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Resumen

Titulo: Produccion de 1,2-diacetina a partir de la metandlisis de triacetina utilizando
biocatalizadores de lipasas inmovilizadas
Autor: Vayolet Vifias Fontalvo™

Palabras Clave: 1,2-diacetina, metandlisis de triacetina, lipasas inmovilizadas, adsorcion
hidrofdbica, union covalente.

Descripcion:

La produccion de 1,2-diacetina a partir de triacetina, es un proceso tentativo para dar solucion al
exceso de glicerol obtenido como subproducto del biodiesel. Este compuesto es de dificil
obtencion mediante sintesis quimica debido a su alta probabilidad de migracién e hidro6lisis. En
esta investigacion se utilizaron la lipasa B candida antarctica y la lipasa de Rhizomucor miehei,
inmovilizadas por activacion interfacial y union covalente en soportes Octil-sefarosa y Octil-
glioxil-sefarosa y los biocatalizadores comerciales Novozyme 435 FG y Lipozyme RM IM. Las
reacciones de metandlisis de triacetina hacia la produccion especifica de 1,2-DAG se llevaron a
cabo utilizando diferentes concentraciones de metanol para facilitar la solubilidad del sustrato.
Todos los biocatalizadores produjeron 1,2-DAG. Los inmovilizados de RML y Novozyme 435 FG
presentaron bajos rendimientos y mayor migracion, por lo que fueron descartados para las
reacciones de metandlisis. No se obtuvieron buenos resultados empleando 100% metanol, por lo
que se probd la adicion de n-hexano. CALB-OCGLX fue el biocatalizador 6ptimo para llevar a
cabo las reacciones hasta concentraciones de 75% metanol, debido a su alta estabilidad en
presencia los reactivos y los productos de la reaccion, que permite su utilizacion en varios ciclos.
CALB-OC presento el mejor desempefio en 100% metanol y n-hexano, ya que presentdé mayor
velocidad de reaccién y el cosolvente logrd proteger a la lipasa de la agresividad del medio.
Finalmente, en las composiciones del producto se obtuvo entre 40 - 50% de 1,2-DAG; los
porcentajes de 1,3-DAG y monoacetinas fueron bajos, siendo el acetato de metilo el principal
subproducto de las reacciones. La utilizacion de biocatalizadores regio-especificos en condiciones
de pH acido (5.5) a altas concentraciones de metanol y afiadiendo n-hexano, puede establecer las
bases de un proceso con miras al escalamiento industrial para la obtencion de un compuesto de
alto valor agregado como lo es 1,2-DAG.

* Trabajo de Grado

™ Facultad de Ingenierias Fisicoquimicas. Escuela de Ingenieria Quimica. Director: Claudia Cristina Ortiz Ldpez,
Microbiéloga, PhD., Codirectores: Liliana del Pilar Castro Molano. Ingeniera quimica, PhD., Jhon Jairo Castillo Le6n,
Quimico, PhD.
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Abstract

Title: Production of 1,2-diacetin from triacetin methanolysis using immobilized lipase
biocatalysts”

Author: Vayolet Vifias Fontalvo™

Key Words: 1,2-diacetin, triacetin methanolysis, immobilized lipases, hydrophobic adsorption,

covalent binding.

Description: Production of 1,2-diacetin from triacetin is a tentative process to solve the excess
glycerol obtained as a by-product of biodiesel. 1,2-DAG is difficult to obtain by chemical synthesis
due to its high probability of migration and hydrolysis. In this research, Candida antarctica lipase
B and Rhizomucor miehei lipase were immobilized by interfacial activation and covalent binding
on Octyl-sepharose and Octyl-glyoxyl-sepharose beads. Commercial biocatalysts Novozyme 435
FG and Lipozyme RM IM were used too. Triacetin methanolysis reactions towards specific 1,2-
DAG production were carried out using different concentrations of methanol to facilitate substrate
solubility. All biocatalysts produced 1,2-DAG. RML biocatalysts and Novozyme 435 FG showed
low yields and higher acyl migration, so they were discarded for the methanolysis reactions.
Results were not good using 100% methanol, so the addition of n-hexane was tried. CALB-
OCGLX was the optimal biocatalyst to carry out reactions up to concentrations of 75% methanol,
due to its high stability in the presence of reagents and reaction products, which allows its use in
several cycles. CALB-OC presented the best performance in 100% methanol and n-hexane since
it presented a higher reaction speed and the cosolvent managed to protect the lipase from the
aggressiveness of the medium. Finally, product compositions between 40-50% of 1,2-DAG were
obtained; the percentages of 1,3-DAG and monoacetins were low, and methyl acetate was the main
by-product of the reactions. The use of regiospecific biocatalysts under acidic pH conditions (5.5)
at high concentrations of methanol and adding n-hexane, can establish the bases of a process with
a view to industrial scaling to obtain a compound with high added value such as is 1,2-DAG.

* Bachelor Thesis

** Physical-chemist Engineering Faculty. Chemical Engineering School. Director: Claudia Cristina Ortiz Lépez,
Microbiologist, PhD., Co-directors: Liliana del Pilar Castro Molano, Chemical Engineer, PhD., Jhon Jairo Castillo
Ledn, Quimico, Chemist, PhD.
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Introduccion

El desarrollo tecnoldgico acelerado de la sociedad contemporanea ha incrementado la
demanda mundial de energia, causando el agotamiento de los combustibles fosiles y agudizando
el cambio climéatico por su uso extensivo. Por ello, la busqueda de energias mas limpias y
renovables se ha vuelto necesaria para desacelerar los posibles eventos climéticos catastroficos,
asociados a las grandes emisiones de los GEI (gases efecto invernadero) (Ferreira-Leitdo et al.,
2017; Luo etal., 2015; Mallesham et al., 2014; Pourzolfaghar et al., 2016; Sudarsanam et al.,
2013). El desarrollo de biocombustibles ha generado interés por las ventajas que éstos presentan
respecto a los combustibles tradicionales. Uno de estos productos es el biodiesel, que se produce
a partir de fuentes de biomasa renovables, menos toxicas que su homologo fosil; el Diésel (Singh
etal., 2020; T. Tan etal., 2010; Vasudevan y Briggs, 2008). Existen en Colombia 11 plantas
productoras de biodiesel con capacidad instalada aproximada de 844.000 Ton/afio
(Fedebiocombustibles, 2021). Estas empresas producen el biocombustible a partir de la palma de
aceite, una abundante materia prima en Colombia (Ramirez Camacho y Rodriguez Pava, 2019).
Como subproducto principal de este proceso se obtiene glicerol en una relacién aproximada del 10
(%p/p) y debido a que su demanda se ha mantenido constante, el exceso de oferta ha desplomado
su valor comercial (DANE, 2019). Ademas, su acumulacion se ha convertido en un problema de
tipo ambiental. Por ello, es indispensable revalorizarlo a partir de la sintesis de nuevos productos

(Karinen y Krause, 2006; Orozco-Nufez et al., 2019).
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El glicerol es una fuente importante de biomasa renovable con multiples usos en la
industria farmacéutica, cosmética y de alimentos (Gomes et al., 2020). Se emplea como materia
prima en reacciones de esterificacion (Karinen y Krause, 2006), hidrogendlisis, deshidraciéon y
acetilacion (Sanchez et al., 2011). Algunos productos obtenidos del glicerol que han adquirido
mucha atencion son los ésteres de glicerol o acetinas, que pueden ser monoacetinas (MAGS),
diacetinas (DAGS) y triacetina (TAG). Estos compuestos son de gran atractivo comercial, debido
a la diversidad de aplicaciones que tienen, principalmente en aditivos criogénicos, alimentos,
medicamentos, cosméticos y biocombustibles (Konwar et al., 2015; Aghbashlo et al., 2018).

En el caso de la triacetina es una grasa simple, transparente y de sabor amargo, que se
encuentra naturalmente en el aceite de higado de bacalao, la mantequilla y otras grasas. A pesar
de que este compuesto tiene diversas aplicaciones, su precio comercial disminuye al mismo ritmo
que el del glicerol, por lo que la busqueda de nuevas rutas para la valorizacion de los gliceril
derivados es apremiante (Alvarez, 2019; Bonet et al., 2009). Diversas investigaciones han
demostrado que a partir de reacciones cataliticas selectivas utilizando triacetina pueden producirse
compuestos quirales multifuncionales con alto valor agregado como el regioisémero puro 1,2-
DAG (Figura1.): unsustrato apto para la obtencion de compuestos con posible actividad bioldgica,
que incrementa el interés de producirlo (Alvarez, 2019; Hernandez et al., 2011; Sanchez et al.,

2011).
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Figura 1.

Representacion esquematica de la produccién de 1,2-diacetina a partir de triacetina
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Adaptado de (Hernandez et al., 2011).

