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Resumen

RESUMEN

El presente trabajo tuvo como objetivo determinar las mejores condiciones de
operacion para la transesterificacion de acetato de isoamilo y la sintesis de oleato
de etilo por lipasas producidas por Rhizopus homothallicus (13a) y Rhizopus
microsporus (43alV) respectivamente, en fermentacion en medio sélido (FMS) en
un reactor de tanque agitado. Se determind el efecto de la concentracion de
sustratos, la velocidad de agitacion, el flujo de alimentacion de sustratos, entre

otros, sobre la eficiencia y tasa de bioconversion de oleato de etilo.

En la primera etapa de este trabajo se establecieron las condiciones de
produccion de lipasas por Rhizopus homothallicus (13a) y Rhizopus microsporus
(43alV) en FMS con agrolita como soporte inerte. A las 16 h de cultivo, se obtuvo
la mayor produccion de lipasas (con una actividad de hidrolisis de 75 U/gms) para
las dos cepas utilizadas. Para la obtencion de los biocatalizadores empleados en
las reacciones de sintesis, se deshidratd la materia fermentada con aire seco

hasta alcanzar una humedad menor al 1%.

Los biocatalizadores obtenidos por FMS se utilizaron para llevar a cabo reacciones
de transesterificaciéon de acetato de isoamilo y sintesis de oleato de etilo. En el
primer caso, la reaccion se llevo a cabo con 50 mM acetato de etilo y 50 mM de
alcohol isoamilico disueltos en hexano en viales de 1.5 mL sin agitacion a 45 °C;
obteniéndose una conversion del 25% después de 48 h de reaccion. Para esta

reaccion se evaluaron siete biocatalizadores producidos por las cepas de hongos

Sintesis de ésteres en continuo con lipasas producidas por FMS vii
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termotolerantes: 13blVv, 19, 56clV, 23alV, 13a, 43alV y 9a. El biocatalizador
producido por Rh. microsporus (43aVl) logré la mejor conversion (80%) de
sustratos en 48 h de reaccién, siendo seleccionado para los estudios de

esterificacion de acido oleico y etanol.

Para la sintesis de oleato de etilo se realizaron estudios preliminares; primero en
viales de 1.5 mL sin agitacion y posteriormente, en un mini reactor de 10 mL con
agitacion magnética. En el mini reactor se logré practicamente el 100% de
conversion en 90 min con 1.5 g del biocatalizador a 45 °C, con una relacién molar
de sustratos 1:5 (50 mM de &cido oleico y 250 mM de etanol). Posteriormente, se
estudio el efecto de la relacibon molar de sustratos, de la concentracion de
sustratos, de la cantidad del biocatalizador y de la temperatura de reaccion.
Conversiones cercanas al 100%, se alcanzaron en 60 min empleando &cido oleico

50 mM y etanol 250 mM, disueltos en hexano con 0.5 g de biocatalizador a 45 °C.

Se realizaron dos experimentos, uno manteniendo la concentracion de &cido
oleico constante (50 mM) y otro manteniendo la concentracion de etanol constante
(250 mM). Con los resultados de estos experimentos y considerando el
mecanismo de reaccién enzimatica Ping Pong Bi Bi se realizé una regresion no
lineal para calcular los parametros cinéticos, siendo éstos: Vimax=2.247 mmol/Lmin,

Km(COOH)=19-529 mM, Km(OH)=101-997 mM Yy Ki(oH)=237.968 mM, con una R220.94.

Se evaludb la reutilizacion del biocatalizador mediante lotes sucesivos,
manteniendo constante durante todos los lotes la relacion molar de sustratos 1:5.

El biocatalizador mantuvo alrededor del 50% de conversion después de ocho

Sintesis de ésteres en continuo con lipasas producidas por FMS viil
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ciclos de reaccion de 60 min cada uno. Posteriormente, se evalud el efecto de
diferentes concentraciones de etanol (empleadas a partir del segundo lote),
logrando méas del 90 % de conversidén con la relacion molar de sustratos 1:2, la

cual se mantuvo constante por cuatro ciclos de reaccion.

Finalmente, se estudid la sintesis en continuo de oleato de etilo en un reactor de
tanque agitado, encontrando que para lograr el 90% de conversion fue necesario
agregar 88 g¢g/L de biocatalizador en 60 min de reaccion. Posteriormente, se
estudié el efecto de la velocidad de agitacion y de la tasa de alimentacién en la
reaccion de sintesis; asi como la estabilidad operacional del biocatalizador. Con
este sistema, se logré una conversion cercana al 90% por 25 h de operacion en
continuo. Los resultados obtenidos en este trabajo demuestran la factibilidad de
usar los biocatalizadores producidos por FMS sin etapas de purificacion e

inmovilizacién, para su aplicacién en sistemas de reaccion en continuo.

Sintesis de ésteres en continuo con lipasas producidas por FMS ix
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1. INTRODUCCION

Las lipasas (triacilglicerol acilhidrolasas, EC 3.1.1.3) son serina hidrolasas de
considerable importancia fisiologica e industrial. Estas enzimas catalizan la
hidrolisis y la sintesis de ésteres formados a partir de glicerol y acidos grasos de

cadena larga (Beys et al., 2005).

La funcién natural de las lipasas es hidrolizar los triglicéridos a glicerol y &cidos
grasos durante la digestion. En la industria, a principios de la década de los 80’s
su principal aplicacion era en procesos de lavanderia y en la modificacion de
triglicéridos (Bornscheuer et al., 2002); sin embargo, el interés por estas enzimas
ha crecido enormemente en los Ultimos afios (Destain et al., 1997), debido a su
versatilidad para catalizar diferentes tipos de reacciones (Beys et al., 2005), entre
las que destacan la esterificacion (Wei et al., 2003), la transesterificacion
(Bhagwat, 2005), la acilacion regioselectiva (Ducret et al., 1998), la alcohdlisis

(Graber, 2003), entre otras.

Las lipasas son producidas principalmente en medio liquido, pero también se
pueden utilizar métodos de fermentacion en medio sélido para su produccion
(Rohit et al., 2001). Aproximadamente el 90% de todas las enzimas industriales
son producidas por fermentacién liquida usando frecuentemente microorganismos
manipulados genéticamente. En este aspecto la fermentacion liquida ofrece
ventajas sobre la fermentacion en medio sélido (FMS) (Holker et al., 2004). Por

otro lado, todas las enzimas pueden ser producidas por FMS con microorganismos

Sintesis de ésteres con lipasas producidas por FMS 1



Introduccion

sin manipular, ofreciendo ventajas biotecnoldgicas sobre la fermentacion liquida

(Holker et al. 2004).

Los hongos filamentosos pertenecen al grupo de microorganismos mas
importantes usados en los procesos de fermentacién en medio sélido (FMS)

debido a sus propiedades fisiologicas y bioquimicas (Raimbault, 1998).

La fermentacion en medio solido (FMS) se ha utilizado durante siglos para la
fabricacion de alimentos, bebidas y otros productos (Mitchell et al., 2000). En
tiempos recientes, la aplicacion de procesos biotecnolégicos que involucran la
FMS ha generado gran interés debido a que estos procesos se han convertido en
una herramienta biotecnolégica importante, para la produccion de enzimas, acidos
organicos, etanol, biogas, antibidticos, surfactantes, biopesticidas, entre otros
(Pandey, 1996, Mitchell et al.,, 2000). Se han sugerido varias ventajas de la
fermentacién solida sobre la fermentacién liquida (Mitchell et al., 2000) entre las
gue destacan, la baja represion catabdlica, la alta produccion y productividad de
enzimas (Romero-Gémez et al., 2000). Otra ventaja importante de la fermentacién
en medio sélido, es la produccién de soélidos fermentados con actividad enzimatica
gue pueden aplicarse directamente como biocatalizadores sin etapas de

purificacion e inmovilizaciéon (Martinez-Ruiz et al., 2008)
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En este trabajo, se evalud la produccién de lipasas en FMS y el uso de la materia
fermentada como biocatalizador para la reaccién de transesterificacion (sintesis de
acetato de isoamilo) en un sistema operando por lotes y esterificacion (sintesis de

oleato de etilo) en un reactor de tanque agitado operando en continuo.
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2. REVISION BIBLIOGRAFICA

2.1 Lipasas
Las lipasas o triacilglicerol acil éster hidrolasas (EC 3.1.1.3) son enzimas que

catalizan la hidrolisis del enlace éster en tri-, di- y monoacilgliceroles (los
principales constituyentes de grasas y aceites de animales, plantas vy
microorganismos). Como resultado de este tipo de reaccion se liberan acidos

carboxilicos y alcoholes (Paiva et al., 2000).

En sistemas con bajo contenido de agua, las lipasas tienen la capacidad de
catalizar la reaccion inversa, es decir la esterificacion. Esta es una caracteristica
importante, ya que el interés en procesos industriales empleando lipasas como
biocatalizadores para sintetizar ésteres de alto valor agregado, ha crecido
enormemente, debido a la importancia y mdltiples aplicaciones de estos
compuestos. Por ejemplo, los ésteres producidos por acidos grasos de cadena
larga (de 12 a 20 atomos de carbono) y alcoholes de cadena corta (de 2 a 8
atomos de carbono), se utilizan ampliamente en la industria de alimentos,
detergentes, cosméticos y en la industria farmacéutica. Los ésteres sintetizados
por la reaccién de &cidos grasos de cadena larga y alcoholes también de cadena
larga (de 12 a 20 atomos de carbono), tienen importantes aplicaciones como
plastificantes y lubricantes (Gandhi et al., 1995). Otra aplicacion industrial con un
futuro prometedor es la sintesis de compuestos Opticamente puros y polimeros
Opticamente activos mediada por lipasas, para su uso en quimica fina y en la

industria farmacéutica (Gandhi et al., 1995).

Sintesis de ésteres en continuo con lipasas producidas por FMS 4



Revisidn bibliogrdfica

Esta diversidad de aplicaciones industriales ha incrementado el interés por las
lipasas a través del mundo, en parte debido a su gran potencial econdmico que se
incrementa afio con afio. El mercado global para la industria de enzimas reportado
por Business Communications Company Inc., fue estimado en 2,000 millones de
dolares en 2004 con un crecimiento anual del 4 al 5% (Pogori et al., 2007). Las
lipasas estan colocadas sélo después de las proteasas y las carbohidrasas en el
mercado mundial de enzimas, y representan el 5% del mercado total de enzimas
(Vakhlu y Kour, 2006). Entre las lipasas, sélo las microbianas son comercialmente

disponibles (Sharma et al., 2001).

Como cualquier catalizador, las lipasas incrementan la velocidad de la reaccion
que catalizan, sin afectar el equilibrio quimico de la reaccion. Las lipasas
originalmente fueron disefiadas por la naturaleza para catalizar el rompimiento del
enlace éster, via reacciones de hidrdlisis (con el concomitante consumo de agua),
sin embargo, como para cualquier reaccion bioguimica, puede existir la reaccion
inversa a nivel molecular. Es decir, las reacciones de hidrélisis pueden ser
promovidas por sistemas macroacuosos Yy las reacciones de sintesis de ésteres
por sistemas microacuosos. Estos dos procesos basicos pueden ser combinados
de manera secuencial para dar lugar a un grupo de reacciones usualmente
llamadas interesterificaciones. Dependiendo del sustrato inicial se puede tener
acidolisis (donde el grupo acilo es desplazado entre un éster y un &cido
carboxilico), alcohdlisis (donde el grupo acilo es desplazado entre un éster y un

alcohol) y transesterificacion (donde dos grupos acilo son intercambiados entre
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dos ésteres) (Paiva et al., 2000). En todos estos procesos es necesaria la
presencia de agua, por un lado, para mantener la integridad estructural de la

enzima y por otro, la generacion del intermediario catalitico.

2.2 Reaccion de lipasas en medios no convencionales

Los medios acuosos son los medios tradicionalmente usados para procesos de
biocatalisis (Sellek y Chaudhuri, 1999); sin embargo, las enzimas presentan
actividad en solventes organicos. Este hecho hace mas de 20 afios era tomado
con total escepticismo y se argumentaba que la actividad de las enzimas era
resultado de artefactos (Lee y Dordick, 2002). Ahora se sabe que, el uso de
solventes organicos como medio de reaccion, es una técnica Util para incrementar
el rango y la eficiencia de procesos biocataliticos (Khmelnitsky y Rich, 1999). La
ventaja de usar solventes organicos incluye por ejemplo, el incremento de la
solubilidad de sustratos hidrofébicos y cambios favorables del equilibrio de

reacciones biocatalizadas (Sellek y Chaudhuri, 1999).

Las lipasas tienen una caracteristica Unica de actuar en la interfase entre la fase
acuosa y la no acuosa (Benjamin y Pandey, 2000); ademas, poseen un complejo
mecanismo de accion sufriendo un cambio conformacional entre una estructura

inactiva cerrada y una estructura activa abierta (Palomo et al., 2004).

Al igual que todas las reacciones catalizadas por enzimas, las reacciones
catalizadas por lipasas son influenciadas por diferentes factores. Cuando se
trabaja con solventes organicos se destacan principalmente: el tipo de solvente

usado, la cantidad de agua presente en el sistema de reaccién, la concentracion
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de sustratos y la temperatura del proceso. A continuacién se describen algunos

parametros que modifican la actividad de las lipasas en reacciones de sintesis.

2.2.1 Efecto de la concentracion de agua

Como se menciond anteriormente, los sistemas que contienen trazas de agua
favorecen las reacciones de sintesis catalizadas por lipasas. Una manera de
disminuir la concentracion de agua es usar solventes organicos como medio de
reaccion (Torres y Otero 1999, Yadav y Tribedi 2003), sistemas libres de solventes
(Foresti y Ferreira, 2005, Trubiano et al., 2004) o sistemas en los cuales los
componentes de la reaccion se encuentran en fase gaseosa (Barton et al., 1997).
En estos sistemas, ademas de tener una baja concentracion de agua, se tienen
importantes ventajas, estas incluyen: el uso de cualquier sustrato hidrofdbico, alta
selectividad de las lipasas, condiciones de reaccién relativamente moderadas, una
facil recuperacién del producto y la posibilidad de reutilizar el biocatalizador (Zaidi

et al., 2002).

En las reacciones de sintesis catalizadas por lipasas, el medio de reaccion
consiste principalmente de solventes organicos o sustratos (medio libre de
solventes), aunque el agua es indispensable para mantener activa a la enzima
(Foresti y Ferreira 2007). Aparte de mantener la estructura terciaria activa de la
enzima, el agua esta involucrada en el progreso de la reaccion y su concentracion
controla la actividad de la lipasa hacia la hidrélisis o la sintesis. Ademas,
contenidos elevados de agua pueden provocar limitacion en la difusion de los

sustratos y pueden estar asociados a problemas de agregacion en las enzimas
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(Salis et al., 2005). Por lo tanto, el estudio del efecto de la concentracion de agua
es importante en reacciones de sintesis en medios organicos catalizadas por

enzimas hidroliticas.

Definir la concentracion de agua tal que se mantenga intacta la estructura activa
de la enzima, sin efectos adversos sobre la reaccion de esterificacion no es tarea
facil y puede depender de diferentes factores como el origen de la enzima, el tipo
de solvente y el tipo de sustratos utilizados. Se ha sugerido que el contenido de
humedad en reacciones catalizadas por lipasas en solventes no polares puede
estar entre 0.05 a 1% (Bornscheuer, 1999). Esta observacion es cierta para la
reaccion de esterificacibn entre acido oleico y etanol catalizada por lipasas
producidas por fermentacion en medio soélido usadas directamente como
catalizador, donde el contenido de humedad de este biocatalizador fue menor al
1% y logré practicamente el 100% de conversion en 60 min de reaccion (Martinez-

Ruiz et al., 2008).

Muchos de los trabajos publicados estan de acuerdo con el hecho de que las
reacciones catalizadas por lipasas en medios organicos alcanzan su actividad
Optima de sintesis con muy bajos contenidos de humedad que van del 0.1 al 3%
(Rocha et al., 1999, Yadav y Piyush, 2003). De esta manera, se hidrata a la
enzima, sin cambiar el equilibrio de los reactantes, sin embargo, en sistemas libres
de solventes las lipasas exhiben elevada actividad de sintesis con un contenido de

humedad de hasta el 20%.
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La esterificacion de acido oleico y etanol en sistemas sin agua adicionada, y con
10 y 20% de agua adicionada fue medida durante 24 h en reacciones catalizadas
por lipasas producidas por Candida antarctica B, Candida rugosa y Pseudomonas
fluorescens inmovilizadas en quitosano. En este caso, la sintesis de oleato de etilo
fue favorecida en las primeras horas de reaccion con cantidades elevadas de
agua; de hecho, durante las primeras 24 h de reaccién de sintesis se incrementé
con la cantidad de agua adicionada a la mezcla de reaccién. En este periodo, la
elevada concentracion de agua adicionada de 10 y 20% (superior a la
concentracion de agua necesaria para hidratar a la lipasa) no tuvo un efecto
adverso en la reaccion de esterificacion. Para explicar esta observacion se puede
proponer un efecto adicional del agua relacionado con la inestabilidad del sistema
monofasico a causa de la adicion de grandes cantidades de agua (Foresti y

Ferreira, 2007).

Con el 10 y 20% de agua adicionada se promueve la formacién de un sistema
bifasico liquido-liquido con una muy baja concentracion de agua en la fase
organica. Monot et al. (1991) reportaron la formacion de un sistema bifasico
durante la sintesis de butirato de butilo catalizada por lipasas. Durante el progreso
de la reaccion en un sistema libre de solventes, los autores detectaron la
formacion de una discreta fase acuosa. Al medir el contenido de agua en la fase
organica se revel6 una notoria reduccion que se atribuyé a su migracion a la

segunda fase.
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Lo mismo ocurre en la sintesis de oleato de etilo con alto contenido de agua en la
mezcla de sustratos. Después de la formacion del sistema bifasico, la presencia
de &cido oleico en la fase acuosa es minima restringiendo la reacciéon de
esterificacion a la fase organica. Aproximadamente 50-65% del etanol adicionado
migra a la fase acuosa. La baja concentracion de agua en la fase orgénica reactiva
puede justificar la ausencia de efectos adversos importantes en la reaccion de

esterificacion en sistemas con alta concentracion de agua (20%).

2.2.2 Efecto de la concentracion de sustratos

Otro parametro importante que influye en el aspecto econémico de un proceso
catalizado por lipasas es la concentracién de sustratos y productos en el solvente.
Después de que la reaccion es completada, se deben separar los productos.
Usualmente, el solvente se elimina por evaporacion, en otros casos, el producto es
recuperado por extraccion con un solvente inmiscible. Seguido de esta operacion
el solvente es reusado después de limpiarlo y reacondicionarlo para reducir costos
de material y evitar dafios al ambiente. Con el objetivo de reducir los costos
asociados a la recuperacion del producto y reciclaje del solvente, la concentracion
inicial de sustratos en solventes organicos debe ser optimizada. Esta es una tarea
complicada, debido a que el uso de concentraciones elevadas de sustratos en
solventes organicos o en sistemas libres de solventes es un reto para su
aplicacién en cualquier reaccion industrial catalizada por enzimas. En este sentido,

hay que tener en cuenta que la actividad enzimatica de sintesis en cualquier
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reaccion tipica, puede ser afectada fuertemente por el uso de altas

concentraciones de uno o mas sustratos.

Por lo tanto, es necesario determinar la posible inhibicion causada por cualquier
sustrato o producto involucrados en la reaccion enzimatica. El grado de inhibicion
depende en particular del tipo de enzima (fuente de la enzima, proceso de
inmovilizacién, especificidad, etc.), el medio de reaccion (solventes organicos,
sistema libre de solventes) y de las condiciones de operacion principalmente
temperatura y pH.

El uso de lipasas para la sintesis de acetatos de cadena corta, como el acetato de
isoamilo, que es uno de los ésteres mas empleados en la industria de alimentos
(74 ton/afio) debido a su caracteristico sabor a platano (Welsh et al., 1990), se
realiza con &cido acético como donador del grupo acilo. Sin embargo, la
esterificacién directa resulta en un bajo rendimiento a concentraciones elevadas
de &cido acético, debido a que el acido puede ser un potente inhibidor de la
actividad de las lipasas. Otra posibilidad para la reduccién de la actividad
enzimatica puede estar relacionada con la desactivacion de la lipasa por
acidificacion del microambiente de la enzima. Efectivamente, al incrementar la
concentracion de acido acético de 0.1 a 0.8 M se disminuye la efectividad de la
enzima. Gubicza et al. (2000) observaron que a concentraciones superiores a 0.3
M en n-pentano la velocidad de reaccion disminuyd. En sistemas libres de
solventes el comportamiento es similar ya que la conversion se ve afectada de

manera importante al incrementar la concentracién del acido acético en el medio
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de reaccion (Ghamgui et al.,, 2006). Sin embargo, existen alternativas para
disminuir el efecto negativo del acido acético sobre la reaccién de sintesis de
acetato de isoamilo. Una posibilidad es la adicibn de un buffer al medio de
reaccion.

Romero et al. (2005) adicionaron al medio de reaccion Na,HPO, 0.14 M que
contenia una concentracion de acido acético de 0.4 M. Después de 24 h de
reaccion, la conversion de acetato de isoamilo fue de 66% cuando el buffer esta
presente, mientras que sin buffer la conversién fue sélo de 30% al mismo tiempo
de reaccion. Esto indica que la presencia de sales de fosfato amortiguan los
cambios de pH en la interfase micro-acuosa preservando la integridad de la
enzima, asi como su actividad. Otra alternativa es la adicion progresiva del acido
acético al medio de reaccion para evitar el efecto negativo del exceso de &cido
libre (Bourg-Garros et al., 1998).

Como se mencion6 al inicio de esta seccion, ademas del efecto negativo de
concentraciones elevadas de sustratos, la relacibn molar en que se encuentran
éstos también tiene un efecto importante en reacciones de sintesis catalizadas por
lipasas. La manera en que el exceso de un reactante modifica la velocidad de
reaccion y el porcentaje de conversion en reacciones de esterificacion o de
transesterificacion puede estar relacionada con el equilibrio de la reaccion, ya que
al incrementar la concentracion de uno de los reactantes se orienta el equilibrio
hacia la formacion de producto. Se ha observado que al incrementar la
concentracion de uno de los sustratos (generalmente el alcohol), la velocidad de

reaccion; asi como, la eficiencia de conversion aumenta hasta un punto en donde
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se empiezan a presentar efectos adversos por el exceso de sustrato (Martinez-
Ruiz et al., 2008).

El exceso de un sustrato puede beneficiar la reaccion dependiendo de la
naturaleza de los sustratos y los productos. Por ejemplo, la sintesis de acetato de
isoamilo, a partir de alcohol isoamilico y anhidrido acético catalizada por la enzima
comercial Novozym 435 en n-hexano como medio de reaccion, tuvo los mejores
resultados cuando la relacion molar alcohol:anhidrido es de 3:1. El exceso de
alcohol isoamilico tiene un efecto positivo en esta reaccion, ya que puede estar
consumiendo y eliminando el &cido acético producido, de esta manera se evita la
disminucién del pH en el microambiente de la enzima y su posterior inactivacion
en tiempos prolongados de reaccién (Romero et al., 2005).

Sin embargo, el exceso de un sustrato también puede causar efectos negativos al
disminuir la velocidad de reaccion y la eficiencia de conversion. La sintesis de
oleato de etilo a partir de acido oleico y etanol en sistemas libres de solventes y en
solventes organicos catalizada tanto por lipasas comerciales (Trubiano et al.,
2007) como por lipasas producidas por fermentacion en medio sdlido (Fernandes
et al. 2007) se ve favorecida al incrementar la concentracion de etanol en el medio
de reaccion, hasta el punto en donde el etanol ejerce un efecto inhibitorio sobre el
biocatalizador.

El etanol puede actuar de diferentes maneras. Primero, cuando el etanol es
adicionado al sistema y debido a su alta polaridad, se dan una serie de
interacciones hidrofilicas con la capa acuosa que rodea la superficie de la lipasa

que produce modificaciones en la estructura terciaria de la proteina y por lo tanto
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causa inhibicion (Trubiano et al., 2007). Por otro lado, el fenomeno de inhibicion
esta dado por la formacion de un complejo binario entre la enzima libre y el alcohol
(o el éster), asi como por la formacion de un complejo inactivo ternario entre el
acido graso o el éster y el complejo enzima-acido (Segel, 1975). Otro factor que
puede estar involucrado en la reaccion entre la enzima acilada y el alcohol es el
efecto estérico, a mayor tamafio de la cadena del alcohol el ataque nucleofilico por
el grupo hidroxilo se hace mas dificil (Zaidi et al., 2002).

