis de la misma con Novozym 435 (Azul). 
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5.8 Resultado del análisis de muestras por resonancia magnética nuclear 

La preparación de las muestras y la obtención de los espectros de resonancia 

magnética nuclear (RMN) fueron realizadas con la colaboración del Dr. Raul Garay 

siguiendo la metodología descripta en la Sección 2.2.2.9. 

 

El análisis por 13C RMN para triglicéridos muestra dos conjuntos de resonancias para 

los carbonos carbonílicos. El conjunto de alta frecuencia incluye las cadenas 

esterificados en posiciones sn-1(3) del glicerol, mientras que el set de baja frecuencia 

incluye las cadenas que se ubican en la posición sn-2.  En particular, las señales de los 

carbonos carbonílicos ubicadas en posiciones sn-1/3 se desplazan en 

aproximadamente 0,42 ppm a mayor frecuencia que las de los carbonilos de la 

posición sn-2 del glicerol.  

  

Dentro de cada conjunto de señales, la correspondiente a ácidos grasos saturados, 

oleico y linoleico aparecen de mayor a menor frecuencia en ese orden, de acuerdo con 

las asignaciones sobre la base de modelos sintéticos de triglicéridos. 

 

La espectroscopia de triglicéridos por RMN 13C de alta resolución por el análisis de 

carbonos carbonílicos ha permitido el estudio de la distribución posicional de ácidos 

grasos en los TAG. Fue introducida como un nuevo método analítico para detectar la 

adulteración de aceites de oliva vírgenes con aceites sintéticos esterificados. En estos 

aceites, que deben mostrar una distribución aleatoria de ácidos grasos entre 

posiciones de glicerol (una distribución aleatoria predice que el 33,3% de cada ácido 

graso se encuentra la posición sn-2), los porcentajes de cadenas saturadas en la 



165 
 

posición sn-2 fueron más altos que el valor máximo de 1,3% encontrado en un aceite 

de oliva virgen extra donde las cadenas saturadas están esterificadas 

predominantemente en las posiciones sn-1/sn-3 [47]. 

 

La resonancia de carbonos carbonílicos fue utilizada para estudiar la estructura 

molecular de los triglicéridos de aceites de oliva monovarietal. Las resonancias 

integradas de cadenas de carbonilo saturado, oleilo y linoleilo fueron empleadas para 

llevar a cabo el análisis regioespecífico de los triglicéridos mediante el cálculo de la 

composición total, la distribución entre las posiciones sn-1/sn-3 y la posición sn-2 del 

glicerol y la especificidad hacia la posición sn-2 del glicerol de ácidos grasos con 

insaturaciones. 

 

La Figura 5.16 muestra la distribución de los picos en el espectro de 13C RMN para un 

aceite de oliva que contiene ácidos grasos saturados (S), oleico (O) y linoleico (L) 

 

 
Figura 5.16. Región de carbono carbonílico (172-174 ppm) del espectro de 13C a 300 MHz de 

una muestra de aceite de oliva. Se indican las resonancias de cadenas saturadas (S), oleil (O) y 

linoleil esterificadas en posiciones sn-1/sn-3 y sn-2 [47].  
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El espectro de RMN de 13C de una muestra de aceite de oliva contiene las resonancias 

de carbonos de la fracción de triglicéridos del aceite de oliva, es decir, las resonancias 

de ácidos grasos. Las resonancias de carbono-13 se agrupan en cuatro conjuntos de 

señales: carbonos carbonílicos de 172 a 174 ppm, átomos de carbono insaturados en el 

intervalo de 124 a 134 ppm, carbonos del esqueleto de glicerol de 60 a 72 ppm y 

carbonos alifáticos de 10 a 35 ppm. 

 

Se analizaron las siguientes muestras, tanto por RMN 1H como por RMN 13C:  

 Tripalmitina patrón (PPP), comercial. 

 Mezcla de 1,3-dicaprina  (CGC) con 1,2-dicaprina (CCG), caracterizada por 

cromatografía gaseosa. 

 Mezcla de 1,3-dicaproil-2-palmitoil glicerol (CPC) y 1,2-dicaproil-3-palmitoil 

glicerol (CCP) de la segunda etapa de obtención de triglicéridos 

estructurados MLM. 

 Mezcla de CGC y CCG esterificada con ácido oleico  (O) para generar COC y 

CCO. 

 

Del análisis preliminar de la literatura consultada resultó evidente que la RMN de 1H 

puede indicarnos la presencia de insaturaciones en los triglicéridos. Esto es, en 

presencia de un ácido graso insaturado, podía confirmarse la incorporación del mismo 

al triglicérido por la aparición de señales características de hidrógeno asociado al 

carbono etilénico (resonancia a 5.2–5.5 ppm). Como el objetivo específico era 

encontrar una técnica que nos permitiera analizar la incorporación de un ácido graso 

de cadena larga en la posición sn-2, en primer lugar los estudios por RMN de 1H no 
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fueron concluyentes en ese sentido. Siendo P y C saturados, es muy difícil poder 

diferenciar en función al largo de cadena los distintos ácidos grasos incorporados. 

 

5.8.1. Resonancia magnética nuclear de tripalmitina 

Los espectros de RMN para tripalmitina (PPP) se presentan a continuación. En la Figura 

5.17 se muestra el espectro de 1H. 

Figura 5.17. Espectro de RMN de 1H de tripalmitina. 
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Figura 5.18. Espectro de RMN de 13C de tripalmitina. 

 

 

Figura 5.19. Espectro de RMN de 13C de tripalmitina, zona de carbonos carbonílicos.  
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La Figura 5.19 muestra el espectro de 13C de tripalmitina en la región de carbonos 

carbonílicos, tal espectro es sólo cualitativo ya que aún contiene el efecto nuclear 

Overhauser (descripto en la Sección 2.2.2.9.1). Esta zona (172 a 174 ppm) es la más 

importante para poder detectar diferencias en la posición sn-2. Para PPP, las señales 

del carbonilo del ácido palmítico en las posiciones sn-1 y sn-3 aparecen en 173.45, 

mientras que la señal del carbonilo correspondiente al ácido palmítico en sn-2 aparece 

en 173.03. 

 

5.8.2. Resonancia magnética nuclear de CGC y CCG 

La muestra analizada contiene no sólo diglicéridos sino también una fracción menor de 

tricaprina. En la Figura 5.20 se presenta el espectro de 1H para esta muestra, mientras 

que en las Figuras 5.21, 5.22 y 5.23 se muestran los espectros de 13C. 

 

Figura 5.20. Espectro de RMN de 1H de CGC y CCG. 
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Figura 5.21. Espectro de RMN de 13C de CGC y CCG. 

 

 

 

Figura 5.22. Espectro de RMN de 13C de CGC y CCG mostrando la región de carbonos 

carbonílicos. 
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En la Figura 5.23 se presenta una ampliación aún mayor de la zona de carbonilos y 

donde se han suprimido los efectos Overhauser, lo que permite la cuantificación. 

 

 

Figura 5.23. Espectro de RMN de 13C de CGC y CCG ampliación de la región de carbonos 

carbonílicos. 

 

La muestra analizada contenía 63% de CGC, 33 % de CCG(GCC) y 4 % del triglicérido 

CCC. En la Figura 5.21 se detectan picos a 173.45 ppm correspondientes a los 

carbonilos de ácido cáprico (C) esterificado en posiciones sn-1 y sn-3, mientas que a 

173.03 se detecta el pico correspondiente al carbonilo de C esterificado en posición sn-

2. Estos resultados confirman que con la técnica empleada, bajo estas condiciones, el 

equipo no posee la capacidad de discriminar entre ácido cáprico y ácido palmítico. 
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El pico detectado a 173.59 ppm es asignable al carbonilo de C en posición sn-2 en 

CCG(GCC), mientras que el pico en 173.89 ppm se asigna a C esterificado en sn-1 en 

CCG o en sn-3 de GCC. Finalmente en 174.04 ppm, aparece el pico correspondiente a 

carbonilos de ácido cáprico esterificado en posiciones sn-1/sn-3 de 1,3-dicaprina. 

 

5.8.3. Resonancia magnética nuclear de CPC y CCP 

Los triglicéridos CPC y CCP fueron obtenidos por esterificación de la muestra 

conteniendo CGC y CCG. En la Figura 5.24 se presenta el espectro de 1H 

correspondiente a estos TAG, donde se observan la resonancia de las H del glicerol y 

no se detectan protones oleofínicos (como es de esperar). 

 

 
Figura 5.24. Espectro de RMN de 1H de CPC y CCP. 
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Figura 5.25. Espectro de RMN de 13C de CPC y CCP. 

 

 

 

 

Figura 5.26. Espectro de RMN de 13C de CPC y CCP, región de carbonos carbonílicos 
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Los picos detectados a 173.87 ppm y 174.01 ppm son asignables a diglicéridos 

remanentes (1,3 y 1,2 DAG).  Dos picos bien diferenciados aparecen a 173.40 ppm (sn-

1/sn-3) y 172.99 ppm (sn-2). En este caso no es posible determinar si la posición sn-2 

se encuentra esterificada con ácido cáprico o palmítico. 

 

En función a los resultados hasta aquí presentados, resulta claro que la técnica no 

puede contribuir en la diferenciación de ácidos grasos saturados de distinta longitud 

de cadena esterificados en posición sn-2 de triglicéridos. Esto se confirmó al realizar la 

síntesis de CCP desde CCG, en donde el único pico que no aparece en relación al último 

espectro presentado es el ubicado a 174.04 ppm (espectro no mostrado). 

 

Teniendo en cuenta que el método puede discriminar entre ácidos grasos saturados e 

insaturados, se consideró el análisis de una mezcla de triglicéridos obtenida por 

esterificación de dicaprina (mayoritariamente CGC) con ácido oleico. 

 

5.8.4. Resonancia magnética nuclear de COC y CCO 

La muestra a analizar fue obtenida por esterificación de dicaprina, conteniendo 80% de 

CGC y 20% de CCG, con ácido oleico.  En la Figura 5.27 se presenta el espectro de 1H 

correspondiente a esta muestra en donde se detecta la presencia de hidrógenos 

oleofínicos 
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Figura 5.27. Espectro de RMN de 1H de COC y CCO. 

  

La presencia de los picos en la zona de comprendida entre 5.2 a 5.5 ppm en el espectro 

de RMN de 1H permite confirmar la incorporación de ácido oleico en el triglicérido ya 

que los  protones olefínicos –CH=CH– de ácidos grasos insaturados con intensidad 

media en esta zona [47]. 

 

 
Figura 5.28. Espectro de RMN de 13C de COC y CCO. 
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Figura 5.29. Espectro de RMN de 13C de COC y CCO, región de carbonos carbonílicos. 

 

A parte de los picos a 173.0 ppm, 173.39 ppm, 173.42 ppm y 174.03 ppm en esta 

muestra, en la zona de 172 a 174 ppm en el espectro de RMN de 13C, fue posible 

detectar: 

 un hombro en 172.97 

 un pico en 173.54 

 un pico en 173.9 

 un pico en 173.98 

 

Uno de los puntos más importantes es correlacionar estos datos con resultados de la 

cromatografía gaseosa asociados, que se muestran en la Tabla 5.7. 
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Tabla 5.7. Composición de la mezcla en la esterificación de dicaprina con ácido oleico. 

Reactivos y 
productos (μmoles) 

Muestra                                   

Inicial Final 

C 0.30 6.00 
CGG 0 0 
O 19.5 14.92 
OGG 0 0 
GOG 0 0 
CCG 4.10 0.96 
CGC 15.33 2.79 

GCC 0.07 0.59 
CGO 0 2.29 
CPG 0 0 
CCC 1.68 4.83 
OOG 0 0 
OGO 0 0.49 
COC (CCO) 0 4.13 
COO 0 0 

 

 

En función a los resultados de la cromatografía gaseosa se observa que se han 

detectado: 

 Diglicéridos : CCG-GCC, CGC remanentes; CGO y OGO (en bajas cantidades)  

 Triglicéridos: CCC, COC(CCO) 

 

El pico en 173.59 ppm es asignable a C esterificado en sn-2 en CCG, mientras que el 

pico en 173.9 ppm se asigna a C esterificado en sn-1 en CCG. Finalmente en 174.03 

ppm, aparece el pico correspondiente a ácido cáprico esterificado en posiciones sn-

1/sn-3 en CGC.  

 

El pico en 173.45 ppm es atribuible al ácido cáprico esterificado en posiciones sn-1/sn-

3 de tricaprina con contribución del ácido cáprico en posición sn-1 de CCO, mientras 
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que el pico en 173 ppm corresponde al carbonilo del ácido cáprico esterificado en 

posición sn-2 de CCC con contribuciones del carbonilo de C en sn-2 de CCO. El hombro 

detectado en 172.97 ppm es asignable al carbonilo del ácido oleico esterificado en sn-2 

en COC. 

 

El pico en 173.39 se asigna a una contribución del carbonilo del ácido oleico en 

posición sn-3 de CCO y de los carbonilos de C en posiciones sn-1/sn-3 en COC. El pico 

en 173.98 ppm es asignable al carbonilo en sn-1 en CGO y el de 173.54 ppm al 

carbonilo en posición sn-2 en CCG. El pico en 173.89 se asigna a C en sn-1 en CGO.  

 

En el rango comprendido entre 124 y 134 ppm, del espectro de 13C de RMN, de la 

muestra conteniendo COC y CCO aparecen los picos pertenecientes a los carbonos 

olefínicos del ácido oleico, confirmando nuevamente la incorporación del mismo en el 

triglicérido final. 

 

El objetivo del empleo de esta técnica fue hallar un  método no destructivo para 

estudiar y caracterizar triglicéridos debido a las dificultades encontradas en el empleo 

de técnicas convencionales, como hidrólisis o etanólisis regioespecíficas de 

triglicéridos. El principal problema está asociado con existencia de migración de acilos, 

aún a tiempos cortos de reacción. Fue evidente que la técnica no permite diferenciar 

entre ácidos grasos saturados de distinta longitud (diferencias entre C y P) en esta zona 

específica del espectro. Pero es posible emplearla para estudiar el impacto de 

saturados frente a insaturados o poliinsaturados, tal como se ha descripto en la 

literatura, e incluso determinar la incorporación de un grupo insaturado en la posición 



179 
 

sn-2 del glicerol, aún en mezclas que incluyen un triglicérido saturado como tricaprina 

(CCC).  

 

La reacción de incorporación de ácido oleico es mucho más lenta que la de ácido 

palmítico, tanto en posición sn-3 como en posición sn-2. La propuesta aquí fue 

confirmar la presencia de ácido oleico en posición sn-2. Esto permitiría suponer una 

alta incorporación de ácido palmítico en posición sn-2 dado que la producción de 

triglicérido estructurado es considerablemente mayor en menores tiempos. Se 

esperaría entonces que la relación CGC a CCG en el material de partida se mantenga en 

los triglicéridos obtenidos (es decir la relación CPC a CCP), o cambie muy poco, dado 

que a elevadas relaciones molares relativas de ácido palmítico se minimizan reacciones 

secundarias (como se verá en el Capítulo 7). 

 

Se plantea continuar con este trabajo para lograr un estudio exhaustivo por RMN 

13C/1H de sistemas modelos de triglicéridos estructurados. 

 

Es importante entonces considerar que, la forma de optimizar la reacción es maximizar 

la proporción de 1,3 diglicérido de la mezcla inicial y llevar a cabo la reacción con la 

mayor relación de ácido palmítico a sustrato que sea posible. De esta forma, aunque 

primero se esterifique CCG, la reacción favorecida en segunda lugar será la formación 

de CPC antes que la hidrólisis.  
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5.9. Conclusiones 

En el presente capítulo se evaluaron diferentes lipasas, en forma libre o inmovilizada, 

para llevar a cabo la esterificación de 1,3-dicaprina con ácido palmítico en un medio 

con solvente orgánico obteniendo conversiones de dicaprina de entre el 19 y el 84%. 

 

 La reacción de hidrólisis redujo el rendimiento a glicéridos con alto valor nutricional. 

Por esta razón, diferentes técnicas para el control del agua en el medio de reacción 

fueron evaluadas. Si bien se registraron mejoras en la composición de la mezcla final 

obtenida, la conversión y el rendimiento se redujeron considerablemente. 

 

Se llevó a cabo la inmovilización de la lipasa de Burkholderia cepacia sobre 

polipropileno y sobre montmorillonita. En el primer caso, el catalizador obtenido 

resultó de fácil manipulación y separación del medio de reacción pero los valores de 

conversión y rendimiento no fueron satisfactorios. La inmovilización sobre 

montmorillonita generó un catalizador con muy buena actividad, sin embargo el 

pequeño tamaño de partícula del sólido lo vuelve inviable desde el punto de vista 

práctico y por ello no se utilizó. 

 

Todos los catalizadores fueron evaluados en función de la composición de la mezcla 

final obtenida por la esterificación de dicaprina (principalmente 1,3-dicaprina) con 

ácido palmítico. Varios de ellos resultaron sumamente interesantes para sintetizar una 

mezcla que actúe como sustituto de grasas compuesta mayoritariamente por TCM, 

TCML, 1,3-DAG de cadena media y 1,3-DAG de cadena media y larga, con bajas o nulas 

proporciones de dipalmitina y tripalmitina. 
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 Con la técnica cromatográfica empleada no fue posible diferenciar isómeros de 

triglicéridos estructurados. Las metodologías tradicionales para la identificación del 

ácido graso esterificado en la posición sn-2 permitieron observar una alta proporción 

de ácido palmítico esterificado en posición sn-2 en forma cualitativa. Sin embargo la 

baja velocidad de reacción y la ocurrencia de migración de acilos limitan la 

aplicabilidad de estas técnicas para cuantificar correctamente el porcentaje de P en sn-

2. Se exploró el uso de RMN como herramienta adicional de caracterización de 

productos y se planea continuar con el desarrollo de la misma. 
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6. ESTUDIO DE LA REACCIÓN DE MIGRACIÓN DE ACILOS DURANTE LA ETANÓLISIS DE 

TRIGLICERIDOS CATALIZADA POR NOVOZYM 435 

 

6.1. Introducción 

La reacción de migración de acilos afecta no sólo a la síntesis de diglicéridos 

específicos, como fue presentado en el Capítulo 3, sino que también afecta a las 

reacciones que permiten evaluar ácidos grasos en la posición sn-2 en triglicéridos 

como se mostró en el Capítulo 5. Es evidente entonces que la migración de acilos es 

una reacción que requiere un estudio detallado, especialmente cuando está presente 

en reacciones sumamente estudiadas. 