La diacetina, o diacilglicerol (DAG) es un diglicérido resultante de la condensacién de
cualquiera de los dos grupos hidroxilos del glicerol con los grupos carboxilo de dos moléculas de
agentes acetilantes como el acido y el anhidrido acético. Es un liquido transparente, incoloro,
higroscopico algo aceitoso, de olor levemente graso (FAO, 2008). Se produce naturalmente por
la actividad hidrolitica de las lipasas durante la maduracion de frutas y semillas oleaginosas, por
lo que puede encontrarse en bajas concentraciones en aceites comestibles. La diacetina se
encuentran en dos formas isoméricas, 1,3-DAG y 1,2-DAG. Es muy utilizada como aditivo
alimentario y en la industria farmacéutica, ya que su consumo se asocia con beneficios en la salud

relacionados con el peso corporal (Lee et al., 2020; Nicholson y Marangoni, 2018). Ademas, la



BIOTRANSFORMACION DE TRIACETINA A 1,2-DIACETINA 15

utilizacion de 1,2-DAG puede optimizar los mecanismos farmacocinéticos de adsorcion,
distribucion y metabolizacion de algunos profarmacos (Dhaneshwar et al., 2011). Las diacetinas
normalmente son producidas por sintesis quimica; sin embargo, los productos obtenidos presentan
problemas en la utilizacion a nivel farmacéutico. Sin embargo, debido a que durante su produccién
no hay control de la regio especificidad, ni de la enantioselectividad, factores claves en la sintesis
de medicamentos (Laszlo etal., 2008). Por este motivo, el uso de biocatalizadores regio-
especificos y enantioselectivos como las lipasas puede ser prometedor para obtener 1,2-DAG a la
pureza que la industria necesita.

Las lipasas constituyen uno de los tipos de enzimas mas utilizadas en reacciones de
hidrolisis enantioselectiva de ésteres racémicos en medios acuosos, porque naturalmente catalizan
la hidrolisis de los tri- , di- y mono- glicéridos en &cidos grasos y glicerol (Jaeger et al., 1999;
Orlando et al., 2005;Fernandez-Lorente, et al., 2002; Sudarsanam et al., 2013) . Ademas, son
activas frente a un amplio rango de sustratos y reacciones (Barbosa, 2009).

En virtud de lo sefialado en los parrafos anteriores, es posible revalorizar la triacetina y a
su vez el glicerol a partir de la sintesis selectiva de 1,2-diacilgliceroles mediante reacciones de
metanolisis que mejoran la solubilidad del sustrato e incrementan el interés de su aplicacion en la
industria, partiendo de la implementacion de una ruta de sintesis verde utilizando biocatalizadores
de lipasas microbianas. Con base en lo anterior, a través de esta investigacion se determinaron
cuéles fueron las mejores condiciones para producir 1,2-DAG a partir de la metanolisis de
triacetina haciendo uso de las lipasas de candida antarctica B (CALB) y Rhizomucor Miehei
(RML) inmovilizadas mediante diferentes tecnicas en soportes Octil (OC), Octil-Glioxil

(OCGLX) y sus versiones comerciales Novozyme 435 FG y Lipozyme RM IM.
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1. Objetivos

1.1 Objetivo General

Obtener 1,2-DIACETINA a partir de la metandlisis de TRIACETINA catalizada por
lipasas inmovilizadas de origen microbiano.
1.2 Objetivos Especificos

Realizar la inmovilizacién covalente de lipasas microbianas de Candida antarctica B y

Rhizomucor miehei.

2. Cuerpo del Trabajo

2.1 Estado del arte

En los Gltimos afios, la produccion de biodiésel ha ganado mucha atencion como alternativa
frente a la disminucion de las reservas de petrdleo. Se espera que su demanda mundial incremente
de 1660 billones de litros en 2017 a 1834 billones de litros en 2040 (Aghbashlo et al., 2021; Mateos
et al., 2020). El glicerol obtenido como subproducto es una de las principales desventajas de los
procesos actuales para su produccion, por lo que en las ultimas décadas la glicerina, como también
se le conoce, ha sido objeto de investigacion para revalorizarla y encontrar alternativas de sintesis
rentables y sostenibles a largo plazo ( Rodrigues et al., 2017). Algunas de las rutas prometedoras
para la revalorizacion del glicerol se basan en su transformacion a partir de carbonatacion,

reformacion para produccion de hidrégeno y acetilacion (He et al., 2010; Okoye y Hameed, 2016;
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Tan etal., 2013). Mediante esta Ultima reaccion se obtiene la Triacetina (Karnjanakom et al.,
2018) de la que se pueden obtener monoacetinas y diacetinas por hidrolisis y alcohdlisis (Pecha
et al., 2016). Todos estos compuestos son de gran valor para la industria, pero en la actualidad se
busca obtener s6lo uno de estos productos quirales multifuncionales segun fuera el caso (Hirata,
etal., 2016). Respecto a las diacetinas, las investigaciones sugieren que el regioisdbmero 1,2- posee
un carbono como centro quiral que puede ser muy Util para la produccion de O- (1,2-di-O-acetil-
glicero-3-fosforil) etanolamina, un compuesto terapéutico, coadyuvante del tratamiento de la
arteriosclerosis cerebral, dislipemia e hiperlipoproteinemia. Sin embargo, las reacciones
involucradas en este proceso presentan migracion de acilos y racemizacion que puede producir
una mezcla de enantiomeros y regioisomeros que afectan la pureza del producto y dificultan su
obtencion (Hernandez et al., 2011). Una de las rutas mas innovadoras para mejorar la pureza de
estos procesos es la catalisis enzimatica, especificamente mediante el uso de lipasas en su mayoria
de origen microbiano (Arana-Pefia et al., 2020a; Hirata, et al., 2016; Rios et al., 2019).

Las lipasas cumplen su funcién en la interfaz de las gotas de sustratos hidrofébicos (Figura
2.). Este importante mecanismo se denomina activacion interfacial; durante este la lipasa sufre
una reorganizacion estructural en presencia de una interfaz hidrofdbica, donde la cadena
polipeptidica movil o lid del centro activo es sometida a un cambio conformacional (pasa de la
conformacién cerrada a la abierta) que aumenta la actividad al exponer la cavidad catalitica al
medio. Asi, la lid controla el acceso del sustrato al centro activo y determina la conformacion
abierta y cerrada, que dependen a su vez de las condiciones del medio de reaccion (Arana-Pefia
etal., 2020a; Lopez-Gallego et al., 2012; Manoel et al., 2015; Rodrigues et al., 2019). Estas
enzimas incrementan las velocidades de las reacciones quimicas sin consumirse y sin cambiar el

equilibrio entre los reactivos y los productos (Mohamad et al., 2015), pero son sensibles a
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cualquier tipo de variacion en las condiciones del proceso que pueden comprometer su estabilidad
e inhibir su actividad (Guisan, 2006; Hernandez y Fernandez-Lafuente, 2011). Es por ello que, se
han desarrollado diversas estrategias que incluyen el uso de técnicas de ingenieria conformacional
como la modificacién quimica, mutagénesis sitio dirigida, ingenieria del medio de reaccion,
inmovilizacion (preparacion de derivados), entre otras (Fernandez-Lorente et al., 2008; Liu et al.,
2020; Palomo et al., 2003). Estas inmovilizaciones se realizan en soportes de diversos materiales
organicos (Rodriguez-Restrepo y Orrego, 2020; Zdarta et al., 2018) que deben mejorar y facilitar
el acoplamiento del sitio activo de la lipasa a las moléculas del sustrato y deben tener distinta
morfologia para minimizar los problemas de difusion (Wong et al., 2009). De esta forma los
derivados o inmovilizados mejoran la utilizacion de las enzimas frente a su estado libre, ademas,
facilitan su recuperacion y reutilizacion, reduciendo asi el costo de las enzimas muy valiosas
utilizadas en el proceso (Choi et al., 2015; Hernandez et al., 2011; Liu et al., 2020).

