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AbstRAct

A set of chitosan-gelatin films were pre-
pared	by	varying	the	chitosan-gelatin	ra-
tio	between	1:2,	1:5	and	1:10,	with	total	
concentration	of	biopolymers	from	3,0%	
3,5%,	4,0	and	pH	of	5,5.	We	carried	out	
the	dehydration	of	 the	supports	 through	
cryoconcentration	 (successive	 freeze	
thawing)	and	convective	drying	with	air.	
Immobilization	 of	 lipase	 from	 Candida 
antarctica	was	performed	on	an	 ionica-
lly	 crosslinked	 hydrogel	 with	 chitosan	
by	 entrapment	 and	 adsorption,	 getting	
the	best	results	in	terms	of	enzymatic	ac-

Resumen

Se	preparó	una	serie	de	películas	de	qui-
tosano-gelatina	 variando	 la	 relación	 de	
los	 constituyentes,	 quitosano-gelatina	
entre	1:2,	1:5	y	1:10,	con	concentración	
total	de	biopolímeros	entre	3,0%,	3,5%,	
4,0%	y	pH	de	5,5.	Se	deshidrataron	 los	
soportes	 por	 crioconcentración	 (conge-
laciones	 descongelaciones	 sucesivas)	 y	
secado	convectivo	con	aire.	La	 inmovi-
lización	de	lipasa	de	Candida antarctica	
se	realizó	sobre	un	hidrogel	entrecruzado	
iónicamente	 con	 quitosano	 por	 atrapa-
miento	y	por	adsorción;	 los	mejores	 re-
sultados	en	cuanto	a	actividad	enzimática	
y	reutilización	del	soporte	se	obtuvieron	
con	el	método	por	atrapamiento.	Se	lle-
varon	a	cabo	pruebas	de	caracterización	
fisicoquímica de los soportes, actividad 
del	sistema	biocatalítico	y	estabilidad.
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tivity	 and	 reuse	of	 the	 support	with	 the	
entrapment	method.	Tests	of	physicoche-
mical	 characterization	 of	 the	 supports,	
biocatalytic	system	activity	and	stability	
were	carried	out.	

Key words:	Immobilization,	gelatin,	
chitosan,	 lipase	 from	Candida Antarcti-
ca, ionic	gel,	trapping,	adsorption,	enzy-
matic	activity,	biocatalytic	system.

Resumo

Uma serie de filmes de gelatina quitosana 
foi	 preparada	 variando	 a	 proporção	 dos	
componentes,	a	quitosana-gelatina	entre	
01:02,	01:05	e	01:10,	com	concentração	
total	de	biopolímeros	de	3,0%,	3,5%	4,0%	
e	pH	de	5,5.	Realizou-se	a	desidratação	
dos	suportes	por	crioconcentração	(ciclos	
sucessivos	de	descongelamento-congela-
mento)	e	secagem	por	convecção	com	o	
ar.	A	imobilização	de	lipase	de	Candida 
antarctica	 foi	realizada	em	um	hidrogel	
ionicamente	entrecruzado	com	quitosana	
por	adsorção	e	atrapamento,	obtendo	os	
melhores	resultados	em	termos	de	ativi-
dade	enzimática	e	reutilização	do	suporte	
com	 o	 método	 de	 atrapamento.	 Foram	
realizados	 testes	 de	 caracterização	 físi-
co-química	dos	suportes,	da	atividade	do	
sistema	biocatalítico	e	da	estabilidade.	

Palavras-chave:	 Imobilização,	 qui-
tosana,	 gelatina,	 lipase	 de	 Candida an-
tarctica,	atrapamento,	adsorção,	ativida-
de	enzimática,	sistema	biocatalítico

IntRoDuccIÓn

La	 catálisis	 enzimática	 en	 medios	 no	
acuosos	ha	adquirido	considerable	impor-
tancia	por	su	aplicación	en	la	fabricación	
de	 ingredientes,	 productos	 intermedios	

y finales de muy variadas actividades 
industriales	(1).	El	bioprocesamiento	en	
fase	 no	 acuosa	 es	 muy	 interesante	 por-
que	 favorece	 la	 estabilidad	 térmica	 de	
los	 sistemas	 biocatalíticos,	 predominan	
las	reacciones	de	síntesis	sobre	las	de	hi-
drólisis	(2),	se	puede	manipular	la	selec-
tividad	de	las	enzimas	por	la	elección	del	
medio	 y	 facilita	 la	 recuperación	 de	 los	
productos	debido	a	que	se	separan	sim-
ple	 y	 económicamente	 del	 solvente	 por	
evaporación	(3).	

Para	 usar	 los	 catalizadores	 enzimá-
ticos	 repetidamente,	 se	 deben	 llevar	 a	
cabo	 procesos	 de	 inmovilización	 que	
se	 pueden	 aplicar	 a	 procesos	 por	 lotes	
o	continuos.	La	inmovilización	de	enzi-
mas	consiste	en	la	restricción	deliberada	
de	 la	 movilidad	 de	 la	 enzima.	 Después	
de	 inmovilizadas,	 las	 enzimas	 quedan	
localizadas en una región definida del 
espacio,	limitada	por	barreras	materiales	
o	electrostáticas,	que	separan	físicamen-
te	 la	 enzima	 del	 seno	 del	 medio	 de	 re-
acción,	pero	permeables	a	las	moléculas	
de	 reactivos	 y	 de	 productos.	 La	 inmo-
vilización	puede	 servir	para	dos	objeti-
vos:	mejorar	la	estabilidad	de	la	enzima	
y	reducir	su	consumo,	ya	que	puede	ser	
retirada	y	reutilizada	en	varios	ciclos	de	
reacciones.	 El	 grado	 de	 mejora	 de	 esta	
estabilidad	 operacional	 depende	 de	 la	
estructura	 de	 la	 enzima,	 del	 método	 de	
inmovilización	y	del	tipo	de	soporte	(4).