 

Las reacciones de etanólisis de triglicéridos catalizadas por enzimas han sido 

ampliamente estudiadas en los últimos años para la producción de biodiesel usando 

un alcohol de cadena corta que se puede obtener sin tener que recurrir a los 

combustibles fósiles [1-6]. El objetivo de esta reacción puede ser también la 

generación de acilglicéridos (mono- y diglicéridos específicos) [7-9], o para la síntesis 

de ésteres de etilo utilizado en diferentes aplicaciones industriales [10]. 

 

Sin embargo, no se ha dado la debida consideración a la reacción de migración de 

acilos que ocurre durante la etanólisis. Esta reacción es responsable de la generación 

de isómeros no deseados durante la síntesis de acilglicéridos [11-12]. A su vez, es una 

reacción deseada durante la producción de biodiesel, porque la mayoría de las lipasas 

empleadas en este proceso de síntesis son específicas por alguna posición del 

esqueleto de glicerol [13-15]. De no existir la migración de acilo, los rendimientos a 
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biodiesel no superarían el 66 % y las concentraciones de monoglicéridos serían 

elevadas. 

 

En este capítulo se estudian los principales factores que afectan a la reacción de la 

migración de acilo durante el etanólisis de triglicéridos. Se analizó el tiempo de 

reacción, la longitud de cadena del ácido graso saturado en el triglicérido  y la carga 

biocatalizador. También se estudió cómo la presencia de insaturaciones en el 

triglicérido afecta a esta reacción. Comprender cómo estos factores influyen en la 

migración de acilo permitiría minimizar o maximizar esta reacción de acuerdo con el 

producto de interés. 

 

6.2. Identificación de productos 

Los productos esperados de la etanólisis enzimática de triglicéridos catalizadas por 

Novozym 435 fueron 1,2-diglicérido (1,2-DAG), 2,3-diglicérido (2,3-DAG), 2-

monoglicérido (2-MAG) y el éster etílico del ácido graso (Et). La migración de acilos 

permite la obtención de otro isómero de diglicérido (1,3-diglicérido (1,3-DAG)) y dos 

isómeros de monoglicérido: 1-monoglicérido (1-MAG) y 3-monoglicérido (3-MAG). 

 

La columna capilar utilizada en este estudio permite la diferenciación entre los 

isómeros de posición con la presencia de grupos hidroxilo. La Figura 6.2 presenta un 

cromatograma típico de la etanólisis de tripalmitina, mostrando los reactivos y 

productos de reacción. 
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En la Figura 6.1, a modo de recordatorio, se esquematiza la primera etapa de la 

reacción de etanólisis de triglicéridos cataliza por lipasas. 

 

 

Figura 6.1. Representación de la primera etapa de la etanólisis de triglicéridos catalizada por 

lipasas. 

 

Luego, en una segunda etapa, reacciona el grupo acilo del 1,2-DAG y genera 2-MAG 

con una lipasa 1,3 específica. 
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Figura 6.2. Cromatograma típico de los reactivos y productos de reacción en la etanólisis 

enzimática de tripalmitina utilizando Novozym 435. GGG = glicerol, EtP = etil palmitato, GPG = 

2-monopalmitina, PGG = 1-monopalmitina, PPG = 1,2-dipalmitina, PGP = 1,3-dipalmitina, PPP = 

tripalmitina y EI = estándar de calibración interna (tricaprilina). Condiciones experimentales del 

ensayo catalítico: tripalmitina: 100 mg, etanol: 2 mL, temperatura: 60 °C, enzima: 20 mg, 

tiempo de reacción: 60 min. 

 

Este cromatograma típico muestra que los productos mayoritarios son, a los 60 

minutos, el DAG PPG y el MAG GPG. Se supone que, con una enzima 1,3 específica, 

PGP y PGG se generan por isomerización de acilo. 

 

6.3. Reacción de migración de acilos 

La lipasa B de Candida antarctica (CALB) ha sido reportada como una lipasa 1,3-

específica en reacciones de alcohólisis [16-21], de modo que para la etanólisis de 

triglicéridos se esperaría obtener 1,2- y 2,3-diglicéridos y 2-monoglicéridos. Sin 

embargo, como se observa en la Figura 6.1, se obtuvieron 1,3-DAG, 1-MAG e incluso 

glicerol (GGG). Como se mencionó anteriormente, la formación de estos glicéridos y 
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glicerol puede explicarse en términos de la reacción de migración de acilo. La 

migración observada en este trabajo se produjo principalmente de la posición sn-2 a 

posición sn-3, y en menor medida, de sn-2 a sn-1. Estas reacciones han sido 

consideradas como termodinámicamente más favorecidas [22]. 

 

Un mecanismo para la etanólisis de triglicéridos catalizada por Novozym 465 se 

muestra en la Figura 6.3. La flecha gris indica la ruta de reacción si la migración de acilo 

no ocurriera. 

 
Figura 6.3. Esquema de la etanólisis de triglicéridos catalizada por Novozym 435. 
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6.4. Importancia del análisis de las muestras 

Dado que la migración de acilos de la posición sn-2 a sn-1 o sn-3 es una reacción 

relativamente rápida, las muestras se deben almacenar el menor tiempo posible. La 

migración de acilo se ha observado en las muestras almacenadas a -20 °C por 24-48 h, 

sobre todo en condiciones iniciales alejadas del equilibrio. 

 

En la Figura 6.4 se muestran dos cromatogramas obtenidos para las muestras de 

reacción de etanólisis de tricaprilina catalizada con 20 mg de Novozym 435 durante 90 

minutos. En trazo negro se presenta el resultado del análisis cromatográfico de la 

muestra al finalizar la reacción, y en rojo para la misma muestra después de 48 h de 

almacenamiento a -20 °C.  

 

 
Figura 6.4. Cromatogramas para evaluar migración de acilo durante el almacenamiento. En 

negro la muestra al finalizar la reacción y en rojo la muestra luego de 48 h de almacenamiento 

a -20 °C. 
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Como se puede observar, la migración de acilo puede ocurrir finalizada la reacción 

incluso a temperaturas considerablemente bajas. Es por ello que las muestras deben 

ser analizadas en el menor tiempo posible para evitar que la migración de acilo se 

produzca durante el almacenamiento de las muestras. 

 

6.5. Efecto de las variables sobre las respuestas estudiadas y modelos de ajuste 

Los experimentos se llevaron a cabo en las condiciones presentadas en la Sección 

2.2.3.1. Los factores estudiados y las respuestas medidas se presentan en las Tablas 6.1 

y 6.2 para el diseño experimental 1 (DE1) y el diseño experimental 2 (DE2), 

respectivamente. Los resultados de los modelos obtenidos para cada variable de 

respuesta se analizan en detalle en las siguientes secciones. Las respuestas se 

ajustaron utilizando modelos de segundo orden como muestra la Ec. 6.1: 

                                        
     

     
                          (6.1) 

donde L es la masa de la lipasa, T es el tiempo de reacción, y C la longitud de cadena de 

los ácidos grasos que constituyen el triglicérido. 

 

Esta ecuación fue refinada para cada respuesta usando una selección decreciente por 

pasos realizando la prueba del valor-F tal como se explicó en la Sección 3.5. 
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Tabla 6.1. Factores evaluados y respuestas obtenidad en la etanólisis de triglicéridos catalizada 

por Novozym 435 de acuerdo al diseño experimenta 1 (DE1). 

Factores 

experimentales 

Variables de respuesta 

L T       C   XTAG (%) 1,2-DAGa 1,3-DAGa 2-MAGa 1-MAGa FAEEa GGGa 

1.0 1.0 0.0 65.00 26.68 0.00 8.46 0.07 45.03 0.52 

1.0 -1.0 0.0 42.18 22.64 0.43 3.69 0.17 33.54 1.10 

0.0 1.0 1.0 26.88 15.20 0.39 2.59 0.65 25.68 1.15 

-1.0 1.0 0.0 29.09 19.95 0.00 1.97 0.10 23.74 0.16 

0.0 0.0 0.0 29.93 22.97 0.00 0.09 0.00 22.96 0.00 

-1.0 -1.0 0.0 8.28 7.35 0.00 0.28 0.02 7.61 0.00 

0.0 -1.0 1.0 14.34 9.02 0.70 1.11 0.54 15.94 0.69 

0.0 0.0 0.0 27.87 21.48 0.00 0.10 0.00 22.59 0.00 

1.0 0.0 1.0 29.7 15.81 0.82 2.79 0.69 27.71 1.36 

0.0 0.0 0.0 29.44 22.74 0.00 0.13 0.00 22.31 0.00 

-1.0 0.0 -1.0 8.27 6.83 0.00 0.22 0.07 8.72 0.44 

1.0 0.0 -1.0 43.28 25.40 0.00 3.07 0.29 32.93 0.27 

0.0 -1.0 -1.0 13.37 10.87 0.00 0.47 0.10 12.72 0.24 

-1.0 0.0 1.0 9.11 5.83 0.89 0.65 0.52 9.28 0.37 

0.0 1.0 -1.0 37.47 23.47 0.00 2.33 0.26 29.61 0.32 

a Porcentaje molar respecto al total de compuestos presentes en la muestra de reacción  

L = masa de biocatalizador (1 = 20 mg, 0 = 12.5 mg y -1 = 5 mg) 

T = tiempo de reacción (1 = 90 min, 0 = 60 min y -1 = 30 min) 

C = longitud de cadena del triglicérido (1 = larga, 0 = media y -1 = corta) 
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Tabla 6.2. Factores evaluados y respuestas obtenidas en la etanólisis de triglicéridos catalizada 
por Novozym 435 de acuerdo al diseño experimenta 2 (DE2) 

Factores 

experimentales 

Variables de respuesta 

L T       C   XTAG (%) 1,2-DAGa 1,3-DAGa 2-MAGa 1-MAGa FAEEa GGGa 

1.0 1.0 0.0 65.00 26.68 0.00 8.46 0.07 45.03 0.52 

1.0 -1.0 0.0 42.18 22.64 0.43 3.69 0.17 33.54 1.10 

0.0 1.0 1.0 9.28 7.17 0.00 0.12 0.00 10.66 0.00 

-1.0 1.0 0.0 29.09 19.95 0.00 1.97 0.10 23.74 0.16 

0.0 0.0 0.0 29.93 22.97 0.00 0.09 0.00 22.96 0.00 

-1.0 -1.0 0.0 8.28 7.35 0.00 0.28 0.02 7.61 0.00 

0.0 -1.0 1.0 2.52 1.61 0.00 0.32 0.00 5.59 0.00 

0.0 0.0 0.0 27.87 21.48 0.00 0.10 0.00 22.59 0.00 

1.0 0.0 1.0 15.18 11.21 0.12 0.98 0.23 15.34 0.32 

0.0 0.0 0.0 29.44 22.74 0.00 0.13 0.00 22.31 0.00 

-1.0 0.0 -1.0 8.27 6.83 0.00 0.22 0.07 8.72 0.44 

1.0 0.0 -1.0 43.28 25.40 0.00 3.07 0.29 32.93 0.27 

0.0 -1.0 -1.0 13.37 10.87 0.00 0.47 0.1 12.72 0.24 

-1.0 0.0 1.0 0.94 0.55 0.00 0.31 0.00 1.72 0.00 

0.0 1.0 -1.0 37.47 23.47 0.00 2.33 0.26 29.61 0.32 

a Porcentaje molar respecto al total de compuestos presentes en la muestra de reacción  

L = masa de biocatalizador (1 = 20 mg, 0 = 12.5 mg y -1 = 5 mg) 

T = tiempo de reacción (1 = 90 min, 0 = 60 min y -1 = 30 min) 

C = longitud de cadena del triglicérido (1 = larga con insaturación, 0 = media y -1 = corta) 

 

 

Cabe recordar que los triglicéridos de la tabla 6.1 son triacetina (corto), tricaprilina 

(medio) y tripalmitina (largo). Mientras que los correspondientes a la tabla 2 son 

triacetina (corto), tricaprilina (medio) y trioleína (largo con insaturación) 
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6.5.1 Conversión del triglicérido 

El incremento en la carga biocatalizador y del tiempo de reacción favorecieron la 

conversión de triglicéridos. Por otro lado, el aumento de la longitud de la cadena de los 

ácidos grasos que constituyen los triglicéridos tuvo un efecto negativo sobre esta 

respuesta.  En principio se supuso que existían factores estéricos que afectan el 

ingreso de triglicéridos de cadenas largas al sitio activo de CALB. Este fenómeno le 

confiere a esta lipasa marcada preferencia por ácidos grasos de cadena corta. 

 

La Ecuación 6.2 describe el comportamiento de la conversión de triglicéridos cuando la 

etanólisis se llevó a cabo considerando solamente triglicéridos saturados (DE1), y se 

obtuvo después de realizar la selección por etapas como se describió anteriormente: 

                                                                            (6.2) 

Dado que el valor-p fue inferior a 0.05, hubo una relación estadísticamente 

significativa entre las variables y la respuesta con un nivel de confianza superior al  

95.0%. Este criterio fue aplicado a todos los modelos que se presentan en este 

capítulo. El coeficiente de determinación R2 indicó que este modelo puede explicar  

98.96% de la variación en la conversión de triglicéridos. 

 

Cuando se considera la presencia de una insaturación (DE2), el efecto de las variables 

fue similar al mencionado anteriormente, pero el impacto negativo de la longitud de 

cadena de los ácidos grasos en la conversión aumentó. Al parecer, la presencia de 

insaturaciones en los ácidos grasos elimina la linealidad en la molécula del ácido 



196 
 

cuando estas no existen. La estructura del triglicérido se vuelve más compleja, 

aumentando los impedimentos para llegar al sitio activo de CALB (ver Figura 6.5).  

 

Figura 6.5. Estructura esquemática de trioleína y tripalmitina cerca de la Serina del sitio activo. 

 

La Ecuación 6.3 se utilizó para ajustar la conversión triglicéridos para DE2: 

                                                                                                                                (6.3) 

Este modelo pudo explicar el 94.70% de los cambios que ocurren en la conversión de 

los triglicéridos.  

 

Los efectos del contenido de biocatalizador y de la longitud de cadena del triglicérido 

sobre la conversión para DE1 (a) y DE2 (b) son mostrados en la Figura 6.6.  



197 
 

 
Figura 6.6. Variación en la conversión de triglicéridos durante la etanólisis catalizada por 

Novozym 435 luego de 90 minutos de reacción. Variables: carga biocatalizador y longitud de la 

cadena del triglicérido. Referencias: a) DE1, b) DE2. 

 

6.5.2. Síntesis de diglicéridos 

Como se mencionó anteriormente, esta lipasa ha sido reportada en varios trabajos 

como una lipasa específica para las posiciones sn-1 y sn-3 [16-20]; sin embargo, al 

llevar a cabo la etanólisis de triglicéridos, se pudo observar una marcada selectividad 

hacia la posición sn-3. La alcohólisis de la posición sn-1 fue considerablemente más 

lenta y esta situación se volvió más importante cuando la longitud de la cadena de los 

ácidos que constituyen el triglicérido aumentó. Este fenómeno se intensificó con la 

presencia de una insaturación en el ácido graso. 
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Los resultados obtenidos coinciden con los datos presentados en varios trabajos donde 

se informa la preferencia de CALB para los ácidos grasos de cadena corta [23-25]. Los 

productos de reacción de etanólisis de tripalmitina se muestran en el cromatograma 

presentado en la Figura 6.2, donde se puede observar la ausencia de 2,3-dipalmitina 

(GPP), y se hace evidente que la posición sn-3 es la principalmente atacada. 

 

6.5.2.1. Formación de 1,2-diglicérido 

Al analizar solamente triglicéridos saturados (DE1), la fracción molar de 1,2-diglicéridos 

se vio favorecida por el incremento del tiempo de reacción y la carga de Novozym 435. 

El aumento de la longitud de cadena del triglicérido tuvo un significativo efecto 

negativo en la fracción de este diacilglicérido, mostrando nuevamente la preferencia 

de esta lipasa para triglicéridos compuesto de ácidos grasos de cadena corta.  

 

La Ecuación 6.4 se utilizó para ajustar la fracción de 1,2-DAG,  explicando el 98.54% de 

las variaciones en esta respuesta (basado en R2): 

                                                                                 (6.4) 

Cuando se tuvo en cuenta no sólo el efecto de la longitud de cadena, sino también de 

la presencia de una insaturación en el ácido graso, la influencia de las variables en esta 

respuesta fue similar. Pero como en el caso de la conversión de triglicéridos, la 

existencia de la insaturación aumentó el efecto negativo del incremento de la longitud 

de la cadena en la fracción de 1,2-diacilglicerol. Como ya se mencionó, las 

insaturaciones podrían limitar la conversión en esta reacción. 
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La Ecuación 6.5 se utilizó para describir la relación entre la fracción de 1,2-diglicérido y 

las variables estudiadas teniendo en cuenta la presencia de insaturaciones en el TG con 

ácidos grasos de cadena larga (DE2). Con esta sencilla ecuación fue posible explicar 

93.51% de los cambios en la fracción de este diglicérido (basado en R2). 

                                                                                                                      (6.5) 

En la Figura 6.7 se presentan dos gráficos de superficie de respuesta que muestran la 

variación de la fracción molar de 1,2-diacilglicérido en función de la carga 

biocatalizador y longitud de cadena de triglicérido. La Figura 6.7a corresponde al DE1 y 

la 6.7b al DE2. 

 

Figura 6.7. Variación en la fracción molar de 1,2-DAG en la etanólisis de triglicéridos catalizada 

por Novozym 435 después de 90 min de reacción. Variables: carga biocatalizador y longitud de 

la cadena del triglicérido. Referencias: a) DE1, b) DE2. 
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6.5.2.2. Formación  de 1,3-diglicérido 

El aumento de la longitud de cadena de los triglicéridos favoreció la formación de 1,3-

DAG. Esto muestra que los ácidos de cadena larga favorecen la migración de acilo, 

porque la formación de este isómero se explica únicamente en términos de esta 

reacción. Al parecer, la etanólisis en la posición sn-1 es compleja cuando se encuentra 

esterificada con ácidos grasos de cadena larga, y esta situación hace posible la 

migración de acilo de la posición sn-2 a la posición sn-3.  

 

El aumento de la carga de biocatalizador tuvo un efecto positivo sobre esta respuesta, 

lo que permite suponer que la lipasa interviene en la reacción de migración de acilo 

como se indicó en el Capítulo 3 para el caso de Lipozyme RM IM.  