Uno de los métodos de inmovilizacion mas empleado es la adsorcion fisica o activacion
interfacial, en la cual la lipasa es adsorbida fisicamente en la superficie del soporte por diferentes
fuerzas como las de Van der Waals, interacciones hidrofobicas, puentes de hidrégeno y enlace
ionico (Jegannathan et al., 2008; Liu et al., 2020). En este método, la configuracion molecular de
la lipasa no sufre cambios importantes, lo que permite mantener una alta actividad después de la
inmovilizacion (Brena et al., 2013; Costa et al., 2015). Ademas, el procedimiento es sencillo y de
bajo costo, pero tiene algunas desventajas como la susceptibilidad a condiciones especificas de

pH, temperatura y alta fuerza idnica del buffer (Brena et al., 2013; Mohamad et al., 2015).
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Figura 2

Adsorcidn de lipasas sobre estructuras hidrofobicas
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Por otro lado, el método de inmovilizacion mediante union covalente, a diferencia de la
adsorcion, es un método irreversible que implica la adhesion a través de las cadenas laterales de
lisina, cisteina, acidos aspartico y glutamico, y los grupos funcionales en la superficie de la
proteina, los cuales no son necesarios en la actividad catalitica de la lipasa (Godoy et al., 2011;
Mateo et al., 2007; Soleimani et al., 2012; Tardioli et al., 2011). Este método, ofrece un enlace
muy fuerte entre la lipasa y el soporte, por lo que minimiza la probabilidad de desorcion, permite
la reutilizacion de la enzima cuando no ha perdido su actividad y mejora la estabilidad térmica y
catalitica, incluso en condiciones severas de reaccion (Hanefeld et al., 2009; Liu et al., 2020;
Mehrasbi et al., 2017).

Entre los soportes mas comdnmente utilizados en la actualidad para adsorber las enzimas
se encuentra la agarosa (y sus derivados). Debido a su estructura morfoldgica y sus propiedades

de adsorcidn sirve como base para la generacion de materiales que permiten uniones enzima-
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soporte mas fuertes, empleando grupos funcionales como el butilo, fenilo, hexilo y octilo
(Jesionowski et al., 2014). El soporte octil-agarosa (OC) permite la inmovilizacién, purificacion,
hiperactivacion y estabilidad de la lipasa en un solo paso (Manoel et al., 2015). A partir de este
soporte se prepara el soporte OCGLX utilizado para inmovilizaciones covalentes irreversibles.
Entre sus ventajas esta el hecho de que no sufre alteraciones significativas respecto al OC (Bastida
et al., 1998; Fernandez-Lorente et al., 2008; Mateo et al., 2006; Rueda, 2016).

Respecto a las lipasas, Una de las mas utilizadas en quimica fina y en procesos a escala
industrial es la lipasa de Candida antarctica B (CALB), debido a la robustez de los
biocatalizadores preparados a partir de esta (Basso y Serban, 2019; Mufioz Solano et al., 2012).
CALB es estable ante un amplio rango de pH (Kirk y Christensen, 2002). Ademas, posee una lid
pequefia que no recubre completamente el sitio activo en su conformacion cerrada. Esta enzima es
resistente a muchos solventes apolares como el hexano y el octano; también, es estable y activa en
solventes polares como el acetonitrilo, la acetona y el dioxano (Skjet et al., 2009). CALB ha sido
empleada industrialmente por la empresa BASF en la produccion de dimetenamida-p, un herbicida
de naturaleza quiral, reemplazando su antigua sintesis quimica, pues la utilizacion de la lipasa
permitié la utilizacion equimolar de sustratos, la obtencion de un exceso enantiomérico >99% y el
uso de temperaturas inferiores a 60°C (Ditrich et al., 1996).

Otra enzima muy estudiada en las investigaciones y utilizada industrialmente es la lipasa
de Rhizomucor miehei (RML) debido a su alta estabilidad, actividad y especificidad bajo diferentes
condiciones. En la industria de alimentos se emplea en la modificacion del sabor de los alimentos
y en la hidrolisis parcial de acilgliceroles de los aceites vegetales. Ademas, es capaz de atacar las
grasas provenientes de fuentes animales y vegetales. Su uso favorece el empleo de condiciones

suaves de reaccion (temperaturas y presiones mas bajas) en comparacion a los métodos
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convencionales (Rodrigues y Fernandez-Lafuente, 2010; Taylor et al., 2007). Asi mismo, se ha
reportado su utilizacion en la obtencion de compuestos de valor agregado, como los ésteres de
isoamilo, ésteres de terpenos, biodiesel y compuestos enantioméricos puros (Fernandez-Lopez, et
al., 2016; Rodrigues y Fernandez-Lafuente, 2010).

La accion de las lipasas inmovilizadas sobre diferentes sustratos ha sido ampliamente
estudiada en la ultima década (Ismail y Baek, 2020). En el 2011, Herndndez y colaboradores
(Hernandez et al., 2011) obtuvieron 1,2-DAG mediante reacciones de hidrdlisis de triacetina
catalizadas por lipasas de CALB y RML inmovilizadas en soportes hidrofébicos Octil por
activacion interfacial y en soportes modificados con glutaraldehido mediante unién covalente. En
el articulo se demostré que los biocatalizadores empleados fueron efectivos y mejoraron el
rendimiento cuando se emple6 la ingenieria del medio, obteniéndose los mejores resultados a pH
5,5 debido a una disminucion en la migracion de grupos acilo que favorecié la produccion de 1,2-
DAG.

Asi mismo, Alvarez (Alvarez, 2019), estudio las reacciones de hidrolisis de triacetina en
medios acuosos de buffer 100mM pH 5 (acetato y MES) para minimizar la migracion de grupos
acilo, luego adicionando metanol al 50% como cosolvente y reactivo, catalizando la reaccién con
biocatalizadores de CALB-OC, RML-OC, sus modificaciones con glutaraldehido y versiones
comerciales de las dos lipasas, Novozyme 435 y Lipozyme RM IM, obteniendo como mejor
resultado para las inmovilizaciones por activacion interfacial a CALB-OC, con una conversion
méaxima a 1,2-DAG del 33%. De igual manera, cuando se realizo la modificacion de los soportes
con glutaraldehido se logré aumentar la estabilidad de las enzimas y al minimizar la desorcion se

logro un aumento en los porcentajes de conversion.
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Adicionalmente, Arana-Pefia y colaboradores (Arana-Pefia et al., 2020a) realizaron la
inmovilizacion de lipasas de CALA, CALB, candida rugosa (CRL) y RML en soportes OC en 16
condiciones distintas (composicién del medio, pH y temperatura) para analizar la actividad
catalitica de las lipasas en diferentes sustratos, entre ellos la triacetina y producir una libreria de
biocatalizadores, los cuales, reportaron diferencias (menores al 30% entre los valores) en su
actividad al hidrolizar la triacetina en 1,2-DAG y 1,3-DAG.

A partir de estos estudios puede establecerse que, los biocatalizadores enzimaticos poseen
una amplia versatilidad a la hora de emplearse en medios de distinta naturaleza, que pueden ser
organicos, acuosos y otros medios poco convencionales (Choi et al., 2015; Hernandez et al., 2011;
Sharma & Kanwar, 2014). La inmovilizacion de las lipasas puede incrementar la productividad
del biocatalizador y mejorar las propiedades cataliticas, haciendo las lipasas mas atractivas para
distintas aplicaciones (Guisan, 2006; Saifuddin et al., 2013; Sears, 2020; Sheldon, 2011; Xie et al.,
2009; Ye etal., 2005). Esta investigacion evalud distintas condiciones de operacion para las
reacciones de metandlisis de triacetina, empleando biocatalizadores de lipasas inmovilizadas en el
laboratorio e inmovilizados comerciales, con el fin de establecer las condiciones mas favorables
para la produccidn del regioisomero 1,2-DAG.

2.1.1 Método

La metodologia desarrollada (figura 3.) Se compone de dos etapas principales: i) La
inmovilizacion de las lipasas elegidas para la investigacion y ii) La biotransformacion por
metanolisis de la triacetina a 1,2-DAG catalizada por las lipasas inmovilizadas en la primera etapa
y los inmovilizados comerciales. Ambas etapas se llevaron a cabo mediante métodos
experimentales que abarcan la inmovilizacion por adsorcion fisica en el soporte Octil-sefarosa

(OC) de las lipasas de CALB y RML, la inmovilizacion por adsorcion y luego por union covalente



BIOTRANSFORMACION DE TRIACETINA A 1,2-DIACETINA 23

en el soporte heterofuncional Octil-Glioxil (OCGLX) de las mismas dos lipasas mencionadas
anteriormente, el montaje de las reacciones de metandlisis y la determinacion de los productos de
reaccion. Ademaés, fue necesario implementar métodos analiticos en la investigacion que
permitieran cuantificar y cualificar los resultados obtenidos en los experimentos. Los anélisis
requirieron la utilizacion del método de Bradford para la cantidad de proteina, el ensayo de p-NPB
para la actividad hidrolitica, el analisis SDS-PAGE (electroforesis) y el analisis de muestras por
cromatografia liquida de alta eficiencia (HPLC).

Figura 3.

Procedimiento empleado en la biotransformacion por metandlisis de Triacetina a 1,2-diacetina

utilizando biocatalizadores de lipasas microbianas.
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2.1.1.1 Materiales y reactivos.