Los	 métodos	 de	 inmovilización	 de	
enzimas	pueden	ser	diferenciados	en	dos	
categorías	generales:	por	retención	física	
y	mediante	enlace	químico	(5).	La	adsor-
ción,	que	forma	parte	de	la	primera	cate-
goría,	es	el	método	más	simple	e	involu-
cra interacciones superficiales reversibles 
entre	la	enzima	y	el	material	de	soporte.	
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Se	 ha	 observado	 que	 la	 inmovilización	
por	 adsorción	 no	 covalente	 es	 muy	 útil	
en	sistemas	no	acuosos,	en	los	cuales	la	
desorción	puede	 ser	despreciada	debido	
a	 la	 baja	 solubilidad	 de	 enzimas	 en	 es-
tos disolventes (6, 7). Otro método de 
inmovilización	física	es	el	atrapamiento	
en	matrices,	en	el	cual	la	solución	de	en-
zima se mezcla con un fluido polimérico 
que luego se solidifica. Ejemplos carac-
terísticos	de	este	 tipo	de	 inmovilización	
son	 el	 atrapamiento	 en	 geles	 de	 polisa-
cáridos	como	alginatos,	k-carragenanos,	
agar,	quitosano	y	ácido	poligalcturónico	
u	otras	matrices	poliméricas	como	gelati-
na,	colágeno	y	polivinilalcohol	(8,	9).

El	quitosano	es	un	amino	polisacári-
do	[(1-4)-2-amino-2-deoxi-b-D-glucano]	
obtenido	 por	 N-desacetilación	 alcalina	
de	 la	 quitina.	 Es	 uno	 de	 los	 polisacári-
dos	más	ampliamente	distribuidos	en	 la	
naturaleza.	No	es	tóxico	y	ha	sido	utili-
zado	para	la	inmovilización	de	enzimas,	
en	 particular	 lipasas,	 no	 solo	 porque	 su	
método	de	obtención	es	simple,	sino	tam-
bién	porque	brinda	propiedades	físicas	y	
químicas	 de	 interacción	 enzima-soporte	
interesantes	para	llevar	a	cabo	reacciones	
biológicas con buen grado de eficiencia y 
actividad	enzimática	(10).	

La	selección	del	quitosano	como	so-
porte	para	la	inmovilización	de	enzimas	
en este estudio se justifica por su afini-
dad	con	las	proteínas,	la	presencia	en	sus	
moléculas	 de	 grupos	 amino	 reactivos,	
su	biocompatibilidad	y	porque	se	puede	
moldear	 en	 distintas	 formas.	 La	 forma-
ción	de	hidrogeles	híbridos	de	quitosano	
con	otros	biopolímeros	puede	incremen-
tar	la	densidad	del	gel,	mejorar	su	resis-
tencia	 mecánica	 y,	 consecuentemente,	
ampliar	 sus	posibilidades	de	aplicación.	

Estos	complejos	polielectrolíticos	se	for-
man	 por	 las	 interacciones	 iónicas	 entre	
los	grupos	amino	cargados	positivamen-
te	del	quitosano	con	las	cargas	negativas	
(tales	como	las	de	los	grupos	sulfónicos	y	
carboxilos)	de	otros	biopolímeros.	Entre	
los	biopolímeros	que	se	han	usado	para	
combinar	con	el	quitosano	se	incluyen	la	
gelatina,	el	colágeno,	el	carragenano,	el	
alginato,	el	acohol	polivinílico	y	 la	car-
boximetilcelulosa.	 La	 gelatina	 contiene	
grupos	carboxilo	en	sus	cadenas	princi-
pales	y	tiene	el	potencial	de	establecer	in-
teracciones	asociativas	con	el	quitosano	
debido	a	su	capacidad	de	formar	puentes	
de	hidrógeno	con	este,	dando	lugar	a	una	
estructura	 reversible	 de	 hidrogel	 que	 se	
ha	denominado	de	red	polimérica	híbrida	
(11).

La	yema	de	huevo	expuesta	a	tempe-
raturas por debajo de -6 °C experimenta 
gelificación (12). De forma similar, las 
soluciones	acuosas	de	muchos	polímeros	
sintéticos	y	naturales	tales	como	alcohol	
polivinílico	 (PVA),	 quitosano,	 xantano,	
goma	 locust,	 amilopectina,	 amilasa	 y	
maltodextrinas	experimentan	cambios	fí-
sicos	como	resultado	de	su	congelación,	
almacenamiento	 en	 frío	 y	 subsecuente	
descongelación	de	sus	dispersiones	acuo-
sas.	La	estructura,	estabilidad	química	y	
mecánica	de	estos	criogeles	y	 los	mate-
riales	secos	que	se	obtienen	por	su	deshi-
dratación,	los	hace	útiles	como	matrices	
atractivas	para	cromatografía	y	soportes	
de	 nanopartículas	 biológicas,	 células	 y	
enzimas	(13,14).	En	los	materiales	basa-
dos	 en	 quitosano,	 obtenidos	 por	 conge-
lación	 y	 descongelación	 seguidas	 o	 no	
por un proceso final de deshidratación, 
el	 tamaño	 de	 los	 cristales	 y,	 por	 tanto,	
el	 tamaño	promedio	y	 la	orientación	de	
los	poros	en	el	producto	seco	se	ajustan	
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variando	la	temperatura,	la	velocidad	de	
congelación	y	los	tratamientos	de	conge-
lación	y	descongelación.	Otro	factor	que	
afecta	el	tamaño	del	poro	y	la	morfología	
de	los	poros	de	los	criogeles	secos	es	la	
concentración	de	los	monómeros	usados	
en	 la	 dispersión	 precursora	 del	 criogel	
(14,	15).	