 

Por otra parte, el aumento del tiempo de reacción tuvo un efecto negativo en la 

formación de 1,3-diglicérido. Aunque uno de los principales factores que influyen en la 

migración de acilo es el tiempo de reacción, el hecho de que tenga un efecto negativo 

en esta respuesta indica que la velocidad de la etanólisis en la posición sn-3 fue más 

rápida que la migración, y por lo tanto el 1,3-diacilglicérido se convirtió en 1-

monoglicérido. 

 

La combinación de los factores carga de biocatalizador y tiempo de reacción tuvo un 

efecto negativo en esta respuesta. Esto ocurrió no porque no afecten a la migración de 

acilo, sino porque favorecen la reacción de etanólisis y la posición sn-3 del diglicérido 

es atacada rápidamente. 
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El comportamiento observado fue similar para los dos diseños experimentales, aunque 

la presencia de insaturaciones tuvo un efecto negativo sobre esta respuesta. 

Probablemente este impacto negativo está relacionado con la menor conversión que 

se observó para este tipo de triglicéridos. 

 

Las Ecuaciones 6.6 y 6.7 se utilizaron para ajustar la fracción 1,3-diglicérido para DE1 y 

DE2, respectivamente: 

                                                                                          (6.6) 

                                                                                    (6.7) 

El coeficiente de determinación R2 indicó que el modelo representado por la Ecuación 

6.6 puede explicar el 92.19% de la variación en la fracción 1,3-DAG, mientras que el 

representado por la Ecuación 6.7 sólo puede explicar el 76.37% de los cambios en esta 

fracción. A pesar de que, como se mencionó anteriormente, el comportamiento fue 

similar para triglicéridos saturados y triglicéridos con insaturaciones, la diferencia en el 

ajuste indica que la formación de 1,3-DAG, cuando se consideran estos últimos, no 

puede ser completamente explicada a través de regresión múltiple con las variables 

estudiadas. Para explicar estos resultados, al menos un parámetro adicional debería 

ser incluido. 

 

6.5.3. Síntesis  de monoglicéridos 

La síntesis de 2-monoacilglicéridos de longitud de cadena larga ha sido estudiada por 

varios autores [17, 26-27]. Este monoglicérido es un precursor importante para la 

síntesis de triglicéridos estructurados. Sin embargo, la reacción de la migración de acilo 
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no ha recibido la debida consideración para esta síntesis y, en general, se asume que el 

ácido graso de cadena larga está esterificado en la posición sn-2 del glicerol, cuando se 

obtiene por la alcohólisis de un triglicérido con lipasas 1,3-específicas. Esto se refleja 

en la literatura específica y en el uso de cromatografía en capa fina para el estudio de 

etanólisis con lipasas 1,3 específicas (sin utilizar cromatografía gaseosa o líquida). 

 

6.5.3.1. Formación  de 2-monoglicérido 

Los principales factores que influyeron en la formación 2-monoglicérido fueron la 

carga de biocatalizador y el tiempo de reacción. Ambas variables tuvieron un efecto 

positivo en sobre esta respuesta. El aumento de la longitud de cadena del triglicérido 

tuvo un impacto negativo, aunque no muy significativo (como se puede ver en la 

Ecuación  6.8). Esto coincide con las observaciones reportadas anteriormente, donde 

se vió ácidos grasos de cadena larga favorecieron la migración de acilo, ya sea en el 

diglicérido a partir de 1,2-DAG a 1,3-DAG y luego la generación de 1-monoglicérido por 

etanólisis de la posición sn-3, o directamente en monoglicéridos mediante la 

conversión 2-MAG a 1-MAG. 

 

El comportamiento de esta respuesta con respecto a las variables estudiadas fue 

similar para DE1 y DE2. Sin embargo, la presencia de insaturaciones en triglicéridos de 

cadena larga (ED2) nuevamente remarcó el efecto negativo producido por el aumento 

de la longitud de la cadena. 

 

Las Ecuaciones 6.8 y 6.9 describen la relación entre la fracción molar de 2-MAG y las 

variables estudiadas para DE1 y DE2, respectivamente: 
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                                                                                     (6.8) 

                                                                               (6.9) 

En base al valor del estadístico R2, los modelos propuestos para DE1 y DE2 permitieron 

explicar 93.27 y 85.75% de la variación en la fracción molar de  2-MAG, 

respectivamente. La variación de esta fracción con respecto a la carga biocatalizador y 

longitud de cadena del triglicérido para ambos diseños experimentales se presenta en 

la Figura 6.8. 

 

 
Figura 6.8. Variación en la fracción molar de 2-MAG en la etanólisis de triglicéridos catalizadas 

por Novozym 435 después de 90 min de reacción. Variables: carga biocatalizador y longitud de 

la cadena del triglicérido. Referencias: a) DE1, b) DE2. 
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6.5.3.2. Formación  de 1-monoglicérido 

La formación de 1-MAG puede explicarse en términos de la reacción de migración de 

acilo. 1-MAG puede generarse por la migración de acilo a partir de 1,2-DAG al 1,3-DAG 

y posterior etanólisis de la posición sn-3, o por la migración de acilo de la posición sn-2 

a la posición sn-1 en el monoglicérido. 

 

De acuerdo con las observaciones reportadas anteriormente, tanto el aumento en la 

carga de biocatalizador como el incremento de la longitud de cadena de los 

triglicéridos favorecieron la migración de acilo, y por lo tanto tuvieron un efecto 

positivo en la formación de 1-MAG. Los triglicéridos de longitud de cadena larga con 

insaturaciones han tenido un efecto negativo sobre esta respuesta indicando que La 

presencia de insaturaciones podría estar limitando el acceso del sustrato al sitio activo 

de la lipasa. 

 

La Ecuación 6.10 describe la relación entre la fracción molar de 1-MAG y las variables 

estudiadas para el DE1: 

                                                                                    (6.10) 

El coeficiente de determinación R2 para este modelo tuvo un valor de 96.64%. 

 

La Ecuación 6.11 describe la relación entre la fracción molar de 1-MAG y las variables 

estudiadas para el DE2: 

                                                                                              

                                                                                                                                                      (6.11)   
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Con esta ecuación fue posible explicar 83.07% de la variación de la fracción de 1-

monoglicérido. 

 

6.5.4. Formación  de glicerol 

La formación de glicerol durante la etanólisis de triglicéridos catalizadas por Novozym 

435 fue el resultado de la reacción de migración de acilo. Con el fin de detectar la 

presencia de este polialcohol, es necesario realizar una cuidadosa toma de las 

muestras de reacción y un análisis adecuado de las mismas. El glicerol se encuentra 

solubilizado en etanol, sin embargo para realizar el análisis de la muestra por 

cromatografía este solvente debe ser evaporado. La muestra en general suele diluirse 

en heptano, de ser así el glicerol quedará adherido a las paredes del vial y el mismo no 

será detectado en el análisis. Todas las muestras de reacción fueron evaporadas y 

posteriormente diluidas en piridina para poder analizar su composición. 

 

El aumento del tiempo de reacción, de la carga de biocatalizador y de la longitud de 

cadena de los triglicéridos favorecieron la formación de glicerol. Una vez más se hace 

evidente que las tres variables estudiadas promovieron la migración de acilo cuando se 

consideraron solamente triglicéridos saturados. La Ecuación 6.12 se utilizó para 

modelar la fracción molar de glicerol para DE1: 

                                                                                (6.12) 

El valor de R2 indica que el modelo puede explicar 92.39% de los cambios en la fracción 

GGG. 
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Cuando se considera el efecto de la insaturación en los ácidos grasos de que 

componen el triglicérido (DE2), el efecto del tiempo de reacción y la carga de 

biocatalizador favorecieron la formación de GGG. Sin embargo, la presencia de la 

insaturación tuvo un efecto negativo en esta respuesta. Probablemente el acceso de 

los acilglicéridos formados por ácidos grasos insaturados al sitio activo de la lipasa está 

restringido, lo que limita el progreso de las reacciones. 

 

La Ecuación 6.13 representa la relación entre la fracción molar de glicerol y las 

variables estudiadas para DE2. 

                                                                               (6.13) 

El valor de R2 para este modelo fue de 80.20% 

 

6.5.5. Síntesis  de etil éster 

La producción de biodiesel a partir de un alcohol de cadena corta que se puede 

obtener sin recurrir a los combustibles fósiles es una alternativa interesante. La 

generación de ésteres etílicos de ácidos grasos (FAEE) se vio favorecida por el aumento 

del tiempo de reacción y de la carga de biocatalizador, ya sea considerando 

triglicéridos saturados o con insaturaciones. 

 

El aumento de la longitud de cadena influyó negativamete en la formación de etil 

éster. Como fue mencionado anteriormente, CALB es selectiva a ácidos grasos de 

cadena corta. Cuando los ácidos grasos de cadena larga de los triglicéridos presentan 

una insaturación, el efecto negativo de la longitud de cadena se incrementó, porque al 
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parecer el acceso de estos ácidos al sitio activo de la lipasa es limitado. Las Ecuaciones 

6.14 y 6.15 describen la relación entre la fracción de FAEE y las variables estudiadas 

para DE1 y DE2, respectivamente: 

                                                                                  (6.14) 

                                                                                 (6.15) 

Utilizando la Ecuación 6.14 fue posible explicar el 99.10% de la variación en la fracción 

FAEE, mientras que la Ecuación 6.15 explica 98.99% de los cambios en esta fracción (en 

base a los coeficientes de determinación R2). 

 

En la Figura 6.9 se presentan dos gráficos de superficie de respuesta para la fracción 

FAEE, donde se muestran los efectos de la carga biocatalizador y de la longitud de 

cadena del triglicérido a un tiempo de reacción de 90 min. 
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Figura 6.9. Variación en la fracción molar de FAEE en la etanólisis de triglicéridos catalizada por 

Novozym 435 después de 90 min de reacción. Variables: carga biocatalizador y longitud de la 

cadena del triglicérido. Referencias: a) DE1, b) DE2. 

 

6.6. Análisis multirespuesta usando funciones de deseabilidad 

En las secciones anteriores se evaluaron los efectos de las variables experimentales 

sobre diferentes respuestas al realizar la etanólisis enzimática de triglicéridos.  Se 

desarrollaron regresiones de segundo orden para cada respuesta, y se obtuvieron las 

condiciones óptimas para las mismas. En esta sección, las respuestas se analizan con el 

objetivo de obtener un óptimo global. 
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Se busca desarrollar dos modelos con objetivos opuestos: uno que maximice la 

conversión de triglicéridos, la fracción de FAEE y la fracción molar de glicerol (centrado 

en la síntesis enzimática de biodiesel), y otro que maximice la conversión de 

triglicéridos y la fracción 2-MAG, minimizando la fracción molar de glicerol y de 1-MAG 

(centrado en la síntesis de 2-MAG minimizando la migración de acilo). 

 

En la Figura 6.10 se muestran gráficos de la superficie estimada de la función de 

deseabilidad para la maximización de la síntesis de etil ésteres. Como se puede 

observar en la Figura 6.10a, los valores más altos de la función de deseabilidad se 

obtuvieron cuando la síntesis se llevó a cabo con triglicéridos de cadena larga y con 

alta carga de biocatalizador. Los valores de deseabilidad también aumentaron con el 

tiempo de reacción (no se muestra en la Figuras 6.10a y 6.10b) 
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Figura 6.10. Gráficos de superficie de respuesta para la función de deseabilidad maximizando 

conversión, fracción molar de etil ésteres y fracción molar de glicerol en la etanólisis de 

triglicéridos para un tiempo de reacción de 90 min. Variables: carga de biocatalizador y 

longitud de cadena de los triglicéridos. Referencias: a) DE1, b) DE2.  

 

La conversión de TG formados de ácidos grasos de cadena larga con insaturaciones fue 

baja debido a las restricciones que estos presentan para acceder al sitio activo de la 

lipasa. En la Figura 6.10b puede observarse que la función deseabilidad exhibió los 

valores más altos cuando el tiempo de reacción y la carga de biocatalizador se 

encontraban en los niveles máximos analizados, pero para triglicéridos de longitud de 

cadena corta o media. 

 

Los gráficos de la superficie de respuesta estimada para la maximización de la fracción 

2-MAG y la minimización de la migración de acilo se muestran en la Figura 6.11. En 

estos gráficos sólo fueron considerados los triglicéridos saturados (DE1), dado que la 
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presencia de insaturaciones restringe fuertemente la conversión de triglicéridos y la 

fracción 2-MAG observada. 

 

Al maximizar la formación de 2-MAG, la función de deseabilidad alcanzó los valores 

más altos cuando la carga biocatalizador y el tiempo de reacción se encontraban en los 

niveles máximos evaluados en este trabajo (Figura 6.11a) y con triglicéridos de cadena 

corta y media (Figura 6.11b). 

 

 

 
Figura 6.11. Gráfico de superficie de respuesta para la función de deseabilidad maximizando la 

formación de 2-MAG. a) etanólisis de triacetina considerando variaciones en la carga de 

biocatalizador y el tiempo de reacción, b) etanólisis de triglicéridos luego de 90 min de 

reacción, considerando el efecto de la longitud de cadena de los triglicéridos y la carga de 

biocatalizador. 
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6.7. Resultados del modelo teórico 

Con el objetivo de comprender la selectividad hacia ácidos grasos de cadena corta y la 

alta especificidad hacia la posición sn-3 se aplicó un modelo teórico tal como fue 

descripto en la sección 2.2.3.3.   

 

La Tabla 6.3 muestra los resultados de las tres conformaciones diferentes para cada 

triglicérido: en la entrada del sitio activo de CALB (posición I), en el "medio" del 

camino hacia la Serina catalítica (posición II), y cerca del grupo Serina de la tríada 

catalítica de CALB (posición III). 

 

Tabla 6.3. Entalpías de formación (Hf) para las conformaciones seleccionadas para cada uno 

de los triglicéridos estudiados.  

Triglicérido Posición I 

Hf (kcal/mol)   

Posición II 

Hf (kcal/mol)   

Posición III 

Hf (kcal/mol)   

Triacetina - 249.6 -246 -239.5 

Tricaprilina - 338.6 -337.8 -336.2 

Tripalmitina - 468.2 -462.1 -464.0 

Trioleina - 419.0 -387.0 -409.0 

 

Las etapas de minimización generaron estructuras que claramente no son muy 

diferentes, excepto que son “compactadas” a través de un proceso como el que ocurre 

en un fuelle para los triglicéridos saturados. Para el caso de la trioleína, existe una 

notable diferencia de entalpía entre las posiciones I y II y entre la II y III. Esta 

diferencia indica que la posición II, en la cual la trioleína se mueve hacia la Serina, es 

la menos favorecida. La interacción de los dobles enlaces de las cadenas 

hidrocarbonadas de la trioleína con las paredes de CALB es fuerte cuando este 
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triglicérido está ingresando en el sitio activo de la lipasa. La baja conversión de 

trioleína podría estar relacionada con la llegada del sustrato al sitio activo debido que 

el movimiento de éste se ve fuertemente impedido.    

 

Este estudio teórico simple sugiere posibles explicaciones de dos hechos principales 

que mostraron los datos experimentales: 

 

a) la menor actividad de CALB en Novozym 435 para trioleína (incluso con selectividad 

similar a otros triglicérios): 

Del diseño experimental resulta claro que la selectividad de CALB es similar cuando se 

consideran triglicéridos saturados o insaturados, pero la actividad es mucho menor 

para trioleína que para los otros triglicéridos estudiados. Las supuestas causas de esta 

diferencia fueron las características estéricas y electrónicas de la trioleína frente a los 

triglicéridos saturadas. La Figura 6.12 muestra las diferentes conformaciones 

encontradas para la tripalmitina en la superficie de la lipasa en el camino hacia el sitio 

catalítico (posición I) y cerca de la Serina (posición III) y para la trioleína en la 

superficie de la lipasa (posición I) y situado en las paredes de los bolsillos del sitio 

activo de CALB (posición II). Las estructuras que se muestran se obtuvieron después 

de la minimización estérica del sitio activo de CALB y el entorno, más el triglicérido 

coordinado cerca de la entrada al sitio activo (estructuras I y II) o cerca de la Serina 

(estructura III). 

 

La tripalmitina (Figura 6.12a) sólo cambia la apertura de las 3 cadenas largas de 

hidrocarburos mientras recorre el camino hacia la Serina. El caso de la trioleína es más 
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complejo (Figura 6.12b). La estructura está “doblada” y por lo tanto los dobles enlaces 

introducen restricciones estéricas para la porción central del TAG para llegar a la Serina 

del sitio activo. 

 

 

 
Figura 6.12. Representación esquemática de tripalmitina (a) y trioleína (b) en la superficie de 

CALB (posición A), cerca de la Serina (posición C) y situado en la entrada del túnel hacia la 

tríada catalítica de CALB (posición B). 

 

Los factores que pueden influir en las diferencias de actividades son: 

 difusión del triglicérido desde el exterior hacia el entorno de la enzima, 

 difusión de triglicérido a través de la Lid  o “tapa” abierta hacia la triada 

catalítica y las interacciones con grupos laterales de aminoácidos 

pertenecientes a aminoácidos que constituyen la entrada al sitio activo de 

la enzima, la Lid y el túnel alrededor de la triada catalítica, 
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 adsorción del triglicérido cerca de la Serina de la tríada catalítica de CALB 

por el lado de los carbonilos 

 

b) la especificidad de CALB hacia a posición sn-2: 

Está claro que CALB tiene estereoselectividad hacia la posición sn-3 para todos los 

triglicéridos. Tratando de encontrar una explicación, se analizó detenidamente la 

estructura de triacetina 

 
 

Figura 6.13. Representación esquemática de triacetina (sin hidrógenos) en: a) Posición I, b y c) 

Posición II y d) Posición III. 

 

La Figura 6.13 muestra una posible explicación para la selectividad sn-3 en CALB. Los 

pasos desde a) hasta c) muestran cómo la triacetina puede torcerse sin impedimento 

estérico sustancial alrededor. Los principales cambios tienen lugar en la estructura del 
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esqueleto remanente del glicerol en la triacetina y los enlaces se giran sin romperse o 

cambiar.  

 

El impedimento estérico con las paredes de CALB haría imposible acomodar triacetina 

para poder coordinar el grupo unido al C1 del glicerol con la Serina. En su lugar, la 

coordinación del grupo unido al C3 de glicerol permite la ubicación correcta de los 

restantes grupos del TAG con el espacio adecuado para evitar fuertes interacciones 

con los bolsillos de alcohol y de los ácidos grasos de CALB. 