Las lipasas de Candida antarctica B (CALB), Rhizomucor miehei (RML), soporte Octil-
sefarosa CL-4B (OC), triacetina, metanol, para-nitrofenilbutirato (p-NPB), acetonitrilo (ACN)
(grado HPLC), acetato de metilo y demas solventes y reactivos de grado analitico fueron obtenidos
de Sigma Aldrich. Los biocatalizadores Novozyme 435 FG y Lipozyme RM IM fueron donados

por Coldaenzimas S.A.
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El soporte heterofuncional Octil-glioxil por ser una modificacion del soporte octil fue
tomado de un preparado del laboratorio del Grupo de Investigacion en Bioquimica y microbiologia
GIBIM de la Universidad Industrial de Santander.

2.1.1.2 Metodologia.

2.1.1.2.1 Determinacion de la concentracion de proteina.

Para determinar la concentracién de proteina de las lipasas se utiliz6 el método de Bradford
(Bradford, 1976; Zor y Selinger, 1996).Se realiz6 una curva de calibracion (Apéndice A)
utilizando 1mg/mL de albdmina se suero bovino (BSA) como estandar y realizando diluciones
(0.1-1 mg/mL) en buffer fosfato 5mM pH7. La medicion de la absorbancia se realizd en un
espectrofotometro Shimadzu 1800 UV-Vis ajustando la longitud de onda a 595 nm.

2.1.1.2.2 Determinacién de la actividad hidrolitica.

La determinacion de actividad hidrolitica de las lipasas se llevé a cabo midiendo el
aumento en la absorbancia a 348 nm producido por la hidroélisis de p-NPB 0.4 mM a p-nitrofenol.
Inicialmente se depositaron en la celda de medida 25 pL de la solucion lipasica, 1 mL de buffer
fosfato de sodio 25 mM, pH 7 y 25 uL de p-NPB (Arana-Pefia et al., 2018).

En el caso de los derivados inmovilizados se resuspendieron 10 mg en 500 pL de buffer
fosfato de sodio 25 mM a pH 7. Se tomaron 100 pL de suspension, 1 mL de buffer, 25 uL de p-
NPB, y se midi6 la actividad. Las ecuaciones para el célculo de las actividades estan contempladas
en el (Apéndice B).

2.1.1.2.3 Inmovilizacion de las lipasas sobre el soporte Octil-sefarosa (OC) y Octil-
Glioxil-Sefarosa (OCGLX).

La inmovilizacion en OC y OCGLX mediante activacion interfacial de las lipasas de CALB

y RML se llevo a cabo usando 10 mg de proteina por g de soporte humedo. Luego, el soporte fue
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adicionado manteniendo una relacion de 1g de soporte por 10 mL de solucion enzimética (extracto
enzimatico y Buffer fosfato 5 mM pH 7) utilizando un vial de 20 mL. La inmovilizacion se realiz6
a 25 °C en un agitador rotatorio de rodillos a 210 rpm. Se determind la actividad hidrolitica del
sobrenadante y la suspension durante 1 h segun el apartado 2.2.2. Una vez terminada la
inmovilizacion de los derivados en OC, los biocatalizadores se filtraron, lavaron con abundante
agua y se almacenaron a 4 °C para su posterior uso (Fernandez-Lorente et al., 2008).

Para la inmovilizacion por union covalente, los biocatalizadores inmovilizados en OCGLX
una vez lavados y filtrados, se resuspendieron en buffer Bicarbonato de sodio 50 mM, pH 10
durante 12 h para favorecer la unién covalente de la enzima en el soporte (Torres et al., 2005),
finalizada la incubacién a pH 10 se adiciond 1 mg/ml de borohidruro de sodio (NaBH,) a la
solucion anterior. Luego, se llevé a un agitador orbital (Shaker) Thermo Scientific SHKA 4000-7
MaxQ a 150 rpm durante 30 min en bafio de hielo. Después de la incubacién, reduccion, lavado y
filtrado se almacenaron los derivados a 4°C (Rueda etal., 2015). En algunos casos el
biocatalizador fue lavado con Triton X-100 a 4%(v/v) para retirar la enzima que no se inmovilizé
covalentemente (Rios et al., 2019).

2.1.1.2.4 Analisis SDS-PAGE.

Con el fin de verificar las inmovilizaciones entre las moléculas de las enzimas y el soporte
(Virgen-Ortiz et al., 2017) se realizo la electroforesis de SDS-PAGE de acuerdo a Laemmli y
Kang (Kang et al., 2002; Laemmli, 1970), utilizando un gel de concentracion (stacking) 4% y un
gel de separacion 12%. Previo a la preparacion de los geles, se disolvieron 5 mg de cada uno de
los derivados preparados en 30 pL de buffer de carga o ruptura (Buffer Laemli 2X) y 5uL de
extracto enzimatico en 20-30 pL del mismo buffer. Las muestras se llevaron a ebullicion durante

5 minutos, se centrifugaron y se sirvieron 10 pL-15 pL de sobrenadante en los pozos del gel. Para
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la identificacion se utilizaron 4 pL del marcador de peso molecular S8445 SigmaMarker (6,500-
200,000 Da). Seguido, se hizo el montaje del gel en la cdmara de electroforesis (sistema
Miniprotean de Biorad, Hercules, USA), a un voltaje de 100 V por 1 h. Una vez terminada la
corrida, se analiz6 el gel mediante tincion con el método de azul de coomasie.

2.1.1.2.5 Metandlisis de Triacetina.

Las reacciones de metanolisis se llevaron a cabo con 100 mg de biocatalizador empleando
una concentracién 100 mM de Triacetina en soluciones compuestas por metanol/ buffer fosfato de
sodio 500 mM pH 5.5 (25%, 50%, 75%) y metanol (100%) a 25 °C y 250 rpm empleando un
agitador orbital Thermo Scientific SHKA4000-7 MaxQ. Se tomaron muestras periodicas durante
3 h'y se analizaron por duplicado en un Cromatografo Liquido de Alta eficiencia (HPLC, por sus
siglas en inglés). A partir de los cromatogramas se calculd la composicion porcentual para la
triacetina, diacetinas y monoacetinas, segun la férmula mostrada en el (Apéndice C).

2.1.1.2.6 Analisis y determinacion de los productos de reaccién mediante HPLC.

La triacetina y los productos de la reaccion de metandlisis (1,2- y 1,3-diacetina, 1y 2-
monoacetina, acetato de metilo y &cido acético) se analizaron en un Cromatégrafo Liquido de Alta
eficiencia marca Agilent 1100 , utilizando un detector de arreglo de diodos (DAD) y longitud de
onda de 210 nm, usando una columna C-18 (5 um, 250 x 4.6 mm) y una temperatura de columna
de 24 °C (Hernandez et al., 2011). Se inyectaron 10 pL de muestra a un flujo de 1 mL/min

utilizando como fase movil un gradiente de agua/acetonitrilo (ACN) (Apéndice D).
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2.1.2 Resultados y discusién

2.1.2.1 Determinacion de la concentracion de proteina y la actividad hidrolitica.

Se calcul6 la concentracion de proteina de los extractos enzimaticos de CALB y RML,
siendo 6.3 mg/mL y 2.9 mg/mL. La cantidad de proteina presente en los extractos enzimaticos
suele estar condicionada por factores como el proveedor y el volumen de solucién en el frasco al
momento de tomar el extracto. Normalmente, en la literatura se encuentran concentraciones
similares a las reportadas en este trabajo para las soluciones lipasicas mas comerciales (Arana-
Pefia et al., 2020c). A partir de los datos anteriores, se afiadieron 1.6 mL de extracto de CALB y
3.6 mL de extracto de RML segun el biocatalizador que se deseaba preparar. Esto con el fin de
proporcionar 10 mg de proteina a 1 g de soporte OC u OCGLX para obtener un derivado con alta
carga de enzima (La capacidad méaxima de carga de este tipo de soportes ha sido estudiada por
algunos autores (Fernandez-Lépez et al, 2017; Tacias-Pascacio et al., 2016)).

2.1.2.2 Inmovilizacion de las lipasas de CALB y RML en los soportes OC y OCGLX.

Durante el proceso de inmovilizacion de CALB en Octil (CALB-OC) (figura 4a.) y en
Octil-Glioxil (CALB-OCGLX) (figura 4b.) se observo una disminucion en su actividad respecto a
la enzima libre. La razén por la que disminuye la actividad durante la inmovilizacion es
probablemente debido a una distorsion en la conformacion més activa de la CALB por efecto de
las fuerzas hidrofébicas generadas durante la adsorcién al soporte (Khan et al., 2017; Skjet et al.,
2009). Adicionalmente, la velocidad de inmovilizacion fue répida, ya que pasados 15 minutos
cerca del 70% de la lipasa se habia adsorbido al soporte. Este resultado del curso de inmovilizacion
en los soportes hidrofébicos OC y OCGLX concuerda con reportes anteriores, donde se hace
énfasis en que la mayor parte de la lipasa logra inmovilizarse en pocos minutos (Arana-Pefia, et

al., 2019a; Hirata, et al., 2016a; Hirata et al., 2016b; Rueda et al., 2015).
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Figura 4

Cursos de Inmovilizacion de CALB en OC y OCGLX
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Curso de Inmovilizacion de CALB (10mg proteina/g de soporte) en buffer Fosfato 5mM a pH 7, 210rpm y 25 °C
utilizando p-NPB 0,4 mM como sustrato. a) soporte OC b) Soporte OCGLX. Rombos: muestra de referencia;

cuadrados: muestra de suspensiéon; triangulos: muestra de sobrenadante.