En	este	trabajo,	a	partir	de	los	hidro-
geles	 híbridos	 de	 quitosano-gelatina,	 y	
mediante	distintas	 técnicas	de	deshidra-
tación,	 se	 prepararon	 y	 caracterizaron	
soportes	 tipo	 película	 variando,	 en	 la	
dispersión	biopolimérica	inicial,	 la	rela-
ción	másica	de	los	biopolímeros,	su	con-
centración	total	y	el	pH.	En	los	distintos	
tipos	de	soportes	obtenidos	se	inmovilizó	
una	 lipasa	 de	 Candida antarctica	 tanto	
por	 adsorción	 como	 por	 atrapamiento.	
Para	la	medida	de	la	actividad	del	siste-
ma	inmovilizado	se	utilizó	la	reacción	de	
esterificación de ácido oleico y butanol 
en	hexano.	

mAteRIALes Y mÉtoDos

materiales

Quitosano,	con	un	grado	de	de-acetilación	
76,2% y peso molecular de 602 KDa, en 
forma	 de	 hojuelas	 de	 la	 compañía	 Sig-
ma-Aldrich	(St	Louis,	MO,	EE.	UU.).	La	
gelatina	comercial	de	carnaza	de	res	fue	
donada	por	 la	compañía	PROGEL	(Em-
presa	Productora	de	Gelatina	S.A.),	Ma-
nizales,	Colombia.	La	lipasa	utilizada	fue	
de	 Candida antarctica (Novozym	 435),	
con una actividad específica lipolítica no-
minal	de	910	U/mg	de	sólido	y	un	con-
tenido	aproximado	de	9,02%	de	proteína	
(medido	según	el	análisis	de	Biuret),	fue	
adquirida	 en	 Novo	 Nordisk	 A/S	 (Bags-
vaerd,	 Denmark).	 Los	 demás	 reactivos	

fueron	grado	analítico	de	diferentes	casas	
comerciales.

Preparación de los hidrogeles 
biopoliméricos

Se	preparó	una	serie	de	dispersiones	de	
gelatina	y	quitosano	adaptando	el	proce-
dimiento	descrito	por	Chen	et al. (2003)	
(16). En ellas se varió la relación de los 
biopolímeros	 quitosano:gelatina	 (1:2,	
1:5	y	1:10)	y	su	concentración	total	(3,0,	
3,5	 y	 4,0%	 w/w).	 Por	 ejemplo,	 para	 la	
preparación	de	dispersión	de	relación	1:5	
quitosano:gelatina	 con	 una	 concentra-
ción final de biopolímeros del 3%, se adi-
cionaron	0,5	g	de	quitosano	en	50	mL	de	
agua	y	2,5	g	de	gelatina	en	otros	50	mL	
de	 agua.	Al	 mezclar	 se	 obtuvieron	 100	
mL	de	una	dispersión	con	un	contenido	
del	3%	en	peso	de	biopolímeros,	en	una	
proporción	1:5	quitosano:gelatina.	

Las	dispersiones	poliméricas	de	qui-
tosano	se	prepararon	en	soluciones	acuo-
sas	previamente	aciduladas	hasta	pH	2	a	
3	utilizando	HCl	2	M.	Se	homogeneiza-
ron	por	agitación	(120	rpm)	durante	dos	
horas	a	temperatura	ambiente	(20	°C).	A	
las	dispersiones	homogéneas	de	quitosa-
no	se	les	elevó	el	pH	hasta	un	valor	entre	
5,5-6,0 por adición lenta de NaOH 1 M 
con	agitación	de	150	rpm.	Paralelamente	
se	prepararon	dispersiones	de	gelatina	en	
agua destilada a una temperatura entre 60 
y	80	°C,	y	un	pH	de	5,5.	Después	de	so-
lubilizada	 la	gelatina,	se	dejaron	enfriar	
hasta	temperatura	ambiente.	

Se	 mezclaron	 las	 dispersiones	 de	
quitosano	 y	 de	 gelatina	 ajustando	 su	
pH hasta alcanzar tres niveles (5,5, 6,0 
y 6,5). Estos sistemas compuestos se 
colocaron	 en	 cajas	 de	 Petri	 (10	 cm	 de	
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diámetro	 interno,	~50	mL	de	dispersión	
biopolimérica) hasta que gelificaron (20 
ºC);	 posteriormente	 fueron	 sometidas	 a	
deshidratación.	

Procedimientos de deshidratación 
de los hidrogeles

Procedimiento de secado convectivo con 
aire. Los soportes gelificados de diferen-
tes	concentraciones	y	relaciones	biopoli-
méricas	 se	deshidrataron	 exponiéndolos	
al	ambiente	(20	ºC,	70-80%	de	humedad	
relativa)	por	72	horas.

	 Procedimiento de secado por con-
gelaciones-descongelaciones sucesivas 
(CDS). Los soportes gelificados fueron 
sometidos	 a	 una	 temperatura de	 -20	 °C	
durante	24	horas,	seguidos	de	desconge-
lamiento	a	temperatura	ambiente	durante	
4	horas.	Por	efecto	de	la	descongelación	
de los soportes gelificados, una parte de 
su	contenido	de	agua	se	pudo	separar	y	
extraer	 fácilmente	 al	 inclinar	 la	 caja	 de	
Petri	que	contenía	la	muestra.	El	exceso	
de humedad superficial del gel se retiró 
utilizando	 una	 servilleta	 de	 papel.	 Este	
procedimiento	 se	 repitió	 5	 veces	 (ci-
clos).

Inmovilización de la enzima

Preparación de la solución enzimáti-
ca. Se	 preparó	 una	 solución	 buffer	 de	
NaH2PO4.2H2O	de	pH	7,5.	En	esta	solu-
ción	se	disolvió	la	enzima	comercial	(30	
mg/mL)	a	 temperatura	ambiente.	Luego	
se	agitó	a	150	rpm	durante	30	horas,	se	
centrifugó	por	2	horas	(15,000	X	g,	tem-
peratura ambiente 20 °C) y se filtró.

Inmovilización por atrapamiento. Se	
adicionó	la	cantidad	necesaria	de	solución	
enzimática	a	la	mezcla	de	las	dispersiones	
de	quitosano	y	gelatina	de	 forma	que	 la	
concentración final de la proteína en este 
sistema	fuera	5	mg/mL.	El	gel	biopolimé-
rico	con	la	enzima	atrapada	se	sometió	a	
deshidratación	por	el	procedimiento	des-
crito	 de	 congelaciones-descongelaciones	
sucesivas	(CDS).