 

Una visión más detallada se presenta en la Figura 6.14. En la misma, empleando 

triacetina como triglicérido modelo, se muestra la coordinación del triacilglicérido con 

la tríada catalítica de CALB y la formación de intermediarios en la reacción. 
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Figura 6.14. Intermediarios de reacción de triacetina con la tríada catalítica de CALB. a) 

Triacetina, b) intermediario por coordinación a través de la posición sn-1, c) intermediario por 

coordinación a través de la posición sn-3. 
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Al parecer la interacción estérica resulta más importante cuando el triglicérido se 

coordina con la Serina catalítica a través de la posición sn-1. Como puede verse en la 

Figura 6.14b el acilo esterificado en posición sn-2 interaccionaría con las paredes del 

sitio activo de CALB o incluso con la Histidina impidiendo la coordinación de la Serina 

con el acilo esterificado en posición sn-1. Sin embargo, cuando la coordinación se 

realiza a través de la posición sn-3, en posición sn-2 se encuentra un hidrógeno 

orientado hacia el sitio activo, lo que generaría impedimentos considerablemente 

menores (Figura 6.14c). Las restricciones probablemente se vuelvan más importantes a 

medida que la longitud de los ácidos grasos en el triglicérido aumenta. Este modelo 

simple nos permitiría comprender la alta selectividad a la posición sn-3 que la lipasa B 

de Candida antarctica ha mostrado. 

 

En la Figura 6.15 se presenta la formación de intermediarios de diglicéridos al 

reaccionar con el sitio activo de CALB. En la Figura 6.15c se presenta el intermediario 

de reacción que se generaría por la coordinación del 1,2-diglicérido a través del acilo 

en posición sn-1, nuevamente se hace evidente que esta reacción podría encontrarse 

limitada por interacciones estéricas debido a la presencia del acilo esterificado en sn-2 

y que se encuentra orientado hacia el sitio activo de la lipasa. Este modelo simple 

permitiría explicar la baja conversión de 1,2-DAG observada en las reacciones llevadas 

a cabo en este capítulo como en el Capítulo 5. 
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Figura 6.15. Intermediarios de reacción de diacetina con la tríada catalítica de CALB. a) 1,2-

diacetina, b) 1,3-diacetina, c) intermediario por coordinación de 1,2-diacetin a través de la 

posición sn-1, d) intermediario por coordinación de 1,3-diacetin a través de la posición sn-3 y 

e) intermediario por coordinación de 1,3-diacetin a través de la posición sn-1. 
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Finalmente en las gráficas presentadas en las Figuras 6.15d y 6.15e se muestran los 

intermediarios que se forman cuando 1,3-dicaprina reacciona por sn-3 y por sn-1 

respectivamente. Al parecer es más factible la etanólisis de 1,3-dicaprina cuando la 

reacción de ésta con la Serina del sitio activo se produce a través del acilo esterificado 

en posición sn-3. En esta situación el impedimento estérico es menor que si la reacción 

procediera por sn-1. Lo que permite comprender la formación de 1-monoglicérido por 

etanólisis de 1,3-diglicérido, tal como fue observado en este capítulo. 

 

6.8. Conclusiones 

En base a los resultados presentados en este capítulo se puede indicar que: 

 

 La presencia de glicerol en los productos de reacción es una indicación clara 

de la migración de acilo con enzimas supuestamente 1,3 específicas. Es muy 

importante realizar un muestreo adecuado para detectar este polialcohol. 

 

 El análisis de las muestras de reacción debe llevarse a cabo en el menor 

tiempo posible. La migración de acilos de la posición sn-2 a sn-1 o sn-3 se 

produce espontáneamente durante el almacenamiento de las muestras, 

aún a una temperatura tan baja como -20 °C. 

 

 La formación de 2-MAG por etanólisis de triglicéridos se ve favorecida por 

los tiempos de reacción más largos y mayores cargas de biocatalizador con 

triglicéridos saturados de cadena media o corta. En el caso de triglicéridos 
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de cadena larga, la formación de este monoglicérido está severamente 

limitada por la migración de acilo. 

 

 La migración de acilos aumenta el rendimiento de etil ésteres y minimiza el 

contenido de mono- y diglicéridos en el biodiesel. Se recomienda la síntesis 

enzimática de biodiesel si los aceites que se utilizan están compuestos 

principalmente por triglicéridos de cadena larga,  dado que favorecen la 

migración de acilo. Con el fin de maximizar el rendimiento, tiempos de 

reacción considerablemente largos y grandes cargas de biocatalizador son 

necesarios. 

 

 La conversión de acilglicéridos formados por ácidos grasos de cadena larga 

con insaturaciones es relativamente baja debido probablemente a las 

restricciones para el acceso de éstos al sitio activo de la lipasa. 

 

 

 

 

 

 

 

 

Los resultados y conclusiones del presente capítulo dieron origen a la siguiente 

publicación: 

Sánchez, D. A., Tonetto, G. M., Ferreira M. L. (2016). An insight on acyl migration in 
solvent-free ethanolysis of model triglycerides using Novozym 435. Journal of 
Biotechnology, 220:92-99. 

http://www.sciencedirect.com/science/journal/01681656
http://www.sciencedirect.com/science/journal/01681656
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7. SÍNTESIS DE 1,3-DICAPROIL-2-PALMITOIL GLICEROL CATALIZADA POR LA LIPASA DE 

BURKHOLDERIA CEPACIA INMOVILIZADA POR ADSORCIÓN FÍSICA SOBRE 

QUITOSANO. 

 

7.1. Introducción  

El valor nutricional de los triglicéridos (TAG) y sus propiedades fisicoquímicas no sólo 

se determinan por la composición de ácidos grasos (AG) sino que también dependen 

de la distribución de los grupos acilos en el esqueleto de glicerol (GGG) [1]. 

 

En lo referente a la nutrición humana, en el intestino, triacilgliceroles de cadena larga 

(TCL), tales como los procedentes de aceites vegetales, grasas animales o aceites de 

pescado, son hidrolizados por varias enzimas en monoacilgliceroles y ácidos grasos 

libres y se incorporan en micelas mezcladas con ácido biliar y posteriormente son 

absorbidos [2-4]. Por otro lado se ha sugerido que los triacilgliceroles de cadena media 

(TCM) sufren una hidrólisis casi completa para ser absorbidos predominantemente 

como ácidos grasos libres [5,6]. En ausencia o deficiencia de la lipasa pancreática, 

algunos estudios han indicado que una gran fracción de TCM pueden ser absorbido 

como triacilgliceroles, mientras que los TCL no se absorben [5]. Por esta razón, TCM se 

han utilizado para ciertos grupos de pacientes o niños debido a su rápida digestión y 

aporte de energía [5,7-9]. Sin embargo, una alta dosis de TCM ha causado ciertos 

efectos tóxicos en los experimentos con animales [10]. Por lo tanto, triglicéridos 

alternativos se han utilizado en estudios de absorción, tales como mezclas físicas de 

TCM y TCL, aunque las mismas no han generado mejora en la absorción de ácidos 
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grasos de cadena larga dado que cada uno de los triglicéridos individuales mantiene su 

tasa de absorción inicial [11]. 

 

Una alternativa a la mezcla física surgió a partir de los triglicéridos estructurados (TE). 

Los TE pueden ser clasificados como aceites o grasas modificadas o sintéticas, por 

cualquier metodología, tales como hidrogenación, fraccionamiento, interesterificación, 

esterificación, e incluso producidos por plantas modificadas genéticamente. Aunque 

usualmente la definición de TE hace referencia a triglicéridos cuya composición de 

ácidos grasos (AG) ha sido determinada por un proceso de laboratorio o industrial. Los 

mismos pueden ser obtenidos a partir de reestructuración de aceites o grasas 

naturales, o a partir de ácidos grasos, teniendo funcionalidad o propiedades 

nutricionales especiales para alimentación o propósitos farmacéuticos [12].  

 

Los TE pueden ser clasificados en varios tipos: AAA, ABA, AAB y ABC, siendo A, B y C 

diferentes ácidos grasos.  

 

Los triglicéridos estructurados del tipo ABA, formados por AG de longitud de cadena 

media en posiciones sn-1 y sn-3 y ácidos grasos de cadena larga en posición sn-2 

(MLM) han recibido especial atención en los últimos años [13-15]. Se ha probado que 

este tipo de triglicéridos presentan beneficios metabólicos respecto a triglicéridos 

naturales, mezclas físicas o triglicéridos estructurados con composición al azar [16-17]. 

En particular, en nutrición infantil, los TE con ácido palmítico en posición sn-2 son 

mejor adsorbidos que cuando se encuentra esterificado en posiciones sn-1 o sn-3 [14-

15]. 
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La mayor parte del ácido palmítico en grasa de leche humana se encuentra esterificado 

en posición sn-2 [18-20]. Sin embargo, prácticamente todas las fórmulas infantiles 

contienen ácido palmítico predominantemente en posiciones sn-1,3 y la liberación del 

mismo durante la digestión está asociada con la formación de jabones de calcio que 

son pobremente adsorbidos, y resultan responsables de constipación en lactantes. De 

modo que el desarrollo de nuevas fórmulas enriquecidas con ácido palmítico en 

posición sn-2 permitiría evitar los trastornos antes mencionados y proveer rápida 

energía [21-23].  

 

Una variedad de métodos para la síntesis enzimática de estos compuestos han sido 

descriptos [24,25]. Estos incluyen acidólisis de triglicéridos [26,27] o interesterificación 

entre dos triglicéridos [28,29]. Desafortunadamente, los rendimientos a TAG de tipo 

MLM son bajos, y se generan un gran número de subproductos, que son difíciles de 

separar del producto deseado. Métodos de síntesis de triglicéridos del tipo MLM en 

dos etapas han sido desarrollados con el objetivo de reducir la generación de 

productos no deseados. Los métodos más ampliamente estudiados incluyen una 

primera etapa de alcohólisis o hidrólisis de triglicéridos de cadena larga con lipasas 1,3-

específicas y posterior esterificación de estas posiciones con ácidos grasos de cadena 

corta o media [30]. Sin embargo la reacción de migración de acilos  que puede ocurrir 

durante la primera o segunda etapa no ha tenido una adecuada consideración (como 

fue mostrado en el Capítulo 6), y  suele asumirse la obtención de productos específicos 

sin el apropiado análisis cuantitativo en detalle [31-33]. Más aun, la especificidad de 

las enzimas no se ha evaluado en cada uno de los medios de reacción empleados 

siendo que la misma puede variar con el tipo de sustrato y/o dependiendo del uso de 
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solventes. Tampoco se ha considerado apropiadamente la posibilidad de inhibición por 

alcohol o aún por ácido graso [34-39]. 

 

En esta sección, la síntesis de TE del tipo MLM, particularmente 1,3-dicaproil-2-

pamitoil glicerol (CPC) fue estudiada por un metodología diferente. En primer lugar, un 

diglicérido 1,3-específico formado por ácidos grasos de longitud de cadena media fue 

sintetizado a partir de las condiciones óptimas obtenidas en el Capítulo 3 y purificado 

mediante el procedimiento presentado en el Capítulo 4. El producto obtenido fue 

esterificado con ácido palmítico empleando como catalizador la lipasa de Burkhoderia 

cepacia (BCL) inmovilizada por adsorción física sobre quitosano. El empleo de n-

heptano como solvente permitiría orientar la reacción de esterificación a la posición 

sn-2 tal como fue demostrado por Bi y colaboradores [40] 

 

Un único trabajo donde se ha estudiado este tipo de síntesis empleando BCL 

inmovilizada sobre tierra de diatomeas fue hallado luego de una extensa revisión [41]. 

En el mismo los autores han  estudiado la síntesis de 1,3-dicapriloil-2-oleil-glicerol 

(CaOCa) y 1,3-dilauroil-2-oleil-glicerol (LaOLa) y han reportaron que empleando ácido 

oleico en la segunda etapa la reacción prácticamente no procedió.  

 

7.2. Inmovilización de la lipasa de Burkholderia cepacia sobre quitosano 

De los muchos materiales que han sido estudiados como soportes en la literatura de 

inmovilización de enzimas (orgánicos o inorgánicos, hidrofóbicos o hidrofílicos, 

naturales o sintéticos) la quitina y el quitosano han recibido gran interés debido a sus 

numerosas propiedades que los vuelven atractivos para su uso como soportes de 
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enzimas. En este aspecto, quitina y quitosano ofrecen ventajas importantes como son 

la versatilidad de formas en las que puede obtenérselo (polvo, geles, granos, fibras, 

mebranas), la baja biodegradabilidad, la alta afinidad por las proteínas, la no-toxicidad 

y el bajo costo. 

 

En cuanto al origen de estos materiales, la quitina es el principal constituyente de las 

cáscaras de crustáceos, los exoesqueletos de los insectos y de las paredes celulares de 

los hongos. Es un poliaminosacárido natural hidrofílico que constituye una de las 

fuentes orgánicas renovables más cuantiosa del planeta. Se estima que la quitina se 

sintetiza y degrada en la biósfera a razón de al menos 10 Gt al año. En referencia a su 

fórmula química, la quitina se compone de unidades de N-acetil-D-glucosamina, 

formando una larga cadena de polímero, insoluble en la mayoría de los solventes. El 

quitosano es el principal derivado de la quitina, el cual se obtiene por su N-

deacetilación parcial (80-85 %). La quitina y el quitosano pueden considerarse análogos 

químicos de la celulosa, en la cual el hidroxilo en el carbono 2 fue reemplazado por 

grupos acetamino y amino respectivamente [42]. La Figura 7.1 muestra las estructuras 

moleculares de los monómeros de quitina, quitosano y celulosa.  
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Figura 7.1. Monómeros de celulosa, quitina y quitosano [43]. 

 

Comercialmente, la quitina se obtiene relativamente a bajo costo a partir de cáscaras 

de crustáceos (principalmente cangrejos, camarones, langostinos y langostas), que son 

desechos de la industria del procesamiento de mariscos. Básicamente el proceso 

consiste en la deproteinización de las cáscaras con una solución diluida de NaOH y en 

la decalcificación con una solución diluida de HCl. Para obtener el quitosano, la quitina 

se N-deacetila parcialmente por tratamiento con una solución de NaOH al 40-45%, 

seguida de procedimientos de purificación [42]. 

 

El quitosano posee propiedades químicas y biológicas distintivas. En sus cadenas 

lineales de poliglucosamina de alto peso molecular, el quitosano tiene grupos amino e 

hidroxilos reactivos, favorables para la modificación química. Adicionalmente, los 

grupos amino convierten al quitosano en uno de los pocos polielectrolitos catiónicos 

encontrados en la naturaleza. Las propiedades biológicas únicas del quitosano como la 

biocompatibilidad, la biodegradabilidad a productos inocuos, la no-toxicidad, la 
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afinidad por proteínas, la hidrofilicidad, etc., confieren al quitosano un extraordinario 

potencial en numerosas aplicaciones. En las últimas dos décadas se ha examinado la 

aplicación de diversos materiales basados en quitina y quitosano, habiéndose 

desarrollado productos de aplicación potencial en el tratamiento de aguas de desecho, 

en la industria alimenticia, en la agricultura, en la industria de la pulpa de papel y en la 

de los cosméticos. 

 

Debido a sus incomparables propiedades biológicas, los usos más atractivos de los 

materiales basados en quitina y quitosano recaen en las áreas de la medicina y la 

biotecnología. Como soportes de enzimas, la quitina y el quitosano han sido usados en 

forma de polvos, escamas, pellets y geles de diversas configuraciones geométricas 

[42]. 

 

La elección de este soporte para la inmovilización de enzimas radicó en las ya 

mencionadas propiedades del quitosano. A su vez, la relativa alta resistencia mecánica 

de las escamas de quitosano y la fácil recuperación del mismo del sistema de reacción 

fueron otras características que condicionaron la elección. 

 

La lipasa de Burkholderia cepacia se inmovilizó sobre quitosano en escamas siguiendo 

la metodología detallada en la Sección 2.2.4.1. En este tipo de inmovilización se 

descarta que la unión establecida sea de tipo covalente. A la temperatura de 

inmovilización (30 °C), no resulta factible que se hayan establecidos enlaces químicos 

entre las lipasas y los grupos amino del quitosano. Más bien se estima que la unión 

generada involucra fuerzas del tipo van der Waals, aunque no se descarta el 
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establecimiento de enlaces del tipo iónico entre los aminoácidos expuestos de las 

lipasas y las especies NH2/NH3
+ del quitosano. Los aminoácidos hidrófobos, que en 

medio acuoso no se encuentran expuestos hacia el exterior de la superficie proteica, 

no pueden intervenir en la unión. 

 

El procedimiento de inmovilización se llevó a cabo por triplicado manteniendo las 

condiciones descriptas en la Sección 2.2.4.1. Si bien el porcentaje de enzima 

inmovilizada no fue analizado en cada uno de los biocatalizadores obtenidos, sí fue 

evaluada la actividad de cada uno de ellos en la reacción de esterificación de 1,3-

dicaprina con ácido palmítico en n-heptano (12 horas, 45 °C, 100 mg de biocatalizador 

y relación molar ácido palmítico/dicaprina 2:1) obteniendo valores de conversión de 

diglicérido (82%) y rendimiento a CPC/CCP (28%) completamente reproducibles. 

Además, la actividad del biocatalizador se mantuvo inalterable durante el 

almacenamiento (a -4 °C) por períodos de tiempo superiores a los 6 meses. 

 

Si bien el porcentaje de lipasa contenida en cada catalizador podría variar debido a la 

evaporación del agua durante el procedimiento de inmovilización, al llevar a cabo el 

mismo a 35 °C y sólo por el lapso de 1 hora es probable que este efecto no sea 

importante. 

 

7.2.1. Cuantificación de la lipasa inmovilizada 

La cuantificación de la masa de lipasa inmovilizada sobre quitosano se realizó en 

función del contenido de azufre de la estructura proteica de la enzima. La 
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concentración de azufre fue determinada por espectroscopia de emisión atómica de 

plasma acoplado por inducción (ICP‐AES) como se indicó en la Sección 2.2.4.2. 

 

En la Figura 7.2 se presenta la secuencia de aminoácidos para la lipasa de Burkholderia 

cepacia [44]. A partir de la misma se identificó la presencia de 2 residuos cisteína y un 

residuo metionina (cisteína y metionina son los únicos aminoácidos proteinogénicos 

que contienen azufre), de modo que existen 3 moles de azufre por mol de lipasa. 

 

 
Figura 7.2. Secuencia de aminoácidos de la lipasa de Burkholderia cepacia. La gráfica fue 

obtenida de Protein Data Bank (PDB) [44]. 
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Estudios realizados mediante ICP-AES permitieron determinar que 500 mg de lipasa 

PS-Amano contienen 0.282 mg de Azufre (S), luego del procedimiento de 

inmovilización descripto en la sección 2.2.4.1 se recuperaron 0.182 mg de S (Tabla 7.1). 