Por el contrario, cuando se inmoviliz6 RML en Octil (RML-OC) (figura 5a.) y en Octil-
Glioxil (RML-OCGLX) (figura 5b.) la enzima se hiperactivo rapidamente, la actividad relativa de
la suspension fue aproximadamente 170% respecto a la de la enzima libre. La hiperactivacion de
RML en este tipo de soporte coincide con varios estudios realizados por otros autores (Arana-Pefia
et al., 2020b; Hirata, et al., 2016a), y ocurre porque la lid en las condiciones de inmovilizacion a
baja fuerza ionica permite que el sitio activo de la enzima quede expuesto al medio de
reaccion,favoreciendo la interaccion entre la enzima y el sustrato (Chaniotakis, 2004; Z. S.
Derewenda y Derewenda, 1991; Fernandez-Lopez, et al., 2016; Grochulski et al., 1994; Vasel

etal., 1993).
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Figura 5

Cursos de inmovilizacion de RML en OC y OCGLX
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Curso de Inmovilizacion de RML (10mg proteina/g de soporte) en buffer Fosfato 5mM a pH 7, 210 rpm y 25 °C.
utilizando p-NPB 0,4 mM como sustrato. a) OC b). OCGLX. Rombos: muestra de referencia; cuadrados: muestra de

suspension; tridngulos: muestra de sobrenadante.

Respecto a la actividad especifica para CALB y RML en los soportes OC y OCGLX, se
observd que ambas lipasas inmovilizadas en OC presentaron mayor actividad que las
inmovilizadas en OCGLX (Tabla 1.). Algunos autores han reportado comportamientos similares
para las lipasas de Candida antarctica A (CALA) y Candida Rugosa (CRL) (Suescun et al., 2015)
y sugieren que esta ligera diferencia en la actividad de las lipasas inmovilizadas ocurre debido a la
incubacién a pH alcalino al que se someten los derivados de OCGLX, que suele ser un factor
inhibidor de la actividad enzimatica; sin embargo esta pérdida es muy pequefia gracias a la alta
estabilizacion que se alcanza inicialmente debido a la inmovilizacion por activacion interfacial

(Liang et al., 2000; Palomo, et al., 2002; Peters et al., 1996).
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Tabla 1

Actividad enzimatica de los derivados inmovilizados en OC y OCGLX utilizando p-NPB como

sustrato y porcentaje de inmovilizacion.

Biocatalizador CALB- RML- CALB- RML-
oC oC OCGLX OCGLX
Actividad [U/g de soporte] 87.0£64 53.7x20 51.7+£0.5 37.2+£0.7
Actividad Especifica[Uimg 155, 15 105404 84+29 9.2+0.2
proteina]
Porcentaje de inmovilizacion oo o 95 737.:09 558402 61.1+ 3.3

[%]

2.1.2.3 Andlisis SDS-PAGE.

El analisis por electroforesis (Figura 6.) permitié identificar claramente la presencia de
CALB (Linea 3) y RML (linea 7) en los extractos enziméticos con pesos moleculares aproximados
de 33 kDa y 31 kDa, los cuales corresponden a las lipasas de CALB y RML (Derewenda y
Derewenda, 1991; Patkar et al., 1993). Adicionalmente, se identificaron estas mismas bandas
ligeramente menos intensas en los derivados de CALB-OC (linea 2) y RML-OC (Linea 9) lo cual
corrobora la inmovilizacion por activacion interfacial de las enzimas en el soporte, que se desorben
a causa del tratamiento con el buffer de ruptura.

Por otro lado, CALB-OCGLX sin lavado (Linea 4) y lavada con Triton X-100 para eliminar
la enzima no inmovilizada covalentemente (Linea 5 ) exhiben unas bandas mucho mas delgadas y
claras, lo cual implica que la cantidad de enzima que se desorbe es poca, indicando que la mayoria
de las moléculas permanecen unidas covalentemente al soporte (Arana-Pefia,et al., 2019). Ademas,

CALB-OCGLX que se someti¢ al lavado con detergente (que tiene un efecto desorbedor en las
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inmovilizaciones) da un indicio de la fuerte adsorcion que presenta esta lipasa sobre los soportes
hidrofébicos al exhibir aun una pequefia banda, que representa aproximadamente un 10% de las
moléculas presentes en el soporte (Rueda et al., 2015). Finalmente, RML-OCGLX (linea 7) no
exhibe ninguna banda lo que implica que para esta lipasa el lavado con agua, la incubacion y la
reduccion fueron suficientes para eliminar toda la enzima no inmovilizada covalentemente.
Figura 6.

Andlisis mediante SDS-PAGE de los biocatalizadores inmovilizados
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Anadlisis mediante SDS-PAGE de los biocatalizadores inmovilizados. Linea 1: Marcador de peso molecular (200-6,5
kDa SigmaMarker), Linea 2: CALB-OC, Linea 3: Extracto de CALB, Linea 4: CALB-OCGLX, Linea 5: CALB-
OCGLX lavado con Tritdn X-100 4%(v/v), Linea 6: Extracto de RML, Linea 7: RML-OCGLX, Linea 8: Marcador

de Peso molecular (200-6,5 kDa SigmaMarker), Linea 9:RML-OC.
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2.1.2.4 Metandlisis de triacetina.

2.2.1.4.1 Efecto de la concentracion de metanol en la hidrolisis/metandlisis de triacetina.

En la hidrdlisis/metandlisis de triacetina en presencia de 25% y 50% de metanol, los
resultados de la conversion de la TAG hacia los productos de reaccion (1,2-DAG, 1,3-DAG, 2-
MAG, 1-MAG) se resumen en las Tabla 2. y Tabla 3. Ademas de los di- y monoacilgliceroles, se
obtuvieron otros productos como son: acetato de metilo y acido acético. La presencia de este Ultimo
compuesto en el medio propici6 la caida del pH de la reaccién de 5.5 hasta casi 4.

CALB-OC (Tabla 2. y Tabla 3.) mostré el mejor rendimiento en ambas condiciones de
reaccion (25 y 50%); sin embargo, se observé que la velocidad de reaccion fue diferente, debido a
que la composicion porcentual méxima hacia 1,2-DAG se obtuvo casi a una hora del inicio de la
reaccion para 25% de metanol y a los 30 min para 50% de metanol. Por otro lado, en la preparacién
covalente (CALB-OCGLX) se obtuvieron porcentajes menores de conversion respecto a CALB-
OC, debido a que la actividad reportada para este biocatalizador fue menor. Por otro lado, la
produccion de 1,3-DAG fue menor para CALB-OC y CALB-OCGLX con la concentracion mas
alta de metanol, debido a que a medida que disminuye la cantidad de agua en el medio y aumenta
la cantidad de metanol, aumenta la polaridad de la mezcla que refuerza la asociacion entre las dos
cadenas acilo, desfavoreciendo la migracion del isdbmero 1,2- al 1,3 (Serdarevich, 1967; Sjursnes
y Anthonsen, 1994). Cabe anotar que, entre los experimentos realizados con las enzimas
inmovilizadas en el laboratorio (CALB-OC, CALB-OCGLX, RML-OC y RML-OCGLX) y las
comerciales (Novozyme 435 y Lipozyme RM IM) se observaron ligeras diferencias en la regio
especificidad frente a los productos de reaccion, lo que se atribuye a la diferencia morfologica de

los soportes sobre los que se inmovilizaron las enzimas, ya que esto puede ocasionar mayor
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probabilidad de variacion en las propiedades de la lipasa al generar cambios conformacionales
significativos (Cabrera et al., 2009;Mateo et al., 2007).
Tabla 2.

Composicion porcentual méxima de los productos de reaccion en la hidrolisis/metandlisis de
Triacetina 100mM y 25% de Metanol

Biocatalizador t 2-MAG 1-MAG 1,3-DAG 1,2-DAG Otros
[min]  [%] [%] [%] [%] (%]
CALB-OC 60 7.87+0.28 0.81x0.24 1.05x0.02 47.70x0.61 40.87 +£0.40

CALB-OCGLX 180 4.63+0.21 3.50+0.04 7.80+0.05 39.41+0.09 33.83+1.05

Novozg’é“e 435 50 581021 2384023 15164032 38.68+1.21 71.75+0.70
RML-OC 180 148011 0214022 400011 12.87+0.42 11.82+0.70

RML-OCGLX 60 4.63+0.21 0.45+0.30 10.13+0.50 21.42+0.54 52.90+0.44

LipozymeRMIM 180 1.48+0.05 1.26+0.12 11.33+0.30 13.98+0.15 55.42 +0.15

Tabla 3.

