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RESUMEN 
 

El presente trabajo tuvo como finalidad la modificación de flavonoides, en específico 

naringina y rutina, mediante reacciones catalizadas por lipasas en medios no acuosos, 

utilizando como agentes acilantes ácidos grasos y sus ésteres metílicos, de diferente 

longitud de cadena y grado de insaturación (C10, C14 y C18:1, C18:2 y C18:3). 

La selección del disolvente y la cantidad de enzima para llevar a cabo la reacción, se 

realizó cualitativamente por medio de CCF, evaluando tres métodos, en las condiciones 

de reacción evaluadas el disolvente que brindó los mejores resultados fue el 2-metil-2-

butanol. 

Se logró transesterificar a los flavonoides con la lipasa B de Candida antarctica 

inmovilizada, utilizando distintos aceites como fuente de ácidos grasos para llevar a cabo 

la reacción, obteniendo como resultado la modificación de ambos flavonoides, siendo el 

producto mayoritario el de la esterificación con el ácido graso presente en mayor 

proporción para la mayoría de los aceites (aceite de coco, nuez moscada, olivo, almendra, 

uva, calabaza, chía, linaza y ricino). 

Mediante RMN (1H y 13C) se logró identificar el sitio de acilación de la naringina que se 

llevó a cabo en la posición 6 de la fracción de glucosa, mientras que para la rutina el sitio 

tuvo lugar en la posición 4 de la ramnosa. 

Los rendimientos más altos para ambos flavonoides se alcanzaron con el ácido decanoico 

y con los de tamaño de cadena de 18 carbonos (36-40% para naringina y entre 30-36% 

para rutina). Los rendimientos fueron determinados con base en el producto puro 

obtenido.  

Se obtuvieron los ésteres metílicos de los ácidos grasos por medio de una reacción 

catalizada por la lipasa de C. antarctica y su identificación se realizó mediante CG-EM; 

posteriormente fueron utilizados para la transesterificación de los flavonoides. Con el uso 

de los ésteres metílicos no se observó diferencia en los rendimientos respecto a los 

obtenidos con los ácidos grasos.  

Se realizó una búsqueda de fuentes vegetales para la obtención de lipasas, utilizando 

como parámetro de selección su actividad enzimática de lipasa. Con base en los 
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resultados se eligieron los polvos cetónicos de los germinados de maíz (14.45 U/g de 

semilla), trigo (14.34 U/g de semilla) y frijol (7.25 U/g de semilla) además de las semillas 

de ricino (46.45 U/g de semilla) y papaya (10.02 U/g de semilla) 

Los resultados mostraron que únicamente las semillas de Ricinus communis fueron 

capaces de llevar a cabo la reacción de modificación de la naringina con ácido láurico y 

los ácidos oleico y ricinoleico, bajo las condiciones analizadas.
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I. ANTECEDENTES 
 

1.1 Flavonoides 
 

1.1.1 Estructura y clasificación de flavonoides 
 

El término flavonoide denota un grupo muy amplio de compuestos polifenólicos 

ampliamente distribuidos en la naturaleza. Éstos juegan un papel trascendental dentro del 

reino vegetal ya que tienen funciones muy importantes dentro del desarrollo de las plantas 

en donde se encuentran. 

Químicamente se caracterizan por poseer dos anillos aromáticos bencénicos unidos por 

un puente de tres átomos de carbono, con la estructura general C6-C3-C6 o, más 

específicamente, un fenilbenzopirano funcionalizado (Figura 1) (Oyvind &  Kenneth 2006). 

 
 

 

 
 

Figura 1. Estructura general del esqueleto flavonólico (Oyvind & Kenneth 2006) 

 

Dependiendo de la posición del anillo aromático  (B) con respecto al resto del benzopirano 

(A y C), este grupo de productos naturales  puede dividirse en tres clases: 1) los 

flavonoides (2-fenilbenzopiranos), 2) isoflavonoides (3-benzopiranos), y 3) los 

neoflavonoides (4-benzopiranos) (Figura 2). Los tipos de flavonoides están relacionados 

por una ruta biosintética común, que incorpora precursores de la ruta del shikimato y del 

acetato-malonato. Posteriores modificaciones incluyen reacciones de metilación, 

isoprenilación, dimerización y glicosilación (Grotewold 2006). 
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Figura 2. Estructuras de los tres grupos principales de flavonoides (Grotewold 2006) 

 

Con base en el grado de oxidación y saturación que presenta el heterociclo (C) los 

flavonoides (2-fenilbenzopiranos) pueden subdividirse a su vez en varios grupos, que se 

muestran en la Tabla 1 con algunos ejemplos. 

 
Tabla 1. Ejemplos de flavonoides y su estructura (Cartaya & Reynaldo 2001) 

Nombre Ejemplos Estructura 

Antocianidinas 

 

Luteolinidina 

Cianidina  

Flavanonas 
Hespiridina 

Naringina 
 

Flavonas 
Luteolina 

Apigenina 
 

Flavonoles 
Kaemferol 

Rutina 
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1.1.2 Biosíntesis  
 

Los flavonoides han sido asignados al grupo de compuestos de origen metabólico mixto 

ya que se ha demostrado mediante experimentos de marcaje isotópico que los 6 carbonos 

del anillo B y 3 carbonos del anillo C  (C-2, C-3 y C-4) provienen del ácido shikímico. En 

cambio, los 6 carbonos del anillo A provienen de la vía del acetato. 

Según se sabe actualmente, la construcción del esqueleto flavonoide comienza como una 

cadena policetídica en la que el ácido cinámico, o más a menudo, el p-cumárico actúan 

como la unidad iniciadora, lo que explica que las posiciones 5, 7 y 4´ estén casi siempre 

ocupadas por grupos OH, aunque existen procesos de oxigenación posterior. 

La unidad iniciadora es alargada posteriormente con tres fragmentos de malonato, que 

subsecuentemente sufre un plegamiento mediante aldolización intramolecular que lleva  a 

la estructura de chalcona, esta etapa del proceso es catalizada por una enzima llamada 

chalcona síntetasa. Posteriormente las chalconas experimentan una adición 

intramolecular, que es catalizada de manera estereoespecífica por una chalcona 

isomerasa, lo que da origen a las flavanonas (Figura 3), éstas experimentan 

posteriormente procesos de oxidación o deshidrogenación para dar lugar a las demás 

clases de flavonoides. (Marco 2006). Además de estos procesos básicos se suelen 

producir otras transformaciones adicionales tales como su alquilación, glicosilación, 

prenilación, etc. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Figura 3. Formación biosintética de flavonoides (Marco 2006) 
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1.1.3 Funciones de los flavonoides 
 

Los flavonoides son importantes para el desarrollo normal de las plantas. Se encuentran 

localizados en la membrana del tilacoide de los cloroplastos y sus funciones se pueden 

resumir en tres grupos: papel de defensa, papel de señal química y efecto sobre las 

enzimas.(Cartaya & Reynaldo 2001) 

Los flavonoides juegan un papel en la defensa de las plantas frente a agentes externos, 

como la radiación UV, los microorganismos, tanto bacterias como hongos así como 

insectos y otros animales herbívoros, las otras plantas y el entorno. También actúan como 

señales químicas o marcadores florales que sirven para guiar a las abejas y otros insectos 

polinizadores hacia el néctar, facilitando la polinización (Peters, Frost & Long 1996). 

Se piensa que los flavonoides participan en la fase luminosa de la fotosíntesis como 

catalizadores del transporte electrónico y/o como reguladores de canales de iones en la 

fotofosforilación. Cuando las células fotosintetizadoras mueren, los flavonoides son 

excretados y aparecen en la savia de las plantas, en la miel y en la resina. De ahí que los 

propóleos fabricados por las abejas sean materiales ricos en compuestos flavonoideos 

(Rice-evans et al. 1995). 

1.1.4 Propiedades de los flavonoides 
 

Así como se han estudiado los efectos benéficos que aportan los flavonoides en las 

plantas, existen diversas investigaciones para observar la relación que tienen con otros 

organismos. En su relación con el hombre se han observado principalmente propiedades 

farmacológicas. 

En los últimos años se ha puesto de manifiesto mediante su inclusión en la dieta su 

importancia como antioxidantes naturales y su papel benéfico, en la prevención de 

enfermedades cardiovasculares y de algunos tipos de cáncer actuando a diferentes 

niveles dentro del proceso de inducción y proliferación de los tumores (Benavente-García 

et al. 1997). 

Existe un consenso de que la actividad antioxidante de los flavonoides resulta de una 

combinación de sus propiedades quelantes de hierro y secuestradoras de radicales libres. 

Numerosas evidencias apuntan hacia la protección del ADN ejercida por los flavonoides, 
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al inhibir los efectos oxidativos que provocan las especies reactivas de oxígeno sobre esta 

biomolécula (Martínez-Flores et al. 2002). 

Se han realizado análisis del incremento en el consumo de flavonoides en relación con las 

enfermedades cardiovasculares y se estima que la incidencia en la tasa de infarto al 

miocardio disminuyó en un 11% cuando se realizó un incremento en el consumo de 

flavonoides. Además se ha relacionado con un menor riesgo de accidente 

cerebrovascular y mortalidad (Hodgson & Croft 2010). 

También se ha evaluado su capacidad de inhibir ciertos patógenos como los que se 

pueden localizar en la cavidad oral, donde se ha observado que los flavonoides, en 

particular cierto grupo de antocianidinas presentes en el arándano, son capaces de inhibir 

la formación de biopelículas que es lo que les proporciona resistencia a este tipo de 

bacterias (Riihinen et al. 2014). 

Debido a los efectos benéficos que producen estos compuestos ha sido de gran interés 

poder utilizarlos en la industria, aunque existe un inconveniente al respecto ya que 

presentan baja solubilidad tanto en sistemas polares como no polares lo que reduce su 

espectro de uso (Ardhaoui et al. 2004). Se ha buscado la modificación de estas moléculas 

para aumentar su lipofilicidad y potenciar algunas de sus propiedades, la principal 

herramienta para alcanzar estos objetivos ha sido el uso de reacciones de esterificación y 

transesterificación de estas moléculas con una amplia gama de compuestos. 

1.1.5 Naringina  

 
La naringina es un flavonoide 7-O-glicósido entre la flavanona naringenina y el disacárido 

formado por L-ramnosa y D-glucosa (Figura 4)  que se encuentra en el zumo de cítricos, 

con su presencia les da su sabor amargo característico. Esta molécula tiene muchas 

aplicaciones farmacológicas, que incluyen actividad anti-microbiana, anti-

hipercolesteremica, anti-cancerígena, etc. (Zhang et al. 2012).  

En la industria de alimentos es utilizada para dar sabor y su estudio sigue vigente por su 

propiedad antioxidante como estabilizante de aceites. 
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Figura 4. Estructura de la naringina (Passicos, Santarelli & Coulon 2004) 

 

El espectro de usos de este flavonoide conlleva a realizar estudios para mejorar su 

solubilidad en medios no polares, para ello se han realizado trabajos de su esterificación 

con ácidos grasos de diferentes tamaños de cadena (Kontogianni et al. 2001). 

 1.1.6 Rutina 

 

La rutina es el glucósido conformado por el flavonol quercetina y el disacárido rutinosa 

formado por D-glucosa y L-ramnosa (Figura 5) que se encuentra en varias plantas como 

en algunas especies del género Asparagus así como en la cebolla, manzana, té y vino 

(Chua 2013). 

Se ha reportado que la rutina tiene varias propiedades farmacológicas tales como  

antioxidante, citoprotectora, vasoprotectora, antiproliferativa y cardioprotectora (de Araújo 

et al. 2013). Esta molécula ha sido biotransformada para mejorar sus propiedades 

antioxidantes y su solubilidad en disolventes no polares para ampliar su uso ( Kontogianni 

et al. 2003). 

OHO
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Figura 5. Estructura de la rutina (Viskupicova, Sturdik & Ondrejovic 2009) 
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1.2. Generalidades de la reacción de transesterificación.  
 

La transesterificación es el término general utilizado para describir una clase importante 

de reacciones orgánicas en donde un éster es transformado en otro a través de 

intercambiar el grupo acilo de un éster con el grupo acilo de un alcohol u otro éster (Figura 

6) (Schuchardt, Sercheli, & Matheus 1998). 

 

 

 

Figura 6.  Ecuación general para la reacción de transesterificación 

   

Esta reacción se utiliza para diferentes propósitos, ya que los ésteres poseen diferentes 

atributos que son de interés industrial. Uno de los mejores ejemplos del uso de esta 

reacción es la obtención de biodiesel por medio de la transesterificación de ácidos grasos 

presentes en fuentes renovables de lípidos, el cual aparece como una alternativa 

biodegradable y no contaminante para su uso como combustible de vehículos 

automotores (Gog et al. 2012). 