Considerando que el peso molecular de BCL es 34.1 KDa [45] fue posible determinar 

que el proceso de inmovilización se inició con 99.97 mg de lipasa. Luego de finalizar el 

proceso de inmovilización se recuperaron 64.52 mg de lipasa. De modo que 35.45 mg 

de lipasa quedaron absorbidos sobre 1000 mg de quitosano. En función a esta 

información es posible determinar que se obtuvo un biocatalizador con 

aproximadamente 3.4% en peso de lipasa. 

 

Tabla 7.1. Determinación de azufre por ICP-AES en las distintas etapas de proceso de 

inmovilización.  

Etapa Azufre (mg) 

Inicio 0.282 

Final inmovilización 0.182 

100 mg en heptano S/L 0.00164 

1º Lavado 0.005 

2º Lavado 0.005 

100 mg heptano C/L 0 

S/L = sin lavados, C/L = con lavados 

 

7.3. Lixiviación de la lipasa débilmente adsorbida 

En la sección 2.2.4.1.1 se presentó un procedimiento para evaluar el porcentaje de 

lipasa que se desorbe al emplear la misma en un sistema con n-heptano. El análisis por 

ICP-AES de la solución permitió determinar la presencia de 0.00164 mg de azufre 

(Tabla 7.1), que corresponden a 0.58 mg de lipasa (un porcentaje de pérdida 

equivalente al 16.4%). 
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Con el objetivo de evitar contaminar el producto final con lipasa desorbida se 

realizaron dos lavados como se indica en 2.2.4.1.2. En el sobrenadante de ambos 

lavados se detectaron 0.005 mg de azufre que corresponden a 1.77 mg de lipasa cada 

uno. Por lo que finalmente se obtuvo un biocatalizador conteniendo 31.90 mg, que 

corresponde a un porcentaje en peso del 3.09%. 

 

Finalmente se llevó a cabo una nueva prueba siguiendo la metodología descripta en la 

sección 2.2.4.1.1. El sobrenadante fue nuevamente analizado por ICP-AES 

determinando que el contenido de azufre fue inferior a los límites de detección del 

equipo de modo que podríamos asumir que no existió pérdida de lipasa luego de 

retirar la enzima débilmente adsorbida. 

 

7.4. Espectroscopía infrarroja por transformada de Fourier-Reflectancia difusa 

Se obtuvieron espectros infrarrojos por transformada de Fourier-Reflectancia difusa 

(DRIFTS) del quitosano, de la lipasa de Burkholderia cepacia, y de la lipasa inmovilizada 

sobre quitosano empleando la metodología indicada en la Sección 2.2.4.3. La radiación 

medida en el espectro está relacionada con la concentración, pero depende de varias 

propiedades de la muestra como el tamaño de partícula y la humedad [46]. El aumento 

en el tamaño de partícula reduce la dispersión de la luz y la radiación penetra más 

profundamente, con lo cual se produce un desplazamiento en el eje de las ordenadas 

como función del tamaño de partícula [46]. La presencia de agua provoca la aparición 

de bandas características y además cambia el índice de refracción del medio variando 

la dispersión del haz [46]. Es por estas razones que el análisis derivado del espectro es 

sólo una contribución cualitativa a la determinación de la inmovilización de lipasa. 
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Las muestras conteniendo lipasa se secaron parcialmente por 15 horas a 45 °C antes 

de medir el espectro. Este procedimiento de secado es muy suave y por lo tanto es 

esperable observar la contribución de las moléculas de agua en los espectros. En la 

región 3600-3400 cm-1 se observan las señales de tensión del enlace O-H de la 

molécula de agua. La muestra conteniendo sólo quitosano se secó a 100 °C por 15 

horas para eliminar el contenido de agua. 

 

En la Figura 7.3 se presenta un espectro infrarrojo por transformada de Fourier (FTIR) 

de  quitosano [47]. 

 

 
Figura 7.3. Espectro FTIR de quitosano con identificación de las bandas. 
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En la Figura 7.3 se observan las bandas de los grupos funcionales característicos de la 

molécula de quitosano. Se aprecian las bandas correspondientes a los estiramientos O-

H y N-H (3.250–3.600 cm-1), característicos de alcoholes, aminas y amidas presentes en 

la estructura del sólido. En el espectro se observan también bandas del estiramiento C-

H a 2842 cm-1 y otras originadas por estiramientos C=O y N-H, característicos de grupos 

amida, entre 1.650-1.550 cm-1. La banda característica a 1645 cm-1 se relaciona con el 

grupo C=O presente en un grupo amida I y la asignada a 1432 cm-1 se debe a un grupo 

amida II. La banda de absorción relativa a deformaciones del grupo amino se observa a 

1565 cm-1, mientras que la banda centrada en 1367 cm-1 surge de vibraciones del 

estiramiento del grupo metil (C-H) presente en el grupo acetamida (R-NHCOCH3) 

residual, que está allí debido a la desacetilación parcial de la quitina, o debido a grupos 

O-H unidos a los anillos. La banda observada a 1081 cm–1 se debe a la presencia del 

grupo piranósico. 

 

En la Figura 7.4 se presentan los espectros correspondientes a la lipasa de Burkholderia 

cepacia y al quitosano, mientras que en la Figura 7.5 se muestran los espectros del 

quitosano y de la lipasa inmovilizada sobre este sólido. 
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Figura 7.4. Espectros DRIFTS de la lipasa de Burkholderia cepacia y del quitosano. 

 

 

 
Figura 7.5. Espectros DRIFTS de la lipasa de Burkholderia cepacia inmovilizada y del quitosano. 

 

En las Figuras 7.4 y 7.5, a 3300-3000 cm-1 se observan las bandas de amida A y B 

características de las proteínas y que corresponden con señales de estiramiento de los 

enlaces N-H de aminas y amidas primarias y secundarias [48], esperables debido a la 
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presencia de residuos aminacídicos nitrogenados.  En la región de 3000-2800 cm-1 se 

pueden observar las señales adjudicadas a vibraciones de estiramiento simétrico y 

asimétrico presentes en el enlace C-H con hibridación sp3 y sp2. 

 

En todos los espectros de muestras conteniendo proteína se pueden observar las 

bandas características de amida I, II y III. En la banda de amida I (1700-1600 cm-1) 

sobresale la contribución de los modos vibracionales del estiramiento del grupo 

carbonilo (C=O) con una mínima contribución de la vibración de estiramiento fuera del 

plano del enlace C-N, la deformación CCN y el enlace N-H en el plano. La banda de la 

amida I está afectada fuertemente por la naturaleza de las cadenas laterales y esto 

depende de la estructura secundaria del esqueleto proteico (α-hélice, β-plegada y 

estructuras al azar). Por lo tanto, su estudio exhaustivo usando técnicas de ATR y 

análisis de reducción de ancho de banda y segunda derivada, permite hacer un 

examen detallado de los cambios en la estructura secundaria de la enzima, y así 

acercar conclusiones sobre su estabilidad frente a procesos de inmovilización o 

inactivación térmica [48-50]. 

 

En cuanto a la banda de la amida II, se encuentra centrada a 1550 cm-1 y corresponde a 

una combinación de señales de flexión en el plano de N-H y estiramiento de C-N con 

pequeñas contribuciones de flexión en el plano de C=O y estiramiento C-C y N-C. A 

diferencia de la banda de amida I, no es sencillo hacer correlaciones entre la estructura 

y las señales observadas en la deconvolución de los picos [48]. 
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La banda de la amida III (1400-1200 cm-1) es una combinación de la vibración de la 

flexión de N-H y estiramiento de C-N con pequeña contribuciones de la flexión en el 

plano de C=O y el estiramiento de C-C. Estas bandas son complejas y no permiten una 

correlación directa con la estructura de la proteína. Los picos de la banda de amida III 

se resuelven mejor después de deuterar porque se elimina el acoplamiento por la 

vibración de N-H [49]. 

 

En los espectros sobresale una banda entre 1300-1450 cm-1. La banda puede 

adjudicarse a la flexión en el grupo –CH2 adyacente al carbonilo y estiramiento de C-N. 

Este tipo de grupos pueden estar presentes en algunos residuos de las cadenas 

laterales de aminoácidos tales como los ácidos glutámico y aspártico, las amidas 

glutamina y asparagina, fenilalanina y triptófano [48]. 

 

En la región de 1260-1000 cm-1 se pueden encontrar las señales correspondientes al 

estiramiento del enlace C-O de alcoholes primarios, secundarios, terciarios y fenólicos. 

De igual manera las señales observadas en la región de 750-630 cm-1 pueden ser 

asignadas a flexión fuera del plano del enlace O-H de un alcohol [51]. Este tipo de 

enlaces pueden encontrarse en los aminoácidos serina, treonina y tirosina. 

 

Como puede observarse en las Figuras 7.3, 7.4 y 7.5  las señales características de la 

lipasa y del quitosano son similares, de modo que la identificación de la enzima sobre 

este soporte resulta compleja, en especial teniendo en cuenta la baja concentración de 

proteína inmovilizada. 
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Si bien la técnica de FTIR no permitió corroborar la presencia de lipasa, los resultados 

de ICP-AES, y la alta actividad del biocatalizador (como puede verse en la Tabla 7.4), no 

dejan lugar a duda sobre la presencia de lipasa de Burkholderia cepacia sobre 

quitosano. 

 

7.5. Identificación de productos de reacción 

Como producto de la esterificación de 1,3-dicaprina (CGC) con ácido palmítico (P) se 

espera obtener 1,3-dicaproil-2-palmitoil glicerol (CPC), a su vez a partir la fracción 

menor de 1,2-dicaprina (CCG) presente en el reactivo de partida se esperaría obtener 

1,2-dicaproil-3-palmitoil glicerol (CCP), luego de la esterificación con ácido palmítico. 

 

Si bien la lipasa inmovilizada fue tratada térmicamente para remover el agua 

débilmente adsorbida, la reacción de hidrólisis no pudo ser evitada dando lugar a la 

generación de ácido cáprico (C) y glicerol (GGG). Debido a la existencia de reacciones 

de hidrólisis y posterior esterificación, en el medio de reacción también fueron 

identificados otros productos: monopalmitina (GPG y PGG), 1-caproil-2-palmitoil 

glicerol (CPG), 1-caproil-3-pamitoil glicerol (CGP), tricaprina (CCC), dipalmitina (PPG y 

PGP) y 1-caproil-2,3-palmitoil (CPP).  

 

Como ya fue discutido en las Secciones 5.6 y 5.7, la columna capilar empleada permite 

identificar isómeros en función de la posición del grupo hidroxilo, es por ello que ha 

sido posible identificar y cuantificar isómeros de mono- y diglicéridos pero no así 

isómeros de triglicéridos. 
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Un típico cromatograma de los productos de reacción y reactivos sin reaccionar se 

muestra en la Figura 7.6.  

 

 
Figura 7.6. Típico cromatograma de los productos de reacción y reactivos no consumidos en la 

esterificación enzimática de dicaprina y ácido palmítico catalizada por la lipasa de Burkholderia 

cepacia. EI: patrón de calibración interna. Condiciones experimentales: dicaprina = 50 mg, 

relación ácido palmítico/dicaprina = 3:1, temperatura = 40 °C y enzima = 150 mg, tiempo de 

reacción = 6 h. 

 

7.6. Importancia del correcto análisis de muestras 

La reacción de hidrólisis permitió la generación de glicerol. Dado que las reacciones se 

llevaron a cabo en un sistema con solvente orgánico no polar, el polialcohol (altamente 

polar) tiende a adherirse sobre el biocatalizador o sobre las paredes del vial de 

reacción.  
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Tal como se destacó en el Capítulo 6, el uso de un solvente que permita solubilizar 

ácidos grasos, acilglicéridos y glicerol es necesario para un adecuado análisis de las 

muestras. 

 

En la Figura 7.7 se presentan dos cromatogramas donde se compara una toma de 

muestra directa del vial de reacción con una muestra solubilizada en piridina. 

 

 
Figura 7.7. Cromatogramas de una muestra extraída directamente del sistema de reacción 

(Negro) y una muestra extraída luego del agregado de piridina (Rojo). En el recuadro se amplía 

la región donde se observa la elución de glicerol. 

 

7.7. Efecto de las variables sobre las respuestas estudiadas y modelos de ajuste 

Los experimentos se llevaron a cabo en las condiciones indicadas en la Sección 2.2.4.5 

Los factores experimentales y respuestas obtenidas correspondientes a mediciones 

realizadas a 6 h de reacción se dan en la Tabla 7.2, 7.3 y 7.4.  Se llevó a cabo un análisis 

detallado de las tendencias y correlaciones entre factores y respuestas. Los resultados 
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de los modelos obtenidos para cada respuesta se analizan en detalle en los apartados 

siguientes. Modelos de segundo orden permitieron obtener un buen ajuste de los 

datos experimentales. Los mismos fueron refinados aplicando la prueba del valor-F, 

también llamada test de Fisher o Fisher-Snedecor detallada previamente en la sección 

3.5.  

 

El modelo de ajuste cuadrático que contiene todas las variables y combinaciones de las 

mismas está representado por la Ecuación 7.1. 

                                        
     

      
                    (7.1) 

Donde L es masa de lipasa inmovilizada, T la temperatura de reacción y RM la relación 

molar P/Dicaprina. 

 

Tabla 7.2. Factores experimentales establecidos y reactivos consumidos durante esterificación 

enzimática de dicaprina con ácido palmítico catalizada por la lipasa de Burkholderia cepacia 

inmovilizada sobre quitosano a 6 h de reacción. 

Ensayo 

Nº 

Factores experimentales           Reactivos consumidos (μmoles) 

L (mg) T (°C) RM (mol/mol) CCG CGC P CGG
a 

1 150 60 1 11.20 54.74 39.95 0.24 
2 50 60 3 17.77 49.10 37.74 0.00 
3 50 60 1 13.73 38.26 31.32 0.20 
4 150 40 1 10.33 52.52 47.48 0.24 
5 50 40 3 13.71 31.50 38.32 -0.22 
6 150 60 3 14.83 56.50 62.85 0.81 
7 100 50 2 10.79 46.68 50.62 0.18 
8 150 40 3 12.62 44.5 66.70 0.51 
9 100 50 2 10.92 47.80 49.60 0.19 

10 50 40 1 11.44 34.82 35.12 -0.30 

a Los valores negativos indican que en la reacción se generó 1-monocaprina 
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Tabla 7.4. Factores experimentales establecidos y parámetros evaluados durante esterificación 

enzimática de dicaprina con ácido palmítico catalizada por la lipasa de Burkholderia cepacia 

inmovilizada sobre quitosano a 6 h de reacción. 

Ensayo 

Nº 

Factores experimentales  Conversión (%) Selectividad (%) Rendimiento (%) 

L (mg) T (°C) RM (mol/mol) CCG CGC CPC + CCP CPC + CCP 

1 150 60 1 85 86 27 22.62 
2 50 60 3 88 65 26 17.78 
3 50 60 1 79 58 29 17.98 
4 150 40 1 78 77 33 25.26 
5 50 40 3 87 48 36 19.90 
6 150 60 3 94 87 30 26.14 
7 100 50 2 89 78 31 24.53 
8 150 40 3 91 80 38 31.06 
9 100 50 2 90 80 29 23.39 

10 50 40 1 87 52 30 17.47 

 

 

7.7.1. Reactivos consumidos 

 

7.7.1.1. Conversión de 1,3-dicaprina  

Como se mencionó anteriormente, este diglicérido es consumido por dos vías, por un 

lado la esterificación de la posición sn-2 que permitió la generación del triglicérido 

estructurado deseado y por otro lado la reacción de hidrólisis que llevó a la obtención 

de monocaprina, ácido cáprico e incluso glicerol. 

 

El incremento de todas las variables favoreció la conversión de 1,3-dicaprina (XCGC), sin 

embargo el efecto del aumento de la relación molar fue prácticamente insignificante 

sobre esta respuesta.  Los valores de conversión para 1,3-dicaprina estuvieron entre 

48%  y 87%. 

Si bien para todas las respuestas fue planteado un modelo como el representado por la 

Ec. 7.1, luego de realizar regresión múltiple y aplicar la prueba del valor-F se obtuvo un 
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modelo simple en el que todas las variables resultaron estadísticamente significativas. 

El mismo permitió explicar el 97.50% de los cambios observados en la conversión de 

1,3-dicaprina y está representado por la Ecuación 7.2. 

                            –                                                                                                    (7.2) 

En la Figura 7.8 se presenta un gráfico de superficie de respuesta obtenido mediante la 

Ec. 7.2. 

 

 
Figura 7.8. Conversión de CGC al realizar la esterificación de dicaprina con ácido palmítico 

catalizada por la lipasa de Burkholderia cepacia inmovilizada sobre quitosano. Variables: masa 

de biocatalizador y temperatura de reacción, relación molar P/Dicaprina = 3:1. 

 

 

7.7.1.2. Conversión de 1,2-dicaprina  

En las condiciones optimas encontradas para la síntesis de 1,3-dicaprina, en el Capítulo 

3, la relación 1,3-dicaprina/1,2(2,3)-dicaprina en el producto es 9:1. Sin embargo, en el 

proceso de separación el diglicérido perdido es mayoritariamente 1,3-dicaprina 

(verificado por cromatografía gaseosa), por lo cual la fracción de 1,2-DAG al inicio de 

esta etapa es mayor, tal como se indicó en la Sección 2.2.4.4. 
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La esterificación de la posición sn-3 con ácido palmítico probablemente resulte más 

simple que la esterificación de la posición sn-2, de modo que se espera que este 

diglicérido se consuma mayormente para generar 1,2-dicaproil-3-palmitoil glicerol y en 

menor proporción debido a la hidrólisis de la posición sn-1 para generar monocaprina. 

 

La conversión de este diglicérido (XCCG) se vio afectada positivamente por el 

incremento de todas las variables estudiadas. El aumento en el valor de los factores 

podría favorecer la reacción de esterificación, la hidrólisis o ambas. Sin embargo a 

bajas temperaturas la conversión de 1,2-dicaprina si vió desfavorecida por el 

incremento de la masa de biocatalizador, probablemente la conversión no sea menor 

con el aumento del dosaje de lipasa, sino que este diglicérido puede generarse por 

migración de acilos a partir de 1,3-dicaprina. Los valores de conversión de 1,2-

dicaprina variaron entre 78% y 94%.  