Composicion porcentual méxima de los productos de reaccion en la hidrolisis/metanolisis de
Triacetina 100mM y 50% de Metanol

Biocatalizador t 2-MAG I-MAG  13-DAG 1,2-DAG Otros
[min] [%0] [%0] [%] [%] [%]
CALB-0OC 30 423+0.21 0.65#+0.31 0.44+0,12 49.87 +0.60 37.92 £0.82

CALB-OCGLX 180 3.46+0.21 2.37+0.05 2.09+0,11 40.56+0.91  39.66 +0.70
Novozyme 435FG 60 7.38+0.33 2.77+0.14 8.03+0,53 44.42+0.80 19.37 +0.24
RML-OC 180 0.21+0.02 0.83+0.14 1.82+0,10 1.49+0.23 2.30 £0.22
RML-OCGLX 180 0.48+0.15 0.73+0.42 290+0,14 2.31+0.11 1.71 +0.22

Lipozyme RMIM 180 34.02+0.52 4.65+0.21 4.05+0,11 2.57 +0.33 2.34 +0.12
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En el caso de la version comercial de CALB inmovilizada (Novozyme 435 FG), la
composicion méaxima porcentual de 1,2-DAG obtenida a 25% y 50% de metanol fue 38.68% y
44.2% respectivamente, pero su comportamiento fue distinto al de las enzimas de CALB
inmovilizadas en el laboratorio (Tabla 2. y Tabla 3.), ya que pasada 1 h de reaccion decayo la
composicion porcentual de 1,2-DAG, y se produjo una mayor cantidad de 1,3-DAG, por lo que la
tasa de migracion fue mayor. Ademas, los diacilgliceroles se hidrolizaron rapidamente hacia su
respectivo monoglicérido. En la metandlisis al 50%, Novozyme tuvo un notable cambio en su
apariencia original (figura 7b.), pues su color blanco brillante se opacd, mostrd signos de
hinchazdn y apelmazamiento, ademas de un aparente fraccionamiento mecéanico que dejé la lipasa
expuesta al metanol causando su inactivacion, ya que la CALB se caracteriza por ser muy sensible
a este tipo de alcohol de cadena corta (Chen'y Wu, 2003; Shimada et al., 1999). Ademas, el soporte
que se utiliza para esta inmovilizacion (Lewatit VP OC 1600) tiende a disolverse en algunos
medios organicos con presencia de compuestos polares como el metanol que pueden afectar la
estructura morfoldgica de la enzima, causando distorsién y dificultad para controlar sus
propiedades (José et al., 2017; Ortiz et al., 2019). Otros autores, atribuyen esta afectacién al hecho
de que la resina acrilica de la que esta hecha el soporte es capaz de absorber el metanol que termina
bloqueando la entrada del triglicérido y deteniendo la reaccion (Chen y Wu, 2003), por lo que en
esta investigacion se establecid que no es viable usar el biocatalizador Novozyme bajo las
condiciones de reaccion empleadas.

Para RML-OC (Tabla 2. y Tabla 3.) las reacciones fueron mas lentas y no se obtuvieron
resultados tan favorables. La composicion maxima porcentual de 1,2-DAG con 25% de metanol
en las 3 h fue de 12.87% y hacia la 1,3-DAG fue del 4%; esta proporcidn entre los diacilgliceroles

puede indicar que hubo mayor migracion entre los isdbmeros o se favorecid la naturaleza 1,3-
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especifica de la lipasa. Respecto al derivado heterofuncional RML-OCGLX (Tabla 2.), se obtuvo
una mayor composicion de 1,2-DAG (21.42%) en comparacion a RML-OC (12.87%) e incluso
que para Lipozyme RM IM (13.98%) que esta inmovilizado en un soporte Duolite ES 562
mediante intercambio ionico(Cao y Schmid, 2006; Eigived, 1989). El desempefio de este
biocatalizador pudo verse alterado por la caida del pH (4) hasta un valor cercano al del punto
isoeléctrico de la lipasa (3.8), que pudo ocasionar una competencia en la interaccion iénica entre
soporte-enzima y enzima-sustrato ( Derewenda et al., 1992).

Figura7

Cambio fisico de los biocatalizadores comerciales en las reacciones de hidrélisis/metandlisis.

Fragmentacion y apelmazamiento de los biocatalizadores al final de la hidrolisis/metandlisis de 100 mM de triacetina

(50% metanol, 250 rpm, 25 °C). a) Lipozyme RM IM, b). Novozyme 435 FG.

Con la concentracion de metanol al 50%, la composicién porcentual de 1,2-DAG fue aln
menor (Tabla 3.), por lo que se cree que el bajo rendimiento de la lipasa se debe a una inactivacion
de RML-OC y de RML-OCGLX, causada por la alta concentracion de metanol (Lotti et al., 2015;
Su y Wei, 2008). Para el caso de Lipozyme, el biocatalizador presenté un cambio en la apariencia
al igual que Novozyme (figura 7a.), observandose una fragmentacion mecénica del biocatalizador

probablemente por efecto de la agitacion; las particulas se aglomeraron y otras partes del soporte
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quedaron en el fondo del vial. Tal y como se ha reportado en otros trabajos, en este caso puede
deducirse que el metanol acta como un sustrato inhibidor para este biocatalizador. Ademas, la
disminucién de la velocidad inicial es causada por un “efecto arrastre” por parte del alcohol que
“deshidrata” a la enzima inmovilizada en el soporte y disminuye la actividad de la lipasa
(Chulalaksananukul et al., 1990).

Posteriormente, se evalud el aumento de la concentracién de metanol en el medio a 75%
para probar el rendimiento de los biocatalizadores de CALB-OC y CALB-OCGLX que fueron los
que tuvieron los mejores resultados a 25 y 50% de alcohol. Tal y como se observa en la Tabla 4.
La composicion de 1,2-DAG aumento ligeramente en ambos biocatalizadores. En este caso, el pH
de la reaccién disminuy6 en menor proporcién que las reacciones anteriores, probablemente
porque la cantidad de &cido acético producido disminuyd; esto se comprobd porque el pico
correspondiente a este compuesto fue casi imperceptible en los cromatogramas (no se muestran
los resultados), obteniéndose practicamente como Unico subproducto acetato de metilo. Hasta el
momento los preparados CALB-OC y CALB-OCGLX presentaron estabilidad a altas
concentraciones de metanol, a temperatura ambiente, lo cual han sido reportados por otros autores
empleando esta lipasa en este tipo de soportes hidrofébicos (Rios et al., 2019; Virgen-Ortiz et al.,
2017).

Tabla 4.

Composicion porcentual maxima de los productos de reaccion en la hidrolisis/metandlisis de
Triacetina 100mM y 75% de Metanol.

t 2-MAG 1-MAG 13-DAG  1,2-DAG  Otros

Biocatalizador [min] [%] [%6] [%6] [%6] [%]

CALB-OC 120 1.60+0.03 0.01+0.01 0.43+0.54 55.21 +0.52 36.80 +0.22

CALB-OCGLX 180 1.08+0.01 0.02+0.01 2.37 +0.51  41.07 +0.73 32.97 +0.41
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2.2.1.4.2 Reusabilidad de los biocatalizadores en las reacciones de hidrolisis/metanolisis
de Triacetina al 75 % de metanol.