También se ha utilizado para mejorar características tales como la capacidad 

antioxidante, la polaridad, la actividad farmacológica, etc., de diversas moléculas como 

por ejemplo ácidos fenólicos para aumentar su lipofilia y, en consecuencia, para obtener 

antioxidantes multifuncionales con mayor bioactividad y  biodisponibilidad (Hernandez et 

al. 2009). 

La transesterificación puede ser catalizada por la adición de un ácido o base pero también 

puede llevarse a cabo con la ayuda de enzimas (biocatálisis). Las estrategias más 

utilizadas para llevar a cabo este tipo de reacciones se muestran en la Tabla 2. 
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Tabla 2. Métodos para llevar a cabo la reacción de transesterificación. 

 

1.2.1 Transesterificación química 
 

Existen varios métodos para llevar a cabo las reacciones de esterificación y 

transesterificación vía catálisis química. Para llevar a cabo estas reacciones se utilizan 

diversos disolventes (THF, Dioxano, etc.) además de ácidos o bases como catalizadores 

el mejor ejemplo de estas reacciones es la esterificación de Fischer que consiste en la 

formación de un éster por reflujo de un ácido carboxílico y un alcohol, en presencia de 

un catalizador ácido, que generalmente es ácido sulfúrico o ácido clorhídrico concentrado 

(Smith & March 2007). 

Estas reacciones químicas poseen serias desventajas ya que además de no ser 

consideradas amigables para el medio ambiente son poco selectivas.  

Dentro de la catálisis heterogénea el uso de las arcillas súper ácidas es una de las 

principales alternativas para esterificar moléculas, aunque para la activación de estas 

también se requiere el uso de ácidos, como el trifluorometansulfónico (Vargas-Rodríguez 

et al. 2008). 

El uso de disolventes como THF o dioxano, catalizadores como la piridina, ácidos y bases 

fuertes y que estos no sean renovables son las causas principales por las que se han 

buscado alternativas más verdes para llevar a cabo reacciones de esterificación y 

transesterificación. 

Método  Ejemplos 

Químico  Síntesis de Fischer 
 Catálisis heterogénea 

Biocatálitico Utilizando enzimas como: 

 Lipasas 
 Feruloilesterasas 
 Esterasas 
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1.2.2 Transesterificación enzimática  
 
La síntesis de moléculas orgánicas usando como catalizadores de la reacción a las 

enzimas se denomina como biotransformación. Las biotransformaciones de las moléculas 

orgánicas no se limitan únicamente al uso de enzimas aisladas, también pueden ser 

catalizadas por otros sistemas biológicos, incluyendo células y anticuerpos específicos 

(Wells 2012). 

Las enzimas presentan a menudo una quimio- regio- y enantioselectividad que las 

convierte en valiosos catalizadores en el campo de la química brindando así una 

alternativa  a los métodos químicos convencionales. Las biotransformaciones han llegado 

también al campo de las reacciones de esterificación y transesterificación, el mejor 

ejemplo es la producción de biodiesel (Gog et al. 2012). 

A pesar de ser una excelente alternativa para la síntesis orgánica el uso de la biocatálisis 

tiene varios aspectos que hay que considerar como el tipo de enzima, las condiciones de 

reacción y el tipo de sustratos. 

1.3. Transesterificación enzimática de flavonoides 
  

Además de aumentar su lipofilicidad, se ha observado que los flavonoides que se 

encuentran altamente acilados  son más estables a factores ambientales como luz, pH y 

presencia de oxígeno (Cevallos-Casals & Cisneros-Zevallos 2004), por lo que la 

esterificación de estas moléculas resulta muy atractiva.  

Los flavonoides han sido acilados con diferentes compuestos, principalmente con ácidos 

orgánicos de diferente longitud de cadena y aromáticos, sustituidos o no. Aunque se ha 

dado un enfoque especial al uso de ácidos grasos y los ésteres metílicos de algunos de 

ellos para llevar a cabo la esterificación y la transesterificación de los flavonoides (Figura 

7) (Viskupicova, Ondrejovic, & Maliar 2012). 

Un ejemplo de estas biotransformaciones es la acilación de isoquercitina con ácidos 

grasos de diferente tamaño (C4-C18) catalizada por la lipasa de Candida antarctica 

inmovilizada, esto para observar la actividad biológica de cada uno de estos ésteres, 
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donde también se observó un aumento en su solubilidad en disolventes orgánicos (Salem 

et al. 2010). 

Figura 7. Reacción de a) esterificación y b) transesterificación de flavonoides (Viskupicova, Sturdik,  
& Ondrejovic 2009) 
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1.3.1 Factores que afectan la transesterificación enzimática.   
 

Los factores clave que influyen en la esterificación y transesterificación enzimática, 

incluyen el tipo y concentración de enzima, la estructura y concentración de los sustratos, 

la naturaleza del medio de reacción, contenido de agua en el medio y temperatura de 

reacción (Chebil et al. 2006). 

1.3.1.1 Tipo de enzima 
 

Naturalmente la acilación de los flavonoides se lleva a cabo por las enzimas 

aciltransferasas, pero a nivel de laboratorio resulta complicado trabajar con estas enzimas 

ya que como agentes de síntesis tienen un inconveniente, requieren su correspondiente 

cofactor (acil coenzima A), que debe estar en cantidades estequiométricas o tiene que ser 

regenerada in situ.  

Se han buscado alternativas para llevar a cabo este tipo de reacciones, ya que existen 

algunas enzimas que tienen la capacidad de catalizarlas en disolventes no acuosos, 

existen principalmente tres grupos de enzimas que han sido utilizadas para este 

propósito: 1) proteasas, 2) esterasas y 3) lipasa. A pesar de que su principal función es la 

de llevar a cabo la hidrólisis de sus sustratos, en condiciones especiales estas son 

capaces de promover la formación del éster. 
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Algunos de los estudios que se han realizado para modificar los flavonoides se presentan 

en la Tabla 3. Las proteasas tienen un amplio campo de aplicación en la industria pero en 

la modificación de flavonoides han sido poco utilizadas. Se reportó el uso de subtilisina 

para la modificación de naringina, rutina y hesperidina pero no se obtuvieron buenos 

porcentajes de conversión. (Danieli, De Bellis, Carrea, & Riva, 1990)  

Las esterasas han sido poco utilizadas para llevar a cabo estas reacciones debido a su 

afinidad por sustratos de cadena corta y en este caso lo que se prefiere es incrementar lo 

mayormente posible la lipofilicidad de los compuestos de estudio.  

Tabla 3. Algunas enzimas utilizadas para la esterificación de flavonoides (Modificado de Chebil et 
al., 2006) 

Enzima Recurso de  la 
enzima Flavonoide Donador 

de acilo 
Rendimiento          

(%) Referencias 

Subtilisina 

(proteasa) 

Bacillus 
licheniformis 

Isoquercetina 

Rutina 

Naringina 

Trifluoroetil 
butirato 24-77 (Danieli et 

al. 1997) 

Lipasa B 
Candida 

antarctica 

Isoquercetina 

Rutina 

Naringina 

Ácidos 
esteárico, 
palmítico y 

láurico 

70 
(Otto et al. 

2001) 

Carboxilestera
sa 

Streptomyces 
rochei Catequina 

Acetato de 
etilo 

Palmitato 
de etilo 

---- (Chebil et al. 
2006) 

Extracto 
celular 

Ipomoea 
batatas 

Isoquercetina 

 

Ácido 
cafeíco, p-
cumárico, 
ferúlico y 
cinámico 

11-68 (Nakajima et 
al. 2000) 
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1.3.1.1.1 Lipasas 
 

Las lipasas (EC 3.1.1.3 triacilglicerol hidrolasas) se encuentran distribuidas ampliamente 

en la naturaleza ya que pueden ser de origen animal, vegetal o microbiano y tienen la 

capacidad de promover la síntesis de ésteres en condiciones de baja actividad de agua, 

estas se han convertido en el grupo más utilizado de enzimas para la acilación de 

diversos compuestos en particular las de origen microbiano. (Villeneuve 2007) 

Las lipasas a pesar de que pueden variar en su tamaño poseen características similares 

ya que se pliegan de una manera análoga y poseen sitios activos parecidos. Ellas 

comparten la triada catalítica (serina, histidina, aspártico o glutámico) que es la que les 

confiere su capacidad de catálisis. 

La lipasa B de Candida antarctica inmovilizada (CALB) es uno de los biocatalizadores 

más utilizados en síntesis orgánica tanto en el laboratorio y escala comercial esto debido 

a su capacidad de aceptar una amplia gama de sustratos, su tolerancia a medios no 

acuosos y resistencia a la desactivación térmica.  

CALB está siendo utilizada con frecuencia en la acilación de varios compuestos naturales 

tales como sacáridos, esteroides y glucósidos naturales, entre ellos flavonoides. La 

esterificación de glicósidos de prunina, una flavanona, con acetato de vinilo se llevó a 

cabo con CALB y la lipasa de Rhizomucor miehei, con ello se pudo observar que C. 

antarctica resultó un biocatalizador más eficiente para llevar a cabo esta reacción 

obteniendo conversiones cercanas al 100%.(Céliz & Daz 2011) 

Las lipasas tienen una especificidad por ácidos grasos de cadena larga a diferencia de las 

esterasas que prefieren los de cadena corta, por esta razón también se incrementa el uso 

de lipasas para esta reacción para incrementar el largo de la cadena con la que los 

flavonoides serán acilados. El mecanismo de reacción de CALB consiste básicamente en 

la reacción de la molécula de sustrato con la serina que se encuentra en el sitio activo de 

la enzima formando un intermedio tetraédrico que se estabiliza mediante los residuos de 

Histidina y Aspártico. En la siguiente etapa se libera el alcohol y se crea el complejo de 

acil-enzima. Un ataque nucleofilico (agua en la hidrólisis, el alcohol en la 

transesterificación) provoca la formación del intermediario tetraédrico. En la última etapa, 

el intermedio se divide en  producto y enzima y se recupera para el próximo ciclo 

catalítico. (Figura 8) (Lutz 2004). 
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Figura 8. Mecanismo de reacción CALB (Viskupicova, Ondrejovic, & Maliar 2012) 

 

1.3.1.2 Condiciones de reacción 
 

Las condiciones de reacción juegan un papel muy importante para llevar a cabo la 

transformación de flavonoides ya que se busca un medio adecuado que permita  la 

solubilidad apropiada del flavonoide (polar) y donador de acilo (no polar)  así como la 

actividad enzimática más alta posible. Aunque en estos casos no se puede hablar de 

disolventes específicos se han estudiado varios para la reacción con flavonoides (Tabla 

4), en los cuales se ha observado que la actividad de las lipasas fue mayor en disolventes 

hidrófobos que en los hidrófilos. 

Se ha observado que el uso de disolventes como THF, DMSO y DMF que son de 

naturaleza polar aprótica, disminuyen considerablemente la actividad enzimática 

impactando directamente en los porcentajes de conversión (Nakajima et al. 1999). 

Recientemente también se han empleado líquidos iónicos para brindar una alternativa 

más verde al uso de disolventes, su potencial radica en sus propiedades físico-químicas 

únicas, tales como que no son volátiles, no inflamables, estabilidad térmica y buena 

solubilidad para muchos compuestos orgánicos (Katsoura et al. 2006). 
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Tabla 4. Algunos disolventes utilizados como medios de reacción para la modificación de 

flavonoides 

Disolvente Flavonoide/donador de acilo Aw del sistema 

Acetona 

Naringina/ácido octanoico, decanoico 

y dodecanoico ( Kontogianni et al., 

2001) 

0.1 

Tertbutanol 
Rutina/ácido octanoico, decanoico y 

dodecanoico ( Kontogianni et al., 

2001) 

0.1 

2-metil-2butanol 
Esculina/ ácido esteárico, láurico, 

mirístico y palmítico (Ardhaoui et al. 

2004) 

0.15 

 

Además del tipo de disolvente es importante la actividad de agua (Aw) que posea el 

sistema de reacción, ya que la cantidad de agua presente puede alterar el equilibrio 

termodinámico de la reacción frente a la hidrólisis o la síntesis.  

Para la acilación de flavonoides se ha encontrado que la actividad de agua que brinda 

buenos resultados se encuentra en los 200 ppm (Gayot, Santarelli, & Coulon 2003). 