El impacto de cada uno de estos fendbmenos dependera de las condiciones de
esterificacién: como el tipo de lipasas, el método de inmovilizacion, la presencia (o
no) y naturaleza de los solventes organicos y las propiedades de los sustratos

(Zaidi et al., 2002).

2.2.3 Efecto de la temperatura en reacciones catalizadas por lipasas

Las reacciones quimicas transcurren a una velocidad mayor si la temperatura
aumenta; mientras que, las reacciones catalizadas enzimaticamente se comportan
analogamente en un cierto rango de temperatura. Las enzimas son moléculas
proteicas complejas, su actividad catalitica se debe a una estructura terciaria
altamente ordenada y precisa que da lugar a la formacion de los sitios
estereoespecificos de union del sustrato (Segel, 1975). La estructura terciaria de
una enzima se conserva en primer lugar por un gran nimero de interacciones no
covalentes, es decir, una molécula de enzima es una estructura fragil y muy
delicada. Si la molécula absorbe demasiada energia, la estructura terciaria se

rompe y la enzima se desnaturaliza perdiendo su actividad catalitica (Segel, 1975).
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Esto es un factor importante, debido a que la sintesis de ésteres por medios
convencionales (sintesis quimica) requiere un consumo elevado de energia (Salis
et al., 2005), al contrario de las condiciones relativamente moderadas, cuando las

reacciones son catalizadas enziméaticamente (Salis et al., 2005).

La manera en que la temperatura afecta una reaccion enzimatica en medios con
bajo contenido de agua (solventes orgénicos) es la misma que en un sistema
acuoso. La velocidad inicial de reaccion se incrementa con la temperatura,
usualmente siguiendo la ecuacién de Arrhenius (Segel, 1975). Sin embargo, la
estabilidad de la enzima declina con la temperatura y a temperaturas elevadas la

actividad catalitica se pierde rdpidamente (Salis et al., 2005).

En solventes organicos, las lipasas poseen actividad en un amplio intervalo de
temperaturas (30-80°C); aunque esto depende de algunos factores importantes
como el origen de la enzima, si ésta fue sometida a procesos de inmovilizacion y

al medio de reaccion, entre otros.

Foresti y Ferreira (2005) realizaron estudios comparativos para evaluar el efecto
de la temperatura sobre la sintesis de oleato de etilo en un sistema libre de
solventes. Para ello, se utilizé la lipasa B producida por Candida antarctica
(Novozyme). Los investigadores utilizaron la enzima libre y la enzima inmovilizada
por adsorcion en polvo de polipropileno. Para la lipasa libre, la temperatura 6ptima
fue de 45 °C con 80 % de conversion aproximadamente, sin embargo, la reaccion
de 35 a 65 °C también mostro altos porcentajes de conversion (65-75 %). A 75 °C,

la actividad de la lipasa libre cayd considerablemente, disminuyendo hasta el 15%
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de conversion en 7 h de reaccidén. Evidentemente, la operacién a temperaturas
iguales 0 mayores que 75 °C, incrementé considerablemente la velocidad de
desactivacion, que se reflejé6 en una drastica reduccién de la actividad del

biocatalizador en cortos periodos de tiempo.

Como es sabido, la desactivacion térmica de las lipasas se puede disminuir
considerablemente mediante un método de inmovilizacion. Sin embargo, en el
estudio de Foresti y Ferreira (2005), la temperatura Optima de la lipasa
inmovilizada no cambié considerablemente con respecto a la enzima libre;
ademas, la lipasa adsorbida mostr6 mayor inactivacion especialmente a 65 °C,
con una disminucién importante en la conversion, mayor a la reportada para la

enzima libre.

Recientemente, se ha considerado la utilizacion de soélidos fermentados como
biocatalizadores. Esta estrategia ha evitado la purificacion e inmovilizacion de la
enzima. Estudios realizados con este tipo de biocatalizadores demostraron
practicamente el 100% de conversion de acido oleico y etanol en oleato de etilo en
60 min de reaccién en un rango de temperaturas de 30-55°C (Martinez-Ruiz et al.,
2008). Sin embargo, a 60°C, la enzima perdié actividad y el porcentaje de
conversiéon disminuyé a menos del 40%. La energia de activacion estimada para
esta reaccion (37 KJ/mol) estuvo dentro de los valores (37-45KJ/mol) que pueden
considerarse tipicos para procesos biocataliticos limitados por la reaccion (Zaidi et
al., 2002), por lo que los problemas de trasferencia de masa pudieron ser

considerados como despreciables (Trubiano et al., 2007).

Sintesis de ésteres en continuo con lipasas producidas por FMS 16



Revisidn bibliogrdfica

2.3 Lipasas en reacciones en continuo

El uso de biorreactores en continuo es decisivo para propositos industriales o
comerciales (Carvalho et al., 2000).

Los biorreactores pueden ser clasificados dependiendo de la configuracion
operacional en: reactor por lote, reactor semi-lote, reactores de flujo continuo y
reactores de lecho fluidizado (Foutch y Johannes, 2004). En esta seccion solo
trataremos de los dos tipos de reactores mas comunmente usados en reacciones
catalizados por lipasas en sistemas operando en continuo, el reactor continuo de

tanque agitado (CSTR) y el reactor de flujo piston (PFR).

2.3.1. Reactores de flujo continuo

Este modo de operacion es el mas utilizado a nivel industrial para catalisis

enzimatica y puede ser de dos tipos principalmente:

2.3.1.1 Reactor Continuo de Tanque Agitado (CSTR)

Involucra el suministro de sustratos dentro del tanque con remocién simultanea del
producto. EI CSTR operando en condiciones ideales esta bien mezclado cuando
no existen zonas muertas o bifurcaciones dentro del reactor. La suposiciones
hechas para el CSTR son: 1) La composicion y temperatura son uniformes dentro
del tanque, 2) La composicion del efluente es la misma que dentro del tanque y 3)
el tanque opera en estado estacionario (Foutch y Johannes, 2004).

Los CSTR son particularmente (tiles en esquemas de reaccion que requieren
bajas concentraciones de sustratos; asi como cuando se requiere selectividad

entre multiples reacciones o cuando existe inhibicién por sustrato. Estos reactores
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también tienen aplicaciones en sistemas heterogéneos en donde se requiere alto
contacto entre las fases. Las ventajas de utilizar CSTR incluyen: 1) operacién en
estado estacionario, 2) retro-mezclado del calor generado por reacciones
exotérmicas lo cual incrementa la velocidad de reaccidén y subsecuentemente el
desempefio del reactor, 3) evita la formacion de zonas calientes dentro del reactor,
facilitando el control de temperatura, 4) operacion econdémica con grandes
volumenes que requieren tiempos de contacto prolongados y 5) favorece la
transferencia de calor por el mezclado. Por otro lado, los CSTR generalmente
requieren reactores de gran volumen comparado con otro tipo de reactores,
ademas la energia requerida para agitar el tanque incrementa los costos de
operacion (Foutch y Johannes, 2004).

Este tipo de reactores son poco utilizados en reacciones catalizadas por lipasas,
principalmente por el mayor volumen del reactor con respecto a otros sistemas y
por el dafio mecéanico que pueden ocasionar los impulsores al biocatalizador.

Uno de los pocos trabajos es el reportado por Pang-Yen et al. (2005). El sistema
involucra la esterificacién de etanol y &cido oleico catalizada por lipasas en un
reactor continuo de tanque agitado (CSTR) para determinar la multiplicidad de
estados estacionarios.

Los reactores de membrana se pueden mencionar en este apartado, ya que en
algunos casos son tratados como CSTR. Por ejemplo, Carvalho et al. (2000)
desarrollaron un modelo para describir el grado de conversion en un biorreactor de
membrana (MBR) para la sintesis de ésteres de cadena corta como funcion de la

velocidad de flujo. La reaccion de transesterificacion fue catalizada por una
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cutinasa recombinante de Fusarium solani microencapsulada en micelas reversas
de AOT/isooctano. El estudio incluyé el analisis del MBR operando como un
CSTR, un PFR y como reactores continuos en serie. Los autores reportaron que el
desempeiio del reactor de membrana operando en continuo fue modelado
adecuadamente usando la ecuacion de disefio de un CSTR, ademas observaron
que la mejor descripcion del sistema se obtuvo considerando dos CSTRs en serie.
En un estudio similar, Wei et al. (2005) reportaron la produccion del acido de (S)-
ibuprofeno usando lipasas para catalizar la reaccién de hidrdlisis en un reactor
enzimatico de membrana (EMR). En este estudio se evalué el efecto de la
temperatura, la velocidad de flujo de la fase organica, la velocidad de flujo de la
fase acuosa y la carga de enzima. El EMR presentado en este trabajo fue operado
como un CSTR con alimentacion continua de fase organica y acuosa. La
alimentacion de sustratos fue continuamente bombeada dentro del reactor al
mismo tiempo que el producto fue removido, el circuito interno de membranas
dentro del reactor fue considerado como un reactor de flujo mezclado. En este
estudio se concluyé que los datos experimentales obtenidos con el reactor
enzimatico de membrana (EMR) fueron consistentes con los calculados mediante
la ecuacion de disefio de un reactor continuo de tanque agitado (CSTR) con una

maxima diferencia de poco mas de 10% (Wei et al., 2005).

2.3.1.2 Reactor de flujo piston (PFR)

En este tipo de reactores existe una entrada y salida continua de materiales a

través de un tubo. Las suposiciones hechas para los PFR son las siguientes: 1)
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Los materiales pasan a través del reactor en rebanadas (cada rebanada esta
perfectamente mezclada radialmente, pero no existe mezcla hacia adelante o
hacia atras entre rebanadas, cada rebanada puede ser visualizada como un
pequefio CSTR, 2) la composicion y la conversion varian con el tiempo de
residencia y pueden ser correlacionadas con el volumen del reactor o con la
longitud del reactor y 3) el reactor opera en estado estacionario (Foutch y
Johannes, 2004).

Las ventajas de utilizar este tipo de reactores incluyen: 1) operan en estado
estacionario, 2) minimo retro-mezclado del producto, por lo que la concentracién
permanece mas alta que en un CSTR para reacciones normales, 3) menor
volumen del reactor en comparacion con un CSTR, 4) no requiere agitacion, ni
bafles. Sin embargo, con respecto al control de las condiciones de operacién, los
reactores de flujo piston son mas complejos que los reactores continuos de tanque
agitado, ademas, para reactivos viscosos, se pueden presentar problemas debido
a la caida de presion a través del tubo (Foutch y Johannes, 2004). Ademas, el
sistema puede estar limitado por problemas de transferencia de masa (Rahman et
al., 2011).

Generalmente, los reactores de lecho empacado son los sistemas comUunmente
usados a gran escala para la sintesis catalizada por lipasas de productos con
aplicaciones comerciales (Jeong et al., 2000). Esto se debe al menor volumen con
respecto al CSTR que disminuye el trabajo, ademas al no requerir agitacion se

disminuyen los costos de operacion (Nielsen et al., 2006).
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La concentracién de sustratos es una de las variables importantes que se deben
estudiar en este tipo de sistemas ya que dependiendo del sustrato y su
concentracion puede causar efectos negativos en la actividad enzimatica. Carta et
al. (1992) estudiaron la reaccion de esterificacion catalizada por una lipasa
inmovilizada de Candida cylindracea en un reactor de lecho empacado y
observaron que al utilizar etanol como sustrato la reaccion no ocurria cuando la
concentracion era mayor a 0.2 M. Este resultado indica que el etanol inhibe la
funcion catalitica a concentraciones relativamente bajas. En otro trabajo se reportd
la produccion de monoacilgliceroles (MAG) catalizada por una lipasa PS (IM-PS)
en un reactor de lecho empacado con glicerol y oleina de palma como sustratos
(Kittikun et al., 2008). Una de las variables importantes en este trabajo fue la
relacion molar glicerol-oleina de palma, para alcanzar conversiones de MAG arriba
del 60%, fue necesario incrementar la concentracion de glicerol hasta alcanzar
relaciones molares de 12:1 (Kittikun et al., 2008).

Ademas de la concentracién de sustratos, otro factor importante en los reactores
de flujo continuo es el tiempo de residencia. Este factor es importante ya que
determina el tiempo en que permanecen en contacto los sustratos y el
biocatalizador para llevar a cabo la reaccién. En este sentido, diferentes estudios
coinciden que el efecto de un incremento en el flujo de alimentacién provoca una
disminucién en el tiempo de residencia que se ve reflejado en una disminucion en
la conversion, y por otro lado, una disminucion en el flujo de entrada aumenta la

conversion (Sanchez et al., 2000, Kittikun et al., 2008, Fabiana et al., 2010).
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Tal vez, la principal variable que se debe controlar en un reactor operando en
continuo con solventes organicos y con lipasas como biocatalizadores, es la
actividad de agua. En la reaccion de esterificacion catalizada por lipasas el agua
juega un papel crucial. Una minima cantidad de agua es importante para asegurar
una éptima conformacion y por lo tanto una actividad optima (Zaks y Klibanov,
1985, Monot et al., 1991, Valivety et al., 1993). Pero en exceso, el agua disminuye
la actividad catalitica (Chulalaksananukul et al., 1990, Marty et al., 1992). El nivel
optimo de hidratacién depende de cada enzima. Ademas, si el agua es producto
de la reaccion de esterificacion, la cantidad de agua en el solvente organico varia
con el progreso de la reaccion, afectando no sélo la actividad de la enzima si no
también el equilibrio termodinamico de la reaccién (Halling, 1994).

En reactores de lecho empacado con lipasas inmovilizadas para catalizar la
reaccion de esterificacion de &cido oleico y etanol en hexano, la acumulacion de
agua conduce a una drastica disminucion en la conversion de 95 a 20% en 2 h de
reaccion (Marty et al., 1997). Este fendbmeno puede ser causado por: 1)
Acumulacion del agua que se produce durante el transcurso de la reaccion y se
absorbe en el soporte (Condoret et al., 1997, Marty et al., 1997) y 2) La alta
hidrofobicidad del solvente provoca una excesiva acumulacion de agua en la
vecindad de la enzima que puede tener efectos desfavorables para la reaccion, ya
gue pueden presentarse problemas de transferencia de masa (Colombie et al.,
1998).

Por lo tanto, resulta importante el control de la concentracion de agua en medios

organicos. Diferentes métodos se han desarrollado con este propdsito, muchos de
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estos meétodos se basan en el uso de soluciones de sales saturadas (Goderis et
al., 1987), otras técnicas remueven el agua por evaporacion/pervaporacion (Kwon
et al., 1995) o por la adicién de tamices moleculares (Vazquez-Lima et al., 1995,

Han et al., 1998).

2.4 Produccién de lipasas

Debido a las caracteristicas y a la gran variedad de aplicaciones de las lipasas,
resulta de gran importancia el método para producir estas enzimas. Las lipasas
son producidas por muchos microorganismos, plantas y animales. Las lipasas
disponibles comercialmente son derivadas de microorganismos (Schmid y Verger,
1998), siendo los hongos la fuente mas importante de lipasas para su aplicacion
industrial, ya que los hongos excretan las enzimas facilitando la extraccion de las

enzimas del medio de fermentacion (Beys et al., 2005).

Los microorganismos productores de lipasas incluyen bacterias y hongos, que se
han aislado de diferentes hébitats como desechos industriales, plantas
procesadoras de aceites vegetales, suelos contaminados con aceites, aguas

termales, entre otros (Rohit et al., 2001).

Las fermentaciones en medio sélido (FMS) y en medio liquido (SmF) son dos
procesos comunes y convencionales para producir enzimas y cada uno posee
particulares ventajas y desventajas (Shu y Yan, 2009, Holker et al., 2004). Una de
las principales ventajas de la FMS para la produccion de lipasas, consiste en
aplicar directamente los sélidos fermentados como biocatalizadores en reacciones

de esterificacion por lote (Martinez-Ruiz et al.,, 2008, Fernandes et al., 2007).
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Ademas, existe la posibilidad de aplicar el biocatalizador en sistemas que operan

en continuo.

Las lipasas son producidas principalmente en medio liquido, pero también se
pueden utilizar métodos de fermentacion en medio solido para su produccion
(Rohit et al., 2001). Muchos estudios se han orientado a definir las condiciones
Optimas de cultivo y requerimientos nutricionales para la produccién de lipasas en
cultivo sumergido (Rohit et al., 2001), ya que su produccion se ve afectada por
diferentes factores como la temperatura, el pH, la composicion del medio, la
presencia de inductores, entre otros que pueden modificar la actividad y

selectividad de las lipasas (Corzo y Revah, 1999; Reetz, 2002).

2.4.1 Produccién de lipasas por fermentacién en medio sélido (FMS)

Aproximadamente el 90% de todas las enzimas industriales son producidas por
fermentacion liquida, usando frecuentemente microorganismos manipulados
genéticamente. En este aspecto la fermentacion liquida ofrece ventajas sobre la
fermentacién en medio solido (FMS) (Holker et al., 2004). Por otro lado, todas las
enzimas pueden ser producidas por FMS con microorganismos sin manipular
ofreciendo ventajas biotecnoldgicas sobre la fermentacion liquida (Holker et al.,

2004).

A pesar de que los procesos de FMS son relativamente mas simples y
econémicamente mas atractivos (ul-Haq et al., 2002), la gran mayoria de estudios

de produccion de enzimas lipoliticas por bacterias, hongos y levaduras, se han
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realizado en cultivo liquido y sélo existen unos pocos reportes de produccion de

lipasas en FMS (Dominguez et al., 2003).

Benjamin y Pandey (2000) reportaron la produccion de tres lipasas distintas por
Candida rugosa en fermentacién en medio solido con aceite de coco y salvado de
trigo. Gombert et al. (1999) estudiaron la produccion de lipasas en FMS por
Penicillum restrictum con aceite de babassu en un medio enriquecido con aceite
de oliva (1 y 2%), peptona (1%) y almidén (2 y 4%). ul-Haq et al.. (2002)
reportaron la produccién de lipasas por Rhizopus oligosporous en fermentacion en
medio sélido evaluando el efecto de diferentes factores como el tipo de sustrato

sobre la produccion de lipasas.

Como se mencion6 anteriormente, la fermentacion en medio sélido (FMS) y la
fermentacibn en medio liquido (SmF) son dos procesos comunes Yy
convencionales para producir enzimas y cada uno posee particulares ventajas y
desventajas (Yang y Xu 2009, Holker et al., 2004). Una de las principales ventajas
de la FMS para la produccion de lipasas, consiste en aplicar directamente los
sélidos fermentados como biocatalizador en reacciones de esterificacion por lote
(Martinez-Ruiz et al., 2008, Fernandes et al., 2007). Ademas, existe la posibilidad
de aplicar el biocatalizador en sistemas operando en continuo. Esta caracteristica
es muy interesante, ya que el biocatalizador obtenido por fermentaciéon en medio
sélido se utiliza sin procedimientos adicionales de purificacion o inmovilizacién de
la enzima, por lo que resulta importante estudiar variables que tienen relevancia

en la FMS como tipo de microorganismo, humedad y tipo de soporte utilizado.
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2.4.1.1 Fermentacién en medio solido (FMS)

La FMS se ha utilizado por siglos, en un principio para la producciéon de alimentos.
En las ultimas dos o tres décadas, el interés por los procesos de fermentacion
sélida se ha orientado a la sintesis de metabolitos secundarios (Barrios-Gonzales

y Mejia, 1996; Trejo-Hernandez et al., 1992), entre otros productos.

Los procesos de FMS a escala industrial son utilizados principalmente en Japon,
modificando gradualmente el tradicional proceso koji, hasta obtener procesos mas
sofisticados. En India se ha reportado la produccién de pectinasas a mediana
escala (Kumar, 1987). En Francia, Lyven S.A. desarroll6 un proceso para la
produccion de pectinasas con pulpa de remolacha. El composteo que fue
desarrollado a pequefia escala para la produccién de setas (Agaricus, Pleurotus y

Shii-Take) se ha modernizado y escalado en Europa y EEUU (Raimbault, 1998).

La mayor diferencia entre las fermentaciones en estado sélido y sumergido es la
cantidad de agua libre en el sistema. La fermentacién en medio sélido (FMS)
involucra el crecimiento de microorganismos sobre particulas de sustratos solidos
hamedos con bajo contenido de agua libre entre las particulas (Mitchell et al.,
2000). Sin embargo, el sustrato debe poseer la humedad necesaria para mantener
el crecimiento y metabolismo de los microorganismos (Pandey 1992, Pandey
1994, Pandey et al., 2000, Pandey et al.,, 2001). Existen varios aspectos
importantes que deben ser considerados para el desarrollo de cualquier
bioproceso en FMS; estos incluyen, la seleccion del microorganismo apropiado, la

seleccién del sustrato, la cantidad de agua en el sistema, entre otros.
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2.4.1.2 Microorganismos utilizados en FMS

Bacterias y hongos pueden crecer en sustratos solidos. Las bacterias se utilizan
principalmente en composteo, ensilaje y algunos procesos de alimentos (Doelle et
al., 1992). Las levaduras pueden ser usadas en la produccién de etanol y

alimentos (Saucedo-Castafieda et al., 1992).

La forma de crecimiento de los hongos (hifas), su tolerancia a bajas actividades de
agua (ay) y su resistencia a elevadas presiones osmaticas hacen a los hongos

eficientes para su cultivo en FMS (Raimbault, 1998).

Los hongos filamentosos tienen otras caracteristicas que ofrecen una ventaja
sobre los organismos unicelulares. El crecimiento en forma de micelio rapidamente
coloniza la superficie de los sélidos en la basqueda de nutrientes disponibles.
Ademéas, muchos hongos filamentosos producen enzimas hidroliticas como
amilasas, celulasas, proteasas y lipasas para degradar las macromoléculas de los

sustratos solidos (Mitchell et al., 2000).

Muchos hongos filamentosos pueden crecer a valores de pH bajos, esta
caracteristica puede usarse en combinacién con actividades de agua bajas para
crear un ambiente favorable para el crecimiento de hongos y al mismo tiempo
evitar contaminantes como bacterias y levaduras (Mitchell et al., 2000). De esta
manera los hongos filamentosos se han empleado en la producciéon de diferentes
enzimas (Couri et al., 2000) como pectinasas (Bai et al., 2004), glucoamilasas
(Ellaiah et al., 2002) y productos como acido giberélico (Corona et al., 2005) e

inclusive moléculas que funcionan como inhibidores de enzimas (Rao et al., 2005).
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2.4.1.3 Humedad y actividad de agua (aw) en FMS

Una de las caracteristicas mas importantes de la fermentacion en medio solido es
la baja disponibilidad de agua en el sistema. Valores de a,, entre 0.95-0.98 pueden
ser considerados tipicos para sustratos solidos, estos valores son ideales para el
crecimiento de muchos hongos, especialmente hongos filamentosos, los cuales

tienen un crecimiento 6ptimo a a,, de 0.96-0.98 y aun pueden crecer a a,, de 0.9.

Como consecuencia, la mayoria de los procesos de FMS utiliza hongos
filamentosos (Mitchell et al., 2000). En contraste muchas bacterias y levaduras
crecen a actividades de agua de aproximadamente 0.99; este crecimiento
disminuye cuando la a, baja y es completamente inhibido a actividades de agua

de 0.9 (Mitchell et al., 2000).

El agua presente en los sistemas de FMS existe en forma compleja dentro de la
matriz sélida o como una delgada capa que se absorbe en la superficie de las
particulas. Sélo se tiene agua libre cuando la capacidad de saturacion de la matriz
sélida se excede (Raimbault, 1998). Sin embargo, el nivel de humedad al cual el
agua libre se hace aparente, varia considerablemente entre sustratos y depende
de las caracteristicas de enlace con el agua (Raimbault, 1998). Por ejemplo, el
agua libre se observa cuando la humedad contenida excede el 40% en corteza de
arce y del 50-55% en arroz y casava (Oriol et al., 1988). Con lignocelulosa como
sustrato, el agua libre aparece después del 80% de humedad (Moo-Young et al.,

1983).