Una de las mayores limitantes de la implementacion de los biocatalizadores en la industria
es muchas veces la imposibilidad de reutilizacion de estos, que conlleva a gastos mayores y reduce
la viabilidad del proceso. Por ello se probd la reutilizacion de CALB-OC y CALB-OCGLX en la
metanolisis al 75% (Figura 8.). Para ello, se sometieron los dos biocatalizadores a 5 ciclos de
reaccion (3 h), después de cada ciclo los derivados se filtraron, lavaron con agua y se les midio la
actividad residual con el ensayo de p-NPB. En el caso de CALB-OC, la actividad decay6
drasticamente hasta un 10% de su actividad inicial después del primer ciclo reaccion y a partir del
segundo su actividad fue practicamente nula. Por otro lado, CALB-OCGLX perdi6 cerca de un
30% de su actividad luego del primer ciclo, pero luego mantuvo el mismo porcentaje de actividad
durante los siguientes 4 ciclos de reaccion. También se emple6 un segundo biocatalizador de
CALB-OCGLX, lavado con Triton X-100 que conservé plenamente su actividad en todos los
ciclos. Luego, para establecer la causa de la pérdida de actividad en los biocatalizadores, se
probaron 100 mg de derivado fresco de CALB-OC en un ciclo de reaccion adicional bajo las
mismas condiciones (75% metanol, 250 rpm, 25 °C), se tomaron muestras del sobrenadante cada
hora y se midid la actividad con respecto al p-NPB (Figura 9.). La actividad en el sobrenadante
que en un inicio era nula, aumento significativamente cada hora y al final de la reaccién alcanzé
un 49.2% de actividad respecto a la que poseia el biocatalizador antes de iniciar la reaccion.
Generalmente la desorcion de las lipasas de los soportes se atribuye al medio de reaccion cuando
hay alta concentracion de solventes, en especial cuando presentan alta polaridad. Sin embargo, los

sustratos o productos que estan involucrados en la reaccion pueden tener un efecto detergente sobre
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las lipasas. En este caso se presenta un efecto sinérgico entre metanol, triacetina, 1,2-DAG y en
menor proporcion 1,3-DAG y monoacetinas, que favorece la desorcién de las enzimas unidas por
adsorcion hidrofébica en el derivado de CALB-OC y CALB-OCGLX no lavado. Es por ello por
lo que CALB-OCGLX lavado no presentd disminucién en su actividad, ya que al haber sido
sometido a una incubacién con detergentes antes de iniciar la reaccion se consiguio eliminar las
moléculas que soOlo estaban adsorbidas al soporte manteniendo solo aquellas unidas
covalentemente. Algunos autores han encontrado comportamientos similares en la hidrolisis de
aceites, donde los acidos grasos de cadena larga actian como detergentes anionicos y los di y
monoglicéridos presentan propiedades surfactantes (Maag, 1984; Murty et al., 2002). También se
ha reportado que los triglicéridos como la tributirina tienen propiedades detergentes cuando se
usan como sustrato y que adn los monoglicéridos son capaces de desorber ligeramente las enzimas
de los soportes hidrofébicos (Virgen-Ortiz et al., 2017).

Figura 8

Reusabilidad de los biocatalizadores en 5 ciclos de reaccion
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Actividad relativa de los biocatalizadores en 5 ciclos de reaccion de metandlisis/hidrolisis de 100 mM de triacetina
(75% metanol, 250 rpm, 25°C). circulos: CALB-OCGLX lavado con Triton X-100 4%(v/v); Triangulos: CALB-

OCGLX sin lavar; Cuadrados: CALB-OC.



BIOTRANSFORMACION DE TRIACETINA A 1,2-DIACETINA 39

Figura 9

Actividad relativa del sobrenadante en la hidrolisis/metandlisis catalizada por CALB-OC
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Actividad relativa del sobrenadante en la metandlisis/hidr6lisis de 100 mM de triacetina catalizada por 100mg de
CALB-OC (75% metanol, 250 rpm, 25°C). Tridngulos: Actividad del sobrenadante en el tiempo respecto a su
actividad inicial; cuadrados: Actividad del sobrenadante respecto a la actividad del biocatalizador antes de iniciar la

reaccion.

2.2.1.4.3 Reacciones de metandlisis de triacetina.

Los resultados favorables obtenidos con altas concentraciones de metanol permitieron
establecer la posibilidad de realizar la reaccion en un medio practicamente anhidro donde sé6lo se
adiciono Triacetina, metanol y los biocatalizadores de CALB-OC y CALB-OCGLX (Tabla5.). En
este caso, fue posible obtener 1,2-DAG, pero su composicion porcentual para las mismas 3 h de
reaccién fue extremadamente baja en comparacion a los estudios anteriores. Para CALB-OC la
composicién maxima fue del 2.5%, mientras que para CALB-OCGLX fue de 8.9%; lo que
significa que el biocatalizador inmovilizado covalentemente es ligeramente mas eficiente bajo
estas condiciones drasticas de reaccién. Ademas, en ambos casos se presentd una migracion

significativa de 1,2- a 1,3-DAG en relacion con el porcentaje de producto principal obtenido. La
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disminucion en la actividad de los biocatalizadores se debe a que la concentracion de metanol es
tan alta, que ain con la presencia del soporte, el alcohol tiende a quitar la monocapa de agua que
rodea las moléculas de la enzima. Esta monocapa es esencial para mantener la estructura
tridimensional de la lipasa y es requerida para que sea cataliticamente activa (Abdul Rahman et al.,

2005; Basri et al., 1996).

Tabla 5

Composicién porcentual de los productos de reaccién en la metandlisis de Triacetina 100mM y

100% de Metanol puro y utilizando n-hexano como cosolvente. 3 h de reaccion.

Biocatalizador 2-MAG 1-MAG 13-DAG  1,2-DAG Otros
[%6] [%6] [%6] [%6] [%6]
CALB-OC 1.90+0.05 0.37+0.13 2.28+0.50 2.50+0.42 5.83+0.41
CALB-OCGLX 0.21+0.05 0.15+0.11 5.37+0.12 8.91+0.21 8.07+0.13
CALB-OC (n-hex) 1.90+0.11 0.08 +0.01 0.24 +0.01 41.29 +0.53 24.73 +0.22
CALB-OCGLX (n-hex) 0.41+0.10 0.05+0.01 0.37+0.01 24.95+0.91 13.18 +0.70

2.2.1.4.4 Efecto del uso de hexano como cosolvente en la metandlisis de triacetina
catalizada por CALB-OC y CALB-OCGLX.

Para mejorar el rendimiento de las reacciones de metandlisis al 100% se evaluo la
posibilidad de emplear n-hexano como cosolvente y mirar su efecto sobre la estabilidad de las
lipasas en un medio con alta concentracion de metanol. Para estos experimentos se establecio un
tiempo de reaccion de 24 h, el curso de las reacciones se muestra en la Figura 10. y la composicion

porcentual de los productos a 3 h de reaccion se resume en la Tabla 5. En la reaccion no se produjo
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acido acetico y el pH se mantuvo en 5.5. Ambas lipasas tuvieron un buen comportamiento al
adicionar n-hexano; en el caso de CALB-OC (Figura 10a.) la reaccién alcanz6 la composicion
méaxima porcentual de 1,2-DAG (46.9 %) a las 7 h, siendo el tiempo limite de reaccién para este
biocatalizador, ya que al extenderse por mas tiempo la reaccién debido al agotamiento de la
triacetina, incrementaba la produccion de acetato de metilo y de 2-MAG. Para CALB-OCGLX
(Figura 10b.) la maxima composicion porcentual de 1,2-DAG se logré a las 8 h y se mantuvo
constante hasta las 24 h debido a que la velocidad de reaccion fue més lenta, obteniéndose como
porcentaje de composicion final 48.86%. Se ha reportado el uso de cosolventes muy hidrofébicos
como el hexano en procesos de transesterificacion de aceites con alcoholes para reducir el efecto
negativo de estos Ultimos en la actividad enzimatica (Lara y Park, 2004; Nelson et al., 1996;
Soumanou y Bornscheuer, 2003). La utilizacion del hexano incluso ha ayudado a reducir
ligeramente la tasa de migracién en la hidrdlisis de diglicéridos (Sjursnes y Anthonsen, 1994). El
principal problema de la adicion de n-hexano a reacciones de metandlisis es la baja solubilidad
entre el metanol y el solvente (Ghamgui et al., 2004); Este fendbmeno se presentd en las reacciones
de este trabajo, sin embargo, bajo las condiciones de agitacion empleada (Orbital 250 rpm) la

mezcla se mantuvo homogénea durante la reaccion.
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Figura 10

Curso de las reacciones de metandlisis de triacetina catalizadas por CALB-OC y CALB-OCGLX

en presencia de n-hexano
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Composicion porcentual en el tiempo de la metandlisis de 100mM de triacetina catalizada por 100 mg de

biocatalizador empleando n-hexano como cosolvente (100% metanol, 250 rpm, 25 °C). a) CALB-OC. b) CALB-

OCGLX.

El efecto favorable causado por el hexano fue critico respecto a la actividad enzimética con
una concentracion de metanol al 100%. Este efecto es producido por los grupos funcionales del
alcano que soélo tienen interaccion hidrofébica con la enzima, por lo que no cambian
significativamente la estructura global ni el sitio activo de la lipasa (Mattos et al., 2006; Yang
et al., 2004). En este caso, las moléculas del solvente se localizan cerca del sitio activo o las
regiones hidrofébicas de la lipasa ocasionando la reorientacion de las cadenas laterales de algunos
de los aminoacidos que no necesariamente alteran el sitio activo de la enzima, pero si su actividad
al cambiar la afinidad y especificidad hacia el sustrato , asi como también, se presenta un efecto
protector en la hidratacion de la enzima (Lousa et al., 2013; Wang et al., 2016; Yennawar et al.,
1994). Este efecto, se vio reflejado en la actividad despreciable existente en el sobrenadante

comparada con la actividad inicial de CALB-OC y CALB-OCGLX (Figura 11.), la cual se midi6
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respecto al sustrato modelo p-NPB a medida que avanzaba la reaccion. De esta forma, se demostro
que el n-hexano no sélo protegio a la enzima de la alta concentracion de metanol, sino que también
evitd que se desorbiera por el efecto detergente de triacetinay 1,2-DAG principalmente.