Inmovilización por adsorción. Se	su-
mergieron	1,78	g	de	soportes	en	una	so-
lución	de	5	mg/mL	de	enzima	comercial	
obtenida	de	la	dilución	de	la	solución	en-
zimática	en	la	solución	buffer.	Después	de	
24	horas	y	agitación	esporádica,	se	retiró	
el	soporte;	el	líquido	residual	fue	almace-
nado	para	análisis	de	proteína.	Enseguida	
se	realizaron	dos	lavados	con	fosfato	de	
sodio	a	pH	7,5	de	dos	minutos	cada	uno.	
Luego,	el	biocatalizador	se	almacenó	en	
refrigeración	 a	 5	 ºC.	 Las	 soluciones	 de	
lavado	fueron	almacenadas	para	determi-
nar	su	contenido	de	proteína.

Análisis del contenido de proteína. 
La confirmación de la proteína presente 
en la solución enzimática y la fijada en 
el	 soporte	 durante	 el	 procedimiento	 de	
inmovilización	 por	 adsorción	 (a	 partir	
de	 las	concentraciones	y	volúmenes	de	
las	 soluciones	 enzimática,	 de	 lavado	 y	
de	los	exudados	de	las	descongelaciones	
de	 los	 geles	 secados	 por	 CDS)	 se	 cal-
cularon	 a	 partir	 de	 ensayos	 de	 medida	
de	proteína	usando	el	método	de	Biuret	
a	una	longitud	de	onda	de	540	nm,	uti-
lizando	 un	 espectrofotómetro	 de	 doble	
haz	Lambda	20	de	Perkin	Elmer	con	una	
celda	de	1	cm	y	una	curva	de	calibración	
hecha	con	albúmina	de	suero	bovino.	
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caracterización de los soportes 
y de los sistema biocatalíticos

Determinación de humedad de los sopor-
tes. Se	midió	la	humedad	por	el	método	
gravimétrico	 hasta	 peso	 constante	 a	 95	
°C,	utilizando	una	balanza	analítica	Kern	
de	0,1	mg	de	precisión.

Pruebas cualitativas de estabilidad 
en medios acuosos y no acuosos. Te-
niendo	en	cuenta	que	los	soportes	se	fa-
bricaron	con	el	propósito	de	evaluar	su	
capacidad	de	ser	matrices	de	inmoviliza-
ción	de	lipasas	en	medios	acuosos	y	no	
acuosos,	se	decidió	hacer	ensayos	cuali-
tativos	que	dieran	una	idea	de	sus	resis-
tencias	mecánica	y	química,	y	del	grado	
de	 hinchamiento	 último	 que	 mostraban	
en	 un	 variado	 conjunto	 de	 disolventes,	
fijando algunas condiciones típicas de 
reacciones	 enzimáticas	 o	 protocolos	 de	
inmovilización.	 Así,	 para	 establecer	 la	
resistencia	a	 la	agitación,	 se	hizo	 la	 in-
mersión	de	 los	distintos	 soportes	en	80	
mL de agua destilada (pH = 6,5) a di-
ferentes	 velocidades	 de	 agitación	 (800	
rpm,	 500	 rpm	 y	 120	 rpm)	 por	 8	 horas.	
Para	 medir	 la	 estabilidad	 química	 se	
realizó	 la	 inmersión	 de	 los	 soportes	 en	
diferentes	 solventes	 a	 temperatura	 am-
biente	 (HCl	 5%,	 NaOH	 diluido,	 agua,	
ácido	 acético,	 glicerina,	 hexano,	 buta-
nol,	etanol,	acetona,	isopropanol,	aceite	
de	higuerilla,	aceite	de	palma,	biodiesel)	
por 48 horas. En todos los casos, al final 
de	 los	 ensayos	 se	 hizo	 una	 inspección	
visual	de	la	preservación,	desintegración	
parcial	o	total,	o	desaparición	de	los	so-
portes	en	el	medio.

Espectroscopia infrarroja por trans-
formada de Fourier. Los	 diferentes	 so-
portes	 fueron	 pulverizados	 (3	 mg	 de	
muestra)	y	se	mezclaron	con	2	g	de	KBr	

para	formar	una	pastilla	que	se	analizó	en	
un	espectrofotómetro	Perkin	Elmer	Spec-
trum	BX	II.

Análisis superficial por microscopía 
de fuerza atómica. La	 estructura	 super-
ficial de las películas de geles secas, con 
o	sin	enzima,	se	visualizó	utilizando	un	
microscopio	 de	 fuerza	 atómica	 (Park	
Scientific Instruments, modelo Auto 
Probe	CP)	en	modo	no	contacto	(25	ºC)	
con	una	sonda	ultra-lever.	Las	imágenes	
fueron	obtenidas	en	una	atmósfera	de	hu-
medad	 controlada	 a	una	velocidad	de	1	
Hz,	un	área	de	barrido	de	100	µm2	y	una	
resolución de 256×256 pixeles.

Determinación del área superficial. 
Las pruebas de área superficial se efec-
tuaron	 en	 un	 analizador	 de	 porosidad	 y	
área superficial ASAP 2020 (Microme-
ritics	 Instrument	 Corporation,	 Gosford,	
New	South	Wales,	Australia).	Como	es-
tándares	para	calibrar	el	equipo	se	utili-
zaron	a-alúmina	y	caolinita,	de	área	su-
perficial = 0,52 ± 0,03 m2	g-1	y	=	15,8	±	
0,09	m2	g-1,	respectivamente.	La	muestra	
se desgasificó a 100 °C con una rampa de 
calentamiento	de	10	°C/min,	por	24	ho-
ras,	hasta	alcanzar	una	presión	estable	de	
7	mm	Hg	y	una	velocidad	de	evacuación	
de	10	mm	Hg/s.	Luego	de	este	procedi-
miento,	las	isotermas	de	adsorción	y	des-
orción	de	nitrógeno	se	 tomaron	a	77	K.	
Los	datos	de	volumen	adsorbido	a	con-
diciones	 estándar	de	 temperatura	y	pre-
sión	 se	 transformaron	matemáticamente	
de	acuerdo	con	la	ecuación	de	Brunauer,	
Emmett	y	Teller	(BET).