Sintesis de ésteres en continuo con lipasas producidas por FMS 28



Revisidn bibliogrdfica

El nivel de humedad en los procesos de FMS puede variar entre 30 y 85% vy tiene
un marcado efecto en la cinética de crecimiento microbiano (Oriol et al., 1988). El
optimo nivel de humedad para el cultivo de Aspergillus niger en arroz fue del 40%,
mientras que en pulpa de café fue del 80%, lo que ilustra la ineficiencia del nivel
de humedad como un pardmetro para predecir el crecimiento microbiano

(Raimbault, 1998).

El 6ptimo contenido de humedad para el crecimiento y la utilizacién de sustratos
varian entre 40 y 70%, pero depende del microorganismo y del sustrato usado
para el cultivo (Raimbault, 1998). Por ejemplo, en el cultivo de Aspergillus niger en
sustratos como casava (Raimbault y Alazard 1980) y en trigo (Nishio et al., 1979)
los niveles de humedad 6ptimos fueron considerablemente menores a los usados
con pulpa de café (Pefialoza et al., 1991) o con bagazo de cafia (Roussos et al.,

1991).

2.4.1.4 Soportes utilizados en FMS

Dos tipos de sustratos para FMS pueden ser distinguidos dependiendo de la
naturaleza de la fase solida usada. El primero y mas comunmente usado (y el méas
estudiado) involucra sistemas de cultivo en materiales naturales, estos sistemas
son llamados “cultivo en sustratos naturales”. El segundo sistema que es menos
usado, se basa en cultivos con soportes inertes impregnados con medios liquidos

definidos (Ooijkaas et al., 2000).

Los sustratos naturales usados en FMS sirven como soporte y como fuente de

nutrientes, esto es una desventaja, ya que la fuente de carbono forma parte de su
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estructura (Ooijkaas et al., 2000). Durante el crecimiento del microorganismo el
sustrato solido es degradado y como resultado la geometria y las caracteristicas
fisicas del medio cambian y consecuentemente la transferencia de masa y calor

pueden disminuir (Barrios-Gonzéalez y Mejia, 1996).

Los soportes inertes del segundo sistema pueden ser de origen natural y solo
sirven como punto de anclaje para los microorganismos. Estos materiales incluyen
cafiamo, perlita, espuma de poliuretano (PUF), bagazo de cafia, vermiculita entre

otros (Ooijkaas et al., 2000).

Una de las ventajas de los soportes inertes sobre los sustratos naturales es la
menor dificultad para recuperar los productos. Por ejemplo, las esporas de
Penicillium roquefortii formadas dentro de granos de trigo sélo pueden recuperarse
rompiendo el sustrato, mientras que las esporas producidas en particulas de
pozolano (material volcanico) pueden recuperarse rapidamente sin destruir el
soporte, por lo tanto, el proceso de recuperacion se simplifica y el soporte puede

ser reusado (Larroche y Gros, 1989).

Otras ventajas de los soportes inertes son: 1) Se puede diseilar un medio de
produccion adecuado y 2) Los balances de masa para procesos de modelamiento
mas avanzados y procesos de control, son mas facilmente establecidos, debido a
que las concentraciones de todos los nutrientes del medio de produccion son

conocidas y pueden ser analizadas (Zhu, 1994; Ooijkaas et al., 2000).
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Para la utilizacibn de soportes inertes impregnados con medios definidos en
fermentacién en medio solido, deben considerarse aspectos como costos y
disponibilidad del soporte, factibilidad econémica de utilizar un medio sintético o
semisintético, impacto ambiental de los residuos solidos generados, costos del
proceso y formulacion, costo de los registros y por supuesto el valor del producto

(Ooijkaas et al., 2000).
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3. JUSTIFICACION

Las lipasas poseen cualidades que las hacen importantes para su aplicacion en
procesos industriales. Las preparaciones comerciales de lipasas han sido
sometidas a diferentes etapas de recuperacion, purificacion e inmovilizacion. Si
bien el proceso de inmovilizacion les confiere mayor estabilidad y la posibilidad de
reutilizacion, la utilizacion intensiva de estos biocatalizadores puede estar limitada
por su alto costo . A fin de mejorar su disponibilidad y accesibilidad, es necesario
proponer nuevos meétodos de elaboracion de biocatalizadores econémicos; siendo
ademas deseable que, los biocatalizadores sean estables por periodos
prolongados en medios no convencionales, requisito indispensable para su

aplicacion en biocatalisis.

Una alternativa viable para la obtencién de los citados biocatalizadores, es la
produccion de lipasas a partir de hongos por fermentacion en medio sélido con
soportes inertes, obteniendo de esta manera, sélidos fermentados conteniendo
lipasas naturalmente inmovilizadas, cuyas actividades cataliticas sean estables en
solventes organicos, con posibilidad de reutilizarse y que se puedan usar
directamente en sistemas de biocatalisis operando, tanto en lote, como en

continuo.
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4. OBJETIVOS

4.1 OBJETIVO GENERAL

Establecer las condiciones de reaccion de sintesis en continuo de ésteres,

catalizada por lipasas producidas por fermentacion en medio solido naturalmente

inmovilizadas en agrolita.

4.2 OBJETIVOS PARTICULARES

>

Disefiar las condiciones de produccion de un biocatalizador naturalmente
inmovilizado con actividad lipasa, obtenido por cultivo de hongos
filamentosos en medio solido (FMS) con agrolita como soporte inerte.
Determinar las condiciones de reaccion para la sintesis de acetato de
isoamilo (reacciéon de transesterificacion), empleando el biocatalizador
producido por FMS

Determinar las condiciones de reaccion para la sintesis de acetato de
isoamilo (reaccion de esterificacién), empleando el biocatalizador producido
por FMS

Determinar los pardmetros cinéticos para la reaccion de sintesis de oleato de

etilo

Evaluar la estabilidad del biocatalizador en reacciones sucesivas por lote,

empleando acido oleico y etanol

Establecer las condiciones de operaciéon en continuo para el reactor de

sintesis de oleato de etilo, empleando el biocatalizador.
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5. MATERIALES Y METODOS

5.1 Produccion de lipasas

En esta seccidon, se describen los materiales y métodos utilizados para la
producciéon de los biocatalizadores con actividad lipasa. Estos biocatalizadores
fueron utilizados en todos los ensayos de biocatalisis realizados durante el trabajo

experimental.

5.1.1 Microorganismos

Durante el desarrollo de este proyecto se utilizaron principalmente dos cepas de
hongos filamentosos: Rhizopus homothallicus (13a) y Rhizopus microsporus var.
chinensis (43alV). Ademas se utilizaron cepas fungicas de Rhizopus microsporus
var. rhizopodiformis (9a), Rhizopus microsporus var. oligosporus (13b), Rhizopus
microsporus var. tuberosus (19), Rhizomucor pusillus (23a) y Rhizopus
microsporus (56clV). Las cepas pertenecen a una coleccién de hongos aislados a
partir de residuos de coco. Las cepas fueron proporcionadas por el Dr. Jesus A.
Cordova Lopez de la Universidad de Guadalajara. Las cepas principales 13a y
43alV se han reportado como productoras de lipasas (Mateos et al.,, 2006,
Hernandez-Rodriguez et al., 2009). Ambas cepas fueron mantenidas mediante
resiembra en tubos inclinados con medio agar papa dextrosa (PDA) y se
incubaron a 30°C por un periodo de siete dias. Las cepas se resembraron
periodicamente a partir de un tubo inclinado al que se le adicionaron 5 mL de
solucion estéril de tween 80 al 0.05% (v/v). El contenido del tubo se homogeneizé

con vértex y se tomaron alicuotas de 1 mL con las que se inocularon matraces
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Erlenmeyer que contenian 50 mL de PDA estéril. Los matraces se incubaron a

30°C por 7 dias.

Transcurrido el tiempo de incubacion, las esporas se cosecharon agregando a
cada matraz, 20 mL de una solucién estéril de tween 80 al 0.05% (v/v),
homogenizando la suspension mediante agitacion magnética. Para cuantificar la
concentracion de esporas en la suspension, se realizé una dilucién 1:10 con agua

destilada y se empled una cdmara de Neubauer.

5.1.2 Medio de cultivo

El medio de cultivo utilizado para la produccion de lipasas con Rhizopus
homothallicus (13a) y Rhizopus microsporus (43alV) fue el reportado por
Rodriguez et al. en 2006. La composicibn del medio de cultivo y de los
oligoelementos se detalla en la Tabla 1 y 2, respectivamente. Para preparar el
medio de cultivo, se disolvieron primero la urea y lactosa; posteriormente, se
disolvieron las sales (una por una), se ajusté el pH a 6.5 con HCI al 10%, se
agrego el alcohol polivinilico y los oligoelementos. Finalmente, se adiciond el
aceite de oliva. El medio de cultivo se emulsificé en un equipo Ultra-Turrax (IKA-

WERK) a 10000 rpm durante 10 minutos.

5.1.3 Soporte

La fermentacion en medio solido se realizd6 usando como soporte inerte agrolita
que fue tamizada hasta lograr un tamafio de particula de 0.8-1.19 mm; la agrolita
tamizada se lavo dos veces con agua caliente y posteriormente dos veces con

agua destilada fria, se dej6 secar a temperatura ambiente por 24 h vy
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posteriormente, para lograr un secado completo del soporte inerte, se secd en una

estufa a 60°C por 48 h.

Tabla 1. Composicién del medio de cultivo utilizado para produccién de lipasas.

Compuesto g/L
Urea 6

Aceite de oliva 60
Lactosa 7.5
KoHPO, 7.5
MgSO,-7H,0 1.5

Alcohol polivinilico 2.4
Oligoelementos 6 ml/L

Tabla 2. Composicién de la solucién de oligoelementos.

Compuesto g/L
EDTA 10

MnCl,-4H,O 1.98
ZnS04-7H,O  0.29
CaCl,-2H,O 1.47
CuCl-2H,O0 0.17
CoS04-7H,O 2.81

5.1.4 Fermentacién en medio so6lido

Las fermentaciones se realizaron mezclando el soporte (agrolita seca) con el
medio de cultivo previamente inoculado. La humedad inicial para todas las
fermentaciones fue del 60%. El medio de cultivo emulsificado se inoculé con la
cantidad necesaria de suspension de esporas para alcanzar una concentracion de

3x10’ esporas por gramo de soporte inerte (esporas/gsi). El soporte y el medio

Sintesis de ésteres en continuo con lipasas producidas por FMS 36



Materiales y métodos

inoculado se mezclaron manualmente por 5 min. Se empacaron aproximadamente
20 gramos de materia humeda (gmh) en columnas de vidrio de 2 cm de didmetro
interno y 20 cm de longitud. Las columnas se colocaron en un bafio de agua con

temperatura controlada a 45°C, con un flujo de aire de 40 mL/min.

La produccion de los biocatalizadores utilizados en los estudios de
transesterificacion y esterificacion se realizé siguiendo el procedimiento de
fermentacién en medio solido descrito anteriormente. Al finalizar el tiempo de
incubacion (tiempo de mayor velocidad de produccion de CO,) se aplicdé a cada
columna un flujo de aire seco de aproximadamente 800 mL/min por 24 horas.
Pasado este tiempo el contenido de las columnas se transfirio a frascos ambar y
se almacend en refrigeracion a 4°C. Se utiliz6 una Termobalanza Ohaus MB45
para determinar la humedad del biocatalizador. En todos los caso se asegurd que

la humedad del biocatalizador fuera menor al 1%.

5.2 Sintesis de acetato de isoamilo

Para esta reaccion, se emplearon como sustratos acetato de etilo (J.T. Baker) y
alcohol isoamilico (SIGMA) para producir acetato de isoamilo (SIGMA) y etanol
(Técnica Quimica). La transesterificacion se llevd a cabo utilizando el
biocatalizador producido por la cepa de Rhizopus homothallicus (13a). Los
estudios se realizaron en viales de 1.5 mL con tapon de aluminio herméticamente
cerrados (Figura 1). El consumo de sustratos y formacion de producto se siguid

por cromatografia de gases (CG) (Perkin Elmer).
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Figura 1. Viales de 1.5 mL para la sintesis de acetato de isoamilo.

5.2.1 Relacién molar y concentracién de sustratos de sustratos

Se estudiaron diferentes relaciones molares de sustratos acetato de etilo/alcohol
isoamilico (20/80, 40/60, 50/50, 60/40 y 80/20) que favorecieran el desempefio de
la reaccion de catélisis hacia la formacion de acetato de isoamilo. Para llevar a
cabo el estudio, se pesaron 100 mg de biocatalizador en viales de 1.5 mL y se
adicionaron 0.7 mL de cada sustrato a la concentracion indicada. Los sustratos se
disolvieron en hexano. Los viales se incubaron a 45°C por 48 horas sin agitacion.

Al final del tiempo de incubacién las muestras se analizaron por CG.

La relacion 50/50 se utiliz6 como testigo y con esta relacion de sustratos se
estudio el efecto del biocatalizador molido y sin moler, asi como el efecto de la
humedad en el biocatalizador equilibrado con agua destilada y la enzima

comercial.

Para todos los estudios la concentracion final fue de 50 mM, por ejemplo para la
relacion 20/80 la concentracibn de acetato de etilo fue de 10 mM vy la

concentraciéon de alcohol isoamilico fue de 40 mM.
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Mediante el procedimiento descrito en el primer parrafo se estudid la sintesis de
acetato de isoamilo a diferentes concentraciones de sustrato. Se analizaron
concentraciones equimolares de sustratos de 50, 100, 150, 200, 250, 300, 350,

400, 450 y 500 mM.

5.2.2 Actividad de agua

La actividad de agua (Aw) del biocatalizador molido se equilibré con soluciones de
sales saturadas con una Aw conocida. En seis frascos de boca ancha se pesaron
600 mg de biocatalizador, cada uno de estos frascos se colocé dentro de un
recipiente con cierre hermético que contenia 150 mL de una de las soluciones
saturadas, el biocatalizador se incub6 en cada condicién por un periodo de 65 h a
temperatura ambiente. Posteriormente, se pesaron 100 mg del biocatalizador
equilibrado en viales de 1.5 mL, se adicionaron 0.70 mL de cada sustrato (acetato
de etilo y alcohol isoamilico en hexano) para alcanzar una concentracion final de
50 mM de cada sustrato. Los viales se incubaron a 45°C por 48 h sin agitacion.
Los sustratos se deshidrataron con NaSO4 por 12 h, las muestras se analizaron
por CG. Las sales utilizadas fueron MgCl,, Ca(NOg3),, NaCl, NaNO3s, K,SO4 y H,0.
En la Tabla 3 se muestra la a,, de cada solucion saturada. La actividad de agua
(aw) del biocatalizador equilibrado se cuantific6 mediante un equipo AQUA-LAB

CX-2.
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Tabla 3. Actividad de agua (Aw) de soluciones saturadas.

Compuesto Aw

MgCl, 0.36
Ca(NO3), 0.582
NaCl 0.748
NaNOs 0.77
K»SOu 0.98
H,0 1.0

5.2.3 Seleccién de biocatalizadores

La produccion de los biocatalizadores se llevd a cabo como se describe en la
seccion 5.1.4. Para la FMS, se utilizaron siete diferentes cepas (13blV, 19, 56clV,
23alV, 13a, 43alV y 9a) De cada biocatalizador deshidratado, se pesaron 100 mg
en viales de 1.5 mL, se adicionaron 0.7 mL de acetato de etilo 100 mM y 0.7 mL
de alcohol isoamilico 100 mM (sustratos disueltos en hexano) previamente
deshidratados con sulfato de sodio por 24 h. La concentracion final de cada
sustrato fue de 50 mM. Los viales se incubaron a 45°C por 48 h. Finalmente, se

tomaron muestras para su andlisis por CG.

5.2.4 Fuente y cantidad de biocatalizador

Se utilizaron los biocatalizadores deshidratados producidos por tres cepas (13a,
43alV y 9a). Se pesaron 100, 300 y 500 mg de cada biocatalizador en viales de
1.5 mL, se adicionaron 0.70 mL de acetato de etilo 200 mM y 0.70 mL de alcohol
isoamilico 100 mM (sustratos disueltos en hexano), previamente deshidratados

con sulfato de sodio por 24 h, la concentracién final de cada sustrato fue de 50
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mM. Los viales se incubaron a 45 °C por 48 h, sin agitaciéon. Las muestras se

analizaron por CG.

5.2.5 Concentracion de sustratos

Se pesaron 500 mg del biocatalizador deshidratado producido por la cepa 43alV
en viales de capacidad de 1.5 mL, se adicionaron 0.70 mL de acetato de etilo y
0.70 mL de alcohol isoamilico para lograr diferentes concentraciones finales de
cada sustrato. Las concentraciones estudiadas fueron 50, 100, 250, 500, 800 y
1000 mM (con hexano como disolvente). Los sustratos se deshidrataron con
Na,SO, por 24 h. Los viales se incubaron a 45 °C por 48 h, sin agitacion.

Finalmente, se tomaron muestras para su analisis por CG.

5.3 Sintesis de oleato de etilo

Para esta reaccion se emplearon como sustratos acido oleico y etanol para
producir oleato de etilo y agua. La esterificaciébn se llevé a cabo utilizando el
biocatalizador producido por la cepa de Rhizopus microsporus (43alV). La
reaccion se realizé en un mini reactor de vidrio de capacidad de 10 mL, con
chaqueta para controlar la temperatura mediante un recirculador y un agitador
magnético para mantener homogéneo el medio de reaccion (Figura 2). En todos
los estudios de sintesis de oleato de etilo las soluciones de &cido oleico y etanol
se realizaron en hexano y se deshidrataron con mallas moleculares (Fluka Type
4A) durante 24 h antes de utilizarlas. EI consumo de acido oleico se cuantifico por

el método de sales de cobre (Rodriguez et al.,. 2006).
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Figura 2. Sistema utilizado para la sintesis de oleato de etilo.

5.3.1 Relacién molar de sustratos

En el reactor de 10 mL se adicionaron 4.5 mL de acido oleico 50 mM y 4.5 mL de
etanol variando su concentracién para obtener diferentes relaciones molares. Las
concentraciones de etanol estudiadas fueron: 50, 100, 125, 150, 250, 350 y 450
(relaciones molares 1:1, 1:2, 1:2.5, 1:3, 1.5, 1:7 y 1:9), manteniendo la temperatura
a 45 °C por 15 min. Para iniciar la reaccién, se adicionaron 0.5 g de biocatalizador,
se transfirieron 0.5 mL de muestra en tubos Eppendorf y se les adicion6 0.1 mL de

HCI 6M, se agit6 en vortex por 30 s y se almacené en refrigeracion.
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Posteriormente, se tomaron muestras siguiendo el procedimiento anterior cada 5

min durante 60 min.

5.3.2 Concentracion de sustratos

En el reactor de 10 mL se adicionaron 4.5 mL de &cido oleico y 4.5 mL de etanol
para alcanzar concentraciones finales de 10, 20, 30, 40, 50, 60, 70, 80, 90 y 100
mM para acido oleico y 50, 100, 150, 200, 250, 300, 350, 400, 450 y 500 mM para
etanol (relaciéon molar 1:5 en todos los casos), a 45°C por 15 min. Para iniciar la
reaccion, se adicionaron 0.5 g de biocatalizador, se transfirieron 0.5 mL de
muestra en tubos Eppendorf (tubos de reaccién) y se les adicion6 0.1 mL de HCI
6M. Los tubos se agitaron en vortex por 30 s y se almacenaron en refrigeracion.

Se tomaron muestras cada 5 min.

De los tubos de reaccion para las concentraciones 10, 20, 30 mM de acido oleico,
se tomaron 0.4 mL y se adicionaron a un tubo que contenia 2.1 mL de hexano y se
agitaron por 30 s. Para las concentraciones 40, 50 y 60 mM se tomaron 0.3 mL y
se adicionaron en tubos con 2.2 mL de hexano y finalmente, para las
concentraciones 70, 80, 90 y 100 mM se tomaron 0.1 mL y se adicionaron en

tubos con 2.4 mL de hexano.

5.3.3 Concentraciéon de biocatalizador

Para evaluar el efecto de la concentracion de biocatalizador en el reactor de 10 mL
se adicionaron 5 mL de acido oleico 100 mM y 5 mL de etanol 500 mM, para
alcanzar concentraciones finales de 50 mM para acido oleico y 250 mM para

etanol (relacion molar 1:5), a 45 °C por 15 min. Para iniciar la reaccion, se
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incorporaron por separado 0.2, 0.4, 0.6, 0.8, 1.0, 1.2, 1.4 y 1.6 g de biocatalizador,
se tomaron 0.5 mL de muestra en tubos Eppendorf y se le agregaron 0.1 mL de
HCI 6M. Se agitd6 en voértex por 30 s y se almacené en refrigeracion.
Posteriormente, se tomaron muestras cada 5 min cuando se adicionaron 0.2, 0.4,
0.6, 0.8 y 1.0 g de biocatalizador durante 60 min y cada 2.5 min cuando se

adicionaron 1.2, 1.4 y 1.6 g de biocatalizador durante 30 min.

5.3.4 Temperatura

Las temperaturas de reaccion estudiadas fueron 25, 30, 35, 40, 45 y 50 °C. Al
reactor de 10 mL, se le adicionaron 5 mL de acido oleico 100 mM y 5 mL de etanol
500 mM, para alcanzar concentraciones finales de 50 mM para acido oleico y 250
mM para etanol (relacion molar 1:5). Los sustratos se mantuvieron por 15 min a la
temperatura indicada. Para iniciar la reaccion. se adiciond 1 g de biocatalizador e
inmediatamente se tomaron 0.5 mL de muestra en tubos Eppendorf y se
adicionaron 0.1 mL de HCI 6M. Se agité en vértex por 30 s y se almacend en
refrigeracion. Posteriormente, se tomaron muestras siguiendo el procedimiento

anterior cada 5 min.

5.4 Reaccion lotes sucesivos

La estabilidad operacional del biocatalizador se realiz6 evaluando el redso del
biocatalizador en lotes sucesivos, se utilizaron dos sistemas para llevar a cabo la
reaccion; 1) en un mini reactor con agitacion magnética y 2) en frascos de 20 mL

con agitacion orbital.
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5.4.1 Agitacién magnética

En el reactor de 10 mL se mezclaron 4.5 mL de cada sustrato: acido oleico 50 mM
y etanol 250 mM (relacibn molar 1:5), se incubaron a 45°C por 15 min,
inmediatamente después se adiciondé al reactor 0.5 g de biocatalizador, se
tomaron 0.5 mL de muestra en tubos Eppendorf, se adicionaron 0.1 mL de HCI 6
M, se agitd en vortex por 30 s y se almacend en refrigeraciéon a 4°C. Se tomaron
muestras en intervalos de 5 min por 60 min de reaccion. Al finalizar cada cinética
de 60 min, se separd el medio de reaccién residual y se adicionaron 4.5 mL de
cada sustrato nuevo al mismo biocatalizador. Todas las muestras fueron

almacenadas en refrigeracion.

5.4.2 Agitacién con agitador orbital

En frascos de capacidad de 20 mL se adicionaron 5 mL de &acido oleico 100 mM y
5 mL de etanol 500 mM para alcanzar concentraciones finales de 50 y 250 mM,
respectivamente (relacion molar 1:5). Los sustratos se incubaron a 45°C por 15
min, inmediatamente después se adicion6 a los frascos 1.5 g de biocatalizador y
se tomaron 0.5 mL de muestra en tubos Eppendorf, se le adicionaron 0.1 mL de
HCI 6 M, se agitd en vértex por 30 s y se almacenoé en refrigeracion. Se tomaron
muestras cada 5 minutos hasta los 60 min de reaccion. Al finalizar cada cinética
(60 min), se adicionaron 4.5 mL de cada sustrato al mismo biocatalizador. Los
frascos se incubaron en una estufa Felisa® a 45°C y se agitaron en un agitador

orbital Lab-Line a 200 rpm por 60 min.
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5.5 Lotes sucesivos variando la concentracion de etanol

El estudio se realiz6 en cuatro frascos de capacidad de 50 mL, 2 frascos
marcados como 1y 2 se utilizaron para la reaccion testigo con acido oleico 50mM
y etanol 250mM (relacién molar 1:5). Los dos frascos restantes marcados como 3
y 4 se utilizaron para la reaccion de estudio. Se evaluaron tres relaciones molares

1:4,1:2y1:1.