Figura 11

Actividad relativa del sobrenadante en la metandlisis de triacetina catalizada por CALB-OC y

CALB-OCGLX en presencia de n-hexano.
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Actividad relativa del sobrenadante respecto a la lipasa inmovilizada en la metandlisis de 100 mM de triacetina
catalizada por 100mg de biocatalizador utilizando n-hexano como cosolvente (100% metanol, 250 rpm, 25°C).

Cuadrados: CALB-OC, Circulos: CALB-OCGLX.
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3. Conclusiones

Es posible obtener 1,2-diacetina por medio la metandlisis de triacetina utilizando
biocatalizadores de lipasas microbianas. Sin embargo, la composicion final y la pureza
regioisomérica del producto obtenido esta condicionada por el tipo de lipasa utilizada, los
protocolos de inmovilizacion y las condiciones de reaccion.

La inmovilizacion covalente de RML y CALB en OCGLX se vio favorecida por la
incubacion alcalina y la reduccion con borohidruro de sodio. Estos enlaces covalentes tienen un
efecto positivo marginal en la actividad catalitica y en la inactivacion causada por el metanol en
las reacciones. Sin embargo, estos inmovilizados pueden ser utilizados por o menos en 5 ciclos
de reaccion conservando toda la actividad de la lipasa unida covalentemente. De esta forma, este
tipo de inmovilizacion puede resolver el problema de la desorcion causada por los efectos
detergentes y surfactantes de algunos compuestos como TAG, DAGs y MAGs.

Los biocatalizadores RML-OC, RML-OCGLX, Lipozyme RM IM y Novozyme 435 FG
se consideran no aptos para la produccion de 1,2-DAG a partir de la metanolisis de triacetina,
debido a que presentaron alteraciones significativas en su actividad por la presencia del metanol
en el medio. Ademas, en el caso de los derivados de RML produjeron bajos porcentajes de
composicion final de 1,2-DAG (1.49-21.42%) e incluso, se llegd a producir una mayor
composicion porcentual de 1,3-DAG.

CALB-OCGLX parece ser apropiado para catalizar las reacciones de metandlisis libres de
solventes empleando hasta 75% de metanol, gracias a su alta actividad especifica y resistencia a
las condiciones drasticas de reaccion. Con este biocatalizador se logré obtener una composicion

de 41.07% de 1,2-DAG en 3 h. Mientras que, CALB-OC se presenta como una opcion favorable
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cuando se utiliza n-hexano como cosolvente. Pues una vez que se logro proteger el biocatalizador
de la desorcidn e inactivacion, la composicion a las 3 h de 1,2-DAG utilizando este derivado llego

a ser 41.29%.

4. Recomendaciones

Se deja a consideracion la posibilidad de utilizar el soporte OCGLX para realizar co-
inmovilizacion de la lipasa de CALB con otras lipasas como la lipasa de Pseudomonas fluorescens
(PFL) o la fosfolipasa de Lecitasa ultra (LEU). Se recomienda la inmovilizacion por activacion
interfacial y union covalente segun los rangos de estabilidad de cada lipasa. lo cual, en términos
operacionales puede ser mas complejo, pero podria llegar a ser mas rentable para el escalamiento
a nivel industrial. De esta manera, se puede reutilizar la enzima méas rentable y costosa
aprovechando también las propiedades de otras enzimas mas econémicas.

De igual forma, se recomienda explorar otro tipo de soportes en los que se pueda lograr la
unién covalente de un mayor porcentaje de las moléculas de la enzima, como los soportes vinil- y
divinilsulfona. De esta manera, la actividad final de este tipo de biocatalizadores no se vera
afectado por la pérdida de lipasa durante el protocolo de inmovilizacion o en el mismo proceso,
por lo que se esperaria un incremento en la velocidad de la reaccion.

Finalmente, es importante encontrar el mejor método de separacion de 1,2-DAG del acetato
de metilo obtenido como subproducto de la reaccion, y darle a este ultimo compuesto una
disposicion o utilizacion apropiada que optimice el proceso y lo haga viable para la industria. El
acetato de metilo es empleado como disolvente, e incluso puede ser utilizado en reacciones con

aceite bajo condiciones super criticas para obtener biodiésel y triacetina.
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Apéndices

Apéndice A. Curva de Calibracion para la determinacion de la cantidad de proteina
empleando el método colorimétrico de Bradford, utilizando albdmina de suero bovino como
estandar (BSA).

Figura 12.

Absorbancia vs mg/mL siguiendo el protocolo de Bradford.
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Apéndice B. Célculo de la actividad hidrolitica de las lipasas.

e Actividad Volumétrica (4,)

Ay =2 51000 222 4 (Ec. B1)

enzima

Donde:
A,= Actividad volumétrica en % :

U= Cantidad de enzima necesaria para hidrolizar un mol de p-NPB en 1 minuto a 25 °C.

mol
L¥min’

m= pendiente que se mide en el espectofotdmetro UV-Vis en

£=5150 ﬁ , coeficiente de extincion molar del buffer fosfato de sodio 25 mM.

b= ancho de la celda.

Vensayo= Volumen final en la celda de ensayo.
Venzima= VOlumen de enzima adicionada.

FD=factor de dilucién del extracto enzimatico.

e Actividad especifica de lipasas solubles
A, === (Ec. B2)
Donde:

A.=Actividad especifica de la enzima libre en [mig]

C = Concentracion de enzima [%]. Este valor se calcula a partir de la curva de calibracion

obtenida para determinacion de la cantidad de proteina.
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e Actividad especifica de lipasas inmovilizadas
Actividad [gﬂ] = % (Ec. B3)
Donde:
A,=Actividad volumétrica en [%]
Vpusrer=Volumen de buffer en el que se resuspendio el derivado en mL.

Myerivado=Cantidad de derivado resuspendido en g.

Actividad [%]

Actividad [mig] = (Ec. B4)

Carga del derivado

Donde:

mg de proteina inmovilizada

carga del derivado = (Ec. B4.1)

g de soporte
mg de proteina inmovilizada = C * Vypgecicn  (EC. B4.2)

C= Concentracién de enzima [%]. Este valor se calcula a partir de la curva de calibracion

obtenida para determinacion de la cantidad de proteina.

Vreacciscn=Volumen de reaccion en mL.
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Apéndice C. Célculo de la composicion porcentual de los productos de reaccion en la

hidrolisis de triacetina catalizada por lipasas inmovilizadas.

Para calcular la actividad hidrolitica para la triacetina si se tienen los patrones de las
monoacetinas y diacetinas, se puede elaborar una curva de calibracion para identificacion de las
muestras. En este caso se deben tomar las areas de las muestras y extrapolarlas en la curva de
calibracion para monoacetinas y diacetinas.

En el caso de esta investigacion, no se cuenta con patrones de trabajo, por lo que en este
caso a partir de las areas correspondientes a cada compuesto tomadas de los cromatogramas se

realiza el calculo de la composicion porcentual como se describe a continuacion:
Atotal = 3 * Amonoacetinas + 1.5 * Agiacetinas + Atriacetina  (EC. C1)

. s A
% composicion = —ZTEEE 4 100 (Ec. C2)
total

Apéndice D. Método para determinacién de los productos de la metandlisis de
TRIACETINA mediante cromatografia liquida de alta eficiencia (HPLC).
Tabla 6

Gradiente de elucion para cromatografia en HPLC a 1mL/miny 24 °C.

Tiempo Agua Acetonitrilo

[min] [%0] (ACN) [%0]
0-2 95 5
3-15 90 10

15-25 70 30
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** Los tiempos de retencién con este método son aproximadamente 22.5 min para
triaceting; 9.4 y 9.9 min para 1,3- y 1,2-diacetina; 3.6 y 4.0 min para 2- y 1-monoacetina; 3.9 min
para acido acético y 7.8 min para acetato de metilo. Estos tiempos pueden variar un poco, pero los

picos siempre salen en el mismo orden.

A continuacion, se muestran dos cromatogramas ejemplo para la identificacion de picos
con el método TRIACETINA empleado en el HPLC.

Figura 13.

Ejemplo de Cromatogramas de la reaccion de hidrolisis/metanolisis
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Cromatogramas de la reaccion de hidrélisis/metandlisis (25% metanol-Buffer fosfato 500mM pH 5,5) de 100 mM de

Triacetina catalizada por 100 mg de CALB-OC: A) Inicio de la reaccion, B) 3h de reaccion.