Dentro de las condiciones de reacción la temperatura siempre juega un papel muy 

importante y no es la excepción dentro de las biotransformaciones de los flavonoides, la 

elección de la temperatura dependerá del tipo de enzima y disolvente que se utilice. Para 

la lipasa de C. antarctica la mayoría de los autores manejan una temperatura de 60°C ya 

que encontraron una buena actividad enzimática y una buena solubilidad de los sustratos 

en el medio (Viskupicova, Sturdik & Ondrejovic 2009). 

1.3.1.3 Estructura del flavonoide y el donador de acilo 
 

La estructura del flavonoide desempeña un papel importante en la acilación de 

flavonoides, las diferencias estructurales, tales como el número y posición de los grupos 

hidroxilo, la naturaleza del resto de sacárido, así como la posición de los enlaces 

glicosídicos, influye en la solubilidad de flavonoides, y por lo tanto afecta el rendimiento de 

conversión (Chebil et al. 2007). 
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Diversos autores reportan que la regioselectividad depende del flavonoide en cuestión por 

lo que se ha reportado el sitio donde se lleva a cabo la esterificación para varios de estos 

compuestos. La esterificación de diferentes flavonoides (esculina, rutina y hesperidina) 

con ácido palmítico promovida por CALB indicó que los mejores rendimientos fueron 

obtenidos con esculina, debido a la presencia de un OH primario y una obstrucción 

estérica más débil (monosacárido), seguida por rutina y hesperidina (Tabla 5) 

Esto depende tanto de la naturaleza del flavonoide como de la enzima que se utilice como 

catalizador ya que puede llegar a variar el sitio de acilación con el uso de una u otra 

lipasa. 

Tabla 5. Sitio potencial de acilación de rutina, esculina y hesperidina con CALB (Modificada 
(Viskupicova, Sturdik & Ondrejovic 2009) 

Flavonoide Estructura Sitio de acilación 
Esculina O OHO

O
A   

Rutina 

OHO

OH O

O

OH

OH

A

 

 

Hesperidina 

OO

OH O

OCH3

OH

A

 
 

A= Azúcar 

La selección del donador de acilo adecuado puede influir significativamente no sólo en las 

propiedades fisicoquímicas, sino también biológicas de los ésteres resultantes. Por lo que 

se han utilizado ácidos de cadena corta, larga y aromáticos para llevar a cabo la 

modificación de los flavonoides. 
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Una forma sencilla de aumentar la velocidad de reacción y la conversión en la acilación es 

usar un exceso de donador de acilo. Muchos autores han tratado de determinar la relación 

molar óptima de flavonoide y donante de acilo a fin de lograr los rendimientos más altos 

posibles. El relaciones molares 1: 1 a 1:15 (flavonoide / donador de acilo) han sido 

investigados, mientras que el mayoría estuvo de acuerdo en la relación de 1: 5 para ser el 

más adecuado para el mejor rendimiento de reacción.(Mellou et al. 2006) (Ishihara & 

Nakajima 2003) 

El efecto de la longitud de cadena del ácido graso en la acilación de flavonoides todavía 

permanece en debate ya que existen estudios donde se observó que la lipasa CALB tiene 

afinidad por los ácidos grasos de cadena larga (Ardhaoui et al. 2004) (Salem et al. 2010) 

pero también algunos trabajos presentan resultados contradictorios encontrando mayor 

afinidad de esta enzima hacia los ácidos grasos de cadena corta (Pleiss, Fischer, & 

Schmid 1998) 

1.4 Lipasas vegetales 
 

Recientemente las lipasas vegetales han sido foco de atención para ser utilizadas como 

biocatalizadores. En algunos casos, estas enzimas presentan ventajas sobre las de origen 

animal y microbianas debido a características tales como bajo costo, la disponibilidad y  

facilidad de purificación (Barros, Fleuri &  Macedo 2010). 

Las lipasas vegetales de mayor interés son aquellas que se encuentran en las semillas de 

las oleaginosas y de algunos granos, estas enzimas tienen funciones fisiológicas 

específicas en estos materiales vegetales. Las  enzimas lipolíticas catalizan la primera 

etapa de la movilización de lípidos, para ser utilizados durante y después del  período de 

germinación, por lo que se han realizado estudios para determinar en qué etapa de 

maduración de la semilla están mayormente presentes las lipasas (Salihu et al. 2012). 

De 20% a 50% del peso seco de semillas oleaginosas es básicamente triacilglicéridos 

almacenados. Durante el período de germinación, los triacilglicéridos almacenados en los  

"oleosomas" se utilizan rápidamente en la producción de la energía para la síntesis de los 

azúcares, aminoácidos y cadenas de carbono requerido para el crecimiento embrionario 

por lo que se ha visto que las enzimas se encuentran más activas en las primeras etapas 

del crecimiento de la planta. 
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Generalmente las lipasas de semillas muestran selectividad para los ácidos grasos 

dominantes en la semilla de origen. Por ejemplo, las lipasas de ricino muestran 

selectividad para la triricinoleína, lo que ha llevado a realizar estudios donde se pone a 

prueba su capacidad de llevar a cabo la hidrólisis de otros sustratos, y se ha observado 

que son capaces de actuar frente a otro tipo de triacilgliceroles (Lombard, Helmy, & 

Piéroni 2001). 

A pesar de que aún es poco lo que se ha estudiado en el campo de las enzimas de origen 

vegetal existen diversos estudios para la extracción, purificación y caracterización de 

diversas fuentes vegetales, tales como las semillas de ricino (Zheng et al. 2013), de avena 

(Mohamed et al. 2000), de semillas y residuos de Carica papaya (Domínguez de María et 

al. 2006), etc.  

Pocas enzimas vegetales han sido utilizadas para la síntesis de compuestos orgánicos: 

Un ejemplo es el uso de polvos cetónicos de los germinados de trigo, cebada, maíz, 

linaza y canola como catalizadores para sintetizar ésteres de bajo peso molecular de 

interés industrial, en los que se observaron conversiones alrededor del 50%(Liquat & 

Owusu 1998). Las semillas de ricino fueron utilizadas como biocatalizador de la 

esterificación de ácidos grasos a glicerol, obteniendo así los parámetros adecuados para 

que estas lipasas llevaran a cabo la reacción, como su temperatura adecuada (40°C) y los 

pretratamientos que debe de tener la semilla para poder realizar la síntesis.(Tüter 1998). 

También ha surgido la posibilidad de utilizar las semillas para llevar acabo la reacción de 

transesterificación para generar biodiesel, produciendo los ésteres metílicos o etílicos de 

los ácidos grasos de aceites (Moussavou et al. 2013). Aún con estos estudios es poca la 

investigación que se ha realizado para su uso en la síntesis, en el caso de la modificación 

de flavonoides no existe un reporte en el que fuese utilizada alguna fuente vegetal como 

catalizador de estas reacciones. 
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II. JUSTIFICACIÓN 
 

Los flavonoides comprenden un grupo de polifenoles presentes en una amplia variedad 

de plantas, que poseen un amplio espectro de actividades biológicas. Debido a estas 

propiedades antioxidantes y anticancerígenas su uso en la industria farmacéutica y 

alimenticia es de gran interés, desafortunadamente su uso se ve limitado por su baja 

solubilidad y estabilidad en medios lipofílicos. Una solución para mejorar la naturaleza 

hidrofóbica y su estabilidad consiste en su esterificación. 

La reacción de esterificación puede llevarse a cabo ya sea químicamente o 

enzimáticamente. Sin embargo, debido a la naturaleza  polihidroxilada de  los flavonoides, 

el método enzimático puede brindar una mayor selectividad. 

Las lipasas son enzimas capaces de promover la síntesis de ésteres bajo ciertas 

condiciones de reacción. Aunque las lipasas que se han estudiado para llevar a cabo 

reacciones de esterificación se obtienen principalmente de los animales y fuentes 

microbianas, las lipasas vegetales hoy en día pueden ser una alternativa para la síntesis 

orgánica.  

Por lo que la finalidad de este trabajo es estudiar la esterificación y transesterificación de 

dos flavonoides: naringina y rutina, utilizando como agentes acilantes ácidos grasos de 

diferentes tamaños de cadena y sus metil ésteres. La reacción se llevó a cabo con la 

lipasa de C antarctica, además de evaluar diferentes fuentes de lipasas vegetales. 
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III. OBJETIVOS 
 

 

OBJETIVO GENERAL 

 

Transformar flavonoides  (naringina y rutina)  vía una reacción de transesterificación con 

ácidos grasos (triacilgliceroles de aceites vegetales) y sus metil ésteres activados con 

lipasa de Candida antarctica (CALB) y lipasas vegetales. 

 

OBJETIVOS PARTICULARES 

 

 Determinar las condiciones de reacción (disolvente, cantidad de enzima y tipo de 

agente acilante) para la transesterificación con ácidos grasos presentes en aceites 

vegetales y sus metil ésteres de naringina y rutina  

 
 Purificar e identificar los productos de reacción obtenidos 

 

 Evaluar diferentes extractos enzimáticos de fuentes vegetales (semillas y 

germinados principalmente de oleaginosas) en la reacción de transesterificación 

de naringina y rutina 

 
 Determinar si la reacción de transesterificación enzimática con Candida antarctica 

y las lipasas vegetales se llevan regioselectivamente con los flavonoides naringina 

y rutina 
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IV. HIPÓTESIS 
 

Los alcoholes presentes en moléculas del tipo flavonoide (naringina y rutina) pueden ser 

transesterificados con los ácidos grasos de aceites (triacilgliceroles) y sus ésteres 

metílicos.  

Existen enzimas que en condiciones no acuosas pueden promover la síntesis de ésteres, 

como es el caso de las lipasas. Entonces al someter a estas condiciones a lipasas como 

la de Candida antarctica (CALB) así como de origen vegetal, éstas deben ser capaces de 

promover la reacción de transesterificación de los flavonoides. 
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V. DESARROLLO EXPERIMENTAL 
 

5.1 Materiales y Equipos 
 

 Aceites: almendra, calabaza, chía, linaza, olivo, uva y ricino (Grado Alimenticio) 

 Disolventes: Acetona (High Purity), acetato de etilo (Baker), cloroformo (Sigma-

Aldrich), hexano (Baker), metanol (High Purity), tert-butanol (Sigma-Aldrich), 2-

metil-2-butanol (Sigma-Aldrich), metil-isobutilcetona (Sigma-Aldrich), isooctano 

(Sigma-Aldrich) 

 Fast Red TR (Sigma-Aldrich) 

 Fosfato dibásico de sodio (Baker) 

 Fosfato mono básico de sodio (Baker) 

 Flavonoides: naringina y rutina 99% (Sigma-Aldrich) 

 Lipasa Candida antárctica (Novozyme 435) 

 Malla molécular 5°A (Sigma-Aldrich) 

 Placas de sílice de 0.2mm  

 Placas de sílice de 1.0 mm 

 p-nitrofenil ésteres (Sigma-Aldrich) 

 

 

 Agitador orbital con control de temperatura Lab-line Modelo 4629 

 Extractor de jugos convencional 

 Microbalanza AG245 Máx 41-410g / d= 0.01mg-0.1mg Mettler Toledo 

 Lector de microplacas Epoch Biotek 

 Rotavapor R-205 Büchi; Büchi Helating Bath B490 

 Cromatógrafo de Gases acoplado a Espectrómetro de Masas 

 Espectrómetro de RMN (400MHz) Bruker 
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Purificación  

Screening de fuentes 
vegetales 

Determinación de actividad 
enzimática 

 

5.2 Diagrama General 
 

ETAPA 1 

Reacciones de esterificación y transesterificación con CALB 

 

 

 

 

 

 

 

 

ETAPA 2  

Purificación e identificación de los productos 

 

 

 

 

 

 

ETAPA 3. Obtención y evaluación de extractos enzimáticos vegetales 
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reacción 
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a) Transesterificación con ácidos grasos de 

aceites  
 

b) Transesterificación con ésteres metílicos de 
ácidos grasos 
 

Evaluación en la reacción de 
transesterificación de 

naringina y rutina 

a) Productos naringina y rutina transesterificación 
con ácidos grasos de aceites  
 

b) Productos naringina y rutina esterificación con 
metil ésteres de ácidos grasos 

Reacciones de esterificación y 
transesterificación de 

flavonoides 

Obtención de ésteres 
metílicos de ácidos grasos Identificación por CG-EM 

Análisis por CLAR-IES- 
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5.3 Procedimiento 
 

5.3.1 Reacciones de esterificación y transesterificación  
 

En un experimento típico, 150 mg* de lipasa de C. antarctica (CALB) se agregaron a la 

mezcla de reacción la cual consistió en 70 mg de flavonoide, 3 mL del disolvente* y 250 

mg del agente acilante. 