En el primer ciclo (ciclo de lavado) se colocaron en los cuatro frascos 5 mL de
acido oleico 100mM y 5 mL de etanol 500mM (las concentraciones finales fueron
50 y 250mM respectivamente), para obtener la relacion 1:5. Se incubaron a 45 °C
por 15 min. Para iniciar la reaccion, se agregaron a cada frasco 1.5 g de
biocatalizador. Los frascos se incubaron en una estufa a 45 °C y se agitaron a 250
rom en un agitador orbital. Se tomaron muestras con una jeringa de 5 mL al

tiempo 0, 10, 20, 30 y 60 min.

Una vez terminado el primer ciclo se eliminé todo el sustrato restante en cada
frasco, para iniciar los siguientes ciclos en dos frascos (1 y 2) se agregaron 5 mL
de los sustratos para tener una relacion molar 1:5 (testigos) y en dos frascos (3 y
4) se agregaron los sustratos a la concentracion correspondiente para evaluar las
diferentes relaciones molares (1:4, 1:2 y 1:1). Se tomaron muestras con una
jeringa de 5 mL al tiempo 0, 10, 20, 30 y 60 min. Todas las muestras se

almacenaron en congelacion.
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5.5.1 Tamiz molecular

El efecto del tamiz molecular se realizé siguiendo el procedimiento descrito en la
seccion 5.5. Para este estudio, se selecciono la relacion molar de sustratos 1:1. El
tamiz molecular se adicion6 a cada frasco en el segundo ciclo de reaccién. Las
cantidades de tamiz molecular adicionadas fueron 0.5, 1.0, 1.5, 25y 3.5 g. Se
tomaron muestras con una jeringa de 5 mL al tiempo 0, 10, 20, 30 y 60 min. Todas

las muestras se almacenaron en congelacion.

5.5.2 Concentracion de sustratos

El primer ciclo de reaccién se llevé a cabo como se detalla en la seccién 5.8.2.2.
Una vez terminado el primer ciclo, se elimin6 todo el sustrato restante en cada
frasco, para iniciar los siguientes ciclos en dos frascos (1 y 2) se agregaron los
sustratos con relacion molar 1:5 (testigos) y en dos frascos (3 y 4) se agregaron
los sustratos para evaluar el efecto de la concentracién de sustratos, manteniendo
constante la relacion molar 1:2. Las concentraciones estudiadas fueron 50, 70, 90,
100 y 150mM para acido oleico y 100, 140, 180, 200 y 300mM para etanol. Se
tomaron muestras con una jeringa de 5 mL al tiempo 0, 10, 20, 30 y 60 min. Todas

las muestras se almacenaron en congelacion.

5.6 Parametros cinéticos

La estimacion de los parametros cinéticos se llevo a cabo mediante dos series de
experimentos en el reactor de 10 mL con 4.5 mL de cada sustrato; una serie de
experimentos se realizé6 manteniendo la concentracion de acido oleico constante

en 50mM y variando la concentracion de etanol a 100, 150, 200, 250, 300 y
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350mM. La siguiente serie de experimentos se realizO manteniendo la
concentracion de etanol constante en 250 mM y variando la concentracion de
acido oleico a 10, 30, 40, 50, 70 y 90 mM. los sustratos se incubaron a 45 °C por
15 min y se adicionaron 500 mg de biocatalizador para iniciar la reaccion, se
transfirieron 0.5 mL de muestra a tubos Eppendorf y se les adicionaron 0.1 mL de
HCI 6M, se agitd en vortex por 30 s y se almacend en refrigeracion. Se tomaron

muestras a intervalos de 5 min.

Para estimar los parametros cinéticos se realizd una regresion no lineal con el
programa Polymath 6.0, usando las velocidades iniciales calculadas en cada uno

de los experimentos.

5.7 Sintesis de oleato de etilo en un reactor de 1L

Los estudios de sintesis de oleato de etilo se realizaron también en un reactor de
tanque agitado de 1 L, modelo ADI 1025 Applikon, con un didmetro interno de 9.5
cm y un volumen de operacion de 0.7 L. El reactor se equipé con una turbina
Rushton colocada a 2.5 cm del fondo del recipiente, dos bafles equidistantes de 1
cm de ancho para mejorar el mezclado del sistema y un serpentin para controlar la

temperatura del medio de reaccion.

5.7.1 En lote

Al reactor de 1 L se adicionaron 125 mL de acido oleico 50mM y 125 mL de etanol
250mM, se incubaron a 45°C hasta que los sustratos alcanzaron dicha
temperatura. Se fijo la velocidad de agitacion en 300 rpm. Para iniciar la reaccion

se agregaron 37.5 g de biocatalizador. Se tom6 1 mL de muestra cada 10 min con
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una jeringa de 5 mL, se colocaron en tubos de 1.5 mL y se adicionaron 0.1 mL de

HCI 6M. Todas las muestras se almacenaron en refrigeracion.

5.7.2 En continuo

La alimentacion de sustratos se realizé con una bomba peristaltica Cole Palmer
Masterflex® L/S™ Economy Drive. En la tapa del reactor se adapté un tubo de
vidrio, que se coloco en la superficie del liquido para extraer el exceso y mantener
el volumen constante. Este procedimiento se realizé6 con una bomba peristaltica
(Cole Palmer Masterflex® L/S™ Economy Drive). Las muestras se tomaron por un
ducto en la tapa del reactor disefiado para este propoésito. La temperatura del
medio se controlé6 mediante un recirculador conectado al serpentin equipado en el
reactor. El sistema general para la sintesis en continuo se muestra en la Figura 3.
Para la sintesis de oleato de etilo en continuo, primero se siguié el procedimiento
descrito en la secciéon 5.8.1. Inmediatamente después de agregar el biocatalizador
se inicio la alimentacion de los sustratos. En un frasco cerrado de capacidad de 1
L, se mezclaron 375 mL de &cido oleico 100 mM y 375 mL de etanol 500 mM. El
flujo de entrada se fijo en 2 mL/min. Se tomd muestra a los 0, 20, 40, 60, 80, 100,

120 min y alas 4, 5y 6 h. Todas las muestras se almacenaron en congelacion.
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Figura 3. Sistema para sintesis en continuo.

5.7.2.1 Distribucion de tiempos de residencia

Para evaluar la distribucion de tiempos de residencia se utilizo el sistema descrito
en la seccion 5.8.2. En el reactor de 1L se adicionaron 250 mL de amortiguador de
citratos 0.1M, pH 5, se incubé a 45 °C con agitaciéon a 300 rpm. Cuando la
temperatura del liquido en el reactor alcanzé los 45 °C, se midi6é el pH para
obtener el punto inicial. Posteriormente, se adicioné un pulso de NaOH 0.5N para
incrementar el pH. Los cambios de pH se monitorearon automaticamente cada min
durante los primeros 17 min y después cada 5 min. La alimentacion al reactor se

hizo con el mismo amortiguador de citratos. El flujo de entrada se fij6 en 2 mL/min.

5.8 Sintesis de oleato de etilo en continuo
5.8.1 Estabilidad operacional, velocidad de agitaciéon y tasa de alimentacion
Para arrancar la reaccion, se inicio el proceso en lote (seccién 5.7.1). Después de

dos horas de funcionamiento en lote, se alimentd con los sustratos al reactor para

iniciar con el proceso en continuo (seccién 5.7.2). Los sustratos alimentados
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posterior a la etapa en lote fueron &cido oleico 50 mM y etanol 100 mM (relacion
molar 1:2). 750 mL de cada sustrato (etanol 0.2M y acido oleico 0.1M) se
mezclaron y se colocaron en un recipiente cerrado para alimentar el reactor. Se
tom6 muestra a los 0, 20, 40, 60, 80, 100, 120 min y después cada 30 min hasta

las 12 h.

Mediante este procedimiento, se estudio la velocidad de agitacion de 200 a 400

rpm y la tasa de alimentacion con flujos de entrada de 1.1 a 9.3 mL/min.

5.9 Métodos analiticos

5.9.1 Cromatografia de gases

Para la reacciéon de transesterificacion, el consumo de sustratos (acetato de etilo,
alcohol isoamilico) y la formacion de productos (acetato de isoamilo, etanol), se
hizo el analisis de estos compuestos por cromatografia de gases. Se utilizd un
equipo Perkin-Elmer Auto System XL equipado con un detector de ionizacion de
flama (FID) y helio como gas acarreador, una columna capilar PE-FFAP N931-
6352 de 30 m de longitud, 0.25 mm de diametro interno y 0.25 um de pelicula que
opera de 40 a 250 °C. La temperatura del inyector y del detector se mantuvieron
en 250 °C. La temperatura del horno inicié en 100°C por 1 min, posteriormente se
incrementd la temperatura 20°C por min hasta alcanzar 170°C. El volumen de

inyeccion fue de 5 pL. La presion del gas acarreador fue de 16.4 psig.

5.9.2 Consumo de acido oleico

El consumo de acido oleico se cuantific6 mediante la técnica de sales de cobre. La

preparacion del reactivo acetato de cobre-piridina se llevo a cabo disolviendo en
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agua destilada acetato de cobre (J.T. Baker) a una concentracién de 50 g/L, se
agité durante 30 min con un agitador magnético y se ajust6 el pH a 6.1 con piridina
(J.T. Baker). Se llevo a cabo una curva de calibracion empleando una solucion
estandar de 0.79 mL de acido oleico en 25 mL de hexano. Se etiquetaron tubos
del 1 al 8 y se les agregaron 2.5 mL de hexano, al tubo 1 se le adicionaron 2.5 mL
de la solucién estandar y se agitd en vortex, de este tubo se tomaron 2.5 mL y se
agregaron al tubo 2 y asi sucesivamente hasta llegar al tubo 6, al cual después de
la agitacion se le extrajeron 2.5 mL. Los tubos 7 y 8 so6lo contenian hexano y se
utilizaron como blanco. Finalmente, a todos los tubos se les adicioné 0.5 mL del
reactivo acetato de cobre piridina, se agitaron en vortex por 30 s y se ley6

absorbancia a 715 nm en un espectrofotémetro Shimadzu UV-1800.

Todas las muestras provenientes de la reaccion de esterificacion catalizada por
lipasas, se analizaron siguiendo el método de sales de cobre. Se colocaron 0.3 mL
de muestra en tubos que contenian 2.3 mL de hexano, se agitaron en vortex y se
adicionaron 0.5 mL del reactivo acetato de cobre-piridina, nuevamente se agitaron

en vortex por 30 s y se leyo absorbancia a 715 nm.

5.9.3 Cuantificacién de la actividad lipasa

Método espectrofotométrico: Sales de cobre.

El método consiste en la cuantificacion de los acidos grasos (acido oleico)
liberados durante la hidrdlisis de los triglicéridos del aceite de oliva por las lipasas,

los cuales en presencia de iones de cobre dan origen a la formacion de una sal
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colorida (verde esmeralda), cuya intensidad se lee en un espectrofotbmetro a una

longitud de onda de 715 nm (Rodriguez et al., 2005).

La concentracion de los &cidos grasos presentes en la muestra de reaccion se
obtuvo a partir de la ecuacién de la curva estandar de acido oleico, el cual

representa aproximadamente el 80% de la composicion del aceite de oliva.
Preparacién de reactivos
Emulsion

Para mantener constante el pH de catdlisis, la fase continua de la emulsion
consisti6 de una solucion amortiguadora de Tris-HClI 100 mM pH 8 (Bio-Rad),
ademéas de contener CaCl, (J.T. Baker) 10mM (los iones Ca* estabilizan la
estructura de la lipasa), 0.25% de alcohol polivinilico (PVA)(Sigma) como agente
emulsificante y 0.3% de goma ardbiga (Sigma) como agente estabilizante.

Finalmente se ajusto el pH a 8 con HCI 1M.

Para preparar la emulsion se pesaron 20 g de aceite de oliva (Garbonell) y se le
agregaron 100 mL de la solucion amortiguadora descrita anteriormente. La mezcla
se homogeneizé empleando un equipo Ultra-Turrax (IKA-WERK) a 10,000 rpm

durante 10 min.
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Reactivo para el analisis de acidos grasos

Se prepard una solucion de acetato de cobre a 50 g/L (J.T. Baker), el cual fue
disuelto en agua destilada agitando durante 30 minutos. Posteriormente se ajusto

el pH a 6.1 con piridina (J.T. Baker)

Ensayo de actividad lipasa

Se pre-incubaron a 45 °C por 15 min, 3 mL de emulsién contenida en tubos
conicos (Corning) de 15 mL. Una vez alcanzada la temperatura, se adicionaron 25
UL de extracto enzimatico con agitacion en vortex, se incubaron nuevamente a
45°C durante 15 min. Transcurrido el tiempo de reaccién, se adicionaron 0.6 mL
de HCI 6 M con agitacion en vortex por 5 s para detener la reaccion.
Posteriormente se agregaron 3 mL de hexano y se mezclaron por 1 min con la
finalidad de extraer los acidos grasos liberados del sistema de reaccion. Los tubos
se centrifugaron a 7000 rpm por 10 minutos a 4°C. Una vez que se tienen las dos
fases separadas, se extraen 2.5 mL de la fase organica (que contiene a los acidos
grasos liberados) y se adicionan 0.5 mL del reactivo acetato de cobre-piridina
seguido de agitacién en vértex por 30 segundos. Finalmente, se lee la absorbancia
a 715 nm. Por otra parte, fue necesario descartar la concentracién de los acidos
grasos provenientes del aceite de oliva empleado como sustrato, asi como los
provenientes del extracto enzimatico, por lo cual se realizd0 la siguiente
determinacion (Blanco): a 3 mL de emulsion (45°C) se adicionaron 0.6 mL de HCI
6 My 25 pL del extracto enzimatico, incubando a 45°C por 15 min y se siguio el

procedimiento descrito anteriormente.
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6. RESULTADOS Y DISCUSIONES

En esta seccidon, se presenta en primer lugar la produccién de lipasas por
fermentacién en medio solido, primer paso para la produccion del biocatalizador;
posteriormente, se describe el uso del biocatalizador producido por la cepa 13a
(Rhizopus homothallicus) para catalizar la reaccion de transesterificacion entre
alcohol isoamilico y acetato de etilo, para producir acetato de isoamilo y etanol.
Para ello, se evaluaron algunos factores que influencian la reaccién, como la
concentracion de sustratos, la relacion molar de sustratos y la cantidad de agua en
el medio de reaccion. También, se evaluaron diferentes biocatalizadores vy

cantidades del mismo para llevar a cabo esta reaccion.

Con el biocatalizador producido por la cepa 43alV (Rhizopus microsporus), se
llevé a cabo la reaccién de esterificacion entre el acido oleico y el etanol para
producir oleato de etilo. Se realizaron estudios preliminares en viales sin agitacion
y en un mini reactor de 10 mL con agitacion magnética, de igual manera se
evaluaron algunos factores que afectan la reaccién, como la relacion molar de
sustratos, la cantidad de biocatalizador y la temperatura, entre otros. Finalmente,
con este biocatalizador y usando la reaccién de esterificacion entre acido oleico y

etanol, se realizaron estudios en un reactor de 1L operando en continuo.

6.1 Produccion de lipasas

El principal objetivo en esta etapa fue verificar que bajo las condiciones de cultivo

ambas cepas de Rhizopus (13a y 43alV) tenian la capacidad de producir lipasas
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de una manera reproducible. Para ello, se consideré la actividad hidrolitica de la

lipasa producida como variable de respuesta.

Debido a las caracteristicas del proyecto, la primera etapa consisti6 en la
produccion del biocatalizador por fermentacion en medio sélido (FMS) con agrolita
como soporte inerte. Se utilizaron dos cepas de hongos filamentosos para realizar
las fermentaciones en medio sdlido y producir lipasas naturalmente inmovilizadas
en el soporte. Se utilizaron los sélidos fermentados por la cepa de Rhizopus
homothallicus (13a) para llevar a cabo la reaccién de transesterificacion y por la

cepa de Rhizopus microsporus (43alV) para la reaccién de esterificacion.

Estudios previos en nuestro laboratorio sugirieron una mayor produccion de
lipasas con la cepa 13a, utilizando el medio de cultivo descrito en la seccién 5.1.2,
con 60% de humedad inicial, aireacién de 40 mL/min, temperatura de incubacién
de 45°C y 16 h de fermentacién en columnas de vidrio de 2.5 cm de diametro y 43
cm de longitud. Bajo estas condiciones, se realizaron las fermentaciones para
producir el biocatalizador. La evolucion de CO, se monitore6 mediante el
procedimiento descrito en estudios anteriores (Saucedo-Castafieda y Trejo-
Hernandez 1994) y se eligié como criterio para detener la fermentacion, la mayor

tasa de produccion de COa,.

En la Figura 4 se muestra la evolucion de la tasa de produccion de CO; en funcion
del tiempo. Se puede observar que, la tasa aumenta hasta alcanzar el maximo
valor aproximadamente a las 16 h de cultivo. Este tiempo fue menor al reportado

por Fernandes et al., (2007), para la produccion de lipasas con Burkholderia
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cepacia, con salvado de trigo como soporte y aceite de maiz como inductor. A 72
h de cultivo, B. cepacia produjo la mayor actividad de hidrolisis (108 Ul/gms), que
fue mayor a la reportada en este trabajo (75 Ul/gms); sin embargo, las condiciones
de cultivo y el método para medir la actividad enzimética fueron diferentes, por lo

gue una comparacion directa tal vez no seria adecuada.

CO, (mg/gmsi h)

0 T T T 1
0 5 10 15 20

Tiempo (h)

Figura 4. Produccién de CO, por Rhizopus homotallicus en fermentacion en medio solido a 45°C.
Condiciones de operacion: indculo 3X10’ esp/gms, 60% de humedad, aereacién 40 mL/min.

La actividad hidrolitica de las lipasas se cuantificé Unicamente en la primera etapa
de este proyecto; posteriormente, la produccion de lipasas se evalué mediante la
conversion de acido oleico. Una conversion igual o mayor a 85% se establecio
como criterio para evaluar la produccion de lipasas. Se realizaron diez cultivos
para la produccion de lipasas durante el desarrollo de este trabajo, en todos los

cultivos se observéd una conversion de acido oleico de 85 a 95 %.
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6.2 Produccion del biocatalizador

Una vez que se determiné el tiempo de mayor actividad lipolitica, el siguiente paso
fue la produccion del biocatalizador. Para ello, se realizaron fermentaciones bajo
las condiciones descritas en la seccion 5.1. A las 16 h de cultivo, el material
fermentado se dividié en tres fracciones para determinar el efecto del tratamiento
sobre la actividad residual. Una de las fracciones se deshidrato directamente con
aire seco (800 mL/min por 24 h), otra fraccion se liofilizé y la tercera fraccion se
extrajo con agua destilada (20 mL de agua destilada por cada gramo de materia

fermentada fresca).

Para determinar la actividad residual, la materia sélida extraida con agua fue
deshidratada con aire seco. Es importante mencionar que al aplicar los métodos
de secado, la humedad final del biocatalizador fue menor al 1% en todos los casos

(Figura 5).

Figura 5. Biocatalizador obtenido por FMS
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Posteriormente, se cuantifico la actividad de hidrdlisis de aceite de oliva por cada
fraccion de lipasas (Figura 6). La actividad del biocatalizador liofilizado y del
secado con aire fue practicamente la misma; esta actividad fue considerada como
total, ya que incluye la actividad de la lipasa soluble y la actividad de la lipasa
asociada a la biomasa; sin embargo, es menor a la suma de la actividad del
extracto liquido y la actividad residual en el biocatalizador extraido que también
representan la actividad total de la enzima. Esta disminuciébn puede ser
ocasionada por la etapa de deshidratacion de la enzima, o tal vez porque el
sistema de reaccion para cuantificar la actividad enzimatica no se encuentra bien

mezclado ya que se encuentra el biocatalizador sélido en la emulsion.

80 -
T
60 - I l
£
an 40 -
S
o
20 -
T
T
0 T T T

Extracto Liquido  Polvoextraido Biocatalizador Biocatalizador
liofilizado secado con aire

Figura 6. Actividad de hidrdlisis del aceite de oliva, empleando los biocatalizadores obtenidos por
FMS de Rhizopus homotallicus. El sélido fermentado fue sometido a tres tratamientos diferentes: 1)
Extraccion con agua, 2) Liofilizacion y 3) Secado con aire

Tomando como base los resultados que se muestran en la Figura 6, se decidio

deshidratar el biocatalizador mediante un flujo de aire seco, ya que la actividad de
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hidrdlisis y la humedad final del biocatalizador (menor al 1%) son muy similares
con ambos métodos de secado. En el contexto de este trabajo, este resultado
representa un avance importante; por un lado se obtuvo un biocatalizador con una
humedad cercana al 1%, valor que esta dentro del rango recomendable para
trabajar con lipasas en solventes organicos (Bornscheuer, 1999) y ademas todas
las fracciones estudiadas después de deshidratarlas tuvieron actividad lipasa.
Estas dos caracteristicas son indispensables para aplicar el biocatalizador

directamente en reacciones de sintesis en solventes organicos.

6.3 Sintesis de acetato de isoamilo

Los ésteres de acetato se obtienen por esterificacion del alcohol correspondiente
con acido acético o un compuesto anhidro que contenga un grupo acetato,
elimindndose agua durante la reaccion, por ejemplo, el acetato de metilo se
obtiene mediante la esterificacion de alcohol metilico con &acido acético en
presencia de &cido sulfurico como catalizador, sin embargo, la esterificacion
también puede ser catalizada por lipasas, como es el caso de la transesterificacion

de acetato de isoamilo a partir de acetato de etilo y alcohol isoamilico (Figura 7).

Los ésteres de isoamilo son fragancias y saborizantes ampliamente utilizados en
la industria de los alimentos, bebidas, cosméticos y farmacéutica. El acetato de
isoamilo es uno de los mas empleados en la industria de los alimentos (74

Ton/afio) por su caracteristico sabor a platano (Welsh et al., 1989).

Los ésteres que se utilizan como saborizantes naturales son extraidos en poca

cantidad de plantas y los producidos por fermentacion son demasiado costosos
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para su explotacion comercial (Langrand et al., 1988; Prapulla et al., 1992). En
este sentido, la sintesis enzimatica puede ser un método atractivo, ya que se lleva
a cabo a presiones y temperaturas moderadas, comparadas con la sintesis
quimica. Los ésteres producidos por biocatalisis pueden ser considerados muy
cercanos a los naturales y tienen el potencial para satisfacer la demanda de los

consumidores (Gillies et al., 1987).

Por las caracteristicas de los sustratos (acetato de etilo y alcohol isoamilico) y los
productos (acetato de isoamilo y etanol) que son compuestos volatiles, el método

para detectarlos y cuantificarlos es mediante cromatografia de gases (Cameron et

al., 2001).
i o
OH
)I\/\ Lipasas )L /\)\ ” C_CH/
+Alcohol Isoamilico ———— o + M 2
Acetato de etilo Acetato de Isoamilo Etanol

Figura 7. Sintesis de acetato de isoamilo catalizada por lipasas.

En este trabajo, la sintesis de acetato de isoamilo fue el primer acercamiento con
reacciones catalizadas por solidos fermentados sin tratamientos adicionales de
purificacion e inmovilizacién. Para iniciar los estudios sobre la sintesis enzimética,
se prepararon soluciones 0.5 M de cada uno de los componentes de la reaccién
utiizando como disolvente hexano. Estas soluciones se analizaron por
cromatografia de gases para establecer el tiempo de retencion de cada
compuesto. La Tabla 4 muestra los tiempos de retencion de cada componente de

la reaccion.
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Tabla 4. Tiempos de retencién de los sustratos y productos para la reaccidn de sintesis de acetato
de isoamilo.

Compuesto Tiempo de retencion

(min)

Acetato de etilo 2.115
Etanol 2.220
Acetato de isoamilo 2.605
Alcohol isoamilico 2.890

El primer experimento para evaluar la actividad de sintesis del biocatalizador,
consistio en estudiar el efecto de la concentracion de los sustratos sobre la
sintesis de acetato de isoamilo. Para esto, se utilizaron viales de 1.5 mL con 100
mg de biocatalizador y concentraciones equimolares de sustratos (acetato de etilo
y alcohol isoamilico en hexano) de 50, 100, 150, 200, 250, 300, 350, 400 y 450
mM. Los viales se incubaron sin agitacion a 45°C por 48 h. Al término de las 48 h,

las muestras se analizaron por cromatografia de gases.