Medida de la actividad enzimática 
del biocatalizador. Para	la	medida	de	la	
actividad	se	utilizó	la	reacción	de	este-
rificación de ácido oleico y butanol en 
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hexano.	La	enzima	inmovilizada	fue	in-
cubada	previamente	durante	20	min	en	
la	 solución	 de	 ácido	 oleico	 en	 hexano.	
Para	 iniciar	 la	 reacción,	 se	 mezclaron	
37,5	mL	de	 soluciones	0,2	M	de	ácido	
oleico	 y	 butanol	 en	 hexano	 para	 obte-
ner	 una	 relación	 equimolar	 (0,1	 M)	 de	
sustratos.	Cada	sistema	de	reacción,	que	
contenía	1,28	g	de	sistema	biocatalítico	
(soporte	 más	 enzima	 inmovilizada)	 se	
agitó	 a	 300	 rpm	 a	 una	 temperatura	 de	
40	ºC.	

El	seguimiento	de	la	reacción	se	hizo	
tomando	1	mL	de	la	mezcla	de	reacción	
cada	 5	 minutos,	 que	 se	 diluyó	 hasta	 10	
mL	 en	 una	 solución	 de	 etanol/acetona	
(1:1	v/v);	luego	se	agregó	fenolftaleína	al	
1%	y	se	tituló	con	NaOH	acuoso	0,01	N.	
Las	muestras	 se	 tomaron	en	un	periodo	
de	30	minutos.

Este	 procedimiento	 se	 realizó	 sin	 ca-
talizador	 (blanco),	con	 lipasa	comercial	y	
con	la	lipasa	inmovilizada	en	los	geles	de	

quitosano-gelatina	 tanto	 por	 atrapamiento	
como	por	adsorción.

La	actividad	enzimática,	calculada	a	
partir de la pendiente de la gráfica de la 
desaparición	de	ácido	oleico	vs.	tiempo,	
se	midió	en	mM	mol	de	ácido	consumi-
do/min.g	de	enzima	inmovilizada.

ResuLtADos Y DIscusIÓn

estabilidad de los soportes  
de quitosano-gelatina en medios 
acuosos y no acuosos

Aunque	se	presentó	algún	grado	de	hin-
chamiento,	los	soportes	no	se	desintegra-
ron en agua destilada (20 °C, pH = 6,5) 
luego	 de	 permanecer	 en	 ella	 8	 horas	 a	
diferentes	velocidades	de	agitación	(800	
rpm,	500	rpm	y	120	rpm).

En	la	Tabla	1	se	muestran	los	resulta-
dos	de	las	pruebas	de	solubilidad	e	hin-
chamiento.

tabla 1. Estado final de los soportes quitosano:gelatina luego de la pruebas de estabilidad e hin-
chamiento

Solvente Estabilidad química Hinchamiento

HCl 5 % Inestable Sí

NaOH 2 % Inestable Sí

Agua Inestable Sí

Ácido acético glacial Inestable No

Glicerina Estable No

Hexano Estable No

Butanol Estable No

Etanol 96% (v/v) Estable No

Acetona Estable No

Isopropanol Estable No

Aceite de higuerilla Estable No

Aceite de palma Estable No

Biodiesel Estable No
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Los	resultados	de	la	Tabla	1	correspon-
den	a	la	inspección	visual	de	cada	material	
luego	 de	 que	 este	 permaneciera	 inmerso	
durante	48	horas	en	los	distintos	medios	a	
20	°C.	Independientemente	de	las	propor-
ciones	de	quitosano:gelatina,	del	porcen-
taje	total	de	biopolímero	en	la	dispersión	
original	y	del	tipo	de	secado	utilizado	en	
este	 registro	 cualitativo,	 no	 hubo	 distin-
ción en cuanto a la calificación del estado 
final de cada uno de los soportes. El pro-
pósito	de	esta	sencilla	prueba	fue	determi-
nar	si	los	hidrogeles	deshidratados,	desti-
nados	a	ser	soportes	de	inmovilización	de	
enzimas, tenían suficiente estabilidad para 
permanecer	íntegros	en	ensayos	de	segui-
miento	 de	 una	 reacción	 enzimática,	 que	
pueden	durar	48	o	más	horas.	

En	 conclusión,	 los	 soportes	 quitosa-
no-gelatina	 analizados	 en	 este	 estudio,	
aunque	 presentaron	 alguna	 estabilidad	
mecánica	 en	 agua	 durante	 ocho	 horas,	
solo	tienen	potencial	de	uso	como	sopor-
tes	 para	 inmovilización	 de	 enzimas	 en	
reacciones	en	medios	no	acuosos.	

Análisis de las alternativas  
de fabricación y humedad final  
de los soportes de quitosano:gelatina

El	pH	en	el	que	 las	mezclas	de	 las	dis-
persiones	de	gelatina	y	quitosano	fueron	

estables	y	homogéneas	fue	5,5.	A	pH	de	
6,0, y más evidentemente en 6,5, se for-
maron	 pequeños	 precipitados	 blancos.	
Este	 comportamiento	 coincide	 con	 lo	
reportado	en	la	literatura	para	dispersio-
nes	acuosas	de	quitosano	puro	en	las	que	
este	biopolímero	comienza	a	precipitar	a	
valores de pH mayores de o iguales a 6 
(16). 

En	cuanto	a	la	concentración	total	de	
la	 mezcla	 de	 biopolímeros	 se	 observó,	
para	el	caso	de	las	mezclas	de	3,5	y	4,0%,	
que	 la	 viscosidad	 del	 hidrogel	 era	 muy	
elevada y dificultaba su manipulación y 
la obtención final de películas de gel se-
cas	homogéneas.	

El	propósito	de	la	deshidratación	del	
hidrogel	es	obtener	un	 soporte	 seco	con	
características	 estructurales	 adecuadas	
para	 inmovilizar	 la	 lipasa	en	una	matriz	
con suficiente agua disponible para que la 
enzima	preserve	su	actividad	catalítica	en	
un	medio	no	acuoso.	El	método	de	CDS	
proporcionó	un	 tipo	de	 soporte	más	hú-
medo,	esponjoso	y	con	porosidad	super-
ficial evidente. Con el método de secado 
convectivo	se	generaron	estructuras	rígi-
das,	compactas	y	de	baja	humedad.