 

Aplicando regresión múltiple y el test de Fisher fue obtenido un modelo de segundo 

orden en L que permitió explicar 89.75% de la variabilidad en la conversión de 1,2-

dicaprina (en función del estadístico R2). La Ecuación 7.3 representa dicho modelo de 

ajuste. 

                                                                                           (7.3) 

En la Figura 7.9 se presentan gráficos de superficie de respuesta que muestran el 

comportamiento de esta respuesta en función de los factores estudiados. En el gráfico 

mostrado en la Figura 7.9.a se representan la conversión de 1,2-dicaprina luego de 6 

horas de reacción empleando 100 mg de lipasa inmovilizada en función de la 
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temperatura y la relación P/Dicaprina. En la Figura 7.9.b la misma respuesta se 

presenta en función de la masa de biocatalizador y de la temperatura para una 

relación P/Dicaprina = 3:1. 

 

 
Figura 7.9. Conversión de CCG al realizar la esterificación de dicaprina con ácido palmítico 

catalizada por la lipasa de Burkholderia cepacia inmovilizada sobre quitosano. a) Variables: 

relación ácido palmítico/dicaprina y temperatura para un dosaje de biocatalizador de 100 mg, 

b) Variables: masa de biocatalizador y temperatura para una relación molar P/Dicaprina = 3:1. 

 

7.7.1.3. Conversión de ácido Palmítico 

En el sistema de reacción en estudio el ácido palmítico se consumió no sólo para dar 

los productos teóricamente esperados (1,3-dicaproil-2-pamitoil glicerol y en menor 

proporción 1,2-dicaproil-3-palmitoilglicerol) sino que debido a la reacción de hidrólisis 

y posterior esterificación este ácido reaccionó para dar otros productos tales como 
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monopalmitina, dipalmitina, 1-caproil-2-palmitoil glicerol, 1-caproil-3-palmitoil glicerol 

y 1-caproil-2,3-dipalmitoil glicerol. 

 

La relación molar de ácido palmítico respecto a dicaprina (P/Dicaprina) se varió entre 

1:1 y 3:1 con el objetivo de evaluar la influencia de este parámetro sobre el 

rendimiento al triglicérido estructurado deseado. 

 

El incremento en el contenido de lipasa inmovilizada y de la relación ácido 

palmítico/dicaprina favorecieron la conversión de ácido palmítico. Al parecer ambos 

factores tuvieron impacto positivo sobre la reacción de esterificación. El aumento de la 

temperatura mostró un efecto negativo sobre el consumo de este ácido durante la 

reacción, aunque esta última variable tuvo baja incidencia sobre la respuesta aquí 

estudiada. Probablemente la reacción de hidrólisis sea más favorecida por el 

incremento de la temperatura que la esterificación. 

 

La Ecuación 7.4 se obtuvo luego de realizar regresión múltiple y eliminación de 

variables paso a paso, este modelo sencillo de segundo orden respecto a la masa de 

biocatalizador permitió explicar el 99.02% de los cambios observados en los 

micromoles de ácido palmítico consumidos luego de 6 horas de reacción. Gráficos de 

superficie de respuesta empleando el modelo generado son presentados en la Figura 

7.10.  

                                                                                                                   (7.4) 
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Figura 7.10. Consumo de ácido palmítico al realizar la esterificación de dicaprina con ácido 

palmítico catalizada por la lipasa de Burkholderia cepacia inmovilizada sobre quitosano. a) 

Variables: relación ácido palmítico/dicaprina y temperatura para un dosaje de biocatalizador 

de 100 mg, b) Variables: masa de biocatalizador y temperatura para una relación molar 

P/Dicaprina = 3:1. 
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7.7.1.4. Reactividad de 1-monocaprina 

Una baja proporción de monocaprina está presente en el sustrato de partido. La 

misma se generó durante la síntesis estudiada en el Capítulo 3 y no fue 

completamente removida en la etapa de purificación presentada en el Capítulo 4.  

 

Como puede verse en la Tabla 7.2 los cambios en los micromoles de monocaprina han 

sido mínimos, probablemente este monoglicérido se genere por hidrólisis de 1,2/1,3-

dicaprina pero luego sea rápidamente esterificado y es por ello que prácticamente no 

se detectaron variaciones a las 6 horas de reacción. 

 

Cuando la síntesis fue llevada a cabo a bajas temperaturas, baja relación ácido 

palmítico/dicaprina y bajo contenido de biocatalizador, se generó 1-monocaprina. En 

estas condiciones la velocidad de la reacción de esterificación se reduce.  En las 

restantes condiciones ensayadas la velocidad de esta reacción es mayor y el 

monoglicérido es consumido (los valores negativos de monocaprina presentados en la 

Tabla 7.2 indican que el monoglicérido fue generado y no consumido). 

 

Los cambios en los micromoles de 1-monocaprina fueron ajustados por regresión lineal 

múltiple y posterior eliminación de las variables estadísticamente no significativas. Se 

obtuvo un modelo lineal simple que permitió explicar el 93.03% de la variabilidad de 

esta respuesta (en función del R2), tal modelo es representado por la Ecuación 7.5. 

                      –                                                                                                          (7.5) 



253 
 

En la Figura 7.11 se presentan gráficos de superficie para los cambios en el número de 

micromoles de 1-monocaprina en función de los factores estudiados, en la Figura 

7.11.a se muestra la variación de esta respuesta luego de 6 horas de reacción 

empleando 100 mg de biocatalizador mientras que en la Figura 7.11.b puede 

observarse la respuesta de esta variable a los cambios en la masa de biocatalizador y la 

temperatura para una relación P/Dicaprina = 3:1. 

 

 
Figura 7.11. Variación en el número de micromoles de 1-monocaprina al realizar la 

esterificación de dicaprina con ácido palmítico catalizada por la lipasa de Burkholderia cepacia 

inmovilizada sobre quitosano. a) Variables: relación ácido palmítico/dicaprina y temperatura 

para un dosaje de biocatalizador de 100 mg, b) Variables: masa de biocatalizador y 

temperatura para una relación P/Dicaprina = 3:1. 
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7.7.2. Productos generados por hidrólisis 

 

7.7.2.1. Formación de ácido cáprico 

Durante la reacción de esterificación de dicaprina con ácido palmítico una reacción 

secundaria, y no menor, tuvo lugar. Si bien el sistema de reacción no contiene agua, la 

reacción de hidrólisis ha sido importante en durante este estudio, aún cuando el agua 

débilmente adsorbida ha sido removida del biocatalizador con la metodología indicada 

en la Sección 2.2.4.1. El agua contenida en la lipasa inmovilizada, fundamental para 

conservar su actividad, podría permitir que la reacción de hidrólisis ocurra. Por otro 

lado la esterificación genera agua como producto. 

 

Esta reacción no deseada, que tuvo lugar al llevar a cabo la esterificación de dicaprina 

con ácido palmítico catalizada por la lipasa de Burkholderia cepacia inmovilizada sobre 

quitosano, puede ser evaluada en función de la generación de ácido cáprico.  

 

El incremento de la temperatura y de la masa de lipasa inmovilizada tuvieron un efecto 

positivo sobre la formación de ácido cáprico, mientras que elevar la relación ácido 

palmítico/dicaprina impactó negativamente sobre esta respuesta. El aumento del 

contenido de ácido palmítico inicial parece favorecer la reacción de esterificación y 

minimizar la hidrólisis, como era de esperar.  

 

Se obtuvo un modelo simple de segundo orden en la relación ácido 

palmítico/diglicérido luego de eliminar las variables estadísticamente no significativas 

del modelo representado por la Ec. 7.1. El mismo está representado por la Ecuación 
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7.6 y permitió explicar el 93.23% de los cambios observados en esta respuesta (en 

función del estadístico R2). Los gráficos de superficie presentados en la Figura 7.12 

muestran el efecto de las variables sobre la respuesta estudiada de acuerdo al ajuste 

realizado por la Ecuación 7.6. 

                           
                                                                        (7.6) 

 

 
Figura 7.12. Ácido cáprico generado por hidrólisis durante la esterificación de dicaprina con 

ácido palmítico catalizada por la lipasa de Burkholderia cepacia inmovilizada sobre quitosano. 

a) Variables: relación ácido palmítico/dicaprina y temperatura para un dosaje de biocatalizador 

de 100 mg, b) Variables: masa de biocatalizador y temperatura para una relación molar 

P/Dicaprina = 3:1.     
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7.7.2.2. Formación de Glicerol 

La generación de glicerol es un claro indicio de lo importante que ha sido la reacción 

de hidrólisis, sin embargo como se indicó en la sección 7.6 la detección de este 

polialcohol requiere de una correcta preparación de la muestra.  

 

Al igual que en la generación de ácido cáprico, el incremento de la temperatura y del 

contenido de lipasa inmovilizada favorecieron la reacción de hidrólisis y en este caso la 

síntesis de glicerol. Sin embargo, cuando el contenido inicial de ácido palmítico fue 

elevado la formación de glicerol no aumentó con el incremento del dosaje de 

biocatalizador. Probablemente el glicerol generado sea reesterificado debido a la alta 

concentración de P. Finalmente, el aumento en el contenido de ácido palmítico 

permitió reducir la generación del polialcohol. Como se indicó anteriormente una alta 

proporción de ácido palmítico inicial pareciera favorecer la reacción de esterificación 

frente a la hidrólisis.  

 

La Ecuación 7.7 fue obtenida por regresión múltiple y refinada mediante eliminación 

de las variables estadísticamente no significativas, la misma permitió explicar el 

95.76% de los cambios en los moles de glicerol generado (en función al R2). 

                          –                                                                                         (7.7) 

En la Figura 7.13 se presentan gráficos de superficie que muestran el comportamiento 

de la respuesta en estudio en función de las variables analizadas. En la gráfica a se 

muestra el comportamiento de esta respuesta en función de la relación ácido 

palmítico/dicaprina y la temperatura cuando la reacción de esterificación fue llevada a 



257 
 

cabo empleando 100 mg de lipasa inmovilizada como catalizador, y en la Figuras 7.13.b 

y 7.13.c se representa la generación de glicerol en función de la masa de biocatalizador 

y la temperatura para una relación molar ácido palmítico/dicaprina = 1:1 y 3:1 

respectivamente. 

 

 
Figura 7.13. Generación de glicerol por hidrólisis durante la esterificación de dicaprina con 

ácido palmítico catalizada por la lipasa de Burkholderia cepacia inmovilizada sobre quitosano. 

a) Variables: relación ácido palmítico/dicaprina y temperatura para un dosaje de biocatalizador 

de 100 mg, b) Variables: masa de biocatalizador y temperatura para una relación molar 

P/Dicaprina = 1:1 y c) Variables: masa de biocatalizador y temperatura para una relación molar 

P/Dicaprina = 3:1. 



258 
 

7.7.3. Productos generados a partir de hidrólisis y posterior esterificación 

 

7.7.3.1. Generación de monopalmitina 

Luego de la hidrólisis de dicaprina y generación de glicerol, este último es esterificado 

con ácido palmítico para generar monopalmitina, mayoritariamente 1-monopalmitina 

y en menor proporción 2-monopalmitina (monoglicéridos no mostrados 

individualmente en Tabla 7.3). 

 

La generación de este monoglicérido se vio afectada positivamente por el incremento 

en la relación ácido palmítico/dicaprina y por el incremento del dosaje de lipasa 

inmovilizada. El incremento de la temperatura tuvo un impacto negativo sobre la 

síntesis de monopalmitina. Como se mencionó anteriormente, esta variable presentó 

un efecto muy importante sobre la reacción de hidrólisis, lo que explicaría este 

comportamiento.  

 

El efecto de las variables seleccionadas sobre la formación de monopalmitina se ajustó 

por regresión múltiple y posterior eliminación por pasos. Se obtuvo así un modelo de 

segundo orden en la relación molar que permitió explicar el 94.57% de los cambios 

observados en esta respuesta (en función al estadístico R2). Tal modelo es 

representado por la Ecuación 7.8, gráficos de superficie de respuesta obtenidos a 

partir de la misma son presentados en la Figura 7.14. 

                    –         
           –                                                         (7.8) 
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Figura 7.14. Formación de monopalmitina durante la esterificación de dicaprina con ácido 

palmítico catalizada por la lipasa de Burkholderia cepacia inmovilizada sobre quitosano. a) 

Variables: relación ácido palmítico/dicaprina y temperatura para un dosaje de biocatalizador 

de 100 mg, b) Variables: masa de biocatalizador y temperatura para una relación molar fija 3:1.     

 

7.7.3.2. Generación de diglicéridos formados por ácido cáprico y ácido palmítico 

La reacción de hidrólisis, que ocurrió principalmente en posición sn-3, permitió la 

generación de 1-monocaprina. Posiblemente el monoglicérido pudo haber sido 

rápidamente esterificado con ácido palmítico en posición sn-3 dando lugar a la 

obtención de 1-caproil-3-palmitoil glicerol (CGP), en especial cuando la síntesis se llevó 

a cabo con altas concentraciones del ácido. 

 



260 
 

También fue obtenido otro diglicérido combinando ácido cáprico y palmítico en el 

esqueleto de glicerol, 1-caproil-2-palmitoil glicerol (CPG). El mismo pudo haberse 

generado a partir de la esterificación con ácido palmítico de la posición sn-2 de 1-

monocaprina, o bien a través de la hidrólisis de la posición sn-3 del triglicérido 

estructurado deseado. En esta sección ambos diglicéridos han sido cuantificados en 

forma conjunta. 

 

El incremento de la relación ácido palmítico/dicaprina y del contenido de 

biocatalizador propiciaron la síntesis de estos diglicéridos, ambos factores favorecieron 

la reacción de esterificación de P,  coincidiendo con lo antes reportado. Por otro lado, 

el aumento de la temperatura impactó negativamente sobre esta respuesta, 

mostrando nuevamente que temperaturas elevadas producen un incremento 

importante de la velocidad de la reacción de hidrólisis.  

 

Estos diglicéridos son unos de los productos obtenidos en mayor proporción durante el 

presente estudio (sin considerar los productos de hidrólisis pura que pueden ser 

fácilmente removidos luego de finalizar la reacción). 

 

Un modelo de segundo orden en la masa de biocatalizador fue obtenido por regresión 

múltiple y refinado eliminando variables sin efectos estadísticamente significativos, el 

mismo permitió explicar el 95.93% de los cambios observados en estos diglicéridos 

(Ecuación 7.9). Gráficos de superficie de respuesta para este modelo se presentan en la 

Figura 7.15. 

             –                     –                                                                         (7.9) 
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Figura 7.15. Generación de 1-caproil-3-palmitoil glicerol + 1-caproil-2-palmitoil glicerol durante 

la esterificación de dicaprina con ácido palmítico catalizada por la lipasa de Burkholderia 

cepacia inmovilizada sobre quitosano. a) Variables: relación dicaprina:ácido palmítico y 

temperatura para un dosaje de biocatalizador de 100 mg, b) Variables: masa de biocatalizador 

y temperatura para una relación molar ácido palmítico/dicaprina = 3:1. 

 

7.7.3.3. Generación de dipalmitina 

La formación de dipalmitina podría atribuirse a la esterificación de glicerol (generado 

por hidrólisis de dicaprina) con ácido palmítico. Como se muestra en la Figura 7.6 se 

obtuvo mayoritariamente 1,3-dipalmitina y en menor proporción 1,2-dipalmitina. 

 

El incremento de la masa de biocatalizador y de la relación ácido palmítico/dicaprina 

favorecieron la generación de este diglicérido, mientras que la temperatura influyó 
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negativamente sobre esta respuesta, aunque el efecto de esta última variable no fue 

significativo excepto cuando la relación molar  de ácido palmítico a sustrato fue baja.  

 

La Ecuación 7.10 fue obtenida luego de realizar una regresión lineal múltiple y sólo 

variables con efectos significativos estadísticamente fueron consideradas. Este modelo 

permitió explicar el 99.93% de los cambios en esta respuesta (evaluación hecha en 

función del R2). 

                                      –           –                                (7.10) 

                                                                                                                                                                                        

Gráficos de superficie de respuesta obtenidos a partir del modelo generado se 

muestran en la Figura 7.16.  En el gráfico presentado en la Figura 7.16.a se muestra la 

formación de dipalmitina en función de la relación ácido palmítico/dicaprina y de la 

temperatura cuando se lleva a cabo la reacción empleando 100 mg de lipasa 

inmovilizada, mientras que en la Figura 7.16.b se representa la generación en función 

de la masa de biocatalizador y de la temperatura cuando la reacción se lleva a cabo 

con la mayor proporción de ácido palmítico ensayado. 
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Figura 7.16. Generación de dipalmitina durante la esterificación de dicaprina con ácido 

palmítico catalizada por la lipasa de Burkholderia cepacia inmovilizada sobre quitosano. a) 

Variables: relación molar ácido palmítico/dicaprina y temperatura para un dosaje de 

biocatalizador de 100 mg, b) Variables: masa de biocatalizador y temperatura para una 

relación molar ácido palmítico/dicaprina = 3:1. 

 

7.7.3.4. Formación de tricaprina 

El ácido cáprico generado por hidrólisis es reesterificado para generar tricaprina. 

Posiblemente la posición sn-3 de 1,3-dicaprina es hidrolizada fácilmente y el ácido 

cáprico liberado es esterificado en la posición sn-3 de 1,2-dicaprina dando lugar así a 

este triglicérido. 
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El incremento de la temperatura de reacción favoreció la generación de tricaprina, en 

especial cuando la concentración de ácido palmítico es baja, lo que muestra que alta 

relación P/Dicaprina favorecería la esterificación de ácido palmítico.  Por otro lado, 

llevar a cabo la síntesis con bajo contenido de biocatalizador tuvo un impacto negativo 

sobre esta respuesta, mientras que altas dosis favorecieron la generación de 

tricaprina. Probablemente se da una competencia entre la reacción de hidrólisis y de 

esterificación que podría orientarse hacia una u otra en función del dosaje de lipasa 

inmovilizada. Finalmente, el incremento de la concentración de ácido palmítico influyó 

negativamente sobre la generación de tricaprina. Como se ha mencionado 

anteriormente, el aumento en los valores de este factor propicia la esterificación de 

ácido palmítico en lugar de ácido cáprico. 

 

La Ecuación 7.11 representa el modelo obtenido mediante regresión lineal múltiple 

para describir la relación entre los micromoles de tricaprina generados y los factores 

seleccionados (R2 para el modelo obtenido = 93.70%). 