En la Figura 8 se puede observar que la produccion de acetato de isoamilo se
incrementd al aumentar la concentracién de sustratos en el medio de reaccion,
hasta alcanzar la mayor formacion de acetato de isoamilo cuando la concentracion
de sustratos en el medio es de 450 mM. Sin embargo, la mayor conversion (25%)
se logro a concentraciones de sustratos bajas (50 mM) y disminuyé al aumentar la
concentracion de sustratos, hasta terminar con un porcentaje de conversion menor

al 10%, cuando la concentracién de sustratos fue de 450 mM (Figura 8).
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Figura 8. Efecto de la concentracién de sustratos (acetato de etilo y alcohol isoamilico en hexano)
sobre la sintesis (¢) y % de conversion (m) de acetato de isoamilo en viales de 1.5 mL incubados a
45°C sin agitacion durante 48 h.

En este estudio se observdo que la mayor concentracién de producto después de
48 h de incubacién fue muy baja (menor a 50 mM) con una conversion menor al
10%. Por lo que se decidié incrementar la conversion y disminuir el tiempo de
reaccion; para ello, se evaluo la relacion acetato de etilo/alcohol isoamilico con
una concentraciéon inicial de 50 mM (tomando como criterio de seleccion el

porcentaje de conversion).

Los ensayos se realizaron en viales de 1.5 mL con 100 mg de biocatalizador, se
incubaron a 45°C por 48 h sin agitacion. Finalmente, las muestras se analizaron

por cromatografia de gases.

Para prevenir los problemas de transferencia de masa que pudieran existir debido
a gue el sistema no esta agitado, se molio el biocatalizador y se compar6 con el
biocatalizador sin moler (sm) sélo en la relacion 50/50. En la Figura 9 se presenta
la concentracion de acetato de isoamilo en funcion de la relacion acetato de

etilo/alcohol isoamilico para las reacciones catalizadas con el biocatalizador B13a.
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Figura 9. Efecto de diferente relacion de sustratos sobre la sintesis de acetato de isoamilo en
viales de 1.5 mL sin agitacion en 48 horas.

Bajo las condiciones en que se llevo a cabo la reaccion, la transesterificacion sélo
ocurre cuando la proporcion de acetato de etilo es mayor a la del alcohol
isoamilico. Cumplida esta condicion, la sintesis de acetato de isoamilo no parece
verse afectada por la relacion de sustratos. Reportes anteriores (Romero et al.,
2005, 2007) indicaron que, el rendimiento de la reaccion de transesterificacion de
acetato de isoamilo con la enzima Novozym 435 depende de manera importante
de los sustratos utilizados. Por ejemplo, al utilizar acido acético como donador de
acilo, es necesario incrementar la concentraciéon del alcohol correspondiente o
adicionar una soluciébn amortiguadora para evitar la disminucion del pH del
microambiente de la enzima. Los autores también observaron que el acetato de
etilo, no tiene efectos negativos sobre la lipasa y la reaccion se puede llevar a

cabo a concentraciones equimolares de sustratos.

En nuestro caso al utilizar acetato de etilo como sustrato, la sintesis de acetato de

isoamilo sélo se detecté cuando la concentracion de sustratos fue equimolar y
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cuando el acetato de etilo esta en exceso; sin embargo, las concentraciones de
acetato de isoamilo fueron muy parecidas en los cuatro casos en donde ocurrio lo

anterior.

La enzima comercial logré una mayor sintesis de acetato de isoamilo, siendo tres
veces mayor a la reportada por el biocatalizador producido por fermentacion en

medio solido en nuestro trabajo.

La sintesis lograda por el biocatalizador molido fue ligeramente superior a la
observada con el biocatalizador sin moler, lo que puede sugerir que al disminuir el
tamafio de particula, se mejor6 la trasferencia de masa. Romero et al. 2007
realizaron un estudio para la sintesis de acetato de isoamilo catalizada por
Novozym 435 en hexano para evaluar el efecto de la velocidad de agitacion sobre
la transferencia de masa. Estos autores observaron que, al incrementar la
velocidad de agitacién no se mejoré la transferencia de masa y concluyeron que la
reaccion no estuvo influenciada por la transferencia de masa, sino que estuvo

controlada por la cinética enzimética.

Otro factor importante en las reacciones de sintesis catalizada por lipasas, es el
contenido de agua en el sistema. En los estudios anteriores, el contenido de agua
en la reaccion no se control6. Para tratar de controlar el contenido de agua en el
biocatalizador se prepararon soluciones saturadas de diferentes sales con un
contenido de agua conocido (Tabla 3). Estas soluciones se colocaron en
recipientes herméticos y dentro de los recipientes se coloc6 el biocatalizador, para

equilibrar su contenido de agua con el de la solucién saturada; bajo estas
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condiciones se dejo equilibrar al biocatalizador por 60 horas y finalmente se midi6

la actividad de agua (Ay) y el contenido de humedad en el biocatalizador (Tabla 5)

Tabla 3. Actividad de agua de diferentes soluciones saturadas

Compuesto Aw

MgCl, 0.36
Ca(NOs),  0.582
NaCl 0.748
NaNOs 0.77
K»SO4 0.98
H,0 1.00

Tabla 5. Actividad de agua y porcentaje de humedad del biocatalizador, después de equilibrar con
soluciones saturadas de diferentes sales.

Compuesto Aw Humedad

(%)
Biocatalizador 0.248 0.95
MgCl, 0.248 0.57
C&(NOg)z 0.221 0.56
NacCl 0.294 0.59
NaNOs3 0.282 0.81
KoSOy4 0.948 4.76
H,O 0.974 5.62

Para este estudio, los sustratos en hexano se deshidrataron con Na,SO,4 por 12 h.
En la Figura 10 se observa que el contenido de agua en el sistema de reaccion es
muy importante, ya que al tener actividades de agua en el biocatalizador de 0.948
y 0.974 y porcentajes de humedad de 4.76 y 5.62, respectivamente, no se detecta

actividad de sintesis.

Al disminuir la actividad de agua y el contenido de humedad es posible observar la
sintesis de acetato de isoamilo; sin embargo, no se observan diferencias en la

sintesis de acetato de isoamilo al equilibrar el biocatalizador con las diferentes
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soluciones saturadas en sales. Esto puede deberse a que la actividad de agua y el
porcentaje de humedad fueron muy parecidos, lo que da como resultado, niveles
de sintesis similares en todos los casos, con conversiones alrededor del 10%,

para todas las condiciones en donde procede la reaccion.

dFh oo

12 4
10 4
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Figura 10. Efecto de la actividad de agua sobre la sintesis de acetato de isoamilo, con
biocatalizador equilibrado a diferentes actividades de agua. Reaccion en viales de 1.5 mL sin
agitacion.

Los estudios anteriores se realizaron con el biocatalizador producido por la cepa
13a (Rhizopus homothallicus); sin embargo, esta cepa pertenece a una coleccién
de siete cepas aisladas de pulpa de coco, por lo que se decidi6 evaluar la
actividad de sintesis de las siete cepas. Para esto, se utilizaron los
biocatalizadores deshidratados producidos por las cepas 13blV, 19, 56clV, 23alV,
13a, 43alV y 9a. Se pesaron 100 mg de cada biocatalizador en viales de 1.5 mL,

se adicionaron 0.75 mL de acetato de etilo 100 mM y 0.75 mL de alcohol

isoamilico 100 mM (disueltos en hexano) previamente deshidratados con sulfato
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de sodio por 24 h. Los viales se incubaron a 45°C por 48 h. Finalmente, se

tomaron muestras para su analisis por CG.

En la Figura 11, se puede observar que bajo las mismas condiciones de reaccion,
los biocatalizadores que mostraron una mayor actividad de sintesis fueron los
producidos por la cepa 43alvV (Rhizopus microsporus) y la cepa 9a,
aproximadamente el doble de lo alcanzado por las tres cepas en donde se detectd

actividad de sintesis (cepa 13blV, 23alV y 13a).

25 4

20 4

10 1

Acetato de isoamilo (mM)

0 T T T T T T 1
13bIV 19a 56clv 23alV 13a 43alV 9a

Figura 11. Sintesis de acetato de isoamilo empleando los biocatalizadores obtenidos por FMS de
siete cepas de hongos (13blV, 19, 56clV, 23alV, 13a, 43alV y 9a), en viales de 1.5 mL incubados a
45°C sin agitacion durante 48 h.

En consideracion a estos resultados, se decidio utilizar los biocatalizadores
producidos por las cepas 43alV 9a y 13a, para evaluar el efecto de la
concentracion del biocatalizador sobre la sintesis de acetato de isoamilo. Se
pesaron 100, 300 y 500 mg de cada biocatalizador en viales de 1.5 mL, se

adicionaron 0.70 mL de acetato de etilo 100 mM y 0.70 mL de alcohol isoamilico
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100 mM (disueltos en hexano) previamente deshidratados con sulfato de sodio por
24 h. Los viales se incubaron a 45°C por 48 horas sin agitacion. Finalmente, se

analizaron por CG.

Se observdé que, al aumentar la concentracion de biocatalizador producido
empleando las tres cepas, aumento la concentraciobn de acetato de isoamilo,
logrando la mayor concentracion del producto con 500 mg de biocatalizador

producido por la cepa 43alV (Rhizopus microsporus) (Figura 12).

Acetato deisoamilo (mM)
=
wn
I

100 300 500

Biocatalizador (mg)

Figura 12. Efecto de la concentracién del biocatalizador, producido por las cepas de hongos 13a
(m), 9a (m) y 43alV (=), sobre la sintesis de acetato de isoamilo.

En virtud de esos resultados, se decidio utilizar 500 mg del biocatalizador
producido por la cepa 43alV, para evaluar el efecto de la concentracion equimolar
de sustratos, sobre la sintesis de acetato de isoamilo. Se pesaron 500 mg del

biocatalizador en viales de 1.5 mL, se adicionaron 0.70 mL de acetato de etilo y
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0.70 mL de alcohol isoamilico, para lograr diferentes concentraciones finales de
cada sustrato (50, 100, 250, 500, 800 y 1000 mM). Las soluciones de los sustratos
se realizaron en hexano, previamente deshidratados con sulfato de sodio por 24 h.
Los viales se incubaron a 45°C por 48 h sin agitacion. Finalmente, se analizaron

por CG.

La reaccion de sintesis empleando el catalizador producido por la cepa 43alV,
tuvo un comportamiento similar al reportado para la cepa 13a; ya que, la
concentracion de acetato de isoamilo aumenté al aumentar la concentracion
equimolar de sustratos (Figura 13) y se alcanzé la mayor produccién de acetato de
isoamilo, cuando la concentracion fue de 1 M; sin embargo, al igual que el
biocatalizador producido por la cepa 13a, la mayor de conversién (80%) se
alcanzo a bajas concentraciones de sustratos (50 mM) y disminuye, al incrementar
la concentracién hasta llegar al 20% de conversion cuando la concentracién de

sustratos fue de 1 M (Figura 13).

Es importante mencionar que se lograron conversiones del 80% con un
biocatalizador producido por fermentacion en medio soélido, aplicado directamente
al medio de reaccion, con un tiempo de reaccion de 48 h. Krishna et al. (2001),
usaron una lipasa comercial (Lipozyme IM-20) para catalizar la sintesis de acetato
de isoamilo, evaluaron el efecto de la concentracion de sustratos sobre la sintesis
y observaron un comportamiento muy similar al reportado en este trabajo. Los
autores lograron elevadas conversiones (mayores a 90%) a concentraciones bajas

de sustrato (60 mM) y disminuy6é drasticamente (menos de 12%), cuando la
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concentracion fue de 1M, el tiempo para alcanzar estas conversiones con

Lipozyme IM-20 fue de 72 h, 24 h mas al tiempo reportado en este trabajo.

Por otro lado, Romero et al. (2005) evaluaron diferentes enzimas comerciales
(Novozym 435, Lipozyme RM-IM y lipozyme TL-IM) para catalizar la sintesis de
acetato de isoamilo en hexano como medio de reaccion, observaron que la enzima
Novozym 435 logré los mejores resultados al tener conversiones cercanas al
100% en 2 h de reaccion, a concentraciones relativamente elevadas de sustratos

(0.8M).

Las lipasas comerciales son ampliamente usadas en sintesis de compuestos de
alto valor agregado; estos procesos se realizan usualmente en medios organicos
con poca cantidad de agua. Desafortunadamente, la reproducibilidad de los
resultados no es muy buena aunque las lipasas sean proporcionadas por el mismo
distribuidor. Este comportamiento se debe a las diferentes concentraciones
(cantidad) de lipasas en cada preparacion o por la presencia de diferentes
isoenzimas (calidad) en el biocatalizador (Dominguez de Maria et al., 1999). Otra
causa para la falta de reproducibilidad puede ser la presencia de algunas otras
enzimas hidroliticas, como las esterasas en las preparaciones comerciales

(Sanchez et al., 1999).

Estas pueden ser las razones que expliquen la diferencia en los tiempos de
reaccion para las preparaciones enzimaticas Novozym 435 (Romero et al., 2005) y
Lipozyme IM-20 (Krishna et al., 2001), comparados con el biocatalizador usado en

este trabajo.
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La sintesis de oleato de heptilo es una prueba sencilla que se usa para comparar
las capacidades de sintesis de extractos crudos de lipasas, siendo la reaccién
selectiva para lipasas, excluyendo a las esterasas y las proteasas, las cuales no

son activas en esta reaccion de esterificacion (Dominguez de Maria et al., 2002).
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Figura 13. Efecto de la concentracion equimolar de sustratos sobre la sintesis (¢) y la conversion
(m) de acetato de isoamilo empleando el biocatalizador producido por la cepa 43alV y usando
viales de 1.5 mL incubados a 45°C sin agitacion durante 48 h.

La conversidon alcanzada (80%) con el biocatalizador producido por fermentacion
en medio solido que cataliza la sintesis de acetato de isoamilo en hexano como
medio de reaccion, es comparable con las reportadas para enzimas comerciales
(Krishna et al., 2001, Romero et al., 2005, Romero et al., 2007), incluso, el tiempo
de reaccion (48 horas), fue menor al reportado para algunas lipasas comerciales
(Krishna et al., 2001) y esto resulta de gran importancia en el contexto de este
proyecto por tres razones principalmente: 1) Se demostr6 que mediante la

fermentacién en medio solido con soportes inertes se pueden producir sélidos
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fermentados, que mediante una sencilla etapa de deshidratacion dan lugar al
biocatalizador con actividad enzimética y con menos del 1% de humedad, factor
importante para este tipo de reacciones, 2) se demostré también, que no son
necesarios procesos de purificacion o inmovilizacion, el biocatalizador se puede
aplicar directamente para catalizar reacciones de transesterificacién presentando
conversiones elevadas (80%), y 3) el biocatalizador es estable y mantiene su

actividad en disolventes organicos como el hexano, al menos por 48 h.

Con el objetivo de evaluar el potencial que tiene el biocatalizador producido por
fermentacién en medio sélido, surge una pregunta importante ¢cémo mantener
conversiones elevadas y al mismo tiempo disminuir el tiempo de reaccién?
Primero es importante diferenciar entre lipasas y esterasas, las primeras tienen
mayor afinidad por acido grasos de cadena larga, mientras que las esterasas
prefieren acidos grasos de cadena corta (Bornscheuer, 1999), tomando en cuenta
esta condicion, una alternativa, es llevar a cabo una reaccion de esterificacion
entre un acido graso de cadena larga (acido oleico) y un alcohol de cadena corta
(etanol), de esta manera se privilegiaria la actividad lipasas sobre las esterasas y
otras hidrolasas que posiblemente se encontraran en el biocatalizador producido
por fermentaciéon en medio sélido y se avaluaria el potencial del biocatalizador

para catalizar este tipo de reaccion.

6.4 Sintesis de oleato de etilo

La gran variedad en las propiedades de los diferentes ésteres, hacen de éstos una

de las clases mas importantes de compuestos organicos con aplicacion comercial
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(Foresti et al., 2005). Se emplean ampliamente en la preparacion de perfumes,
cosmeéticos, detergentes, saborizantes y farmacos (Bauer et al., 1990); también,
son ampliamente utilizados como solventes, plastificantes, biocombustibles y

lubricantes (Gandhi et al., 1995).

En particular, el oleato de etilo es utlizado como aditivo biolégico, como
plastificante, como agente resistente al agua y para fluido hidraulico (Hazarika et
al., 2002). Los ésteres no se encuentran disponibles en grandes cantidades en las
fuentes naturales para su extraccion y por lo general, son costosas para su
aplicacién comercial (Radzi et al., 2006). Por esta razon, a pesar de los problemas
que se presentan al utilizar dichos procesos, muchos de los ésteres usados

comercialmente son de origen sintético (Trani et al., 1991).

Recientemente, la produccion biotecnolégica de ésteres utilizando lipasas ha
recibido gran atencion, esto debido a que las condiciones de operacion son
relativamente moderadas, el alto grado de pureza de los productos y la aceptacion

de estos en la industria de alimentos (Trubiano et al., 2007).

6.4.1 Estudios preliminares

En esta etapa se realizé la sintesis de oleato de etilo en viales de 1.5 mL sin
agitacion y en un mini-reactor de 10 mL con agitacibn magnética. Para esta etapa,

se utilizo el biocatalizador producido por la cepa 43alV (Rhizopus microsporus).
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6.4.1.1 Sintesis de oleato de etilo en viales sin agitacion

Tomando como base los resultados sobre la sintesis de acetato de isoamilo, los
primeros estudios para la reaccion de esterificacion entre acido oleico y etanol se
llevaron a cabo en viales de 1.5 mL sin agitacion a 45°C. En esta primera etapa se
utilizaron el biocatalizador producido por la cepa 43alV, la enzima comercial
Lipozyme RM-IM y un blanco que se mantuvo bajo las mismas condiciones pero

en lugar de biocatalizador contenia Unicamente agrolita sin fermentar.

Tomando como referencia los datos de la sintesis de acetato de isoamilo, en esta
primera parte se estudio el efecto de la relacion equimolar de sustratos (1:1) y el

efecto de un exceso de etanol (1:5) sobre la reaccidn de esterificacion.

En la Figura 14a se presenta el consumo de &cido oleico (como consecuencia de
la reaccion de esterificacion) en funcion del tiempo y del tipo de biocatalizador
utilizado. Se observa que, la relacion de sustratos (acido oleico/etanol) juega un
papel importante en la esterificacion por el biocatalizador. A concentraciones
equimolares (50 mM de ambos sustratos), no se observa consumo del &acido
oleico. La causa de este comportamiento no es muy clara; es posible que la
cantidad de agua contenida en el biocatalizador (1-2% de humedad) interaccione
con el etanol y disminuya la concentracién de sustrato en el medio de reaccién,

modificando de esta manera la relacién molar de sustratos.

Sin embargo, dado que bajo las mismas condiciones, la enzima comercial si logré
llevar a cabo la reaccion de esterificacion, disminuyendo la concentracién de acido

oleico hasta en un 90%, no parece que esta sea la razon para la nula actividad del
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biocatalizador producido en FMS y es posible que esta falta de actividad esté

relacionada con la limitacion de sustratos, en este caso de etanol.

Al incrementar la concentraciéon de etanol a 250 mM (relacion de sustratos 1:5), el
biocatalizador producido en FMS logré utilizar el 100% del acido oleico en 24 h de
reaccion; mientras que, la enzima comercial alcanzé este mismo porcentaje a las

72 h de reaccioén (Figura 14b).

La actividad de hidrolisis de la lipasa preparada por FMS y de la enzima comercial
fueron 75 y 130 U/gms, respectivamente; sin embargo, la cantidad del
biocatalizador utilizado en cada ensayo fue de 500 mg para el biocatalizador
producido por FMS y 100 mg para la enzima comercial, es posible que esta
diferencia en la cantidad de catalizador sea la responsable de la menor velocidad

de reaccién con la enzima comercial (Figura 14b).
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Figura 14. Consumo de acido oleico durante la reaccion de sintesis de oleato de etilo con el
biocatalizador producido por FMS (m), la enzima comercial Lipozyme TL-IM (A) y un blanco de
reaccion (#). Con relacion equimolar de sustratos (a) y con relacion de sustratos 1:5 (b) en viales
sin agitacién a 45°C.

6.4.1.2 Sintesis de oleato de etilo en un mini reactor agitado

Como se pudo observar en la Figura 14b, el consumo de &cido oleico a las 24 h de
reaccion fue total (100%). Con el fin de verificar si el &cido oleico se consumia
antes de las 24 h de reaccion, se realizo una cinética mas detallada. La cinética se
llevé a cabo en viales de 1.5 mL sin agitacién a 45°C con 0.5 g de biocatalizador y

0.7 mL de cada sustrato (acido oleico 100 mM y etanol 500 mM), tomando

muestras cada 5 h.

En este estudio se observo que después de 5 h de reaccion la concentracion de
acido oleico disminuyé mas del 90% y se mantuvo constante durante las 25 h de
ensayo. En funcion de estos resultados, se decidié utilizar un mini reactor agitado

(de 10 mL) para la sintesis de oleato de etilo.

La reaccion en el mini reactor agitado se llevé a cabo con 0.15 g de biocatalizador

y 4 mL de cada sustrato (acido oleico 50 mM y etanol 250 mM) a 45°C, tomando
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muestras a los 0, 10, 20, 30, 90 y 210 minutos. En la Figura 15 se observa un

consumo de acido oleico de casi 100% a los 90 min de reaccion .

Este resultado es de gran importancia, porque se establecieron las condiciones
estandares para la reaccion de esterificacion entre acido oleico y etanol, logrando
conversiones y tiempos de reaccién comparables a los alcanzados por enzimas
comerciales (Torres y Otero, 1999, Yadav y Trivedi, 2003). Tal vez la importancia
de este resultado radica en el hecho de que se trata de un biocatalizador
producido por fermentacion en medio solido que sin procesos de purificacion o
etapas de inmovilizacion se aplic6 directamente en la reaccidén de esterificacion
entre acido oleico y etanol y resulté no sélo capaz de llevar a cabo la reaccién sino
ademas ser estable a la temperatura de trabajo (45°C) durante el tiempo del

estudio (210 minutos)
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Figura 15. Cinética del consumo de &cido oleico durante la sintesis de oleato de etilo, empleando
el biocatalizador producido en FMS por la cepa 43alV, con una relacién de sustratos 1:5 (acido
oleico:etanol) en un mini reactor agitado a 45°C.
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6.4.2 Efecto de larelaciéon molar de sustratos

Una vez que se determind que el biocatalizador es capaz de llevar a cabo la
reaccion de esterificacion con elevadas conversiones y en tiempos cortos de
reaccion, se evaluaron diferentes variables que tienen impacto en la reaccion de

esterificacion. Una de estas variables es la relacién molar de sustratos.

El efecto de la relacion molar acido oleico:etanol sobre la reaccion de
esterificacion, se estudio filando la concentracion de acido oleico en 50 mM y
variando la concentracion de etanol de 50 a 450 mM. Todos los experimentos se
realizaron con 1 g de biocatalizador en un reactor en lote de 10 mL con agitacion
magnética. La mezcla de reaccion fue incubada a 45°C por 60 min. La Tabla 6

muestra la velocidad inicial de la reaccién a las diferentes relaciones molares.

Tabla 6. Efecto de la relacién molar de sustratos sobre la velocidad inicial de reaccion catalizada
por el fermento sélido producido por la cepa 43alV en FMS?*

Relacion molar Etanol (mM) Velocidad (mmol/Lmin)

11 50 0.45
1:2 100 0.83
1:2.5 125 0.99
1:3 150 1.52
1:5 250 1.64
1:7 350 1.12
1:9 450 0.53

& Condiciones de reaccién: Reactor con agitacion magnética a 45°C con 1 g de biocatalizador. La

concentracion de acido oleico fue mantenida constante (50 mM)
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La maxima velocidad inicial de reaccién se alcanzé con una relacion molar 1:5
(acido oleico: etanol); de la misma manera. La sintesis de oleato de etilo se ve
favorecida al incrementar la concentracion de etanol en el medio de reaccién hasta
1:5 (Figura 16). Con concentracion de &cido oleico 50 mM y etanol 250 mM se

obtuvo una conversion del 97.8% en 60 min de reaccion.