En	la	Tabla	2	se	muestran	los	valores	
de humedad final de los soportes.

tabla 2. Humedad final (%, base húmeda) de los soportes

Concentración total de biopolímeros

3,0% 3,5% 4,0%

Q:G 1:2 1:5 1:10 1:2 1:5 1:10 1:2 1:5 1:10

CDS 35,7 32,2 29,2 25,8 28,7 31,3 26,8 25,4 24,2

C 12,8 11,9 8,3 12,5 11,9 8,00 10,9 10,9 8,8

Q:G. Relación quitosano:gelatina ; CDS: Humedad final con secado CDS; C: Humedad final con secado convectivo
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En	este	trabajo	se	usaron	mezclas	de	
quitosano-gelatina	 en	 diferentes	 propor-
ciones,	concentraciones	totales	y	valores	
de	pH	en	la	dispersión	original,	y	se	apli-
caron	dos	métodos	de	secado:	con	aire	o	
convectivo	 y	 CDS.	 De	 acuerdo	 con	 los	
resultados	 descritos	 relativos	 al	 efecto	
del	pH	–la	concentración	total	de	biopo-
límeros	en	la	dispersión	original–,	se	de-
cidió	continuar	el	estudio	solamente	con	
los	materiales	preparados	con	pH	y	con-
centración	de	biopolímeros	de	5,5	y	3%,	
respectivamente.	Respecto	del	método	de	
secado,	se	restringió	a	soportes	obtenidos	
mediante	 CDS	 por	 su	 mayor	 porosidad	
aparente y contenido de humedad sufi-
ciente	para	garantizar	la	disponibilidad	de	
agua	para	la	enzima	que	se	iba	a	inmovili-
zar	y	a	utilizar	en	un	medio	no	acuoso.

Estructura y área superficial  
de los soportes

Independientemente	de	la	técnica	aplica-
da	para	la	producción	de	un	soporte	ca-
talítico,	 debe	 tenerse	 en	 cuenta	 algunos	
factores	 asociados	 a	 su	 estructura,	 que	
pueden	limitar	su	actividad	catalítica:	la	
macroporosidad,	 que	 afecta	 la	 difusión	
externa	 de	 los	 sustratos	 desde	 el	 medio	
de	reacción	hacia	los	sitios	de	ubicación	
de	las	enzimas	en	el	soporte	sólido,	y	la	
mesoporosidad,	 principalmente	 relacio-

nada	con	el	tamaño	de	las	cavidades	que	
alojan	 las	 moléculas	 de	 enzima	 y	 que,	
para una mejor eficiencia y capacidad 
de	 inmovilización,	 idealmente,	 debiera	
ser	de	un	tamaño	ligeramente	mayor	que	
el	 radio	hidráulico	de	 la	proteína	 inmo-
vilizada	 en	 la	 matriz	 (17).	 Para	 lograr	
estas	 características	 estructurales,	 en	 el	
caso	de	dispersiones	de	quitosano,	se	han	
utilizado	criogeles	estructurados	y	deshi-
dratados	mediante	procesos	de	congela-
ción-descongelación	(CDS)	(15).	

Estructura superficial.	 La	 microsco-
pía	de	fuerza	atómica	(AFM),	una	técnica	
que permite estudiar la estructura superfi-
cial,	ha	sido	utilizada	por	investigadores	
interesados	en	el	estudio	de	la	topografía	
superficial de membranas (18)

La	morfología	observada	para	tres	so-
portes	(3%	de	contenido	total	de	biopolí-
meros,	 deshidratados	 mediante	 CDS)	 de	
diferente	 relación	 quitosano:gelatina	 fue	
distinta,	como	se	observa	en	las	imágenes	
topográficas mostradas en la Figura 1. Las 
micrografías	tomadas	a	las	diferentes	pe-
lículas corresponden a un tamaño de 5×5 
µm2. La superficie de las tres muestras 
no	es	lisa	y	en	ella	se	observan	estructu-
ras	nodulosas	y	de	agregados	de	nódulos	
que	aparecen	brillantes,	mientras	que	las	
zonas	más	oscuras	corresponden	a	super-
ficies más profundas. 
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Figura 1. Imágenes topográficas de tres tipos de soportes obtenidos mediante CDS. Concentra-
ción	total	de	biopolímeros:	3,0	%
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El	efecto	de	los	tratamientos	CDS	en	
la	producción	de	membranas	o	soportes	
de quitosano es estructurar la superficie, 
es	 decir,	 hacerla	 homogénea	 y	 porosa	
(19).	 En	 el	 caso	 de	 mezclas	 quitosano-
gelatina	se	evidencia,	de	acuerdo	con	las	
micrografías	de	la	Figura	1,	que	para	la	
proporción	más	baja	de	gelatina	esta	téc-
nica	también	produce	este	tipo	de	estruc-
turación.	Sin	embargo,	el	efecto	se	pierde	
a	medida	que	se	incrementa	la	presencia	
de	gelatina	en	la	mezcla	inicial	de	biopo-
límeros.