 La incubación se llevó a cabo bajo agitación magnética en presencia de malla molecular 

(100 g/L) a 60°C y 270 rpm. La reacción se siguió cualitativamente por medio de 

cromatografía en capa fina, usando como sistema de elución cloroformo/metanol/agua 

(8:2:0.3) y como revelador sulfato cérico. 

*En una primera etapa se evaluaron tres concentraciones distintas de enzima y tres 

disolventes para llevar a cabo la reacción. 

5.3.2 Obtención de los ésteres metílicos de ácidos grasos vía enzimática 
 

La reacción se llevó con el método reportado en (Kim, Song, & Kim 2013) el cual consistió 

en agregar 150 mg de lipasa de C. antarctica a la mezcla de reacción la cual contenía 6 

mL de aceite con un 400 µL de agua y metanol. La incubación se llevó a cabo bajo 

agitación magnética a 37°C y 230 rpm por 48 h. La reacción se siguió cualitativamente por 

medio de cromatografía en capa fina, usando como sistema de elución hexano/acetato de 

etilo (9:1) y como revelador sulfato cérico.  

5.3.3 Purificación de ésteres metílicos de ácidos grasos 
 

La purificación de los ésteres metílicos se realizó mediante cromatografía en capa fina 

preparativa, se colocaron en la placa de sílice 100 mg de la mezcla de reacción utilizando 

como sistema de elución hexano/acetato de etilo (9:1). Posteriormente se realizó la 

extracción del producto con hexano y se llevó a sequedad en un rotavapor a una 

temperatura de 40°C. 
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5.3.4 Identificación de ésteres metílicos mediante CG-MS 
 

La identificación de ésteres metílicos se realizó por medio de Cromatografía de Gases 

acoplada a Espectrometría de Masas, utilizando la técnica de impacto electrónico. Los 

productos se disolvieron en hexano y se inyectaron en un equipo cromatógrafico marca 

Agilent modelo 6890N donde se realizó la separación a través de una columna capilar 

(DB5). Los compuestos separados pasaron al espectrómetro de masas donde fueron 

bombardeados con una energía de 70eV. 

5.3.5 Análisis por CLAR-IES- 

 

Los productos se analizaron mediante Cromatografía de Líquidos de Alta Resolución 

acoplada a un Espectrómetro de masas utilizando el método IES- 

5.3.6 Purificación de ésteres de naringina y rutina 
 

Los ésteres de flavonoides se purificaron en dos etapas.  Primero la enzima y la malla 

molecular fueron filtradas de la mezcla, el disolvente de reacción se eliminó por  

evaporación. El polvo de la mezcla flavonoide/ éster se extrajo con 30 mL de isooctano / 

agua (04:01, v / v) a 45 ◦ C durante  tres veces para eliminar los ácidos grasos en exceso 

(Lue et al. 2009). 

Una segunda etapa se llevó a cabo por cromatografía de capa fina preparativa, mediante 

la cual se colocaron 50 mg del producto de la reacción en la placa de sílice utilizando 

como sistema de elución cloroformo/metanol/agua (8:2:0.3). Realizando la extracción del 

producto con metanol y posteriormente concentrando el disolvente en un rotavapor a una 

temperatura no mayor a 35 °C 

5.3.7 Caracterización de los productos por RMN 
 

La estructura de los productos purificados fue determinada por 1H NMR y 13C NMR en 

DMSO-d6 usando un espectrómetro Brucker AM 400. 
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5.3.8 Preparación de los materiales vegetales para la obtención de lipasas 

         
Se eligieron las semillas de avena, girasol, papaya y ricino, así como los germinados de 

maíz, trigo y frijol, la sábila y el  látex obtenido del árbol flor de mayo (Plumeria rubra) 

(Barros, Fleuri, & Macedo 2010). 

a) Semillas  

Las semillas fueron molidas** y tamizadas obteniendo una harina con tamaño de partícula 

malla 60. Se lavaron con acetona fría (4°C), se dejaron secar a temperatura ambiente y se 

conservaron en congelación hasta su uso. 

** En el caso de las semillas que tienen cascarilla primero se les retiró y posteriormente se 

molieron (Sagiroglu & Arabaci 2005). 

b) Germinados  

Los germinados se prepararon con el método según (Liaquat 2011), que consistió en 

esterilizar las semillas superficialmente por inmersión en una solución al  0,1% (v/v) de 

hipoclorito de sodio durante 30 s, se enjuagaron con agua del grifo y se sumergieron 

durante 24 horas a 25 °C (designado como el primer día) en condiciones de oscuridad.  

La germinación se logra mediante la colocación de las semillas sobre una cama de 

algodón húmedo dentro de bandejas de plástico de poca profundidad, cubriéndose con 

bolsas oscuras, manteniéndose a una temperatura de 25°C   

Se extrajeron muestras de las plántulas en el día 4 después de la germinación, se lavaron  

con agua destilada, se equilibraron en un refrigerador a 4 ◦C durante 10 min, y se  

cortaron en trozos pequeños. Se homogeneizaron con 5 volúmenes de acetona  fría 

durante 1 min y el sólido resultante se recuperó por filtración a vacío se secaron al aire 

bajo una campana durante 10 h. El polvo resultante se mantuvo en congelación hasta su 

uso. 

c) Sábila  

Con la ayuda de un extractor de jugos convencional se realizó la extracción del mucílago 

de la sábila para posteriormente liofilizarlo. El polvo obtenido se mantuvo en congelación 

hasta su uso. 
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d) Látex de Flor de mayo 

 

El látex se obtuvo directamente del árbol, realizando pequeños cortes a la corteza del 

mismo.  Se liofilizo y el polvo obtenido se conservó en congelación para su posterior uso. 

5.3.9 Evaluación cualitativa de actividad enzimática 
 

Para evaluar de una manera cualitativa la actividad de los materiales vegetales se realizó 

un ensayo en microplaca utilizando soluciones de α-naftil acetato como sustrato y Fast 

Red como revelador. En un pozo de la microplaca se adicionaron 75 µL de buffer de 

fosfatos 50 mM pH 7.2, el cual sirvió de blanco. Se tomaron 75 µL del extracto de la 

muestra (30 mg del material vegetal en 1 mL de buffer de fosfatos) y se adicionaron en los 

pozos siguientes. A todos los pozos se adicionó 75 µL de la solución de α-naftil acetato y 

se dejó incubar por 15 min a temperatura ambiente. 

Transcurrido el tiempo se agregaron 75 µL de la solución de Fast Red a cada pozo y se 

observó la aparición de color marrón que indica actividad. 

5.3.10 Cuantificación de la actividad enzimática (con ésteres de  p-
nitrofenilo)  
 

La actividad de esterasa se cuantificó usando como sustrato p-nitrofenil ésteres (p-NPX) 

en el caso de actividad de esterasa (p-nitrofenil acetato) y para actividad de lipasa (p-

nitrofenil laurato). Se preparó una solución stock de p-NPésteres 10 mM en etanol, de 

esta solución se tomaron  100 µL y se añadieron 900 µL de etanol para preparar el 

sustrato a una concentración de  1 mM, se adicionaron  para el blanco 180 µL de buffer de 

fosfatos 50 mM,  pH 7  y 20 µL de p-NPésteres en etanol a una concentración 1 mM y 

para el caso de la muestra se colocaron 170 µL del mismo buffer, 10 µL de enzima y 20 

µL de sustrato. La reacción se monitoreó durante 10 minutos tomando la lectura cada 

minuto, en un espectrofotómetro Epoch (Biotek) a una absorbancia de 420 nm (Nawani, 

2006). Una unidad de actividad (U) se define como la cantidad de enzima que cataliza la 

conversión de 1 µmol de sustrato por minuto. La cantidad de p-nitrofenilésteres (p-

NPésteres) se interpoló en una curva patrón de p-NP. 
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5.3.11 Evaluación de lipasas vegetales en la reacción de transesterificación 
de flavonoides 
 

La mezcla de reacción consistió en 70 mg de flavonoide, 3 mL de 2-metil-2-butanol y el 

agente acilante en una relación molar 1:5 respecto al flavonoide. El material vegetal 

(biocatalizador) se agregó en un 20% en base al peso total. 

La incubación se llevó a cabo bajo agitación magnética en presencia de malla molecular 

(100g/L) a 60°C y 270 rpm. La reacción se siguió cualitativamente por medio de 

cromatografía en capa fina, usando como sistema de elución cloroformo/metanol/agua 

(8:2:0.3) y como revelador sulfato cérico. 
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VI. RESULTADOS Y DISCUSIÓN 
 

Los flavonoides presentan propiedades benéficas para la salud por lo que su aplicación 

en la industria parece muy atractiva, pero el uso de estos compuestos está seriamente 

limitado debido a su poca solubilidad en medios no polares. En este escenario surgió el 

presente proyecto de transesterificación enzimática de flavonoides en específico de 

naringina y rutina. Para su desarrollo se implementó la estrategia metodológica dividida en 

tres etapas principales y los resultados obtenidos durante la experimentación se 

presentan a continuación. 

6.1 Selección de las condiciones de reacción  
 

El proyecto en esta primera etapa tuvo como objetivo seleccionar las condiciones para 

llevar a cabo la reacción de transesterificación de flavonoides. Para esto se 

implementaron 3 métodos experimentales (Tabla 6) para la esterificación de flavonoides 

con ácidos grasos de diferente tamaño de cadena, donde el parámetro de variación es la 

concentración de enzima (CALB), utilizando como medio de reacción tert-butanol 

previamente deshidratado con malla molecular.  

Tabla 6. Métodos experimentales para la esterificación de flavonoides 

Condiciones de 
reacción 

Método 
1* 2* 3* 

Cantidad  de 
enzima soportada 

(mg) 
50 100 150 

Concentración de 
Flavonoide (mg) 70 70 70 

Concentración 
agente acilante 1:3 1:5 1:3 

Malla molecular 
(g/L) 100 100 100 

Disolvente (ml) 3 3 3 

Referencia (Kontogianni et al., 
2001) (Mellou et al., 2005) (Ardhaoui et al., 

2004) 
*Temperatura 60°C , Agitación de 270 rpm y 96 horas 
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Como agentes acilantes se utilizaron ácido octanoico y ácido decanoico, que sirvieron 

como referencia por ya encontrarse reportados en la literatura para la esterificación de 

flavonoides, y el aceite de ricino para evaluar la reacción de transesterificación, esto se 

realizó para ambos flavonoides (naringina y rutina). 

La elección del método se realizó de una forma cualitativa utilizando cromatografía en 

capa fina, las aplicaciones se llevaron a cabo con capilares graduados que permitieron 

controlar el volumen que se aplicó de cada una de las muestras. En la Figura 9 se 

muestra la cromatoplaca obtenida de la reacción de naringina con aceite de ricino, donde 

se aprecia que la reacción se lleva a cabo con las tres metodologías utilizadas, sin 

embargo el método 3 es el que muestra los mejores resultados ya que se observa la 

presencia de una mancha de mayor tamaño para el producto, comparada con las 

obtenidas con las otras dos condiciones evaluadas. 

Figura 9. Cromatoplaca obtenida de las reacciones de transesterificación1 con 3 diferentes 
concentraciones de enzima 

 

 

 

 

 

 

 
1
La cromatoplaca muestra la reacción de transesterificación de naringina con aceite de ricino (triricinoleina) después de 96h 

Lo anterior también se pudo apreciar para las reacciones donde se utilizó como agentes 

acilantes al ácido octanoico y decanoico. Debido a estos resultados se eligieron las 

condiciones del método 3 para posteriores experimentos, si bien la cantidad de enzima no 

es determinante para el rendimiento final de la reacción, a las 96 h que se ha reportado 

como el tiempo donde se observa la mayor conversión en este tipo de reacciones, fue el 

método que proporcionó los mejores resultados. 

Se realizó una segunda prueba con tres disolventes distintos como medio de reacción. La 

elección de los disolventes se hizo con base en lo reportado por Chebil et al. (2007). 

M1= Método 1 (50 mg de enzima) 

 

M2= Método 2 (100 mg de enzima) 

 

M3= Método 3 (150 mg de lipasa) 

Naringina 

Producto 
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El efecto del disolvente se siguió cualitativamente mediante CCF, los disolventes 

probados fueron tert-butanol, 2-metil-2-butanol y metil isobutil cetona, estos fueron 

utilizados para la esterificación y transesterificación de ambos flavonoides. 