                   –                     –                                                 (7.11) 

En la Figura 7.17.a se presenta un gráfico de superficie para la respuesta aquí 

estudiada, donde se evalúan los cambios en función de la temperatura y la relación 

P/Dicaprina luego de 6 horas de reacción empleando  100 mg de biocatalizador, 

mientras que la gráfica b presentada en la misma figura muestra el comportamiento 

de esta respuesta frente a cambios en la masa de biocatalizador y de la temperatura 

luego de 6 horas de reacción con el máximo contenido de ácido palmítico inicial 

estudiado. 
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Figura 7.17. Generación de tricaprina durante la esterificación de dicaprina con ácido palmítico 

catalizada por la lipasa de Burkholderia cepacia inmovilizada sobre quitosano. a) Variables: 

relación molar ácido palmítico/dicaprina y temperatura para un dosaje de biocatalizador de 

100 mg, b) Variables: masa de biocatalizador y temperatura para una relación molar fija 3:1. 

 

 

7.7.3.5. Generación de 1-caproil-2,3-dipalmitoil glicerol 

La esterificación con ácido palmítico de diglicéridos formados por ácido cáprico y ácido 

palmítico en la misma molécula (Sección 7.5.3.2) permite la generación de 1-caproil-

2,3-palmitoil glicerol (CPP). 
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En el caso de CGP puede ocurrir la esterificación de la posición sn-2 o bien migración 

de acilo de la posición sn-3 a la sn-2 y posterior esterificación de la posición sn-3, 

mientras que en CPG la posición sn-3 pareciera ser esterificada más fácilmente. 

 

Todos los factores analizados influyeron positivamente sobre esta respuesta. Un 

modelo simple obtenido por regresión múltiple y posterior aplicación de test de Fisher 

permitió explicar el 96.41% de los cambios en la generación de CPP. Dicho modelo es 

representado por la Ecuación 7.12.  

                                                                                                                                    (7.12) 

Si bien se han propuesto modelos de segundo orden, sólo las variables 

estadísticamente significativas se consideran luego de realizar la prueba del valor-F. 

 

En la Figura 7.18 se muestran gráficos de superficie de respuesta para la formación de 

1-caproil-2,3-dipalmitoil glicerol generados empleando en modelo obtenido 

anteriormente. 
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Figura 7.18. Formación de 1-caproil-2,3-dipalmitoil glicerol durante la esterificación de 

dicaprina con ácido palmítico catalizada por la lipasa de Burkholderia cepacia inmovilizada 

sobre quitosano. a) Variables: relación ácido palmítico/dicaprina y temperatura para un dosaje 

de biocatalizador de 100 mg, b) Variables: masa de biocatalizador y temperatura para una 

relación molar ácido palmítico/dicaprina = 3:1 
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7.7.4. Productos generados a partir de la esterificación de dicaprina con ácido 

palmítico 

 

7.7.4.1. Formación de 1,3-dicaproil-2-palmitoil glicerol y 1,2-dicaproil-3-palmitoil 

glicerol 

La dicaprina empleada como reactivo estuvo compuesta aproximadamente en un 80% 

por 1,3-dicaprina y 20% por 1,2-dicaprina. La posición sn-3 es, en general, más 

rápidamente esterificada que la posición sn-2, por lo cual se espera que parte del 

triglicérido estructurado sea 1,2-dicaproil-3-palmitoil glicerol (CCP). La esterificación de 

la posición sn-2, de 1,3-dicaprina, con ácido palmítico permite la generación de 1,3-

dicaproil-2-palmitoil glicerol (CPC), siendo este el triglicérido estructurado deseado. 

 

Los resultados de las reacciones de hidrólisis y etanólisis de las muestras de reacción, 

en conjunto con los análisis realizados por resonancia magnética nuclear (Capítulo 5) 

permitieron detectar una alta proporción de ácido palmítico esterificado en la posición 

sn-2 en los triglicéridos estructurados obtenidos.  

 

Para maximizar la fracción de CPC frente a CCP es fundamental minimizar el contenido 

de 1,2-dicaprina en el diglicérido de partida.  

 

El incremento del contenido de biocatalizador y de la relación ácido 

palmítico/dicaprina favorecieron la síntesis de estos triglicéridos, mientras que el 

aumento de la temperatura afectó negativamente a esta respuesta. Estos resultados 

coinciden con lo observado previamente: alto contenido de ácido palmítico inicial, alta 
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proporción de biocatalizador y baja temperatura favorecen la reacción de 

esterificación de ácido palmítico frente a la reacción de hidrólisis. 

 

Un modelo simple obtenido por regresión lineal múltiple y refinado mediante 

selección por pasos para considerar sólo variables estadísticamente significativas 

permitió obtener la Ecuación 7.13 con un valor de R2 de 96.18%. Empleando este 

modelo fueron generados los gráficos de superficie de respuesta que se presentan en 

la Figura 7.19.  

                                –                                                                         (7.13) 
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Figura 7.19. Generación de 1,3-dicaproil-2-palmitoil glicerol + 1,2-dicaproil-3-palmitoil glicerol 

por esterificación de dicaprina con ácido palmítico catalizada por la lipasa de Burkholderia 

cepacia inmovilizada sobre quitosano. a) Variables: relación ácido palmítico/dicaprina y 

temperatura para un dosaje de biocatalizador de 100 mg, b) Variables: masa de biocatalizador 

y temperatura llevando a cabo la reacción con la mayor proporción de ácido palmítico 

evaluada en este estudio. 

 

7.7.4.2. Selectividad y rendimiento a CPC + CCP 

La selectividad a 1,3-dicaproil-2-palmitoil glicerol + 1,2-dicaproil-3-palmitoil glicerol fue 

calculado mediante la Ecuación 7.14. 

         
                               

                                   
                                                                      (7.14) 
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Esta respuesta se vio favorecida por el incremento del contenido de biocatalizador y de 

la relación ácido palmítico/dicaprina, mientras que la temperatura tuvo un efecto 

fuertemente negativo sobre la misma. 

 

La máxima selectividad a CPC + CCP lograda fue 38%. 

 

Un modelo lineal simple fue obtenido mediante regresión múltiple y posterior 

selección por pasos, el mismo es representado por la Ecuación 7.15  y permitió explicar 

el 92.40% de la variabilidad observada en la selectividad a CPC + CCP. 

                      –           –                                                                         (7.15) 

En la Figura 7.20a se presenta un gráfico de superficie de respuesta donde se muestran 

los cambios ocurridos en la selectividad en función de la relación molar ácido 

palmítico/dicaprina y de la temperatura luego de 6 horas de reacción empleando 100 

mg de lipasa inmovilizada. En la gráfica presentada en la Figura 7.20b se muestra la 

selectividad a CPC + CCP en función de la masa de biocatalizador y de la temperatura 

de reacción luego de 6 horas de reacción llevando a cabo la misma con la mayor 

proporción de ácido palmítico. 
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Figura 7.20. Selectividad porcentual a 1,3-dicaproil-2-palmitoil glicerol + 1,2-dicaproil-3-

palmitoil glicerol generados durante la esterificación de dicaprina con ácido palmítico 

catalizada por la lipasa de Burkholderia cepacia inmovilizada sobre quitosano. a) Variables: 

relación ácido palmítico/dicaprina y temperatura para un dosaje de biocatalizador de 100 mg, 

b) Variables: masa de biocatalizador y temperatura para una relación molar ácido 

palmítico/dicaprina = 3:1. 

 

El rendimiento a 1,3-dicaproil-2-palmitoil glicerol + 1,2-dicaproil-3-palmitoil glicerol fue 

calculado mediante la Ecuación 7.16. 

         
                               

                                 
                                                                          (7.16) 

 

Al igual que lo ocurrido con la selectividad, el rendimiento se vio beneficiado por el 

aumento del dosaje de lipasa inmovilizada y de la relación ácido palmítico/dicaprina, 
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mientras que la temperatura afectó negativamente a esta respuesta. Lo antes 

mencionado coincide con la información recabada durante este estudio: llevar a cabo 

la reacción con la mayor masa de biocatalizador, la mayor proporción de ácido 

palmítico y la mínima temperatura ensayada favoreció la reacción de esterificación 

frente a la reacción de hidrólisis. 

 

Mediante un modelo lineal simple fue posible ajustar esta respuesta, el estadístico R2 

para el mismo fue 95.06%, indicando una buena relación entre los factores y la 

respuesta. El modelo obtenido por regresión lineal múltiple y posteriormente refinado 

mediante selección por pasos es representado por la Ecuación 7.17.  

                                 –                                                                             (7.17) 

Gráficos de superficie de respuesta son presentados en la Figura 7.21. Las condiciones 

en las que se evalúa el rendimiento en la Figura 7.21.a y 7.21.b coinciden con las antes 

mencionadas para la selectividad a CPC + CCP y para las restantes respuestas 

previamente evaluadas. 
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Figura 7.21. Rendimiento porcentual a 1,3-dicaproil-2-palmitoil glicerol + 1,2-dicaproil-3-

palmitoil glicerol generados durante la esterificación de dicaprina con ácido palmítico 

catalizada por la lipasa de Burkholderia cepacia inmovilizada sobre quitosano. a) Variables: 

relación ácido palmítico/dicaprina y temperatura para un dosaje de biocatalizador de 100 mg, 

b) Variables: masa de biocatalizador y temperatura para una relación molar ácido 

palmítico/dicaprina = 3:1. 

 

7.7.5. Migración de acilos durante la reacción 

La generación de 2,3-dicaprina fue observada durante este estudio, la misma podría 

atribuirse a migración de acilos de la posición sn-1 a sn-2 en 1,3-dicaprina, 

potencialmente catalizada por la lipasa. 

 

El aumento de la relación molar favoreció la generación de 2,3-dicaprina, mientras que 

el incremento de la temperatura y de la masa de lipasa inmovilizada afectaron 
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negativamente a esta respuesta. Durante el desarrollo de la presente tesis se hizo 

evidente que la reacción de migración de acilos se ve favorecida por altas 

temperaturas e incluso las lipasas podrían participar en la misma. Sin embargo, esta 

respuesta no se incrementó con los parámetros antes mencionados. Este hecho no 

implica que no hayan favorecido la migración, sino que la reacción de hidrólisis se ve 

más favorecida que la migración. Más aun, cuando la síntesis fue llevada a cabo con 

alta concentración de ácido palmítico, la hidrólisis se ve desfavorecida y en estas 

condiciones la generación de 2,3-dicaprina es mayor. 

 

Mediante regresión lineal múltiple se obtuvo un modelo de segundo orden en la 

relación ácido palmítico/dicaprina que permitió explicar el 96.08% de los cambios en 

los micromoles de 2,3-dicaprina (en función del R2). La ecuación 7.18 representa a 

dicho modelo. 

                  
                                   –                               (7.18) 

 

7.7. Análisis multirespuesta a través de funciones de deseabilidad 

En las secciones anteriores fueron evaluados los efectos de las variables 

experimentales sobre diferentes respuestas al realizar la esterificación de dicaprina 

con ácido palmítico catalizada por la lipasa de Burkholderia cepacia inmovilizada por 

adsorción física sobre quitosano. Se elaboraron regresiones de diferente complejidad 

para cada respuesta y las condiciones óptimas para las mismas fueron obtenidas. En 

esta sección se analizan las respuestas en conjunto con el objetivo de obtener un 

óptimo global. Como se mencionó en las secciones 3.6 y 6.6, cuando se consideran 



276 
 

todas las respuestas al mismo tiempo, es poco probable que alcancen el óptimo en el 

mismo punto, especialmente cuando algunas de las respuestas se deben maximizar y 

otras minimizar. Para este análisis se utilizó nuevamente el enfoque basado en una 

función de utilidad conocida como “función de deseabilidad”.  

 

En este trabajo se ha intentado generar un modelo que permita maximizar las 

variables de respuesta seleccionadas (por ejemplo; consumo de ácido palmítico, 

conversión de 1,3-dicaprina, selectividad a CPC + CCP, rendimiento a CPC + CCP, etc) y 

minimizar otras (generación de glicerol, ácido cáprico, tricaprina, dipalmitina, etc). Si 

bien el número de experimentos en el presente trabajo es limitado (10 experimentos) 

hay reportes en la literatura sobre aplicaciones de diseño factorial con cantidad 

reducida de experimentos para realizar análisis multirespuesta con funciones de 

deseabilidad [52]. 

 

En la Figura 7.22 se presenta la función de deseabilidad obtenida utilizando 

Statgraphics Centurion donde se realizó optimización de respuestas múltiples 

maximizando el consumo de ácido palmítico, la conversión de 1,3-dicaprina y el 

rendimiento a CPC + CCP y minimizando la generación de ácido cáprico y glicerol 

(minimización de hidrólisis). 
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Figura 7.22.  Gráfico de superficie de respuesta para función de deseabilidad maximizando los 

micromoles de ácido palmítico consumidos, los micromoles de 1,3-dicaprina convertidos y el 

rendimiento a CPC + CCP, y minimizando la generación de ácido cáprico y glicerol. a) variables: 

masa de lipasa inmovilizada y temperatura, manteniendo fija la relación ácido 

palmítico/dicaprina (3:1) y b) variables: masa de lipasa inmovilizada y relación ácido 

palmítico/dicaprina, manteniendo fija la temperatura en 40 °C. 

 

 

La función de deseabilidad alcanzó valores superiores a 0.8 llevando a cabo la 

esterificación a la menor temperatura ensayada, con la máxima relación ácido 

palmítico/dicaprina y el mayor contenido de lipasa inmovilizada. 
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Cabe señalar que todos los resultados y las conclusiones obtenidas a partir de las 

funciones de deseabilidad están absolutamente condicionados por el intervalo 

experimental utilizado en este trabajo, ya que las funciones deseabilidad se basan en 

modelos generados con los datos experimentales obtenidos en un cierto rango, deben 

entonces, analizarse cuidadosamente antes de su aplicación a casos reales e intervalos 

ampliados, ya que estos modelos sugieren que altos contenidos de ácido palmítico y 

alta carga de biocatalizador favorecen la síntesis del triglicérido estructurado deseado, 

sin embargo no se han tenido en cuenta los posibles efectos de inhibición ácida o 

posible agregación de la lipasa inmovilizada. 

 

De los resultados de RMN de 13C e 1H presentados en el Capítulo 5, se hace evidente 

que en la mezcla producida de CCP y CPC está compuesta mayoritariamente por CPC. 

Esto está avalado por: 

 la presencia de 2 MAG al realizar la hidrólisis con lipasa de páncreas porcino 

de los productos de esta reacción 

  presencia de CPG en los productos de reacción (proveniente 

probablemente de la hidrólisis en posición sn-3 de CPC) 

 los tiempos cortos de reacción utilizados y la proporción alta relativa de 

ácido palmítico presente 

 

7.8. Conclusiones 

Mediante un proceso simple la lipasa de Burkholderia cepacia fue inmovilizada sobre 

quitosano mediante fuerzas de van de Waals y probablemente enlaces iónicos, 

obteniendo un catalizador con aproximadamente 3% en peso de lipasa. 
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El catalizador obtenido mostró alta actividad en el sistema de reacción, logrando 

conversiones de diglicérido cercanas al 90%. 

 

Como resultado de este estudio se obtuvo una mezcla de acilglicéridos compuesta 

mayoritariamente por ácido cáprico en posiciones sn-1 y sn-3 y ácido palmítico en alta 

proporción en posición sn-2. 

 

La reacción de hidrólisis favoreció la generación de acilglicéridos no deseados. 

Controlar esta reacción es fundamental para maximizar la selectividad al producto 

deseado. 

 

La presencia de 1,2-dicaprina en el material de partida propició la rápida generación de 

1,2-dicaproil-3-palmitoil glicerol entre los productos de reacción. Minimizar el 

contenido inicial de este diglicérido permitiría la obtención de un producto final con 

menor proporción del isómero del triglicérido estructurado deseado. 

 

Finalmente podemos concluir que llevar a cabo la reacción a la menor temperatura 

ensayada y con el mayor contenido de biocatalizador y la mayor relación molar de 

ácido palmítico/dicaprina evaluados favoreció la reacción de esterificación frente a la 

de hidrólisis posibilitando una mayor obtención de 1,3-dicaproil-2-palmitoil glicerol. 
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8. CONCLUSIONES 

 

El presente trabajo de tesis estuvo orientado a la síntesis de acilglicéridos de alto valor 

nutricional empleando reacciones enzimáticas. La obtención de una mezcla de 

glicéridos se evaluó en un proceso de síntesis en dos etapas, incluyendo etapas de 

purificación de productos intermedios. Los principales componentes, nutricionalmente 

valiosos, en la mezcla de acilglicéridos fueron: triglicéridos estructurados compuestos 

mayoritariamente por ácido palmítico en posición sn-2 y ácido cáprico en posiciones 

sn-1/sn-3, triglicéridos de cadena media y 1,3-diglicéridos. 

 

La primera etapa de síntesis consistió en la obtención de 1,3-dicaprina. La forma 

comercial inmovilizada de la lipasa 1,3-específica de Rhizomucor miehei (Lipozyme RM 

IM) resultó un buen catalizador para la síntesis de 1,3-dicaproilglicerol mediante la 

esterificación de glicerol con ácido cáprico, en solvente orgánico. La síntesis de este 

diglicérido específico se vio favorecida por el uso de altas cantidades de glicerol 

adsorbido sobre gel de sílice, mientras que el incremento de la dosis de lipasa 

inmovilizada tuvo un efecto negativo sobre la fracción final de este isómero. El 

rendimiento máximo de 1,3-dicaprina fue del 55% luego de 6 horas de reacción. Los 

datos experimentales permitieron respaldar la propuesta de que el intermedio 

tetraédrico de la síntesis enzimática de 1,3-dicaprina pueden sufrir la migración de 

acilo. 

 

La esterificación de 1,3-dicaprina con ácido palmítico se planeó con el objetivo de 

obtener triglicéridos con alta proporción de ácido cáprico en posiciones sn-1/sn-3 y 
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ácido palmítico en posición sn-2. A fin de maximizar el rendimiento a este triglicérido 

estructurado, se llevó a cabo la purificación del diglicérido sintetizado en la primera 

etapa. La neutralización del ácido cáprico remanente se realizó con una solución 

acuosa de KOH 0.1M en dos etapas, lo que permitió la remoción del ácido y el 

monoglicérido. Se realizó una selección preliminar de los solventes empleando el 

programa Ecofac 1.0. Fueron elegidos etanol y n-heptano, mostrando un buen 

desempeño para la extracción líquido-líquido en estudios experimentales. Con un 

procedimiento de separación en tres pasos simples, fue posible recuperar 94% de la 

dicaprina con 89% de pureza. Si se requiere una mayor pureza, una etapa adicional de 

extracción permite aumentarla a 97%, pero recuperando sólo el 56% de dicaprina. 