Área superficial. En	la	Tabla	3	se	ob-
servan	los	resultados	promedio	de	dos	de-
terminaciones de área superficial para tres 
diferentes	 tipos	de	soportes	de	quitosano-
gelatina	obtenidos	con	los	dos	métodos	de	
deshidratación	utilizados	en	este	trabajo.	

tabla 3. Área superficial interna (m2/g)	de	los	
soportes	de	quitosano-gelatina.	Concentración	
total	de	biopolímeros	en	las	muestras:	3,0	%

Q:G 1:2 1:5 1:10

CDS 2,9908 1,6765 0,8760

C 0,2654 0,2842 0,2006

Q:G.	Relación	quitosano:gelatina
CDS: Área superficial para muestras secadas mediante 
CDS
C: Área superficial para muestras secadas con aire

Las cifras de área superficial de la Ta-
bla	3	son	coherentes	con	 las	apreciacio-
nes	cualitativas	sobre	estructura	acerca	de	
los	 materiales	 secos	 obtenidos	 mediante	
secado	por	 convección	y	CDS.	Los	pri-
meros,	 rígidos	 y	 compactos,	 tienen	 los	
valores más bajos de área superficial; los 
segundos	 muestran	 cifras	 entre	 cuatro	 y	
doce	 veces	 superiores	 respecto	 de	 esta	
característica	y,	entre	ellos,	los	de	propor-

ción	1:2	en	la	relación	quitosano:gelatina	
tuvieron mayor área superficial por gra-
mo	de	muestra	(2,9908	m2/g).	También	es	
evidente	que	para	 los	soportes	deshidra-
tados	por	CDS	hay	correspondencia	entre	
estas cifras y la estructura superficial que 
aparece	en	 las	micrografías	de	 la	Figura	
1: la mayor área superficial corresponde a 
la superficie más estructurada. 

El área superficial de los soportes de 
quitosano	 depende	 principalmente	 del	
procedimiento	 de	 secado	 de	 los	 hidro-
geles.	Cuando	se	usa	secado	convectivo	
con	aire	se	ha	reportado,	para	pequeñas	
esferas de quitosano, áreas superficiales 
menores	de	0,5	m2	g-1(20);	usando	seca-
do	por	aspersión	 se	obtienen	valores	 li-
geramente	 superiores	 (0,74-3,01	 m2	 g-1)	
(21). El secado al vacío y la liofilización 
permiten	alcanzar	entre	10	y	150	m2	g-1	
(22);	el	secado	supercrítico	conduce	a	la	
obtención de las más altas áreas superfi-
ciales	(hasta	200	m	2	g-1)	(23).	Puede	con-
cluirse	que	mediante	la	técnica	descrita,	
para	 mezclas	 de	 quitosano-gelatina	 con	
concentración	 toral	 de	 biopolímeros	 de	
3,0%	 secadas	 mediante	 CDS,	 se	 logran	
estructuras semejantes en área superficial 
a	las	que	se	alcanzan	deshidratando	dis-
persiones	de	quitosano	mediante	secado	
por	aspersión.	Para	el	caso	del	quitosano	
se ha sugerido que las superficies porosas 
tienen	una	capacidad	de	retención	supe-
rior	de	enzima	en	procesos	de	adsorción	
de	lipasas	sobre	esta	clase	de	soportes	y,	
consecuentemente,	 mayor	 actividad	 ca-
talítica	(17).	Por	esta	razón	se	consideró	
que	el	soporte	de	relación	1:2	(quitosano:
gelatina)	era	el	más	adecuado	para	inmo-
vilizar	la	lipasa.	

Espectroscopia infrarroja por trans-
formada de Fourier. Los	espectros	infra-
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y	1.412	cm-1)	que	se	atribuyen	a	distintos	
modos	 de	 vibración	 de	 los	 grupos	 CH,	
CH2	 y	 CH3	 (24)	 y	 una	 segunda	 amplia	
banda	con	dos	pequeños	picos	y	un	mí-
nimo	 en	 1.089	 cm-1	 producidos	 por	 los	
grupos	C-O,	C-O-C,	C-C	y	C-N	del	bio-
polímero	y	que,	en	conjunto,	usualmen-
te	se	asocian	a	la	estructura	sacárida	del	
quitosano	(25).	

rrojos	de	transformada	de	Fourier	de	los	
soportes	de	quitosano-gelatina	obtenidos	
por	 deshidratación	 mediante	 CDS	 son	
mostrados	en	la	Figura	2.	

El	 espectro	 del	 quitosano	 muestra	
un	 fuerte	pico	característico	de	amida	a	
1.654 cm−1;	 una	 banda	 amplia	 con	 tres	
pequeños	 picos	 (1.300	 cm-1,	 1.350	 cm-1	

Figura 2. Espectros	IR	de	los	soportes	secos	de	quitosano:gelatina	y	las	mezclas	de	estos	biopo-
límeros.	

En	el	espectro	de	la	gelatina	(Figura	
2)	 se	observa	un	pico	en	una	ubicación	
ligeramente menor a 1.654 cm−1	 que	 se	
asocia	al	grupo	carbonilo	y	a	una	peque-
ña	banda	amino	alrededor	de	1.537	cm-1.

La	incorporación	de	la	gelatina	llevó	
a pequeñas modificaciones en el espectro 
de	quitosano,	variando	las	posiciones	de	
bandas	y	picos	hacia	valores	ligeramente	
menores,	pero	observables,	de	los	núme-
ros	de	onda,	a	medida	que	se	incrementa	
el	contenido	de	gelatina.	Estos	pequeños	

cambios	 indican	 la	 interacción	 de	 las	
moléculas	de	gelatina	y	quitosano	por	la	
formación	 de	 puentes	 de	 hidrógeno	 en-
tre	ellas	en	el	complejo	polielectrolítico	
creado entre los dos biopolímeros (26).

Inmovilización de la enzima

De	acuerdo	con	los	resultados	de	la	Tabla	
3, el área superficial de los soportes ob-
tenidos	 mediante	 CDS	 es	 baja.	 General-
mente, la eficiencia de la inmovilización 
de	una	enzima	la	determina	el	área	super-
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ficial del soporte. Esto ha sido cuestionado 
para	el	caso	de	la	inmovilización	de	lipa-
sas	en	soportes	biopoliméricos	en	los	que	
resulta ser más importante la afinidad del 
material	 de	 soporte	 por	 las	 enzimas	 que	
su área superficial(27). Tal parece ser la el 
caso	en	este	estudio	pues	los	resultados	de	
actividad	 catalítica	 en	 la	 inmovilización	
de	la	lipasa	de	Candida antarctica	fueron	
satisfactorios	y,	en	algunos	casos	superio-
res	a	las	publicadas	en	trabajos	similares,	
tal	como	se	observa	en	la	Tabla	4.