La modificación de los flavonoides ocurrió en los tres medios de reacción que fueron 

evaluados, no mostrando diferencia evidente entre el tert-butanol y el 2-metil-2-butanol, 

mientras que con la metil isobutil cetona se observó una menor conversión (Figura 10).  

Figura 10. Cromatoplaca obtenida para la reacción de transesterificación1 en 3 diferentes 
disolventes. 

 

 

 

 

 

 

 

1 La cromatoplaca muestra la reacción de transesterificación de rutina con aceite de ricino (triricinoleina) 

Con estos resultados se determinó el uso de 2-metil-2-butanol para llevar a cabo las 

reacciones posteriores. Esto debido a que se ha reportado el uso de éste disolvente para 

la esterificación de naringina con ácidos carboxílicos donde se han obtenido porcentajes 

de conversión del 80% (Stevenson et al. 2006) mientras que utilizando el tert-butanol se 

encuentran alrededor de un 50%  (Kontogianni et al., 2001), ambos estudios manejaron 

condiciones de reacción similares a las utilizadas en este trabajo.  

Los parámetros de temperatura, agitación y tiempo de la reacción no fueron estudiados en 

el presente trabajo tomando como referencia que en la revisión bibliográfica realizada se 

encontraron prácticamente constantes. 

Con los datos obtenidos también se observó que la lipasa B de C. antarctica fue capaz de 

llevar a cabo la reacción de transesterificación con el aceite de ricino, es decir utilizando la 

triricinoleína, que es el triacilglicerol presente en mayor proporción en este aceite (mayor a 

un 80%) (Perdomo et al. 2013). Esto brinda una alternativa ya que según lo reportado por 

(Almeida et al. 2012) para la esterificación de la naringina con ácido ricinoleico, primero 

tuvo que llevarse a cabo la ruptura del triacilglicerol para la obtención del ácido graso 

1. Tert-butanol 
2. 2-metil-2-butanol 
3. Metil isobutil cetona 

Rutina 

Producto 
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libre. Con este método se reduce un paso dentro de la metodología para llevar a cabo 

esta reacción y se pudo observar que con las condiciones utilizadas se obtuvo un solo 

producto. 

En este ensayo cualitativo fue posible observar lo reportado por algunos autores para la 

esterificación de azúcares que indican una variación significativa en los porcentajes de 

conversión cuando se incrementa el tamaño de la cadena C12 a C18 y disminuyen 

cuando se utilizan ácidos grasos con una cadena menor a 12 carbonos.(Pedersen et al. 

2002). Ya que con los ácidos octanoico y decanoico se observó una menor conversión en 

comparación con lo obtenido para la reacción con aceite de ricino (ácido ricinoleico 

C18:1).  

6.2 Reacciones de transesterificación de naringina y rutina con ácidos 
grasos presentes en aceites 
 

Tomando como punto de partida lo observado durante la primera etapa se planteó llevar a 

cabo la reacción de transesterificación de naringina y rutina con aceites vegetales que 

tuvieran un ácido graso en mayor proporción (mayor al 50%).  

La elección de los aceites se realizó de acuerdo al ácido graso que se encontraba en 

mayor proporción comenzando por ácido láurico que se encuentra en el aceite de coco 

(Agyemang-Yeboah 2011)  hasta el ácido linolénico que se encuentra en los aceites de 

linaza  y chía (Atabani et al. 2012), además de que fueran de fácil acceso. Los aceites 

utilizados se enlistan en la Tabla 7 así como su ácido graso mayoritario y el porcentaje en 

el cual se encuentran en cada uno de los aceites. 

Tabla 7. Aceites seleccionados para la reacción de transesterificación 

Aceite Ácido graso en mayor 
proporción 

Porcentaje (%) en el que 
se encuentra  

Aceite de coco Ácido láurico (C12:0) 50 
Aceite nuez moscada Ácido mirístico (C14:0) 75 

Aceite de olivo Ácido oleico (C18:1) 71 
Aceite de almendra Ácido oleico (C18:1) 69 

Aceite de uva Ácido linoleico (C18:2) 73 
Aceite de calabaza Ácido linoleico (C18:2) 80 

Aceite de linaza Ácido linolénico (C18:3) 53 
Aceite de chía Ácido linolénico (C18:3) 60 
Aceite de ricino Ácido ricinoleico (C18:1) 85 
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Se realizó la reacción de transesterificación de naringina y rutina con cada uno de los 

aceites anteriormente mencionados y en todos los casos se observó la formación de un 

solo producto de reacción mediante CCF (Figura 11), lo que llevó a dos suposiciones: 1) 

que la lipasa de C. antarctica llevó a cabo la transesterificación de manera regioselectiva 

tanto con naringina como con rutina y 2) que la acilación tuvo lugar con un solo ácido 

graso de cada uno de los aceites evaluados. 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 11. Cromatografía en capa fina para la reacción de transesterificación de naringina con 
diferentes ácidos grasos 

 

Debido a estas observaciones se reprodujeron todas las reacciones a una mayor escala 

(300mg de flavonoide) para después purificar los productos obtenidos y determinar si la 

premisa, de que la enzima utilizaría el ácido graso mayoritario en el aceite, se estaba 

cumpliendo. Además de observar la regioselectividad que varios autores reportan para 

estos flavonoides cuando la reacción es biocatalizada por CALB. 

6.2.1 Análisis mediante CLAR-IES- 
 

El análisis mediante CLAR-IES- se llevó a cabo para algunas de las muestras con el fin de 

verificar si durante la reacción se obtuvo un solo producto como se observó mediante la 

CCF y conocer su peso molecular, para llevar a cabo el análisis se utilizaron las mezclas 

de reacción obtenidas después de 96 h. 

En el caso de la reacción de naringina utilizando como agente acilante el aceite de coco 

se muestran los resultados en la Figura 12 donde se observa la presencia de dos picos, el 

primero de ellos que eluye en el minuto 4.7  y su espectro de masas presenta una m/z 

1. Aceite de coco 
2. Aceite de nuez moscada 
3. Aceite de olivo 
4. Aceite de almendra 
5. Aceite de uva 
6. Aceite de calabaza 
7. Aceite de linaza 
8. Aceite de chía 
9. Aceite de ricino 
10. Naringina 
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579 correspondiente al peso molecular de la naringina en modo negativo, atribuyéndolo 

de esta manera a la naringina que no reaccionó y  se encontraba aún en el medio. 

Figura 12. Cromatograma de la reacción de naringina utilizando los ácidos grasos del aceite de 
coco como agente acilante 

El segundo pico que se presenta a los 9.5 minutos de la elución y su espectro de masas 

presenta una m/z 733 (Figura13) que fue asignado al éster formado mediante la reacción 

de la naringina y el ácido decanoico, que si bien no es el que se reporta como el 

mayoritario en el aceite de coco, si es parte de su composición (10%). Con estos 

resultados se confirmó lo observado para este caso por medio de CCF que fue la 

formación de un producto de reacción que sirvió para posteriormente purificarlo y elucidar 

su estructura por RMN 

 

 

 

 

 

 

Figura 13. Espectros de masas obtenidos para los compuestos de la mezcla de reacción 
naringina/aceite de coco. 
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En el caso de las reacciones con los otros aceites se presentó un caso distinto como por 

ejemplo la reacción de la naringina con los acilgliceroles del aceite de chía. Su 

cromatograma se presenta en la Figura 14, donde se observa la aparición de cuatro 

compuestos, el primero (4.7 min) nuevamente corresponde a la naringina (m/z 579) y los 

picos 2 al 4 a otros compuestos. De ellos el pico 3 (9.8 min), que se encuentra en una 

proporción mayor al 80% de acuerdo a sus áreas relativas, presenta en su espectro de 

masas un ión molecular m/z 839 (Figura 15) que se asignó al compuesto resultante de la 

esterificación de la naringina con el ácido linolénico, en este caso éste ácido graso es el 

de mayor proporción en el aceite de chía. Con estos resultados se pudo observar que si 

bien mediante la CCF no se observó la separación de todos los compuestos, existe uno 

en mayor proporción por lo que era viable purificarlo para su posterior identificación por 

RMN. 

Figura 14. Cromatograma de la reacción de naringina utilizando los ácidos grasos del aceite de 
chía como agente acilante 

Figura 15. Espectro de masas obtenido para el compuesto 3 de la mezcla de reacción 
naringina/aceite de chía. 
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También para las reacciones de naringina utilizando a los aceites de olivo y uva para 

llevar a cabo la reacción resultó un producto de reacción en mayor proporción (>80%) 

siendo éste el producto de transesterificación con el ácido graso mayoritario en cada uno 

de estos aceites, así se obtuvo la esterificación de la naringina con el ácido oleico (m/z 

843) para el caso del aceite de olivo y con el ácido linoleico (m/z 841) con el aceite de 

uva. Los resultados para el caso de los productos de la rutina los resultados no se 

incluyen en el presente trabajo pero se continúan obteniendo los respectivos análisis. 

6.2.2 Purificación de los productos de reacción  
 

Con la purificación de los productos además de obtenerlos para su posterior identificación 

mediante RMN, se logró tener un indicativo de la conversión de la reacción. 

En la Tabla 8 se muestran los miligramos para cada producto de reacción puro y 

utilizando este dato, el porcentaje de conversión de la reacción, tomando como base los 

50 miligramos de la mezcla de reacción utilizados para la purificación y los miligramos de 

producto puro obtenidos 

Tabla 8. Resultados obtenidos de la purificación de los productos de reacción  

Agente acilante 
Ácido graso en 

mayor 
proporción 

Naringina Rutina 
Producto 

puro 
(mg) 

% de 
rendimiento 

Producto 
puro 
(mg) 

% de 
rendimiento 

Aceite de coco Ácido láurico 
(C12:0) 18 36 15 30                       

Aceite de nuez 
moscada 

Ácido mirístico 
(C14:0) 15 30 10 20 

Aceite de olivo Ácido oleico 
(C18:1) 20 40 15 30 

Aceite de 
almendra 

Ácido oleico 
(C18:1) 18 36 16 32 

Aceite de uva Ácido linoleico 
(C18:2) 20 40 17 34 

Aceite de 
calabaza 

Ácido linoleico 
(C18:2) 18 36 18 36 

Aceite de linaza Ácido linolénico 
(C18:3) 19 38 17 34 

Aceite de chía Ácido linolénico 
(C18:3) 19 38 15 30 

Aceite de ricino Ácido ricinoleico 
(C18:1) 20 40 18 36 
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Con los resultados se pudieron realizar dos observaciones importantes, la primera de 

ellas es el efecto del largo de la cadena del agente acilante en la conversión de la 

reacción y la segunda el efecto de la naturaleza del flavonoide. 

Con los rendimientos calculados no se observa una diferencia en la conversión para los 

productos obtenidos utilizando el aceite de coco (ácido decanoico) y con los aceites que 

contienen en mayor proporción ácidos grasos con un tamaño de cadena de 18 carbonos, 

ya que sus porcentajes se encuentran entre 36% y 40% para el caso de naringina 

mientras que para la rutina están entre 30% y 36%, en el caso de las reacciones en las 

cuales se utilizó el aceite de nuez moscada (ácido mirístico) se observa un decremento en 

los porcentajes en comparación con los otros productos encontrándose en 30% para la 

naringina y 20% para rutina. 

Lo obtenido en este trabajo es concordante con lo reportado por Ardhaoui et al., (2004) 

donde para la acilación de rutina con ácidos grasos de diferente tamaño de cadena (C6-

C18) los productos obtenidos con los ácidos láurico hasta el oleico son los que presentan 

buenos rendimientos y no se observa diferencia importante entre ellos (alrededor del 

70%) con la excepción del ácido mirístico que fue menor, mientras que para el ácido 

caproico (C6) se obtuvo el rendimiento de la reacción más bajo (40%). 

El efecto puede ser atribuido a la naturaleza de la lipasa de Candida antarctica, debido a  

la forma que posee en su sitio de unión, ya que es una hendidura elíptica donde los 

ácidos grasos de cadena de 13 carbonos son los que se unen de manera completa. 

Según Pleiss, Fischer & Schmid (1998) es por esta razón que se observa diferencia en las 

conversiones para los ácidos grasos de cadena corta (<C13) pero conforme se 

incrementa el número de carbonos (>C13) no existe diferencia entre los rendimientos y 

velocidades iniciales de estas reacciones.  