Teniendo en cuenta el proceso general, llevando a cabo la neutralización y sólo la 

primera etapa de extracción fue posible recuperar 90% de la dicaprina inicial con 89% 

de pureza. 

 

Se evaluaron diferentes lipasas para llevar a cabo la esterificación de 1,3-dicaprina con 

ácido palmítico en un medio con solvente orgánico, obteniendo conversiones de 

dicaprina de hasta el 84%. Todos los catalizadores fueron evaluados en función de la 

composición de la mezcla final obtenida por la esterificación de dicaprina 

(principalmente 1,3-dicaprina) con ácido palmítico. Varios de ellos resultaron 

sumamente interesantes para sintetizar una mezcla que actúe como sustituto de 

grasas compuesta mayoritariamente por triglicéridos estructurados ricos en ácido 

palmítico en posición sn-2 y ácido cáprico en posiciones sn-1/sn-3, triglicéridos de 

cadena media, 1,3-diglicéridos de cadena media y 1,3-diglicéridos de cadena media y 

larga, con bajas o nulas proporciones de dipalmitina y tripalmitina. Burkholderia 



287 
 

cepacia fue la lipasa con mejor desempeño, y se realizó su inmovilización sobre 

polipropileno y sobre montmorillonita. El biocatalizador obtenido con polipropileno 

resultó poco activo, mientras que la inmovilización sobre montmorillonita generó un 

catalizador con muy buena actividad, sin embargo el sólido obtenido resultó  de difícil 

empleo por ser un polvo con reducido tamaño de partícula. Las metodologías 

tradicionales para la identificación del ácido graso esterificado en la posición sn-2 

permitieron observar una alta proporción de ácido palmítico en esta posición en forma 

cualitativa. Se exploró el uso de RMN como herramienta adicional para la 

caracterización de productos. 

 

Se analizó en detalle la esterificación de 1,3-dicaprina con ácido palmítico en solvente 

orgánico catalizada por la lipasa de Burkholderia cepacia inmovilizada sobre quitosano. 

La inmovilización de la enzima se realizó con un proceso simple y la misma se une al 

soporte mediante fuerzas de van de Waals y probablemente enlaces iónicos, 

obteniendo un catalizador con aproximadamente 3% en peso de lipasa. Este 

biocatalizador mostró alta actividad, con conversiones de diglicérido cercanas al 90% 

luego de 6 horas de reacción. La generación de 1,3-dicaproil-2-palmitoil glicerol se 

maximizó al operar con alta concentración de ácido palmítico, alta carga de 

biocatalizador y temperaturas relativamente bajas. Reducir al máximo el contenido de 

1,2-dicaprina en el sustrato de partida resulta fundamental para minimizar la 

generación de 1,2-dicaproil-3-palmitoil glicerol. 

 

Adicionalmente, la migración de acilos que tiene lugar durante etanólisis de 

triglicéridos catalizada por Novozym 435 fue analizada en detalle. Esta reacción 
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secundaria es muy importante en los procesos empleados para la síntesis de glicéridos 

parciales con estructura específica. La presencia de 1,3-diglicéridos, 1-monoglicéridos e 

incluso glicerol a cortos tiempos de reacción, fue un claro indicador de la existencia e 

importancia de esta reacción. La formación de 2-MAG por etanólisis de triglicéridos se 

vio favorecida por  tiempos de reacción más largos y mayores cargas de biocatalizador 

con triglicéridos saturados de cadena media o corta. Asimismo, la conversión de 

acilglicéridos formados por ácidos grasos de cadena larga con insaturaciones fue 

relativamente baja, debido probablemente a las restricciones para su acceso  al sitio 

activo de la lipasa. 

 

Finalmente, en base a los resultados obtenidos durante el desarrollo de la presente 

tesis surgen potenciales trabajos a futuro tales como: 

 exploración de biocatalizadores no comerciales con el objetivo de reducir 

costos, 

 evaluar el reuso del biocatalizador empleado en cada etapa,  

 estudio del escalado de las diferentes etapas del proceso de síntesis, 

 síntesis de acilglicéridos portadores de ácidos grasos poliinsaturados 

nutricional y terapéuticamente valiosos, como por ejemplo DHA (ácido 

docosahexaenoico, 22-6 n-3) y  EPA (ácido eicosapentaenoico , C20:5 n-3), 

 llevar a cabo un detallado estudio por RMN 13C/1H de sistemas modelos de 

triglicéridos estructurados, 

 continuar y profundizar el análisis de migración de acilos promovida por la 

lipasa mediante el empleo de técnicas de simulación molecular (incluyendo 

métodos semiempíricos de cálculo). 
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AG:               Ácido graso/s 
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TAG:             Triacilglicérido/s 

TCL:              Triglicéridos de cadena larga 

TCM:            Triglicérido de cadena media 
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AGCM:         Ácido graso de cadena media 

AGCL: Ácido graso de cadena larga 

AGCC:          Ácido graso de cadena corta 

TE:                Triglicerido estructurado 

GGG:            Glicerol 

1,3-DAG:     1,3-diacilglicerol 

1,2-DAG:     1,2-diacilglicerol 

2,3-DAG:     2,3-diacilglicerol 

1-MAG:        1-diacilglicerol 

2-MAG:        2-diacilglicerol 

3-MAG:        3-diacilglicerol 

FAEE:           Etil éster de ácido graso  

PUFA:           Ácido graso poliinsaturado 

DHA:            Ácido docosahexaenoico 

EPA:             Ácido eicosapentaenoico 
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Ser:              Serina 

His:              Histidina 

Asp:             Ácido aspártico 

Glu:              Ácido glutámico 

BCL:             Lipasa de Burkholderia cepacia 

CRL:             Lipasa de Candida rugosa 

PFL:              Lipasa de Pseudomonas fluorescens 

RML:            Lipasa de Rhizomucor miehei 

PPL:             Lipasa de páncreas porcino 

CALB:           Lipasa B de Candida antarctica 

C:                  Ácido cáprico 

P:                  Ácido palmítico 

O:                 Ácido oleico 

CGG:            1-monocaprina 

GCG:            2-monocaprina 

CGC:            3-monocaprina 

CCG:            1,2-dicaprina 

CGC:            1,3-dicaprina 

GCC:            2,3-dicaprina 

CCC:             Tricaprina 

CPC:             1,3-dicaproil-2-palmitoil glicerol 

CCP:             1,2-dicaproil-3-palmitoil glicerol 

CPP:             1-caproil-2,3-palmitoil glicerol 

CGP:            1-caproil-3-palmitoil glicerol 
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CPG:            1-caproil-2-palmitoil glicerol 

PPP:             Tripalmitina 

PPG:             1,2-dipalmitina 

PGP:             1,3-dipalmitina 

GPP:             2,3-dipalmitina 

GPG:            2-monopalmitina 

PGG:            1-monopalmitina 

GGP:            2-monopalmitina 

COC:            1,3-dicaproil-2-oleoil glicerol 

CCO:            1,2-dicaproil-3-oleoil glicerol 

CGO:            1-caproil-3-oleoil glycerol 

OGO:           1,3-dioleína 
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Figura 6.4. Cromatogramas para evaluar migración de acilo durante el 

almacenamiento. En negro la muestra al finalizar la reacción y en rojo la muestra luego 

de 48 h de almacenamiento a -20 °C. 

 

Figura 6.5. Estructura esquemática de trioleína y tripalmitina cerca de la Serina del 

sitio activo. 

 

Figura 6.6. Variación en la conversión de triglicéridos durante la etanólisis catalizada 

por Novozym 435 luego de 90 minutos de reacción. Variables: carga biocatalizador y 

longitud de la cadena del triglicérido. Referencias: a) DE1, b) DE2. 

 

Figura 6.7. Variación en la fracción molar de 1,2-DAG en la etanólisis de triglicéridos 

catalizada por Novozym 435 después de 90 min de reacción. Variables: carga 

biocatalizador y longitud de la cadena del triglicérido. Referencias: a) DE1, b) DE2. 

 

Figura 6.8. Variación en la fracción molar de 2-MAG en la etanólisis de triglicéridos 

catalizadas por Novozym 435 después de 90 min de reacción. Variables: carga 

biocatalizador y longitud de la cadena del triglicérido. Referencias: a) DE1, b) DE2. 

Figura 6.9. Variación en la fracción molar de FAEE en la etanólisis de triglicéridos 

catalizada por Novozym 435 después de 90 min de reacción. Variables: carga 

biocatalizador y longitud de la cadena del triglicérido. Referencias: a) DE1, b) DE2. 

 

Figura 6.10. Gráficos de superficie de respuesta para la función de deseabilidad 

maximizando conversión, fracción molar de etil ésteres y fracción molar de glicerol en 

la etanólisis de triglicéridos para un tiempo de reacción de 90 min. Variables: carga de 

biocatalizador y longitud de cadena de los triglicéridos. Referencias: a) DE1, b) DE2. 

 

Figura 6.11. Gráfico de superficie de respuesta para la función de deseabilidad 

maximizando la formación de 2-MAG. a) etanólisis de triacetina considerando 

variaciones en la carga de biocatalizador y el tiempo de reacción, b) etanólisis de 

triglicéridos luego de 90 min de reacción, considerando el efecto de la longitud de 

cadena de los triglicéridos y la carga de biocatalizador. 
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Figura 6.12. Representación esquemática de tripalmitina (a) y trioleína (b) en la 

superficie de CALB (posición A), cerca de la Serina (posición C) y situado en la entrada 

del túnel hacia la tríada catalítica de CALB (posición B).  

 

Figura 6.13. Representación esquemática de triacetina (sin hidrógenos) en: a) Posición 

I, b y c) Posición II y d) Posición III. 

 

Figura 6.14. Intermediarios de reacción de triacetina con la tríada catalítica de CALB. a) 

Triacetina, b) intermediario por coordinación a través de la posición sn-1, c) 

intermediario por coordinación a través de la posición sn-3. 

 

Figura 6.15. Intermediarios de reacción de diacetina con la tríada catalítica de CALB. a) 

1,2-diacetina, b) 1,3-diacetina, c) intermediario por coordinación de 1,2-diacetin a 

través de la posición sn-1, d) intermediario por coordinación de 1,3-diacetin a través 

de la posición sn-3 y e) intermediario por coordinación de 1,3-diacetin a través de la 

posición sn-1. 

 

Figura 7.1. Monómeros de celulosa, quitina y quitosano. 

 

Figura 7.2. Secuencia de aminoácidos de la lipasa de Burkholderia cepacia. La gráfica 

fue obtenida de Protein Data Bank (PDB). 

Figura 7.3. Espectro FTIR de quitosano con identificación de las bandas. 

 

Figura 7.4. Espectros DRIFTS de la lipasa de Burkholderia cepacia y del quitosano. 

 

Figura 7.5. Espectros DRIFTS de la lipasa de Burkholderia cepacia inmovilizada y del 

quitosano. 

 

Figura 7.6. Típico cromatograma de los productos de reacción y reactivos no 

consumidos en la esterificación enzimática de dicaprina y ácido palmítico catalizada 

por la lipasa de Burkholderia cepacia. EI: patrón de calibración interna. Condiciones 

experimentales: dicaprina = 50 mg, relación ácido palmítico/dicaprina = 3:1, 

temperatura = 40 °C y enzima = 150 mg, tiempo de reacción = 6 h. 

 

Figura 7.7. Cromatogramas de una muestra extraída directamente del sistema de 

reacción (Negro) y una muestra extraída luego del agregado de piridina (Rojo). En el 

recuadro se amplía la región donde se observa la elución de glicerol. 

 

Figura 7.8. Conversión de CGC al realizar la esterificación de dicaprina con ácido 

palmítico catalizada por la lipasa de Burkholderia cepacia inmovilizada sobre 

quitosano. a) Variables: relación ácido palmítico/dicaprina y temperatura para un 
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dosaje de biocatalizador de 100 mg, b) Variables: masa de biocatalizador y 

temperatura. 

 

Figura 7.9. Conversión de CCG al realizar la esterificación de dicaprina con ácido 

palmítico catalizada por la lipasa de Burkholderia cepacia inmovilizada sobre 

quitosano. a) Variables: relación ácido palmítico/dicaprina y temperatura para un 

dosaje de biocatalizador de 100 mg, b) Variables: masa de biocatalizador y 

temperatura para una relación molar P/Dicaprina = 3:1. 

 

Figura 7.10. Consumo de ácido palmítico al realizar la esterificación de dicaprina con 

ácido palmítico catalizada por la lipasa de Burkholderia cepacia inmovilizada sobre 

quitosano. a) Variables: relación ácido palmítico/dicaprina y temperatura para un 

dosaje de biocatalizador de 100 mg, b) Variables: masa de biocatalizador y 

temperatura para una relación molar P/Dicaprina = 3:1. 

 

Figura 7.11. Variación en el número de micromoles de 1-monocaprina al realizar la 

esterificación de dicaprina con ácido palmítico catalizada por la lipasa de Burkholderia 

cepacia inmovilizada sobre quitosano. a) Variables: relación ácido palmítico/dicaprina 

y temperatura para un dosaje de biocatalizador de 100 mg, b) Variables: masa de 

biocatalizador y temperatura para una relación P/Dicaprina = 3:1. 

Figura 7.12. Ácido cáprico generado por hidrólisis durante la esterificación de dicaprina 

con ácido palmítico catalizada por la lipasa de Burkholderia cepacia inmovilizada sobre 

quitosano. a) Variables: relación ácido palmítico/dicaprina y temperatura para un 

dosaje de biocatalizador de 100 mg, b) Variables: masa de biocatalizador y 

temperatura para una relación molar P/Dicaprina = 3:1.     

 

Figura 7.13. Generación de glicerol por hidrólisis durante la esterificación de dicaprina 

con ácido palmítico catalizada por la lipasa de Burkholderia cepacia inmovilizada sobre 

quitosano. a) Variables: relación ácido palmítico/dicaprina y temperatura para un 

dosaje de biocatalizador de 100 mg, b) Variables: masa de biocatalizador y 

temperatura para una relación molar P/Dicaprina = 1:1 y c) Variables: masa de 

biocatalizador y temperatura para una relación molar P/Dicaprina = 3:1. 

 

Figura 7.14. Formación de monopalmitina durante la esterificación de dicaprina con 

ácido palmítico catalizada por la lipasa de Burkholderia cepacia inmovilizada sobre 

quitosano. a) Variables: relación ácido palmítico/dicaprina y temperatura para un 

dosaje de biocatalizador de 100 mg, b) Variables: masa de biocatalizador y 

temperatura para una relación molar fija 3:1.     

 

Figura 7.15. Generación de 1-caproil-3-palmitoil glicerol + 1-caproil-2-palmitoil glicerol 

durante la esterificación de dicaprina con ácido palmítico catalizada por la lipasa de 
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Burkholderia cepacia inmovilizada sobre quitosano. a) Variables: relación 

dicaprina:ácido palmítico y temperatura para un dosaje de biocatalizador de 100 mg, 

b) Variables: masa de biocatalizador y temperatura para una relación molar ácido 

palmítico/dicaprina = 3:1. 

 

Figura 7.16. Generación de dipalmitina durante la esterificación de dicaprina con ácido 

palmítico catalizada por la lipasa de Burkholderia cepacia inmovilizada sobre 

quitosano. a) Variables: relación molar ácido palmítico/dicaprina y temperatura para 

un dosaje de biocatalizador de 100 mg, b) Variables: masa de biocatalizador y 

temperatura para una relación molar ácido palmítico/dicaprina = 3:1. 

 

Figura 7.17. Generación de tricaprina durante la esterificación de dicaprina con ácido 

palmítico catalizada por la lipasa de Burkholderia cepacia inmovilizada sobre 

quitosano. a) Variables: relación molar ácido palmítico/dicaprina y temperatura para 

un dosaje de biocatalizador de 100 mg, b) Variables: masa de biocatalizador y 

temperatura para una relación molar fija 3:1. 

 

Figura 7.18. Formación de 1-caproil-2,3-dipalmitoil glicerol durante la esterificación de 

dicaprina con ácido palmítico catalizada por la lipasa de Burkholderia cepacia 

inmovilizada sobre quitosano. a) Variables: relación ácido palmítico/dicaprina y 

temperatura para un dosaje de biocatalizador de 100 mg, b) Variables: masa de 

biocatalizador y temperatura para una relación molar ácido palmítico/dicaprina = 3:1. 

 

Figura 7.19. Generación de 1,3-dicaproil-2-palmitoil glicerol + 1,2-dicaproil-3-palmitoil 

glicerol por esterificación de dicaprina con ácido palmítico catalizada por la lipasa de 

Burkholderia cepacia inmovilizada sobre quitosano. a) Variables: relación ácido 

palmítico/dicaprina y temperatura para un dosaje de biocatalizador de 100 mg, b) 

Variables: masa de biocatalizador y temperatura llevando a cabo la reacción con la 

mayor proporción de ácido palmítico evaluada en este estudio. 

 

Figura 7.20. Selectividad porcentual a 1,3-dicaproil-2-palmitoil glicerol + 1,2-dicaproil-

3-palmitoil glicerol generados durante la esterificación de dicaprina con ácido 

palmítico catalizada por la lipasa de Burkholderia cepacia inmovilizada sobre 

quitosano. a) Variables: relación ácido palmítico/dicaprina y temperatura para un 

dosaje de biocatalizador de 100 mg, b) Variables: masa de biocatalizador y 

temperatura para una relación molar ácido palmítico/dicaprina = 3:1. 

 

Figura 7.21. Rendimiento porcentual a 1,3-dicaproil-2-palmitoil glicerol + 1,2-dicaproil-

3-palmitoil glicerol generados durante la esterificación de dicaprina con ácido 

palmítico catalizada por la lipasa de Burkholderia cepacia inmovilizada sobre 

quitosano. a) Variables: relación ácido palmítico/dicaprina y temperatura para un 
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dosaje de biocatalizador de 100 mg, b) Variables: masa de biocatalizador y 

temperatura para una relación molar ácido palmítico/dicaprina = 3:1. 

 

Figura 7.22.  Gráfico de superficie de respuesta para función de deseabilidad 

maximizando los micromoles de ácido palmítico consumidos, los micromoles de 1,3-

dicaprina convertidos y el rendimiento a CPC + CCP, y minimizando la generación de 

ácido cáprico y glicerol. a) variables: masa de lipasa inmovilizada y temperatura, 

manteniendo fija la relación ácido palmítico/dicaprina (3:1) y b) variables: masa de 

lipasa inmovilizada y relación ácido palmítico/dicaprina, manteniendo fija la 

temperatura en 40 °C. 

 

 

 

 

 

 