Es importante mencionar que los solidos fermentados contienen &cido oleico
residual; dependiendo del lote de fermentacion, el contenido de &cido oleico en el
biocatalizador fue de 7.57 mmol/L. Esta concentracion de &cido oleico no afect6 de
manera considerable la velocidad inicial de reaccion ni el porcentaje de

conversion.

Al incrementar la concentracion de etanol hasta 450 mM, el porcentaje de
conversion disminuye hasta 54.8%; este comportamiento puede indicar la
naturaleza inhibitoria del etanol. A la relacion molar 1.5, puede tener lugar la
maxima transferencia de acilo dando lugar al mayor porcentaje de conversion, a
relaciones molares mayores a 1:5. El incremento en la concentracion de etanol
puede dificultar ligeramente la unién del &cido oleico al sitio activo, debido al
aumento de la unién de etanol y por lo tanto disminuir el porcentaje de conversion;
esto sugiere que la transferencia de acilo puede ser afectada por la concentracion

de etanol libre disponible (Krishna et al., 2001).
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Figura 16. Efecto de la relacién molar de sustratos sobre la sintesis de oleato de etilo. Condiciones
de reaccién: 50 mM de acido oleico, 1 g de biocatalizador, 60 min de reaccién a 45°C. La
concentracion de acido oleico se mantuvo constante, modificando la concentracion de etanol para
alcanzar las siguientes relaciones molares: 1:1, 1:2, 1:2.5, 1:3, 1.5, 1:7 y 1:9.

El efecto positivo de un exceso de etanol sobre las reacciones de esterificacion o
transesterificacion se ha reportado anteriormente (Romero et al., 2005, Fernandes
et al., 2007, Torres y Otero, 1999, Yadav y Trivedi, 2003, Kim et al., 2004, Serri et
al., 2006). Sin embargo, el tiempo para alcanzar altos porcentajes de conversion
varia considerablemente, por ejemplo, Fernandes et al. 2007 al estudiar un
sistema muy similar al utilizado en este trabajo y concentraciones de sustrato del
mismo orden de magnitud (70 mM de acido oleico), lograron su mejor nivel de
conversion (94%) después de 18 h de reaccion a 37°C, un tiempo

considerablemente mayor al reportado en este trabajo (97.8 % en 60 min).
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Inclusive, la enzima comercial Novozym 435 (de Candida antarctica B) que
cataliza reacciones de esterificacion con acidos lactico y glicélico, y alcoholes de
cadena larga como sustratos, logré los mayores porcentajes de conversion (95 y
87%) a las 48 y 24 h de reaccion, respectivamente (Torres y Otero, 1999).
Tiempos de reaccion similares se han logrado con enzimas comerciales para
catalizar la reaccion de transesterificacion entre el n-octanol y el acetato de vinilo,
logrando el 82% de conversion en 90 min (Yadav y Trivedi, 2003). Las diferencias
en los porcentajes de conversion y en el tiempo de reaccion pueden estar
asociadas a la actividad catalitica de la enzima; sin embargo, si comparamos la
actividad de la enzima utilizada por Fernandes et al. (2007) y la actividad de la
enzima utilizada en este trabajo (108 y 75 Ul/gms, respectivamente) no es posible
aseverar que las diferencias se deben a este factor, ya que el tiempo de reaccion
para las lipasas producidas por FMS es mucho menor al reportado por Fernandes
et al. (2007), aun cuando en ambos casos, se hayan utilizado los mismos
sustratos (acido oleico y etanol). De igual manera, con la enzima Novozym 435
para catalizar reacciones de esterificacion y de transesterificacion (Torres y Otero
1999, Yadav y Trivedi 2003) se lograron tiempos de reaccién muy diferentes. Esto
sugiere que el tiempo de reaccion y el porcentaje de conversion puede estar
relacionado con diferentes factores tales como: la actividad catalitica de la enzima,
el tipo de enzima, el tipo de reaccion, el tipo de sustratos utilizados y el tipo de

solvente utilizado como medio de reaccion.
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6.4.3 Efecto de la concentracion de sustratos

Para estudiar el efecto positivo del exceso de etanol sobre la sintesis de oleato de
etilo, se realizaron una serie de experimentos aumentando la concentracion de los
sustratos pero manteniendo constante la relacion molar en 1:5, por ejemplo, al
aumentar la concentracion de acido oleico a 70 mM, la concentracion de etanol se
incrementd a 350 mM. Se utilizaron 0.5 gramos de biocatalizador para cada
ensayo y 4.5 ml de cada sustrato. Los estudios se llevaron a cabo en el reactor por
lote con agitacidn magnética a 45°C. En la Tabla 7 se presenta la velocidad inicial

de reaccién para cada condicion.

Tabla 7. Efecto de la concentracion de sustratos sobre la velocidad inicial de sintesis de oleato de
etilo®

Ac. oleico (mmol/L) Etanol (mmol/L) Velocidad (mmol/L min)

10 50 0.082
20 100 0.629
30 150 0.747
40 200 1.236
50 250 1.293
60 300 1.308
70 350 1.79
80 400 1.584
90 450 0.631
100 500 0.526

® Condiciones de reaccion: relacion molar 1:5, 1 g de biocatalizador, 4.5 mL de cada sustrato, 60

minutos de reaccion a 45°C.
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La mayor velocidad de reaccion (1.79 mmol/Lmin) se obtuvo con las
concentraciones de 70 y 350 mM para &cido oleico y etanol, respectivamente; sin
embargo, los porcentajes de conversion considerables (87.8%) se lograron a partir
de concentraciones bajas de sustratos (30 mM para acido oleico y 150 mM para
etanol) y la conversion se incrementd hasta 95.5%, cuando la concentracion fue
de 70 y 350 mM para ambos sustratos (Figura 17). A concentraciones superiores
(90mM:450mM y 100mM:500mM) el porcentaje de conversion disminuy6 hasta

38.1%.

Esta disminucién en la conversién puede estar asociada a las propiedades del
etanol; por una parte, al ser un solvente organico miscible en agua, puede cambiar
la conformacién de la enzima y con ello, la pérdida de la actividad (Heidari et al.,
2007) y por otro lado puede actuar como un inhibidor competitivo bloqueando el
sitio que normalmente esta destinado para el proceso de acilacion (Zaidi et al.,

2002).
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Figura 17. Efecto de la concentracidon de sustratos sobre la esterificacion de 4cido oleico y etanol,
con 1 g de biocatalizador producido por FMS con la cepa 43alV, incubando con agitacién

magnética a 45°C durante 60 min de reaccién, en 9 mL de medio de reaccion.
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6.4.4 Efecto de la concentracion del biocatalizador sobre la sintesis de oleato

de etilo

Los estudios se realizaron bajo las condiciones mencionadas, para la reaccion
estandar (seccion 6.3.1.2) y diferentes niveles de enzima (de 0.2 a 1.6 g). En la

Figura 18 se muestran los resultados para 60 min de reaccion.
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Figura 18. Efecto de la concentracion del biocatalizador en la velocidad inicial de reaccion (¢) y
sobre la conversion (m) de oleato de etilo. Condiciones de reaccién: acido oleico 50mM, etanol 250
mM, 60 min de reaccion a 45°C, en 9 mL de medio de reaccion.

El porcentaje de conversion se incrementé al aumentar la cantidad de
biocatalizador hasta alcanzar un valor maximo alrededor de 95% cuando la
cantidad de biocatalizador fue de 0.6 g. Posteriormente, la conversion permanece
constante al aumentar la concentracibn de biocatalizador. Aunque este
comportamiento ha sido previamente reportado (Foresti et al., 2005, Gandhi et al.,
1995, Krishna et al., 2001), no se ha demostrado la razén por la que no se alcanza
el 100 % de conversion de sustratos. Esto puede deberse a la constante de

afinidad de la enzima. Gandhi et al. (1995) propusieron que los sitios activos de las
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enzimas presentes en exceso pueden no estar expuestos a los sustratos, evitando

que la reaccion se lleve a cabo.

La Figura 18 también muestra la velocidad inicial de reaccién en funcion de la
concentracion de biocatalizador, observando una respuesta lineal de la velocidad

al incrementar la concentracion de enzima.

6.4.5 Efecto de latemperatura sobre la sintesis de oleato de etilo

El efecto de la temperatura sobre la sintesis de oleato de etilo catalizada por las

lipasas producidas por FMS también fue estudiada (Figura 19).
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Figura 19. Efecto de la temperatura sobre la sintesis de oleato de etilo. Condiciones de reaccién:
50 mM de éacido oleico, 250 mM de etanol (disueltos en hexano), 1 g de biocatalizador, periodo de
incubacion 60 minutos en 9 mL de medio de reaccion.

La temperatura de incubacion tiene gran influencia en las reacciones catalizadas
por enzimas. La temperatura puede afectar tanto la tasa de esterificacion como la
eficiencia de conversion de producto. En la Figura 19 se presenta el porcentaje de

conversion de oleato de etilo en funcion de la temperatura de reaccion. De 30 a 55
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°C se obtuvo una conversion cercana al 100 %; sin embargo a 60 °C la conversién

disminuyo hasta el 28%. Esto pudo ser debido a la desnaturalizacion de la enzima.

La Figura 20 muestra las velocidades iniciales de reaccion en funcién de la
temperatura empleando el biocatalizador obtenido por FMS de la cepa Rhizopus
microsporus 43alV. A partir de estos valores, se calculé la energia de activacion
utilizando la ecuacion descrita por Nielsen et al. (2003). La energia de activacion
calculada fue de 37.3 KJ/mol; la cual fue similar a la reportada por Zaidi et al.
(2002) para la esterificacion de acido oleico con alcohol oleico que resulté de 38
KJ/mol. Estos valores pueden ser considerados tipicos para procesos

biocataliticos limitados por la reaccion (Zaidi et al., 2002).

Estudios mas detallados sobre los efectos de la transferencia de masa en la
reaccion de esterificacion de acido oleico y etanol, concluyen que la resistencia a
la transferencia de masa no es importante y puede ser despreciable por lo que se
puede considerar que el sistema se encuentra controlado por la reaccion

(Trubiano et al., 2007).
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Figura 20. Efecto de la temperatura sobre la velocidad inicial de reaccién empleando el
biocatalizador obtenido por FMS de la cepa Rhizopus microsporus 43alV. Condiciones de reaccion:
50 mM de éacido oleico, 250 mM de etanol, 1 g de biocatalizador, periodo de incubacion 60 min.

6.5 Estimacion de los pardmetros cinéticos

La estimacion de los parametros cinéticos se realiz6 mediante dos series de
experimentos; en la primera serie se fijo la concentracién de &cido oleico y se
estudiaron diferentes concentraciones de etanol; para la segunda serie de
experimentos se mantuvo constante la concentracion de etanol variando la
concentracion de acido oleico (Tabla 8).

Para la estimacion de los pardmetros cinéticos se utilizd la ecuacion para el
mecanismo de reaccidon Ping Pong Bi Bi que es el mecanismo considerado por
diferentes autores que describe la accion catalitica de las lipasas
independientemente de que reaccion catalizan (esterificacion, interesterificacion,
transesterificacion, etc.) (Tsai y Chiang, 1991; Marty et al., 1992; Garcia et
al.,1999). Se realiz6 una regresién no lineal con el programa Polymath 6.0 para

obtener los parametros cinéticos.
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Figura 21. Ecuacion para el mecanismo de reaccién Ping Pong BiBi con inhibicion por los dos
sustratos.

Tabla 8. Concentraciones de acido oleico y etanol empleadas para los estudios de sintesis de
oleato de etilo

Ac.oleico(mM) 50 50 50 50 50 10 30 40 50 70

Etanol (mM) 100 150 200 250 300 250 250 250 250 250

Las velocidades iniciales para ambas series de experimentos se muestran en la
Figura 22 y la Figura 23. Se observa que en ambos casos, la velocidad inicial de
reaccion se incrementa al incrementarse la concentracion de cada sustrato, hasta
que se mantiene mas o menos constante a partir de 150 mM, para el caso de
acido oleico constante. La Tabla 9 muestra los parametros cinéticos para la

reaccion de esterificacion de diferentes concentraciones de sustratos.
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Figura 22. Velocidad inicial de reaccién manteniendo la concentracién de acido oleico constante
50mM, en un mini reactor con agitacion magnética, 0.5 g de biocatalizador incubado a 45°C.
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Figura 23. Velocidad inicial de reaccion manteniendo la concentracion de etanol constante 250mM,
en un mini reactor con agitacion magnética, 0.5 g de biocatalizador incubado a 45°C.

Los parametros cinéticos obtenidos fueron: Vma=2.247 mmol/Lmin, Kwcoon)=
19.529 mM, Kmon= 101.997 mM y Kjon= 237.968 mM. Basados en estos
resultados, se propone que la afinidad de la enzima hacia el 4cido oleico es mayor
que para el etanol, comportamiento reportado anteriormente (Chulalaksananukul
et al.,, 1990, Marty et al.,, 1992). Sin embargo, el valor para cada constante de
afinidad o inhibicion puede variar considerablemente aun tratandose de los
mismos sustratos, como se puede apreciar en la Tabla 9 columnas b y d. Estas
diferencias pueden ser explicadas por el origen del biocatalizador, ademas del

medio de reaccion utilizado.

Con los parametros cinéticos obtenidos mediante la regresién no lineal y la
ecuacién del mecanismo Ping Pong Bi Bi, se calcularon datos de velocidad y se
compararon con los valores experimentales. La Figura 24 y la Figura 25 muestran

el ajuste logrado con los pardmetros cinéticos calculados (R?=0.94).

Sintesis de ésteres en continuo con lipasas producidas por FMS 90



Resultados y discusion
]

1.4

1.2 *

Velocidad (mmol/Lmin)

D T T T T T T T T 1
0 10 20 30 40 50 60 70 80 90

Acido oleico (mM)

Figura 24. Velocidad inicial de reaccion experimental (¢) y calculada (—), manteniendo la
concentracién de etanol constante 250mM, en un mini reactor con agitacion magnética, 0.5 g de
biocatalizador incubado a 45°C.
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Figura 25. Velocidad inicial de reaccién experimental (¢)y calculada (—), manteniendo la
concentracion de acido oleico constante 50mM, en un mini reactor con agitacion magnética, 0.5 g
de biocatalizador incubado a 45°C.
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Tabla 9. Parametros cinéticos para la reaccion de sintesis de oleato de etilo catalizada por lipasas
producidas por FMS.

Acido Oleico Oleico Oleico Laurico Butandico Oleico Oleico
Alcohol Metanol® Etanol® Butanol® Butanol® Oleico® Etanol® Etanol®
Vmax 0.57 0.009 0.19 0.45 0.38 342 2.247
(mol/gh) (mmol/Lmin)
Kmcoony 33 170 380 650 760 120 19.529
(mmol/L)

Km(on) 34 180 190 100 280 190 101.997
(mmol/L)

Kicoom) 710 530 780 90 520

(mmol/L)

Kion 3 58 230 15 230 40 237.968
(mmol/L)

2 Ramamurthi y McCurdy (1994), ® Marty et al. (1992), © Zaidi et al. (2002), © Chulalaksananukul et

al. (1990), © Este trabajo.

Cuando se utilizan como sustratos &cido oleico y un alcohol de cadena corta como
metanol o etanol, se mantiene una tendencia (Tabla 9); por ejemplo, en las
columnas a, b, d y e, los valores de Kycoony Son ligeramente menores al valor de
Kmon) (para las columnas d y e, la diferencia es mayor), esto indica la mayor
afinidad que tiene la enzima por el acido graso, si consideramos que el primer
paso de la reaccion catalizada por lipasas es la unién del &cido graso a la enzima.

Es reconocido que tanto los acidos grasos como los alcoholes tienden a inhibir las
reacciones catalizadas por lipasas (Manjon et al., 1991; Miller et al., 1991; Rizzi et
al.,, 1992; Garcia et al., 1999); sin embargo, cuando se trata de alcoholes de
cadena corta (metanol, etanol), su efecto inhibitorio es mayor que el ocasionado

por acidos grasos de cadena larga, como el acido oleico (Martinez et al., 2008).
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Esto se puede apreciar en las constantes de inhibicion (K;) para las columnas a, b,
d y e en donde la Kjony €s menor a la Kjcoon.

Cuando la longitud de la cadena del alcohol aumenta (columna c) ocurre un
fendbmeno que no esta bien claro; por un lado las Kynony Son menores a las
Km(coon), €sto indicaria que bajo estas condiciones, la enzima tiene mayor afinidad
por el alcohol; sin embargo, las Kjony Son menores a las Kjcoony 10 que refleja el

mayor caracter inhibitorio del alcohol.

6.6 Sintesis de oleato de etilo en lotes sucesivos

Para procesos a gran escala, la reutilizacion de enzimas es importante en
términos de la economia del proceso. El nimero de ciclos o lotes que se puede
usar la enzima sin una pérdida de actividad importante, es una medida de la
estabilidad de dicha enzima. Esta estabilidad esta dada por diferentes factores,

uno de los principales es el tipo de inmovilizacién.

Una de las principales ventajas de utilizar enzimas inmovilizadas, ademas de
mejorar la estabilidad de la enzima, es la posibilidad de reusar el biocatalizador.
Sin embargo, para reutilizar la enzima se tiene que realizar un proceso de
reacondicionamiento del medio entre ciclos de reaccion. Por ejemplo, si la
reaccion que cataliza la enzima es una esterificacion se produce agua durante la

reaccion, que puede disminuir la actividad de la enzima.

Yu et al. (2004) estudiaron la actividad y enantioselectividad de una lipasa
comercial producida por Candida rugosa inmovilizada en resinas macro porosas

para la resolucion de ibuprofeno en isooctano. Las lipasas comerciales
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inmovilizadas fueron liofilizadas por al menos 8 h entre cada ciclo de reaccién para
remover el agua y poder reutilizarlas; de esta manera, observaron una minima
pérdida de actividad para los primeros cuatro ciclos. Después de 10 ciclos, perdio

5% de actividad y después de 20 ciclos solo perdio 10% de actividad.

En este trabajo, se utilizd el biocatalizador obtenido directamente de la
fermentacién en medio sélido previa deshidratacion con aire seco (ver seccién
6.2). Es decir, el biocatalizador asi producido no fue sometido a protocolos de
inmovilizacion. El objetivo de llevar a cabo lotes sucesivos fue, ademas de evaluar
la estabilidad del biocatalizador, cuantificar la pérdida de actividad debida a la
liberacién de enzima del biocatalizador y/o a la acumulacion de agua en el sistema

de reaccion.

Primeramente, se llevaron a cabo estudios preliminares en un mini reactor de 10
mL con agitacion magnética a 45°C. Al reactor se adicionaron 4.5 mL de cada
sustrato (acido oleico, etanol) manteniendo una relacién molar 1:5, se incubaron a
45°C por 15 min; para iniciar la reaccion se adicionaron 0.5 gramos de
biocatalizador. Al final de cada ciclo de reaccion (60 min), se adicionaron sustratos
nuevos al mismo biocatalizador sin algun proceso de reacondicionamiento. En la
Figura 26 se observa que la conversion disminuye en cada lote. Después de
cuatro ciclos de reaccion se obtiene 60% de conversion de acido oleico. Esta
disminucién pudo ser debida a la pérdida de enzima por la ruptura del

biocatalizador debida a la agitacion mecanica.
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Figura 26. Eficiencia de conversién durante la sintesis de oleato de etilo en lotes sucesivos en un
minireactor con agitacion magnética. Relacién molar de sustratos 1:5, acido oleico 50 mM y etanol
250 mM, con 0.5 gramos de biocatalizador a 45°C.

Para eliminar las posibles interferencias causadas por el mecanismo de agitacion
y la toma de muestra, se decidio utilizar frascos de 20 mL, agitados en un agitador
orbital a 200 rpm. A cada frasco se le adicionaron 10 mL de sustratos con una
relacion molar 1:5, se incubaron en una estufa a 45°C por 15 min; posteriormente,
se agregaron 0.5 gramos de biocatalizador para iniciar la reaccién. Al cambiar el
sistema de agitacion, la conversion bajé al 60% en el primer ciclo (Figura 27). En
el segundo ciclo se obtuvo una reduccién del 20% en la conversion de &cido
oleico. Posteriormente, la conversiébn se mantuvo practicamente constante en los
ciclos 3 y 4. A pesar de que el cambio en el sistema de agitacion redujo la
velocidad de conversion (65% de conversion en una hora), ésta se mantuvo

constante a partir del 2° ciclo.
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Figura 27. Sintesis de oleato de etilo en lotes sucesivos en frascos de 20 mL agitados en un
agitador orbital. Relacion molar de sustratos 1:5, con 0.5 gramos de biocatalizador a 45°C.

Para mejorar la conversién, se mantuvieron las mismas condiciones y se
incrementod la cantidad de biocatalizador adicionado a los frascos 1.5 g. Al mismo
tiempo, se aumentdé el numero de ciclos para evaluar la estabilidad del

biocatalizador y la pérdida de actividad.

Se observé un incremento a mas del 90% en la conversion inicial (ciclo 1);
ademas, como se observo en los estudios anteriores, a partir del segundo ciclo
hubo una disminucion en la actividad, pero se mantuvo mas o menos constante

alrededor del 60% por 7 ciclos de reaccion (Figura 28).

Sintesis de ésteres en continuo con lipasas producidas por FMS 96



Resultados y discusion

100

80 -

60 -

40 -

Conversion (%)

20 -

s
N
w
S
Ul
[=)]
~
00

Figura 28. Sintesis de oleato de etilo en lotes sucesivos en frascos de 20 mL agitados en un
agitador orbital. Relacion molar de sustratos 1:5, con 1.5 gramos de biocatalizador a 45°C.

Existen al menos dos factores que pudieron contribuir para disminuir la conversion
en este sistema. Debido a que se trata de una reaccion de esterificacion y que uno
de los productos que se forma continuamente durante la reaccion es agua, que
deberia ser eliminada del medio de reaccion en cada ciclo, para evitar el efecto
negativo de la acumulacion de agua sobre la reaccion de sintesis (Xu et al., 2002;
Krishna et al., 2001; Dave y Madamwar 2005; Marty et al., 1997; Rahman et al.,
2011). Ademas del agua, la concentracion de etanol también tiene una influencia
importante, ya que al alcanzar ciertos niveles, alrededor de 200 mM, la actividad

enzimatica podria ser afectada (Carta et al., 1992).

Es importante sefialar que la estabilidad de este biocatalizador o el numero de
ciclos que mantiene conversiones elevadas, es comparable a los obtenidos con

enzimas que se han sometido a procesos de inmovilizacion o incluso a enzimas
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comerciales, que ademas, reciben un reacondicionamiento antes de cada ciclo de
reaccion. Por ejemplo, Dave y Madamwar (2006) utilizaron una lipasa producida
por Candida rugosa inmovilizada en un polimero de alcohol polivinilico (PVA),
alginato y acido borico, para catalizar la sintesis de hexanoato de etilo en
isooctano. Ellos observaron que el proceso de inmovilizacién incrementd la
estabilidad térmica de la enzima y ademas se pudo reutilizar hasta por 10 ciclos

con una retencién completa de la actividad.

En otro caso Krishna et al. (2001) utilizaron una enzima comercial (Lipozyme IM-
20) para catalizar la sintesis de acetato de isoamilo. En ese trabajo, se llevo a
cabo un proceso de acondicionamiento de la enzima entre cada ciclo. Primero se
filtré y se lavo con solvente fresco y posteriormente, se eliminé el solvente antes
de reutilizar el biocatalizador. Ellos observaron que la concentracion de sustratos
tuvo un fuerte impacto en la reutilizacion de la enzima. Cuando la concentracion
de sustratos fue de 0.06 M, la enzima se pudo reutilizar hasta 10 veces,
manteniendo un 85% de conversion. Cuando la concentracion de sustratos fue
incrementada a 1.0 M, la actividad cay6 draméaticamente después de 2 ciclos Esto
ocurrio si la relacion molar fue de 1:1 (alcohol:acido), al incrementar la relacién
molar a 8:1, la actividad permanecié estable en 80% y la enzima se pudo reutilizar

hasta por 10 ciclos.

Los resultados obtenidos con el biocatalizador producido por fermentacién en
medio solido son importantes; ya que, éste se aplicé directamente al medio de

reaccion y no se realizd ningun procedimiento para reacondicionar el
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biocatalizador entre ciclos de reaccion; sin embargo, la pérdida de actividad puede
representar un problema, considerando que el objetivo final es aplicar el

biocatalizador en sistemas operando en continuo.