Realizando una comparación únicamente entre los productos esterificados con ácidos 

grasos C18, no se observa diferencia en las conversiones a pesar de que presentan en su 

estructura distinto número de insaturaciones (C18:1, C18:2 y C18:3). Otros autores 

también han reportado que no se observa diferencia significativa para los ácidos grasos 

con grado de insaturación diferente (oleico, linoleico y linolénico)  (Ardhaoui et al., 2004) 

Entre los flavonoides se observan diferencias en el rendimiento de conversión, siendo la 

naringina con la que se obtienen ligeramente mayores rendimientos (30-40%) mientras 



RESULTADOS Y DISCUSIÓN      

 

  39 

que con  la rutina se encuentran entre 20% y 36% .Esto puede explicarse por la presencia 

de un alcohol primario en la estructura de la naringina que suele ser más reactivo, 

mientras que en la molécula de azúcar de la rutina solo se encuentran alcoholes 

secundarios (Figura 16). 

Se ha observado que cuando existe un alcohol primario se lleva a cabo la reacción en esa 

posición de manera preferente.(Chebil et al. 2007), además de que se han evaluado las 

velocidades iniciales en la reacción de esterificación de naringina y rutina siendo mayores 

para la primera, atribuyendo estos resultados al efecto del tipo de alcohol presente en 

estas moléculas. (Passicos, Santarelli, & Coulon 2004). 

 

 

 

 

Figura 16. Estructura de naringina y rutina 

Además del efecto de la estructura del flavonoide en los rendimientos, también se pueden 

atribuir las diferencias entre ambos flavonoides a que la solubilidad de la naringina es 

mayor en 2-metil-2-butanol a 60°C (temperatura de reacción) que la que presenta la rutina 

en estas mismas condiciones, siendo 50mM y 5mM respectivamente. Por lo que esto 

puede ser un factor importante ya que para que se lleve a cabo la reacción es necesario 

que los reactivos se encuentren disueltos en el medio. 

En otros trabajos donde se han llevado a cabo la esterificación de estos flavonoides con 

ácido láurico y los ácidos oleico, linoleico y linolénico se reportan porcentajes de 

conversión alrededor del 80% (Zheng et al. 2013) (Kontogianni et al., 2003), mientras que 

los porcentajes reportados en este estudio se encuentran en un 40%, las diferencias entre 

ellos pueden atribuirse en primera instancia a que en este caso los rendimientos se 

calcularon con base en el producto purificado por lo que se asume que durante la 

purificación existe cierto porcentaje de pérdidas. 

Otro factor a considerar es que durante las reacciones, la actividad de agua sólo se 

controló adicionando malla molecular, por lo que no se realizó un control minucioso de 

este parámetro, según lo realizado por (Gayot, Santarelli, & Coulon 2003) en la 
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esterificación de naringina con un medio no controlado se obtuvo un 18% de conversión 

mientras que con un Aw controlado se elevan hasta un 50%. Por lo que esto puede ser un 

factor a considerar posteriormente para llevar a cabo las reacciones de transesterificación. 

Se conoce que uno de los efectos del Aw en el sistema de reacción es en el equilibrio 

termodinámico ya que puede desplazar el equilibrio hacia la reacción de hidrólisis y no 

hacía la reacción de síntesis. Además de que la actividad acuosa también tiene un efecto 

en la actividad enzimática lo que impacta en las reacciones de biocatálisis. 

Con los productos puros se pudo llevar a cabo la elucidación estructural la cual se 

explicará ampliamente más adelante, pero con ello se pudo observar que la reacción fue 

regioselectiva. 

Debido a que la reacción de transesterificación mostró buenos resultados con ambos 

flavonoides se decidió utilizar los ésteres metílicos de los ácidos grasos ya que se ha 

reportado que el uso de estos suelen favorecer las reacciones y se ve reflejado en los 

porcentajes de conversión (Chebil et al. 2006). Además de observar si el tener el éster 

matílico de forma más disponible, en comparación de los ácidos grasos que se 

encontraban en su forma de triacilglicerol, se veía reflejado en el rendimiento de la 

reacción. 

6.2.3 Identificación de los ésteres de flavonoides por RMN 
 

La identificación de los ésteres se llevó a cabo utilizando Resonancia Magnética Nuclear 

(1H y 13C), además se obtuvieron los espectros de los estándares de ambos flavonoides 

(naringina y rutina) que sirvieron para determinar los cambios que se presentan con la 

transesterificación de los flavonoides (Anexo A). 

Para el caso de la modificación de naringina con el aceite de coco, se observó que la 

reacción de transesterificación se llevó a cabo con el ácido decanoico tal como se había 

observado con la espectrometría de masas. 

Los datos espectroscópicos obtenidos para este producto se muestran en la Tabla 9, para 

la resonancia de RMN-1H se observa en la región aromática un sistema AB [dos dobletes 

(J= 2 Hz en δH 6.08 y δH 6.06)] que es característico para el anillo A sustituido en la 

posición C5 y C7 mientras que para el anillo B se observa un sistema similar [dos 
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dobletes (J= 8.4 Hz en δH 7.30 y δH 6.76)] para los carbonos (H-2´/H-6´) y (H-3´/H-5´) que 

indica la sustitución en las posiciones C4´ y C1´ (Figura 17 ) 

Tabla 9. Datos espectroscópicos de 6´´-O-caproato de naringina 

 6-O-caproato de naringina 
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RMN-1H (400MHz,DMSO-d6) 
 

Asignación δ (ppm) J (Hz) Asignación δ (ppm) J (Hz) 
OH-5 12.03 s H-5´´ 3.70 m  
OH-4´ 9.67 s H-azúcares 3.15 a 3.65 m 

H-2´/H-6´ 7.30 d,(8.4) H-3a 3.40 dd,(17.0,13.2) 
H-3´/H-5´ 6.76 d,(8.4) H-3b 2.73 dd (17.0,3.4) 

H-8 6.08 d(2.0) 2H-2´´´´  2.48 t, (8.48) 
H-6 6.06 d,(2.0) 2H-3´´´´ 2.20 m 
H-2 5.46 dd,(13.2,3.4) H Cadena alifática 1.39 a 2.10 m 

H-1´´ 5.13 d,(8.2) 3H-6´´´ 1.18 d,(6.2) 
H-1´´´ 5.08 d,(2.4) 3H-10´´´´ 0.84 t,(7.15) 
2H-6´´ 4.29 m    

      
      

 
RMN-13C (100MHz,DMSO-d6) 
 

#C δ (ppm) #C δ (ppm) #C δ (ppm) 
C-4 197.64 C-6 96.52 C-6´´ 63.74 
C=O 173.24 C-8 95.80 C-3 42.71 
C-7 164.79 C-2 79.19 C-2´´´´ 31.61 
C-5 163.66 C-3´´ 77.33 C-5´´´´/ C-4´´´´ 29.05 
C-9 162.94 C-2´´ 76.30 C-6´´´´/ C-7´´´´ 28.68 
C-4´ 158.15 C-5´´ 74.05 C-3´´´´ 25.38 

C-2´/C-6´ 128.64 C-4´´´ 72.22 C-8´´´´ 24.65 
C-3´/C-5´ 115.69 C-2´´´ 70.71 C-9´´´´ 22.42 

C-10 103.96 C-3´´´ 70.37 C-6´´´ 18.73 
C-1´´ 101.00 C-4´´ 69.97 C-10´´´´ 14.67 
C-1´´´ 97.63 C-5´´´ 68.54   
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En la región comprendida entre 3.15 y 3.70 ppm se localizan los protones 

correspondientes a la región del glucósido, incluida la señal que se encuentra en 4.29 

ppm, que integra para dos protones, la cual fue asignada a la posición H-6´´ que se 

encuentra desplazada hacia campo bajo en comparación del desplazamiento que 

presentan en la molécula de naringina antes de su modificación (3.70 ppm) lo que sugiere 

que en esta posición se llevó a cabo la reacción de transesterificación por CALB. 

En la zona correspondiente a δH 1.39 y 2.48 ppm aparecen las señales asignadas para la 

cadena alifática del fragmento correspondiente al ácido graso, además de la señal que se 

presenta en un a δH  0.84 correspondiente al CH3 de esta misma fracción de la molécula.  

En el caso de los datos para la RMN-13C se obtuvo la señal con un δC 173.24 ppm 

asignada para el éster formado. En el caso de la señal de C-6´´ exhibe un cambio de 2.6 

ppm hacia campo bajo (63.74 ppm) en comparación con la molécula de la naringina 

(61.08 ppm), por otra parte la señal en 74.05 ppm (asignada a C-5´´ de la fracción de 

glucosa) muestra un desplazamiento de 2.58 ppm hacia campo alto comparado con lo 

obtenido para la naringina (δC 76.63), estos resultados sugieren la presencia de un éster 

en el C-6 de la fracción de glucosa (Figura 18). 

 

Figura 17. Espectro de RMN- 1H de 6´´-O-caproato de naringina 
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Con los resultados obtenidos mediante la RMN-1H y RMN-13C se observó que la 

transesterificación catalizada por la lipasa de C. antárctica se lleva a cabo en la fracción 

de glucosa de la naringina en la posición 6, esto también de acuerdo con lo reportado por 

otros autores (Kontogianni et al., 2003) (Almeida et al. 2012) (Nakajima et al. 1999) para 

este mismo flavonoide. 

En el caso del ácido graso con el cual fue modificada la naringina, en el espectro de RMN-
13C se observaron la señales en la zona de carbonos alifáticos de δC 14.67 a 31.61 ppm 

correspondiente a la inserción de este fragmento a la molécula de naringina lo que indica 

la presencia del ácido cáprico (C=10) que confirma lo observado mediante la CLAR-IES-. 

Figura 18. Espectro de RMN- 13 C de 6´´-O-caproato de naringina 

 

En el caso de la transesterificación de la rutina con el aceite de coco se obtuvieron los 

datos espectroscópicos que se muestran en la Tabla 10. 
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Tabla 10. Datos espectroscópicos de 4´´´-O-caproato de rutina 

4´´´-O-caproato de rutina 

 
 
 
RMN-1H (400MHz,DMSO-d6) 
 

Asignación δ (ppm) J (Hz) Asignación δ (ppm) J (Hz) 
OH-5 12.57 s OH-4´´ 5.07 m 
OH-7 10.79 s OH-3´´ 5.03 d(6.67) 
OH-3´ 9.64 s H-4´´´ 4.36 d,(3.05)  
OH-4´ 9.15 s H-azúcares 3.05 a 3.67 m 
H-2´ 7.51 d,(6.72) 2H-2´´´´ 1.72 m 
H-6´ 6.81 s 2H-3´´´´  1.40 m 
H-8 6.36 d,(2.02) H Cadena alifática 1.17 m 
H-6 6.17 d, (2.02) 3H-6´´´ 0.96 d,(6.32) 

H-1´´ 5.33 d,(7.33) 3H-10´´´´ 0.79 t,(7.05) 
OH-2´´ 5.31 m    

      
 
RMN-13C (100MHz,DMSO-d6) 
 

#C δ (ppm) #C δ (ppm) #C δ (ppm) 
C-4 178.10 C-10 104.67 C-4/C-3´´´ 67.42 
C=O 173.67 C-1´´´ 101.30 C-6´´/ C-5´´´ 67.00 
C-7 164.42 C-1´´ 101.00 C-2´´´´ 37.22 
C-9 161.45 C-6 99.14 C-4´´´´/ C-5´´´´ 31.70 

C-2/C-5 157.05 C-8 93.94 C-8´´´´/ C-7´´´´ 29.57 
C-4´ 148.98 C-3´´ 77.00 C-3´´´´ 25.54 
C-3´ 145.21 C-5´´ 76.28 C-9´´´´ 22.63 
C-3 133.79 C-2´´ 74.75 C-11´´´´ 18.29 
C-6´ 122.01 C-4´´´ 74.35 C-6´´´ 17.90 
C-1´ 121.60 C-4´´ 72.20 C-10´´´´ 14.26 
C-5´ 116.83 C-2´´´ 70.69   
C-2´ 115.71     
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Para la resonancia de RMN-1H se observa en la región aromática un sistema AB [dos 

dobletes (J= 2.02 Hz en δH 6.36 y δH 6.17)] que es característico para el anillo A sustituido 

en la posición C5 y C7. Hacia campo bajo (δC  12.57, 10.79, 9.64, 9.15) se encuentran los 

protones de los grupos hidroxilo que sustituyen a los anillos bencénicos del esqueleto 

flavano. 

En la región comprendida entre 3.15 y 3.70 ppm se localizan los protones 

correspondientes a la región del glucósido, asignando la señal que se encuentra en 4.36 

ppm a los protones del C-4´´´ en el cual se observa un desplazamiento de 1.3 ppm  hacia 

campo bajo respecto al presentado en el espectro del estándar de rutina (3.06 ppm) lo 

que sugiere la presencia del éster en esa posición. 