De	acuerdo	con	las	mediciones	de	car-
ga	de	proteína	de	 las	 soluciones	enzimá-
ticas,	de	lavado	y	de	los	exudados	de	las	
descongelaciones	de	los	geles	secados	por	
CDS,	 los	balances	de	proteína	mostraron	
que	 la	 cantidad	de	 enzima	adsorbida	por	

el soporte fue 61,8 mg/g para el procedi-
miento	de	adsorción	y	48,7	mg/g	de	sopor-
te	para	inmovilización	por	atrapamiento.

Actividad enzimática 
del biocatalizador

Sin	 presencia	 del	 biocatalizador	 no	 se	
observó	disminución	de	la	concentración	
de	ácido	oleico	en	condiciones	de	ensayo	
(40	°C	y	300	rpm)	durante	media	hora.

En	la	Tabla	4	se	comparan	los	resul-
tados de actividad específica (U/g de pro-
teína	o	U/g	de	soporte)	obtenidos	en	este	
estudio	con	 los	de	 trabajos	 similares	en	
los	 que	 se	utilizó	 la	misma	 reacción	de	
síntesis	para	la	medida	de	la	actividad	en	
el	medio	orgánico.	

tabla 4.	Actividades	catalíticas	de	la	lipasa	de	Candida antarctica	en	distintos	soportes

Sistema catalítico
Actividad

Referencia(mM/min g 
soporte)

(mM/min g 
proteína)

LC (n-hexano) 0,16 0,90 Este trabajo

Atrapamiento (Q:G = 1:2) 0,04 0,87 Este trabajo

Adsorción (Q:G = 1:2) 0,06 1,03 Este trabajo

LCC (n-heptano) 0,01-0,03 - (28)

LC (iso-octano) 0,07 - (29)

LCQ (iso-octano) - 2,75 (19)

LC:	Lipasa	de	Candida antarctica	inmovilizada	comercial	Novozym	435
LCC:	Lipasa	de	Candida antarctica	en	carbón	activado
LCQ:	Lipasa	de	Candida antarctica	inmovilizada	en	quitosano,	activada	con	glutaraldehido

Los	 resultados	 de	 actividad	 de	 los	
sistemas	 inmovilizados	 obtenidos	 en	
este	 trabajo	 muestran	 actividades	 cata-
líticas	 comparables	 a	 las	 reportadas	por	
estudios	 similares	 en	 sistemas	 de	 reac-
ción	 semejantes	 que	 usaron	 medios	 no	
acuosos	distintos	al	hexano.	Este	hecho	
puede	 explicar	 en	 parte	 las	 variaciones	

de	los	valores	de	la	actividad.	En	el	caso	
de	la	inmovilización	por	atrapamiento,	la	
actividad	 es	menor	 respecto	de	 la	 de	 la	
inmovilización	 por	 adsorción,	 posible-
mente	por	 las	 restricciones	a	 la	 transfe-
rencia	de	masa	que	lleva	a	restringir	más	
el flujo de sustratos a través de la matriz 
biopolimérica.	
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Para	estimar	 en	una	primera	aproxi-
mación	la	estabilidad	operacional	de	los	
sistemas	biocatalíticos,	la	actividad	cata-
lítica	fue	medida	durante	dos	reusos	más,	
tanto	de	la	lipasa	inmovilizada	por	atra-
pamiento	como	por	adsorción,	mostran-
do	una	pérdida	de	la	actividad	de	aproxi-
madamente	20,5	y	38,4%	en	el	caso	de	
atrapamiento y de 45,6 y 80,2% en al 
caso	de	adsorción,	 lo	cual	 indica	que	 la	
inmovilización	por	atrapamiento	es	más	
estable.

concLusIones

En	la	preparación	de	los	soportes,	el	fac-
tor	 determinante	 de	 la	 estabilidad	 y	 la	
homogeneidad	de	las	dispersiones	fue	el	
pH,	 siendo	5,5	el	valor	 en	el	que	 se	no	
se	 presentó	 precipitación	 del	 quitosano.	
En	 cuanto	 a	 la	 concentración	 total	 de	
biopolímeros,	las	mezclas	de	3,5	y	4,0%	
proporcionaron	hidrogeles	de	alta	visco-
sidad, lo que dificultó los pasos posterio-
res	de	los	protocolos	de	obtención	de	los	
soportes.	Respecto	del	método	de	secado,	
los	 materiales	 obtenidos	 mediante	 CDS	
(6 ciclos) fueron escogidos para llevar a 
cabo	 la	 inmovilización	 de	 la	 lipasa	 por	
tener mayor porosidad, área superficial y 
contenido	de	humedad.

Los	 soportes	quitosano-gelatina	pre-
parados	en	este	estudio,	aunque	presenta-
ron	alguna	estabilidad	mecánica	en	agua	
durante	8	horas,	solo	tienen	potencial	de	
uso	 como	 soportes	 para	 inmovilización	
de	enzimas	en	 reacciones	en	medios	no	
acuosos.	

Utilizando	seis	ciclos	de	CDS	se	logró	
obtener	un	gel	con	 la	estructura	y	 la	hu-
medad	adecuadas	para	ser	utilizado	como	
soporte	para	inmovilización	de	la	enzima.

Como	consecuencia	de	los	resultados	
de	las	pruebas	de	AFM	y	la	medida	del	
área superficial, para propósitos de in-
movilización,	se	consideró	que	el	soporte	
más	adecuado	fue	la	relación	quitosano-
gelatina	=	1:2.

Los	 resultados	 de	 actividad	 de	 los	
sistemas	 inmovilizados	 en	 este	 trabajo	
muestran	actividades	catalíticas	de	este-
rificación en medio no acuoso, compa-
rables	 a	 las	 reportadas	 por	 estudios	 si-
milares.	En	el	caso	de	la	inmovilización	
por	atrapamiento,	 la	actividad	es	menor	
respecto	 de	 la	 de	 la	 inmovilización	 por	
adsorción,	 posiblemente	 por	 las	 restric-
ciones al flujo de sustratos que impone la 
matriz.	Sin	 embargo,	 este	 resultó	mejor	
que	el	de	adsorción	en	cuanto	a	la	reutili-
zación	o	estabilidad	operacional	del	sis-
tema	biocatalítico.
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