6.7 Sintesis de oleato de etilo en lotes sucesivos modificando la

concentracion de etanol

En la seccion 6.6 se evalud la estabilidad del biocatalizador durante 8 lotes
sucesivos manteniendo constante la concentracion de acido oleico y etanol
durante todos los ciclos. Los resultados obtenidos son interesantes ya que el
biocatalizador mantuvo mas del 60% de actividad después de ocho ciclos de
reaccion de 60 min cada uno. Esta baja conversion pudo ser debida a la alta
concentracion de etanol en la mezcla de reaccion. Por esta razén, decidimos
evaluar el efecto de la concentracion de etanol, pero de un modo diferente al
descrito en la seccion 6.4.2.

Para este estudio se mantuvo constante la concentracion de acido oleico (50 mM)
y la concentracién de etanol se vari6 de 50 a 250 mM. La caracteristica de este
estudio consistio en que el primer ciclo de reaccidén en todos los casos se inicio
con la relaciébn molar 1:5. Esto con la finalidad de tener un exceso de etanol para
esterificar los &cidos grasos presentes en el biocatalizador provenientes de la
hidrolisis del aceite de oliva durante la FMS. Al finalizar el primer lote, se elimind la
fase liquida y se adicioné la mezcla de reaccion para iniciar el segundo ciclo.
Después del primer ciclo de reaccion, se obtuvo mas de 90% de conversion en 60

min (Figura 29). Esta conversion fue similar a la reportada anteriormente usando
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sélidos fermentados como biocatalizador (Martinez-Ruiz et al., 2008). Para las
relaciones &cido oléico:etanol de 1:5y 1:4, el comportamiento fue similar, después
del primer ciclo la conversion disminuyé hasta llegar a 77% en el cuarto ciclo. Si
bien, la pérdida de actividad es relativamente pequefia (14%) esta pudo ser
ocasionada por el exceso de etanol y sus efectos adversos sobre la enzima (Nie et

al., 2006).
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Figura 29. Sintesis de oleato de etilo en lotes sucesivos variando la concentracion de etanol, en
frascos de 20 mL agitados en un agitador orbital, con 1.5 g de biocatalizador a 45°C. (A) 1:1, (m)
1:2, (o) 1:4, (o) 1:5.

Con la relacion molar 1:1, la conversion se incrementd a 94% para el segundo
ciclo (ver Figura 29), pero cay6 de forma importante durante los siguientes ciclos
hasta finalizar con una conversion del 51% en el cuarto ciclo. Dado que en este
caso no hubo etanol en exceso, esta disminucién pudo estar asociada a la

acumulacion de agua producida durante la reaccion favoreciendo la direccion de la

reaccion hacia la hidrélisis (Rahman et al., 2011).
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La relacion molar 1:2 presentd los mejores resultados, cuya conversién aumento
(96%) y se mantuvo constante durante todo el estudio. Este resultado es relevante
por dos razones: 1) Con la metodologia usada se alcanzan conversiones elevadas
que se mantienen constantes durante cuatro ciclos de reaccion, no se observaron
los efectos adversos de la acumulacién de agua o los efectos inhibitorios de
concentraciones altas de etanol. 2) El biocatalizador es estable y se puede
reutilizar sin pérdida de actividad, lo que abre la posibilidad de aplicarlo en
procesos que operan en régimen continuo.

Como se mencion6 anteriormente, con la relacion molar 1:1, la conversion cayé
alrededor del 50% después de cuatro ciclos de reaccién y se atribuyod esta
disminucién, a la acumulaciéon de agua producida durante la reaccion (Rahman et
al., 2011). Para verificar este punto, se evalué la adicion de diferentes cantidades
de tamiz molecular al medio de reaccién, manteniendo la relacibn molar de
sustratos en 1:5 para iniciar la reaccion y a partir del segundo ciclo se fij6 la

relacion molar en 1:1.
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Figura 30. Efecto de la cantidad de tamiz molecular sobre la reaccién de esterificacion en lotes

sucesivos de 60 min cada uno, en frascos de 20 mL agitados en un agitador orbital, con 1.5 g de

biocatalizador a 45°C. Relacion molar inicial (#) 1:5, relacion molar a partir del sugundo ciclo (m)
1:1. Cantidades de tamiz (g): (A) 0.5, (x) 1.0, (-) 1.5, (¢) 2.5 y (+) 3.5.

Como se puede observar en la Figura 30, la conversion se incrementé ligeramente
al aumentar la cantidad del tamiz molecular en el medio de reaccion, paso6 de 51%
sin tamiz molecular a 75% con 3.5 g en el cuarto ciclo de reaccion. Es importante
mencionar que el efecto mas importante de la cantidad de tamiz molecular se ve
reflejado en el segundo ciclo de reaccién, ya que en este ciclo, se alcanz6
practicamente el 100% de conversién en 30 min de reaccién (Figura 31). Después
del segundo ciclo la conversién comenzé a disminuir (Figura 3), posiblemente por
la saturacion del tamiz molecular y no puede seguir eliminando el agua del medio
de reaccion. Posiblemente, adicionando tamiz molecular nuevo en cada ciclo, se
pueda lograr mantener la conversion cercana al 100%; sin embargo, resulta poco

practico si se considera que se comienza con 1.5 gramos de biocatalizador y por

Sintesis de ésteres en continuo con lipasas producidas por FMS 102



Resultados y discusion

ejemplo, al final, de cuatro ciclos se acabaria con 10.5 gramos de tamiz

molecular.
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Figura 31. Efecto de la cantidad de tamiz molecular sobre la reaccion de esterificacion con relacion
molar 1:1, en frascos de 20 mL agitados en un agitador orbital, con 1.5 g de biocatalizador a 45°C.
(#) 1:5, (m) 1:1, (A) 0.5 gramos, (x) 1.0 gramos, (-) 1.5 gramos, (e) 2.5 gramos y (+) 3.5 gramos.

El estudio reportado en la Figura 29 permitié seleccionar la relacion molar de
sustratos (1:2), de tal manera que se lograron conversiones alrededor del 95% por
cuatro ciclos de reaccién y se evitaron los efectos negativos del etanol y del agua
producida durante la reaccién. Manteniendo la relacidén 1:2 se evalué el efecto de
la concentracién de sustratos. El lote inicial para todos los estudios se realizd con
la relacion molar 1:5; a partir del segundo ciclo se varié la concentracion de
sustratos, siempre respetando la relacion molar 1:2. Las concentraciones de &cido
oleico estudiadas fueron 50, 70, 90, 100 y 150 mM y para etanol 100, 140, 180,
200 y 300 mM. Los resultados muestran conversiones elevadas (mas del 90%)

con 50 y 70 mM de acido oleico. Al incrementar su concentracién provoco una
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disminucién importante, hasta alcanzar apenas un 39% de conversion con 150
mM (Figura 32). A pesar de utilizar la relacion 1:2, la concentracion de etanol (300
mM) es mayor a la utilizada previamente en la relacién 1.5 (250mM), lo que pudo

afectar la eficiencia catalitica de la enzima (Carta et al., 1992).
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Figura 32. Efecto de la concentracion de sustratos sobre la reaccién de esterificacion en lotes
sucesivos con relacién de 60 mi cada uno, molar 1:2, en frascos de 20 mL agitados en un agitador
orbital, con 1.5 g de biocatalizador a 45°C. (#) Referencia (50mM:250mM), (m) 50 mM, (A ) 70 mM,

(x) 90 mM, (-) 100 mM y (o) 150 mM.

6.8 Sintesis de oleato de etilo en un reactor de 1L. Estudios preliminares

Se llevd a cabo la reaccion de esterificacion catalizada por lipasas producidas por
FMS, en un reactor de 1L con un volumen de operacion de 250 mL. Primero se
estudié la reacciéon de esterificacion en un sistema operando en lote y

posteriormente, se realizo la reaccion en un sistema continuo.
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6.8.1 Sintesis en lote

Los resultados obtenidos en el mini reactor de 10 mL (seccion 6.4) sirvieron como
referencia para establecer las condiciones en el reactor de 1L, con 250 mL de
volumen de operacién. Las condiciones estandar establecidas en el mini reactor
fueron: relacion molar de sustratos, 1:5, concentracion de sustratos, 50 mM de
acido oleico y 250 mM de etanol, temperatura 45°C, volumen de operacion 9 mL y

0.5 g de biocatalizador.

Las condiciones de operacion como temperatura, relacion molar y concentracion
de sustratos se mantuvieron constantes en el reactor de 1 L. La relacion volumen
de operacion/gramos de biocatalizador también se mantuvo constante con el fin de
obtener conversiones elevadas como las reportadas en la seccion 6.4. EIl volumen
minimo de operacion del reactor fue de 250 mL, por lo tanto, la cantidad de

biocatalizador necesario para este volumen de operacion fue de 12.5 g.

En el reactor se adicionaron 125 mL de cada sustrato manteniendo la relacién
molar 1:5, se incubaron a 45 °C por 15 min a 300 rpm. Para iniciar la reaccion, se
agregaron 12.5 g de biocatalizador. Se tomaron muestras cada 10 min y se

almacenaron en refrigeracion.

Los resultados revelaron que bajo estas condiciones y con 125 g de
biocatalizador, no se alcanza el nivel de conversion logrado en el mini reactor
(seccion 6.4.2), existiendo una disminucién cercana al 20% con respecto a lo
reportado para el mini reactor. Este es un fendbmeno atribuido al cambio de escala

(Buchs, 2001). La disminucion en la conversion y en el funcionamiento del reactor
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debido al cambio de escala puede ser el resultado de una menor eficiencia en el

mezclado y de condiciones hidrodinamicas alteradas (Nunes et al., 2013).

Para contrarrestar este fendbmeno, se evaluaron dos alternativas: aumentar el
tiempo de reaccion e incrementar la cantidad de biocatalizador. Como se muestra
en la Figura 33, fue necesario incrementar al doble el tiempo de reaccion para
alcanzar conversiones cercanas al 100%. Otra alternativa para incrementar la
conversion consisti6 aumentar la cantidad de biocatalizador en el medio de
reaccion. Como se puede observar en la Figura 33, al aumentar de 12.5 a 22 g de
biocatalizador, la conversion se incrementd de 75 a 90% en el mismo tiempo de
reaccion (60 min). De esta manera, quedaron establecidas las condiciones de
operacion para trabajar en el reactor de 1 L con 250 mL de volumen de operacién

obteniendo altos niveles de conversion (90%) a 300 rpm en 60 min de reaccion.
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Figura 33. Reaccion de esterificacion en un reactor de 1L operando en lote. Volumen de operacion
250 mL, relacién molar 1:5, a 45°C, 300 rpm y diferentes cantidades de biocatalizador: (¢)12.5 g,
60 min, (m) 12.5 g, 120 min, (A) 22 g, 60 min.
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6.8.2 Sintesis de oleato de etilo en continuo catalizada por lipasas

producidas por FMS

Con base en el resultado anterior, se realizd la reaccidn de sintesis en flujo
continuo alimentando una solucion de oleato de etilo 50 mM y etanol 250 mM, a un
flujo de 2 mL/min en el reactor de 1L con 250 mL de volumen de operacion y 300
rom. Para el arranque del reactor se adicionaron 125 mL de cada sustrato y se
incubaron hasta alcanzar 45°C; para iniciar la reaccion se agregaron 37.5 g de
biocatalizador. La alimentacion al reactor se inicié inmediatamente después de
agregar el biocatalizador. Como se puede observar en la Figura 34, la conversion
mas alta fue de 80% en 80 min de reaccion, después de 6 h de operacion en

continuo se conservo el 70% de conversion.

Este resultado fue alentador por dos razones:

En primer lugar, hay que considerar el origen del biocatalizador, que es un solido
fermentado Unicamente deshidratado sin procesos de purificacion o inmovilizacion,
por lo que podria esperarse que en las primeras horas del estudio la enzima
sufriera un proceso de liberacion y lavado del reactor, disminuyendo
considerablemente la conversion, este fendmeno no se presentd. Al contrario, la

conversion se mantuvo mas o menos constante de los 80 a los 240 min.

En segundo lugar, es importante enfatizar la estabilidad del biocatalizador; si bien
existid una disminucién en la conversion, ésta sélo fue del 10 % después de

operar 6 h en continuo. Los resultados obtenidos son importantes, sin embargo, es
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necesario mencionar que existe una disminucién del 10% en la conversién con

respecto a lo reportado en la seccién 6.8.1 con el sistema operando en lote.
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Figura 34. Sintesis en continuo en un reactor de tanque agitado a 45°C. Cantidad de
biocatalizador 37.5 g. Acido oleico 50 mM, etanol 250 mM. Agitacién 300 rpm. Flujo de
alimentacion 2 mL/min.

Para predecir o simular la eficiencia del sistema, s6lo se necesita saber cuanto
tiempo permanece cada una de las moléculas en el recipiente, 0 mas exactamente
la distribucion de tiempos de residencia de la corriente del fluido. En general, los
distintos elementos del fluido al seguir diferentes caminos a lo largo del reactor,
tardan tiempos diferentes en pasar a través de él. La distribucién de estos tiempos
en la corriente de fluido que sale del recipiente se denomina distribucion de la
edad a la salida E o distribucion del tiempo de residencia RTD del fluido
(Levenspiel, 1987). Esta informacion puede determinarse de manera relativamente
sencilla y directa por un método experimental ampliamente usado de estimulo-

respuesta (Levenspiel, 1987). A continuacion se describe el procedimiento para
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simular la eficacia del sistema operando en continuo usando la metodologia de

estimulo-respuesta.

Este procedimiento consta de seis pasos: Paso 1. Calcular la concentracion (C)
del trazador o de la respuesta, en nuestro caso la variable respuesta fue el pH, por
lo que calculamos la concentracion (C) de OH™ a cada tiempo. Paso 2. Calcular el
area bajo la curva de la concentracion vs tiempo (Q), mediante la Ecuacion 1.
Paso 3. Para determinar E, el area bajo la curva debe ser la unidad, por lo que

cada concentracién leida debe dividirse por Q (Ecuacion 2).

Q= Z CAt Ecuacion 1
C
E = a Ecuacion 2

La Figura 35 representa la distribucion de la edad a la salida E o distribucion del

tiempo de residencia RTD del fluido para nuestro sistema.
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Figura 35. Distribucion de la edad a la salida E o distribucion del tiempo de residencia RTD del
fluido con un pulso de NaOH 0.5 N, en un reactor de tanque agitado con 250 mL de volumen de
operacion, 300 rpm incubado a 45°C.
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Paso 4. Para predecir el funcionamiento del sistema, es decir, calcular la fraccion
de sustrato no convertida en el reactor, se utiliz6 la ecuacion cinética para el
mecanismo Ping Pong Bi Bi con inhibicion por etanol, en términos de la conversion
(Ecuacion 3).

d(1—Xa) VCopo (1 —Xa)

dt , Cop (1 — Xa)
I{mLCDDH}CED (1 + Ki.':ﬂ]-ﬂ'

) + Kml:ﬂl]-ﬂlcgg + (1 _ Ka} Cag CED ECU&CIOFI 3

Donde C, Y Ceo sSOn las concentraciones iniciales de acido oleico y etanol
respectivamente, utilizadas en el reactor operando en flujo continuo y los

parametros cinéticos son los reportados en la Tabla 9.

Paso 5. Se resolvio la Ecuacion 3 con ayuda del software POLYMATH 6.0 y los
resultados se ajustaron con un polinomio de orden 3, para obtener valores de

conversién (Xa) a cada tiempo.

Paso 6. Se calculd la fraccion de sustrato no convertida en el reactor mediante la

sumatoria de los resultados obtenido en el paso 3 y el paso 5 (Ecuacion 4).

Z('l —Xa) E At Ecuacion 4

Este procedimiento dio como resultado una fraccion no convertida en el reactor
que corresponde al 21%. Resultado que corresponde con los datos
experimentales presentados en la Figura 34, lo que sugiere que la disminucién en
la conversion con respecto al sistema operando en lote, puede ser ocasionada por
formaciones de canalizaciones del flujo o por formacion de zonas estancadas o

muertas en el reactor que originan una disminucién en la eficacia del sistema
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(Levenspiel, 1987). Otra posibilidad para la disminucion en la conversion es el
tiempo que permanecen en contacto el biocatalizador y los sustratos, el tiempo de
residencia teorico fue de 125 minutos, sin embargo el tiempo de residencia
calculado con las concentraciones a la salida del reactor dividido entre la velocidad
calculada con los parametros cinéticos (tabla 9), resulto de 103 minutos, lo que
sugiere un menor tiempo de contacto entre el biocatalizador y los sustratos lo que

provoco la disminucién en la conversion.

6.9 Sintesis de oleato de etilo en continuo

Para llevar a cabo la sintesis en continuo, se siguio la estrategia propuesta en la
esterificacién por lotes sucesivos modificando la concentracion de etanol (seccién
6.7). La primera parte de este nuevo procedimiento consiste en una reaccion por
lote durante 120 min con una elevada concentracion de etanol (250 mM). Como se
indicé anteriormente esta primera parte es necesaria para iniciar la reaccion de
esterificacién y al mismo tiempo eliminar los acido grasos libres provenientes de la
hidrolisis del aceite de oliva, durante el proceso de fermentacion, principalmente
acido palmitico, estearico, oleico y linoleico (Baccouri et al.,2008). Posteriormente,
se inici6 la operacién en continuo, disminuyendo la concentracion de etanol en el

flujo de alimentacion (100 mM).

En el reactor de 1L, se adicionaron 125 mL de cada sustrato (relacion 1:5), se
incubaron hasta alcanzar 45°C. Para iniciar la reaccion se agregaron 37.5 gramos
de biocatalizador; al término de esta etapa, sin hacer modificaciones o

reacondicionamiento en el medio de reaccidén o en el biocatalizador, se inici6 la
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sintesis en continuo. El flujo de entrada de sustratos se fij6 en 2 mL/min, con una

relacion molar 1:2 (50:100 mM).

La Figura 36 muestra los resultados obtenidos con esta nueva estrategia. En la
reaccion por lote se alcanzé 88% de conversion en 120 min de reaccion. Al iniciar
la alimentacion de sustratos con una menor concentracion de etanol, se observo
una zona de transicién de 150 min, en donde la conversion bajo ligeramente y se
incrementd hasta llegar a 97%. A partir de este punto, la conversion se mantuvo
constante por 10 h (aproximadamente 5 tiempos de residencia). Marty et al. (1997)
realizaron un estudio bajo condiciones similares (acido oleico 50 mM, etanol 100
mM) usando Lipozyme™ en un reactor de lecho empacado, con un flujo de 0.2
mL/min. En este estudio a pesar de utilizar una enzima comercial, no se logro
mantener constante la conversion, disminuyé de 80 a 36% en un periodo de 30 h.

Los autores atribuyeron esta disminucioén a la produccion de agua que se acumulo.
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Figura 36. Sintesis de oleato de etilo en continuo en un reactor de tanque agitado. La
concentracién de sustratos inicial fue acido oleico 50mM, etanol 250mM. Después de dos h, la
concentracion de etanol se redujo a 100mM. Biocatalizador 37.5 g. Agitacion 300 rpm. Flujo 2

mL/min. Temperatura 45°C.
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En nuestro estudio no se observé este efecto; es posible que la concentracion de
etanol utilizada no provoco efectos inhibitorios y al mismo tiempo fue suficiente
para interactuar con el agua producida evitando los efectos adversos de esta. Este
efecto positivo de exceso de etanol, ha sido reportado con anterioridad (Serri et

al., 2006, Fernandes et al., 2007, Martinez-Ruiz et al., 2008).

6.9.1 Efecto de la velocidad de agitacion

La mayoria de los estudios con lipasas inmovilizadas, que catalizan reacciones de
esterificacion en continuo, utilizan como modelo de estudio el reactor de lecho
empacado. Con este sistema se evita el dafio mecanico al biocatalizador y en
consecuencia la pérdida de actividad. Para evaluar la pérdida de actividad del
biocatalizador ocasionada por el dafio mecanico, se estudiaron tres velocidades
de agitacién: 200, 300 y 400 rpm. El inicio de la reaccion y la operacién en
continuo se realizé siguiendo el procedimiento descrito anteriormente (seccién

6.9).

Generalmente, al incrementar la velocidad de agitacion, se incrementa la
conversion de sustratos, debido a un aumento substancial en el area interfacial
entre el sustrato y la enzima, mediante la reduccion del tamafio de gota (Al-Zuhair

et al., 2003, Noor et al., 2003).

Los resultados mostraron conversiones cercanas al 90% para 200 y 300 rpm que
permanecen constantes durante 8 h de operacion en continuo (Figura 37). Para
400 rpm la conversion disminuyé de 93 a 77% después de 10 h de reaccion. Este

comportamiento fue similar al reportado por Keng et al. (2008). Ellos trabajaron
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con un reactor de tanque agitado de 2L en lote, con un impulsor tipo Rushton y
Lipozyme RM IM para catalizar la reaccion entre el aceite de palma y el alcohol
oleico en hexano. Con este impulsor, lograron la mayor conversién (98.5%) a 250
rpm. Sin embargo, al incrementar la velocidad de agitacion a 450 rpm, la
conversion disminuyé al 80%. La disminucion del 18.5% en 5 h de reaccion fue
similar a la reportada en este estudio (16% en 8 h de operacién continua) y pudo
ser causada por los efectos de corte causados por el impulsor Rushton a altas
velocidades de agitacion. Las enzimas inmovilizadas son impulsadas radialmente
por el impulsor Rushton contra las paredes del tanque, provocando su
rompimiento, especialmente a velocidades de agitacién elevadas (Keng et al.,

2008).
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Figura 37. Efecto de la velocidad de agitacion sobre la reaccion de esterificacion en continuo en un

reactor de tanque agitado con 250 mL de sustratos. Relacion molar de los sustratos iniciales 1:5 y

de los sustratos en continuo 1:2 4cido oleico 50 mM, etanol 100 mM. Biocatalizador 37.5 g. Flujo 2
mL/min. Temperatura 45°C. (m) 200 rpm, (A ) 300 rpm, (¢) 400 rpm.
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6.9.2 Efecto de latasa de alimentacidon sobre la sintesis en continuo de

oleato de etilo

Usando el procedimiento descrito en la seccidn 6.9, se evalud el efecto de la tasa
de alimentacién sobre la conversién de acido oleico. La relacion molar que se
utilizd en todos los estudios fue de 1:2. Se estudiaron cuatro concentraciones de
acido oleico: 12.5, 25, 50 y 100 mM, para etanol: 25, 50, 100 y 200 mM los flujos

de alimentacion fueron: 9.03, 4.05, 2.01 y 1.1 mL/min.

La velocidad de flujo esta relacionada con el tiempo de residencia. Cuando el
tiempo de residencia se incrementa, el contacto entre el biocatalizador y los
sustratos es mas prolongado, lo cual puede resultar en conversiones elevadas.
Los resultados mostraron una minima diferencia entre las conversiones para las
tres primeras concentraciones, 12.5, 25 y 50 mM (Figura 38). En las tres
concentraciones, la conversion se mantiene constante arriba del 85% durante 14 h

de reaccion.

Dadas las caracteristicas del biocatalizador producido por FMS, es un resultado
importante; ya que, permite operar a velocidades de flujo relativamente altas (9.03
mL/min) con alta eficiencia de conversion (85%). Contrario a lo reportado para la
produccion de biodiesel por isopropanolisis catalizada por Novozym 435, en un
reactor de lecho empacado, en donde un aumento en el flujo de 0.1 mL/min a 1.0
mL/min provocé una disminucion en la conversion de 80 a menos del 20% (Chang

et al., 2009).
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Cuando la concentracion de acido oleico fue de 100 mM, se observdé una
disminucién en la conversion a 70% (Figura 38). Esta disminucion pudo ser
causada por la alta concentracion de etanol presente (200mM). Sin embargo, es
posible que los sustratos y la enzima no estén en contacto el tiempo suficiente y

por lo tanto la conversidn sea menor.