En la zona correspondiente a δH 1.17 ppm aparece una señal singulete ancho que se 

asignó a los protones pertenecientes a la cadena alifática del fragmento correspondiente 

al ácido graso que se transesterificó a la molécula del flavonoide. En un δH 0.79 se tiene 

un triplete (J= 7.05 Hz)  asignado al CH3 de la cadena (C-10´´´´). 

En el caso de los datos para la RMN-13C se obtuvo la señal con un δC 173.67 ppm 

asignada para  éster formado. En el caso de la señal de C-4´´´ exhibe un desplazamiento 

hacia campo bajo (74.35 ppm) en comparación con la molécula de la rutina (72.20 ppm), 

estos resultados sugieren la presencia de un éster en el C-4 de la fracción de ramnosa 

Con los resultados obtenidos mediante la RMN-1H y RMN-13C se sugiere que la 

transesterificación catalizada por la lipasa de C. antárctica se lleva a cabo en la molécula 

de ramnosa de la rutina en la posición 4, estos datos corresponden a los obtenidos por  

Ardhaoui et al., (2004). 

En el caso de la modificación de la rutina se ha reportado también la acilación del sitio C-

3´´ (Danieli et al. 1997), esto se suele a tribuir a la enzima que está catalizando la 

reacción y la actividad de agua en el medio de la reacción. Esta discrepancia surge a 

partir de que la rutina solo posee solo grupos OH secundarios. 

En el caso de la cadena alifática la integración en el espectro sugiere que la esterificación 

se lleva a cabo con el ácido decanoico aunque aún no se cuenta con los resultados 

concluyentes de la espectrometría de masas. 
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Los datos espectroscópicos para los productos obtenidos de la reacción con el aceite de 

nuez moscada y naringina se muestran en la Tabla 11, donde se observa la 

transesterificación con el ácido mirístico que es el de mayor proporción en este aceite y 

que es concordante con el compuesto que se encontró mayoritariamente por medio de 

CLAR-IES. 

En los datos se observa un patrón similar al encontrado para 6´´-O-caproato de naringina 

en la región aromática en la RMN-1H mostrando las sustituciones en los anillos A y B, 

además de la zona de δH 3.17 a 3.65 asignada a los protones correspondientes a los 

azúcares (glucosa y ramnosa). 

La señal que aparece en δH 4.25 ppm muestra un desplazamiento de 0.55 ppm hacia 

campo bajo en comparación de la señal que se encuentra en la naringina (3.7 ppm) es la 

asignada a los hidrógenos de la posición H-6´´, lo que apunta a que la reacción se está 

llevando a cabo en esta posición de la molécula de glucosa. 

En la RMN-13C se identificó el sitio de la acilación de la naringina con el desplazamiento 

que presenta el C-6´´ en comparación con el que se muestra en el espectro del estándar 

del flavonoide, ya que se encuentra desplazado 2.63 ppm hacia campo bajo. Al igual que 

en el caso de 6-O-laúrato de naringina los resultados indican que la lipasa de C. antarctica 

lleva la acilación del flavonoide en la fracción de glucosa en la posición 6. 

La señal del éster formado a partir de la biotransformación se localizó en 173.24 ppm que 

es una zona característica para este tipo de carbonos cuaternarios. 

En la región de los carbonos alifáticos se observa la aparición de las señales δC 22.42 a 

32.20 ppm las cuales fueron asignadas a los carbonos de la cadena del ácido graso con 

el que fue esterificada la naringina, en el caso de señales como la que aparece en 29.72 

ppm la cual corresponde a los carbonos C-7´´´´y C-6´´´´ se asignaron ambos carbonos 

debido a  la intensidad que presenta la señal y la similitud en sus desplazamientos 

esperados. 

Con estos resultados se determinó que la transesterificación de la naringina agregando el 

aceite de nuez moscada se llevó a cabo con el ácido mirístico (C=14), que es el de mayor 

proporción en el aceite, obteniendo el 6´´-O-miristato de naringina. 
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Tabla 11. Datos espectroscópicos de 6´´-O-miristato de naringina 

6’’-O-mirístato de naringina 
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RMN-1H (400MHz,DMSO-d6) 

 
 

Asignación δ (ppm) J (Hz) Asignación δ (ppm) J (Hz) 
OH-5 12.03 s H-5´´ 3.67 dd,(5.65)  
OH-4´ 9.65 s H-azúcares 3.17 a 3.65 m 

H-2´/H-6´ 7.20 d,(8.4) H-3a 3.40 dd,(17.0,13.2) 
H-3´/H-5´ 6.78 d,(8.4) H-3b 2.73 dd (17.0,3.4) 

H-8 6.08 s 3H-6´´´ 1.18 d,(6.2) 
H-6 6.06 d,(2.4) 2H-2´´´´  2.36 t, (11.79) 
H-2 5.48 dd,(13.2,3.4) H Cadena alifática 1.31 a 1.64 m 

H-1´´ 5.13 d,(8.2) 3H-14´´´´ 0.89 t,(4.38) 
H-1´´´ 5.08 d,(2.4)    
2H-6´´ 4.25 m    

      
      

 
RMN-13C (100MHz,DMSO-d6) 
 

#C δ (ppm) #C δ (ppm) #C δ (ppm) 
C-4 197.61 C-6 96.52 C-3 42.69 
C=O 173.24 C-8 95.78 C-2´´´´ 32.20 
C-7 164.57 C-2 79.20 C-12´´´´ 30.99 
C-5 163.66 C-3´´ 77.35 C-7´´´´/ C-6´´´´ 29.72 
C-9 162.94 C-2´´ 76.29 C-5´´´´/ C-4´´´´ 29.55 
C-4´ 158.18 C-4´´´ 72.20 C-9´´´´/C-10´´´´ 29.31 

C-2´/C-6´ 128.70 C-2´´´ 70.68 C-11´´´´/C-3´´´´ 29.13 
C-3´/C-5´ 115.73 C-3´´´ 70.35 C-11´´´´ 24.65 

C-10 103.96 C-4´´ 69.87 C-13´´´´ 22.42 
C-1´´ 101.05 C-5´´´ 68.50 C-6´´´ 18.73 
C-1´´´ 97.59 C-6´´ 63.71 C-14´´´´ 14.12 
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En el caso de la transesterificación de la rutina con el aceite de nuez moscada se llegó a 

los resultados obtenidos que se muestran en la Tabla 12. 

Tabla 12. Datos espectroscópicos de 4´´´-O-miristato de rutina 

4´´´-O-mirístato de rutina 
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RMN-1H (400MHz,DMSO-d6) 
 

Asignación δ (ppm) J (Hz) Asignación δ (ppm) J (Hz) 
OH-5 12.55 s OH-4´´ 5.05 m 
OH-7 10.81 s OH-3´´ 5.01 d(6.68) 
OH-3´ 9.63 s H-4´´´ 4.38 d,(3.05)  
OH-4´ 9.16 s H-azúcares 3.05 a 3.65 m 
H-2´ 7.52 d,(6.72) 2H-2´´´´ 1.70 m 
H-6´ 6.82 s 2H-3´´´´  1.42 m 
H-8 6.37 d,(2.00) H Cadena alifática 1.20 m 
H-6 6.18 d,(2.00) 3H-6´´´ 0.96 d,(6.32) 

H-1´´ 5.35 d,(7.33) 3H-12´´´´ 0.84 t,(7.05) 
OH-2´´ 5.34 s    

      
 
RMN-13C (100MHz,DMSO-d6) 
 

#C δ (ppm) #C δ (ppm) #C δ (ppm) 
C-4 178.00 C-10 104.67 C-4/C-3´´´ 67.42 
C=O 173.70 C-1´´´ 101.30 C-6´´/ C-5´´´ 67.04 
C-7 164.44 C-1´´ 101.00 C-12´´´´ 31.99 
C-9 161.43 C-6 99.14 C-7´´´´/ C-6´´´´ 29.88 

C-2/C-5 157.05 C-8 93.94 C-5´´´´/ C-4´´´´ 29.70 
C-4´ 149.00 C-3´´ 77.00 C-9´´´´/C-10´´´´ 29.15 
C-3´ 145.23 C-5´´ 76.28 C-11´´´´/C-3´´´´ 29.03 
C-3 133.77 C-2´´ 74.75 C-11´´´´ 25.15 
C-6´ 122.03 C-4´´´ 73.94 C-13´´´´ 22.33 
C-1´ 121.63 C-4´´ 71.20 C-6´´´ 15.73 
C-5´ 116.83 C-2´´´ 70.73 C-14´´´´ 14.12 
C-2´ 115.71     
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La RMN-1H muestra las 3 zonas características para estas moléculas, la región aromática 

que muestra los protones en los anillo del esqueleto flavano (señales entre 6.18 y 12.55 

ppm) , la zona de los protones de los azúcares en la región comprendida entre 3.05 y 3.65 

ppm, además de un doblete (J=13.05 Hz) que se encuentra en 4.38 ppm asignada a los 

protones del C-4´´´ en el cual se observa un desplazamiento de 1.32 ppm  hacia campo 

bajo respecto al desplazamiento presentado en el espectro del estándar de rutina (3.06 

ppm) lo que sugiere la presencia del éster en esa posición. 

Se observa un incremento en las señales en la zona de alifáticos respecto al espectro 

obtenido para el estándar de rutina, existiendo una señal singulete ancho en 1.20 ppm 

asignado a los protones de la cadena correspondiente al ácido graso. 

En el caso de los datos para la RMN-13C la señal con un δC 173.70 ppm fue asignada para 

el éster. En el caso de la señal de C-4´´´ exhibe un desplazamiento hacia campo bajo 

(73.94 ppm) en comparación con la molécula de la rutina (72.20 ppm), estos resultados 

sugieren la presencia de un éster en el C-4 del fragmento de la ramnosa. 

En la región alifática se observan las señales correspondientes al ácido graso, en este 

caso el ácido mirístico, con el que fue transesterificada la rutina. La asignación se realizó 

con base en la integración que presentan las señales lo que nos sugiere el número de 

carbonos que se observan. 

El producto obtenido a partir de la biotransformación de la naringina utilizando los aceites 

de olivo y almendra (ácido oleico) fue el mismo (6´´-O-oleato de naringina) y sus datos se 

resumen en la Tabla 13. 

Para la RMN-1H se observó en las zonas de protones aromáticos y los protones 

pertenecientes a la parte del glucósido, comparte las características descritas 

anteriormente para los ésteres de naringina. Por lo que cabe resaltar la aparición de la 

señal en 5.44 ppm que se asignó a los protones de la posición 9´´´´ y 10´´´´ que son los 

protones olefínicos, y la señal en 2.20 ppm correspondiente a los protones alilicos. 