Para verificar este punto, sélo en esta concentracion (100mM), se realizd una
perturbacién en la velocidad de alimentacion. A las 11 horas de operacion el flujo
se aumento a 1.5 mL/min y se bajé gradualmente hasta 0.8 mL/min;
posteriormente, se ajustd al flujo inicial (1.1mL/min). Como se esperaba, al
incrementar el flujo se redujo el tiempo de residencia, lo que provocd una
disminucién en la conversion del 10%, siendo estos resultados similares a lo

reportado en estudios previos (Chen et al.,2009).

Al disminuir el flujo, el tiempo de residencia aumentd y permitié obtener niveles de
conversion iguales a los obtenidos a concentraciones de sustrato menores (85%).
Posteriormente, la conversion se mantuvo en los niveles iniciales (70%). Este
resultado mostré que la disminucibn en la conversibn no se debe a la
concentracion de etanol presente, si no a la velocidad de alimentacion de los
sustratos que esta relacionada con el tiempo de residencia, que al aumentar o

disminuir puede modificar la eficiencia de conversion del biocatalizador.
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Figura 38. Efecto de la tasa de alimentacion sobre la sintesis en continuo en un reactor de tanque
agitado con 250 mL de sustratos. Relacion molar inicial &cido oleico:etanol es 1:5. Relacién molar
alimentada en continuo 1:2. Acido oleico (¢) 12.5 mM, (m) 25 mM, (A) 50 mM, () 100 mM, (-)
ajuste con la ecuacién cinética. Biocatalizador 37.5 g. Agitacién 300 rpm. Temperatura 45°C.

6.9.3 Estabilidad operacional del sistema de sintesis en continuo

Finalmente, se evalu6é la estabilidad operacional del sistema operando en
continuo, usando una menor relacion molar de sustratos a la entrada del reactor
de 1:2, con acido oleico y etanol en 50 y 100mM, un flujo de alimentacion de 2
mL/min y una agitacion de 300 rpm. La Figura 39 mostro la conversion en un
periodo de 25 h. Los niveles de conversion fueron similares a los reportados para
lipasas comerciales, catalizando diferentes reacciones operando en continuo en
reactores de lecho empacado (Sanchez et al., 2000, Chang et al., 2009, Chen et
al., 2005), incluso en algunos casos fue superior (Kittikun et al., 2008, Oliveira et
al., 2000). Sin embargo, el periodo de tiempo que permanece estable la
conversion, en la mayoria de estos estudios fue superior al reportado en este

trabajo. En este sentido es necesario mencionar que las enzimas comerciales
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utilizadas en la mayoria de los estudios, han sido sometidas a exhaustivos
estudios de produccion, recuperacion, purificacién e inmovilizacion que les otorgan
caracteristicas especiales. En nuestro caso el biocatalizador fue producido por

FMS, deshidratado con aire seco y aplicado directamente en la reaccion de

esterificacion.

100 -
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Figura 39. Estabilidad operacional de la reaccién de esterificacién en continuo en un reactor de
tanque agitado con 250 mL de sustratos. Relaciéon molar inicial 1:5, relacion molar alimentada en
continuo 1:2. Biocatalizador 37.5 g. Agitacion 300 rpm. Flujo 2 mL/min. Temperatura 45°C.
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7. CONCLUSIONES

General

La fermentacion en medio solido con agrolita como soporte inerte para la
produccion de lipasas, empleando los hongos Rhizopus homothallicus (13a) y
Rhizopus microsporus (43alV), permiti6 obtener biocatalizadores activos y
estables en solventes orgénicos. Los biocatalizadores producidos por Rhizopus
microsporus (43alV) fueron capaces de mantener conversiones del 90% por mas
de 25 h de operacion en continuo en un reactor de tanque agitado a 300 rpm y 45
°C, evitando de esta manera las etapas tipicas de purificacion e inmovilizacién de

la enzima.

Particulares

La deshidratacion de los soélidos fermentados permitio estabilizar esta matriz
porosa para ser utilizada como catalizador en reacciones de transesterificacion y

esterificacion.

Para la reaccion de transesterificacion, los sustratos (acetato de etilo y alcohol
isoamilico) y la fase organica (hexano) en la que se llevd a cabo la reaccion, no

afectaron la estabilidad de la enzima bajo las condiciones de estudio.

De los siete diferentes biocatalizadores estudiados para la sintesis de acetato de
isoamilo, el producido por Rhizopus microsporus (43alV), presentd la mejor
conversiéon (80%) con 0.5 g de biocatalizador a 45 °C y 48 h de reaccién, con una

relacion equimolar de sustratos y sus concentraciones de 50 mM.
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Conclusion

Para la sintesis de oleato de etilo, el biocatalizador producido por la cepa 43alV
alcanzo el 95% de conversidn en un mini reactor con agitacion magnética, con 0.5

g de biocatalizador en 60 min de reaccion a 45 °C.

Bajo las condiciones de este trabajo el etanol en exceso incrementa la velocidad
de reaccion y mejora el consumo de acido oleico, logrando la mayor conversién

con relaciones molares de 1:5 (acido oleico:etanol).

El valor calculado de E, (37.3 KJ/mol) sugirié que el proceso no estuvo limitado
por problemas de transferencia de masa, sino que estuvo controlado por la

reaccion.

Los parametros cinéticos calculados (Vmax=2.247 mmol/Lmin, Kmcoony= 19.529
MM, Kmnon)=101.997 mM y Kjon= 237.968 mM) se ajustaron a los valores

experimentales con una R*=0.94.

El biocatalizador se pudo reutilizar por ocho ciclos de 60 min cada uno,
conservando el 60% de conversioén cuando la relacion molar de sustratos fue de

1:5.

Se establecié que en lotes sucesivos, el exceso de etanol (1:5) sblo se necesita en
la primera reaccion, a partir del segundo lote fue suficiente con duplicar la
concentracion de etanol (1:2), para alcanzar conversiones superiores al 90%

durante los cuatro lotes.

En el reactor de 1L operando en lote con 250 mL, se logro un 90% de conversion

con 22g de biocatalizador en 60 min de reaccién a 45°C y 300 rpm.
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Conclusion

El biocatalizador mantuvo el 90% de conversién después de 25 h de operacion en
continuo en un reactor de tanque agitado, con 37.5 gramos de biocatalizador, 250
mL de volumen operacional, con un flujo de alimentacién de 2 mL/min a 45 °C y

300 rpm.
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Abstract This paper reports a study of the enzymatic esterification of oleic acid and
ethanol. The reaction was catalyzed by lipases produced by solid-state fermentation with
Rhizopus sp. Olive oil and perlite were used as an inducer and inert support, respectively.
Synthesis of ethyl oleate was carried out in a 10-mL batch reactor with magnetic stirring.
The effects of substrate ratios, biocatalyst concentration, and temperature on the reaction
rate and conversion efficiency were evaluated. The highest reaction rate (1.64 mmol/L min)
was reached with an oleic acid/ethanol mol ratio of 1:5 (oleic acid 50 mM:ethanol 250 mM)
and | g of biocatalyst. Conversions approaching 100% were obtained after 60 min of
reaction at 45 °C with n-hexane as a solvent. The initial reaction rate increased
proportionally with respect to biocatalyst concentration, which suggests that the reaction
rate was not controlled by mass transfer. The biocatalyst retammed more than 80% of its
catalytic activity after 7 months of storage at 4 °C. The results demonstrate that the
biocatalyst produced by Rhizopus sp. in solid-state fermentation can be successfully used
for ethyl oleate synthesis over short reaction periods under conditions when ethanol is in
EXCESS.

Keywords Lipases - Solid-state fermentation - Biosynthesis - Organic solvents

Introduction

Esters are important organic compounds with an increasing number of commercial
applications [1]. These compounds are widely used for the preparation of aromatics,
cosmetics, detergents, flavors, and pharmaceuticals [2]. Esters may also be used as
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plasticizers and lubricants [3]. Ethyl oleate is used as a biological additive, as a plasticizer,
and as a hydraulic fluid [4]. Esters from natural sources are not available in large
amounts, and they are usually too expensive to be used for commercial applications [5].
Therefore, many of the esters available are produced by either chemical or enzymatic
synthesis [6]. Biotechnological production of esters using lipases has received great
attention because of the mild reaction conditions (temperature, pH, and pressure) involved,
the high degree of purity achieved, and the acceptance of these products in the food
industry [7]. Lipases (triacylglycerol acylhydrolases, EC 3.1.1.3) naturally catalyze the
hydrolysis of triacylglycerides to glycerol and fatty acids [8]. Nevertheless, when these
biocatalysts are used in organic solvents with low water content (low a,,), synthetic
reactions are favored [9], which offers some important advantages [10]. Lipases are mainly
produced by submerged fermentation [11]; however, the use of solid-state fermentation
(SSF) for lipase production offers biotechnological advantages [12]. One of the major
advantages of SSF for lipase production involves the possibility of utilizing them in
biosynthetic processes without any extraction and immobilization prior to their use. This
approach involves the use of the fermented solids as biocatalysts in bioreactions under
non-conventional conditions (organic solvents or gas phase). In this study, the synthesis of
ethyl oleate by a biocatalyst produced by SSF was evaluated. In order to improve the
synthesis reaction rate and the conversion efficiency, substrate ratios, temperature, and
biocatalyst concentration were evaluated.

Materials and Methods
Microorganism

The fungus Rhizopus sp. (strain IRD43alV) belonging to a collection of thermotolerant
strains and isolated at 50 °C from coconut pulp at the state of Colima on the Mexican west
coast was used. A prelimmary identification of the isolated fungi, based on morphological
observations, revealed that this strain could be identified as Rhizopus sp. [13]. The strain
was mamtained in Potato-dextrose-agar (PDA) slants (Bioxon).

Preparation of Inoculum

The spores used to inoculate the SSF medium were produced in 250-mL conical flasks
containing 60 mL of PDA medium. After 6 days of mcubation at 30 °C, 50 mL of a 0.01%
Tween 80 solution was added to the flask, and the suspension was stirred with a magnetic
stirrer for 10 min. The spore concentration was estimated by using a Neubauer
hematocytometer.

Culture Medium Composition

The composition of the culture medium for lipase production by SSF was [14] (in g/L):
urea 4, lactose 5, olive oil 40, K;HPO, 5, MgS8O47H,O 1, polyvinyl alcohol 1.6,
oligoelement solution 4 mL/L. The pH value was adjusted to 6.5 with 10% HCI (v/v). The
composition of the oligoelement solution was (g/L): EDTA 10, MnCl,-4H,0 1.98,
CoS047TH,0 2.81, CaCly2H,0 147, CuCly-2H,0 0.17, ZnSO,7H,0 0.29. In order to
dissolve the constituents, the pH of this solution was adjusted to pH 4 with 10% HCL. All
reagents were J. T. Baker. The culture medium was used without sterilization. The fast
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growth rate of this strain, in addition to a heavy moculum and a low water content (see
below), allowed to carry out the culture without microbial contamination.

Lipase Production by SSF

Perlite (Dicalite, México) was used as inert support (IS). The material was milled to obtain
a particle size of 0.8—1.19 mm, then, perlite was washed twice with hot tap water and twice
with cold distilled water, then, it was dried at 60 °C, and stored under a dry atmosphere.
The inoculated culture medium (3 x 107 spores/g IS) was used to impregnate perlite to attain
a moisture content of 60%. Twenty grams of this mixture was placed into glass columns
(2.0 cm in diameter and 20 cm in length) and incubated at 45 °C in a water bath. An
aeration rate of 40 mL/min per column was used.

Production of the Biocatalyst

Two methods were used to prepare the biocatalyst (fermented dry solids): (1) Air-drying:
dry air at a flow rate of 500 mL/min at 45 °C was passed through the fermented solids into
the fermentation columns over a 24-h period. Moisture content after air-drying was lower
than 1% w/w. (2) Freeze-drying: The fermented solids were placed in a laboratory freeze
drier (Labconco LYPH-LOCK 6). After 6 h of lyophilization at 5-10 um Hg and —50 °C,
the fermented solids reached a moisture content lower than 1% w/w After drying, the
biocatalyst was stored at 4 °C away from light.

Estenification of Oleic Acid and Ethanol

The esterification reactions were carried out using n-hexane (Baker) as a solvent. Oleic acid
(Baker) and anhydrous ethyl alcohol (Técnica Quimica, México) previously dissolved in n-
hexane were used as substrates for the esterification reaction. The n-hexane dissolves long-
chain fatty acids and has been previously used in this type of reaction [15]. The substrates
and solvent were previously dehydrated using molecular sieves (Type 4A, Fluka).

The esterification reaction was carried out in a 10-mL reactor with magnetic agitation at
45 °C for 1 h. The reaction mixture (9 mL) containing oleic acid and ethanol was preheated
at 45 °C. The reaction was started by the adding 1 g of the biocatalyst. Samples (0.5 mL)
were withdrawn at regular intervals. The reaction was stopped by addition of 0.1 mL of
6 M HCL The residual oleic acid was analyzed with the copper-pyridine reagent, as
described above. The substrate conversion (%) was calculated from the oleic acid
concentration at the beginning and at the end of the synthesis reaction. All the results
were obtained from independent reactions. In some cases, experiments were carried out in
triplicate, obtaining a variation coefficient lower than 9.8%.

Analytical Methods
Hydrolytic Lipase Activity

The olive oil emulsion for the enzymatic reaction was prepared as follows: 20 g of
commercial olive oil (Carbonell, Spain) was added to 100 mL of a 100 mM Tris—HCI
(Bio-Rad) buffer pH 8, containing 10 mM CaCl, (Baker), 0.25% polyvinyl alcohol
(SIGMA), and 0.3% gum arabic (SIGMA). It was homogenized in an Ulira-Turrax (IKA-
WERK) homogenizer at 10,000 rpm for 10 min. The copper acetate-pyridine reagent was
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made by dissolving 50 g of copper acetate (Baker) in 1 L distilled water, then the mixture
was homogenized for 30 min, and the pH was adjusted to pH 6.1 with pyridine (Baker). To
measure the hydrolytic activity of the lipase preparation, 3 mL of preheated (45 °C) olive
oil emulsion was mixed with 20 mg of the fermented dried material in 15-mL conical glass
tubes (Corning), and the mixture was incubated at 45 °C for 15 min. The reaction was
stopped by addition of 0.6 mL of 6 M HCI to each tube. After addition of 3 mL of n-
hexane, the mixture was thoroughly mixed for 1 min and centrifuged at 7,000 rpm for
10 min at 4 °C. From each tube, 2.5 mL of surnageant was added to 0.5 mL of the copper
acetate-pyridine reagent. This mixture was homogenized in a vortex for | min, and then the
absorbance was measured at 715 nm with a UV/Vis spectrophotometer (Perkin-Elmer
Lambda 25). The hydrolytic activity was calculated from the slope of the curve absorbance
versus concentration of a standard emulsion containing olive oil emulsified in the Tris—HCI
buffer (see above). One activity unit (U) was defined as the amount of enzyme releasing
1 mmol of oleic acid per minute under the above conditions.

Carbon Dioxide Analysis

Carbon dioxide (CO;) production was used as an indirect measurement of Rhizopus sp.
growth. CO, concentration in the dry air stream outlet from the fermentation column was
monitored using an on-line gas chromatograph (Gow-Mac 580, Gow-Mac Instrumentation
Co., Bethlehem, PA, USA) equipped with a thermal conductivity detector and an automatic
injector, a gas-separating concentric column (outer column: 6 ft for 1/4 in. packed with
activated molecular sieves, inner column: 6 ft for 1/8 in. packed with porous polymer
mixture; CTRI, Alltech), and a software integrator program (Chroma Biosystemes, France)

[16].
Moisture Content and Water Activity Analysis

The moisture content of the solid medium and the biocatalyst was gravimetrically
determined using a moisture analyzer (OHAUS MB45; repeatability SD of 0.015-
0.05%). An AQUA-LAB (CX-2) was used to determine the water activity of the fermented
solids and the biocatalysts.

Results and Discussion
Production of Lipases

The CO; production rate was determined and used as a criterion to monitor and stop the
fermentation process. In all cases, the incubation time for lipase production was stopped
after the maximum rate of CO, production was reached. This procedure allowed the
preparation of lipolytic extracts devoid of proteases, which are usually produced at the final
stages of fermentation. The production rate of CO; reached its maximum value after 20 h of
culture, reaching the maximum CO, production after 20 h of culture. This time is
considerably shorter than the time reported (72 h) for lipase production with Burkholderia
cepacia [17]. The hydrolytic lipase activity after 20 h of incubation was 75 IU/g IS. This
activity represents ~65% of the activity measured in the commercial lipase preparation of
Lipozyme RM IM® (Novozymes). Lipases from Rhizopus species have gained more
attention because some of them exhibit thermostability and good stability in organic



Appl Biochem Biotechnol (2008) 151:393-401 397

solvents, which, therefore, have a great potential in biocatalysis [18]. For the esterification
reactions, the biocatalyst was produced under the above conditions. The residual oleic acid
(from olive o01l) concentration in the biocatalyst was smaller than 0.14 mmol/g of mert
support. This amount of residual oleic acid modifies the ratio of oleic acid/ethanol less than
5%; under these conditions, the esterification reaction modifies neither the substrate
conversion nor the esterification rate.

Production of the Biocatalyst

The amount of water contained in reagents and the biocatalyst itself has a great influence on
the reaction rate and on substrate conversion in reactions carried out in organic solvents.
Enzymes require a small amount of water to maintain their structure, flexibility, and,
therefore, their catalytic activity [19—21]. It has been calculated that the moisture content in
enzyme-catalyzed reactions in non-polar solvents should range from 0.05% to 1% [22]. The
drying methods and storage conditions described in the “Materials and Methods™ section
allowed us to obtain preparations with moisture content below 1% and water activity (a,,)
values from 0.33 to 0.68. At a,, values above 0.68, the esterification rate was strongly
(more than 80%) inhibited (data not shown). The hydrolytic activity was 62.3 and 61.5 Ul/g
IS for products obtained with air- and freeze-drying, respectively. The enzymatic activity
losses were 17% and 18% when the fermented solids were air-dried or lyophilized,
respectively, than the activity present in the solid fermented material before drying.

Effect of the Substrate Ratio on the Esterification Reaction

To evaluate the effect of the oleic acid/ethanol ratio on the esterification reaction, the oleic
acid concentration was kept constant at 50 mM, while the ethanol concentration ranged
from 50 to 450 mM. The reaction was started after addition of 1 g of biocatalyst. The
highest esterification rate (Fig. 1) was obtained when the oleic acid/ethanol molar ratio was
1:5, which was more than 3.5 times greater that the esterification rate obtained with
equimolar concentrations of oleic acid and ethanol. The highest (near 100%) substrate
conversion was measured at an oleic acid/ethanol ratio of 1:5 (see Fig. 1). The positive
effect of an excess of alcohol on esterification or transesterification reactions has been
previously reported [16, 17, 23-27]. Table 1 shows values of conversion for esterification
[17, 24] and transesterification [16, 25] reactions in different solvents, using similar
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Table 1 Substrate conversion (%) for esterification and transesterification reactions

Substrates Concentration Relation Temperature Conversion Reaction Biocatalyst Reference
(mM) molar  (°C) (%) time (h)
Lactic acid/ 30 1:5 50 95 48 Novozym  [24]°
dodecanol 435
Oleic acid/ethanol 70 1:5 37 94 18 Lipases by [17]°
S5F
Anhydride acetic/ 200 1:3 40 100 2 Novozym [16]°
isoamyl alcohol 435
Vinyl acetate/n- 30 1:1 30 a2 15 Novozym [25]°
octanol 435
Oleic acid/ethanol 50 1:5 45 97.8 1 Lipases by This
SSF study®

*In acetonitrile
" In n-he ptane

“In n-hexane

catalysts and lipases produced by SSF and commercial enzymes (Novozym 435). This is
compared with the data for the formation of ethyl oleate (shown in this work), which are
also included in Table 1. The conversion was greater than 80% in all cases; nevertheless,
the reaction time can vary from 60 min up to 48 h, depending on the reaction conditions. It
has been suggested that the reaction rate and the extent of conversion are controlled by
different variables, such as the source and catalytic activity of the enzyme, the type of
reaction, the substrates, and the solvents used, as well as the temperature.

Effect of Substrate Concentration on the Esterification Reaction

In order to evaluate the effect of excess ethanol on the synthesis of ethyl oleate, a series of
experiments were performed, keeping the oleic acid/ethanol ratio constant at 1:5, using
0.5 g of the biocatalyst. The studies were carried out in the same reactor at 45 °C. The
initial esterification rates as a function of substrate concentration are shown in Fig. 2. The
highest rate (1.79 mmol/L. min) was obtained with oleic acid and ethanol concentrations of
70 and 350 mM, respectively. Although the highest substrate conversion (95.5%) was
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obtained at the same oleic acid—ethanol concentrations (70-350 mM), substrate conversions
greater than 80% were obtained with an oleic acid concentration up to 80 mM (oleic acid/
ethanol 80:400; Fig. 2). When ethanol was used at initial concentration greater than
400 mM, the reaction rate and the substrate conversion efficiency diminished more than
60%. Similar results were obtained by Oliveira et al. [28] for the enzymatic esterification of
ethanol and oleic acid. The reduction in the esterification rate and substrate conversion at
high oleic acid—ethanol concentration may be associated with the high ethanol
concentration. Due to its highly hydrophilic nature, ethanol, like acetone, can affect the
catalytic activity by causing protein precipitation [29]. Furthermore, it can also act as a
competitive inhibitor by blocking the site that is nommally destined for acylation [10].

Effect of Biocatalyst Concentration

The effect of biocatalyst concentration on the esterification rates and substrate conversion
was evaluated (Fig. 3); biocatalyst concentrations from 0.2 to 1.6 g in 10 mL of the
substrate solution were tested. Esterification reactions were carried out as described in
“Analytical Methods”. When biocatalyst concentrations above 0.02 g/mL were used, the
substrate conversion efficiency was greater than 80% after 60 min of reaction at 45 °C.
High conversions (near 100%), even at high biocatalyst concentrations, have been reported
in previous studies [1, 3, 23]. These results may be interpreted by considering that the
active sites of enzymes used in excess may not be exposed to substrates without
contributing significantly to the reaction [3].

Figure 3 also shows the esterification reaction rate as a function of biocatalyst
concentration. The nearly linear relationship (linear regression coefficient of 0.93) between
these two variables means that the reaction depends upon the concentration of catalyst, as in
the basic Michaelis—Menten model, suggesting that the reaction is not controlled by mass
transfer. Similar results have been reported in another study [23] and indicate that the
reaction may be kinetically controlled.

Effect of Temperature

The effect of the reaction temperature on the substrate conversion was evaluated over a
range of 30 °C to 60 °C (Fig. 4). The highest esterification rate was measured when the
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reaction mixture was incubated at 50 °C. Substrate conversion at temperatures from 30 °C
to 55 °C was near to 100%. Incubation at 60 °C had a significant negative effect on
substrate conversion efficiency.

The esterification rates obtained at the different temperatures assayed (30 °C to 55 °C)
and the equation described by Nielsen et al. [30] were used to estimate the activation energy
(37.3 Kl/mol). This activation energy is similar to the reported (38 KJ/mol) for the
estenification of oleic acid with oleic alcohol and 1s typical of biocatalytic processes limited
by the reaction rate [10]. Similar studies carried out with a mixture of oleic acid ant ethanol
demonstrated that the esterification rate was kinetically controlled rather than controlled by
mass transfer [7].

Biocatalyst Stability

The stability of the biocatalyst stored in the dark at 4 °C was evaluated. After 7 months, the
biocatalyst retamed more than 80% of its activity. This fact is important since the
biocatalyst produced by SSF was air-dried without any additional treatment to improve its
stability. In contrast, the lipase produced by Rhizopus oryzae maintained near to 100% of its
activity after 235 days of storage once that it was extracted and immobilized on CaCO;

[31].

Conclusions

The biocatalyst produced by Rhizopus sp. in solid-state fermentation was directly used in
esterification reactions to synthesize ethyl oleate with high esterification rates and substrate
conversion. This approach offers at least two advantages: (a) the use of air-dried solid-state
fermented solids, without any additional extraction, purification, or immobilization
processes, may allow the development of economically advantageous processes and (b)
the biocatalyst obtained by SSF can be used in the sustainable production of products such
as biodiesel from vegetable oils. The use of these types of biocatalysts has great potential
for non-conventional reactions such as those in organic solvents or in the gas phase. More
research will be necessary to explore aspects leading to possible applications that may be
used to prepare products of commercial interest.
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