El sitio de la acilación se sugiere su presencia en la posición 6´´ con el desplazamiento 

hacia campo bajo de los protones ubicados en esta posición de la molécula. 
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Tabla 13. Datos espectroscópicos de 6´´-O-oleato de naringina 

6´´-O-oleato de naringina 

O

OH

OOH

O

O

O

O

HO

HO

H3C

HO

OH

OH

O

O

2

3

4
105

6

7
8

9

2´

3´
4´

5´

6´
1´´2´´3´´

4´´ 5´´

1´´´

2´´´
3´´´4´´´

5´´6´´´

1´´´´

2´´´´

3´´´´

4´´´´

5´´´´

6´´´´

7´´´´

8´´´´

9´´´´

10´´´´

6 ´´

11´´´´

12´´´´ 14´´´´ 16´´´´ 18´´´´

 
 

 
RMN-1H (400MHz,DMSO-d6) (Anexo B) 

 
 

Asignación δ (ppm) J (Hz) Asignación δ (ppm) J (Hz) 
OH-5 12.03 s H-5´´ 3.67 dd,(5.65)  
OH-4´ 9.65 s H-azúcares 3.17 a 3.65 m 

H-2´/H-6´ 7.20 d,(8.4) H-3a 3.40 dd,(17.0,13.2) 
H-3´/H-5´ 6.78 d,(8.4) H-3b 2.73 dd (17.0,3.4) 

H-8 6.08 s 3H-6´´´ 1.18 d,(6.2) 
H-6 6.06 d,(2.4) 2H-2´´´´  2.36 t, (11.79) 
H-2 5.48 dd,(13.2,3.4) H Cadena alifática 1.31 a 1.64 m 

H-1´´ 5.13 d,(8.2) 3H-18´´´´ 0.89 t,(4.38) 
H-1´´´ 5.08 d,(2.4)    
2H-6´´ 4.25 m    

      
      

RMN-13C (100MHz,DMSO-d6) 
 

#C δ (ppm) #C δ (ppm) #C δ (ppm) 
C-4 197.71 C-1´´ 100.66 C-5´´´ 68.76 
C=O 173.29 C-1´´´ 97.76 C-6´´ 63.53 
C-7 167.43 C-6 96.77 C-3 42.66 
C-5 165.17 C-8 95.50 C-2´´´´ 36.85 
C-9 163.18 C-2 79.18 C-16´´´´ 35.56 
C-4´ 158.33 C-3´´ 77.21 C-14´´´´/C-7´´´´/C-6´´´´ 33.59 

C-2´/C-6´ 131.93 C-2´´ 76.37 C-15´´´´/C-5´´´´/C-4´´´´ 31.97 
C-9´´´´ 130.02 C-4´´´ 73.97 C-13´´´´/C-12´´´´/C8´´´´ 28.99 

C-10´´´´ 127.69 C-2´´´ 71.70 C-11´´´´/C-3´´´´ 23.79 
C-3´/C-5´ 115.69 C-3´´´ 70.72 C-17´´´´ 22.50 

C-10 103.98 C-4´´ 70,.24 C-6´´´ 18.63 
    C-18´´´´ 14.39 
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Para la RMN-13C hay que resaltar tres aspectos, 1) la señal que se encuentra en 173.29 

ppm característica del éster producto de la transesterificación, 2) las señales asignadas a 

los carbonos 9´´´´ y 10´´´´ donde se presenta la insaturación del ácido oleico que 

aparecen en un δC 131.93 y 130.02, que es una zona característica para los carbonos de 

dobles enlaces y 3) la señal en 63.53 ppm que es la correspondiente al sitio de la 

esterificación en el carbono 6 de la molécula de la glucosa lo que se aprecia por el 

desplazamiento hacia campo bajo que presenta esta señal, como ya se mencionó para 

los ésteres anteriormente analizados.Con estos datos fue posible determinar que la CALB 

llevó a cabo la reacción de transesterificación de la naringina con el ácido oleico que es el 

que se encuentra presente en mayor proporción en el aceite de olivo (71%) y en el aceite 

de almendra (69%). Esto en concordancia con lo obtenido para estas reacciones con la 

espectrometría de masas que muestra el producto mayoritario con una m/z 843 en modo 

negativo. 

En el caso de la biotransformación de la rutina con ácido oleico (aceite de olivo y 

almendra) se muestran los datos obtenidos para este producto por medio de RMN en la 

Tabla 14. En la RMN-1H se observaron las señales en la zona de aromáticos, ya descritas 

anteriormente para el producto del 6´´-O-caproato de rutina, además en la región 

comprendida entre 3.03 y 3.70 ppm se localizan los protones correspondientes a la región 

del glucósido, asignando la señal que se encuentra en 4.36 ppm a los protones del C-4´´´ 

en el cual se observa un desplazamiento de 1.3 ppm  hacia campo bajo respecto al 

presentado en el espectro del estándar de rutina (3.06 ppm) lo que sugiere la presencia 

del éster en esa posición. En la zona de protones alifáticos se asignó la señal de 1.29 

ppm a los protones correspondientes a la zona alifática del ácido graso. 

En el caso de los datos para la RMN-13C se obtuvo la señal con un δC 167.53 ppm 

asignada para el éster formado. En el caso de la señal de C-4´´´ exhibe un 

desplazamiento hacia campo bajo de 2.3 ppm respecto al desplazamiento obtenido con la 

rutina. 
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Tabla 14. Datos espectroscópicos de 4´´´-O-oleato de rutina 

4´´´-O-oleato de rutina 
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RMN-1H (400MHz,DMSO-d6) (Anexo C) 
 

Asignación δ (ppm) J (Hz) Asignación δ (ppm) J (Hz) 
OH-5 12.57 s OH-4´´ 5.05 m 
OH-7 10.79 s OH-3´´ 4.49 d(6.68) 
OH-3´ 9.63 s H-4´´´ 4.36 d,(3.05)  
OH-4´ 9.14 s H-azúcares 3.03 a 3.70 m 
H-2´ 7.51 d,(5.72) 2H-2´´´´ 1.75 m 
H-6´ 6.81 s 2H-3´´´´  1.42 m 
H-8 6.36 d,(2.00) H Cadena alifática 1.29 m 
H-6 6.17 d,(2.00) 3H-6´´´ 0.96 d,(6.32) 

H-1´´ 5.31 d,(7.33) 3H-18´´´´ 0.91 t,(7.05) 
H-9¨¨¨/H-10´´´´ 5.24 s    

      
RMN-13C (100MHz,DMSO-d6) 
 

#C δ (ppm) #C δ (ppm) #C δ (ppm) 
C-4 177.78 C-5´ 116.68 C-2´´´ 70.80 
C=O 167.53 C-2´ 115.64 C-4/C-3´´´ 68.67 
C-7 164.48 C-10 104.39 C-6´´/ C-5´´´ 68.51 
C-9 161.64 C-1´´´ 101.60 C-2´´´´ 39.98 

C-2/C-5 157.02 C-1´´ 101.17 C-16´´´´ 39.77 
C-4´ 156.83 C-6 99.09 C-14´´´´/C-7´´´´/C-6´´´´ 39.56 

C-3´ 148.83 C-8 94.00 C-15´´´´/C-5´´´´/C-
4´´´´ 31.72 

C-3 145.17 C-3´´ 76.87 C13´´´´/C12´´´´/C8´´´´ 29.42 
C-6´ 133.72 C-5´´ 76.33 C-11´´´´/C-3´´´´ 29.13 

C-9´´´´ 130.71 C-2´´ 74.50 C-17´´´´ 22.52 
C-10´´´´ 127.90 C-4´´ 72.27 C-6´´´ 18.17 

C-1´ 122.01 C-4´´´ 70.98 C-18´´´´ 14.38 
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Las señales que sugieren la presencia del ácido oleico son los que presentan el C-9´´´´ 

(130.71 ppm) y el C-10´´´´ (127.90 ppm) correspondientes a los carbonos de la 

insaturación, además de los presentes en la zona de carbonos alifáticos (14.38-39.98 

ppm). 

En el caso de los productos obtenidos con los aceites de uva, calabaza, chía y linaza, en 

la Tabla 15 se muestran los datos espectróscopicos más sobresalientes para estos 

productos, (que no se han  análizado para los productos descritos anteriormente) que 

permitieron su identificación. 

Para la reacción de transesterificación de naringina utilizando los ácidos grasos del aceite 

de uva y de calabaza como agentes acilantes, se obtuvo como único producto el 6´´-O-

linoleato de naringina (Anexo D), para este producto es importante resaltar la aparición en 

la RMN-1H las señales en la región entre 5.08-5.58 ppm pertenecientes a los hidrógenos 

de las insaturaciones que presenta el ácido linoleico, que es el que se encuentra en  

mayor proporción en los aceites utilizados para la transesterificación. Además del 

desplazamiento de los hidrógenos de la posición 6´´ (4.43 ppm) que indican la 

regioselectividad con que se lleva a cabo la reacción en la molécula de naringina. 

En el caso de la RMN-13C es importante resaltar las señales asignadas a los carbonos sp2 

presentes en la molécula del ácido graso insaturado que se encuentran en un δC  128.04-

130.10 asignadas a los carbonos C-9´´´´,C-10´´´´, C-12´´´´ y C-13´´´´ 

Así mismo para el caso de la rutina con los ácidos grasos del aceite de uva y de calabaza, 

un solo producto de reacción fue identificado (Anexo E), y los datos obtenidos por medio 

de la RMN sugieren que el sitio de acilación se llevó a cabo en la posición 4´´´´ y el ácido 

graso con el que llevó a cabo la transesterificación la lipasa de C. antarctica fue el 

mayoritario para estos aceites, en este caso el ácido linoleico. 

En el caso de la transesterificación de naringina y rutina con el ácido linolénico (C18:3) 

presente en los aceite de chía y de linaza.  Con la RMN se observó la presencia de las 

tres insaturaciones características de este ácido graso. 
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Tabla 15. Datos espectroscópicos de los productos de naringina y rutina obtenidos con los ácidos 
linoleico y linolénico 

Compuesto Estructura Datos espectroscópicos 
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enlaces 
4.37 H-4´´´ 
1.29 H cadena alifática 
13C 
131.93 C-9´´´´/C-16´´´´ 
129.80 C-13´´´´ 
128.16 C-12´´´´ 
127.62 C-10´´´´/C-15´´´´ 
74.35 C-4´´´ 
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Para el caso de la reacción utilizando el aceite de ricino (ácido ricinoleico) para ambos 

flavonoides los resultados de la RMN 1H y 13C sobresalientes se muestran en la Tabla 16.  

En estos productos lo que hay que resaltar además del sitio de acilación es la presencia 

del doble enlace en la posición 9´´´´ y 10´´´´y la presencia del grupo hidroxilo en el 

carbono 12 de la cadena alifática del ácido graso, que se observa más claramente en la 

RMN-13C para ambos productos en el caso del 6´´-O-ricinoleato de naringina con una 

señal que a parce en δC de 70.21 ppm y en el 4´´´´-O-ricinoleato de rutina con un δC en 

71.23 ppm. 

 

Tabla 16. Datos espectroscópicos de los productos de naringina y rutina obtenidos con el aceite de 
ricino 

Compuesto Estructura Datos espectroscópicos 

6´´-O-
ricinoleato de 

naringina 
 

O

OH

OOH

O

O

O

O

HO

HO

H3C

HO

OH

OH

O

O

2

3

4
105

6

7
8

9

2´

3´
4´

5´

6´
1´´2´´3´´

4´´ 5´´

1´´´

2´´´
3´´´4´´´

5´´6´´´

1´´´´

2´´´´

3´´´´

4´´´´

5´´´´

6´´´´

7´´´´

8´´´´

9´´´´

10´´´´

6 ´´

11´´´´

12´´´´
14´´´´ 16´´´´ 18´´´´

OH

 

1H 
5.08-5.38 (m) H-9´´´´/H-10´´´´ 
4.35 (m)  H-6´´ 
0.85-2.17 H cadena alifática 
13C 
130.15 C-9´´´´ 
128.97 C-10´´´´ 
70.21 C-12´´´´(OH) 
63.37 C-6´´ 

4´´´-O-
ricinoleato de 

rutina 
 

O

O

OH

HO

OH

O
O

HO
OH

OH

O

O

CH3

O

OH

OH

O

2

3

4105

6

7
8

9

2´
3´

4´

5´

6´

1´´

2´´
3´´ 4´´

5´´ 6´´

1´´´ 2´´´

4´´´

2´´´´

3´´´´

4´´´´

5´´´´

6´´´´

7´´´´

8´´´´

9´´´´

3´´´´

10´´´´

11´´´´

12´´´´
14´´´´16´´´´18´´´´

OH

OH

 

1H 
5.11-5.34 H-9´´´´/H-10´´´´ 
4.36 (m) H-4´´´ 
1.20 H cadena alifática 
13C 
130.03 C-9´´´´ 
128.04 C-10´´´´ 
71.23 C-12´´´´(OH) 
74.35 C-4´´´ 
 

 

Los datos espectroscópicos obtenidos para el producto de la naringina fueron 

correlacionados con lo obtenido por  Almeida et al. (2012) que utilizaron al ácido 

ricinoleico como agente acilante donde se observó que los datos son similares a los 

reportados en el trabajo anteriormente citado. 
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De este modo se determinó la regioselectividad con que la CALB lleva a cabo la 

transesterificación de naringina  (en la posición C-6´´) y rutina (en la posición C-4´´´). 

Además de que fue capaz de realizar la transesterificación con los ácidos grasos 

(triacilgliceroles) que se encuentran en mayor proporción en los aceites utilizados. 

El interés de obtener los ésteres de los flavonoides radica en mejorar su lipofilicidad, en 

este caso se observó que existe una disminución en la polaridad de los compuestos ya 

que por medio de la CCF  se observó un mayor desplazamiento del éster (afinidad a la 

fase móvil (no polar) en comparación del flavonoide que se retiene fuertemente en la fase 

estacionaria de naturaleza polar (sílice). (Figura 11) 

Se ha observado que la modificación de los flavonoides sobre todo con los ácidos grasos 

insaturados, además de mejorar su lipofilicidad, puede llegar a potenciar su capacidad 

antioxidante.(Zheng et al. 2013) 

6.3 Obtención de ésteres metílicos de los ácidos grasos 
 

La transesterificación de los ácidos grasos con metanol se llevó a cabo por vía enzimática 

utilizando la lipasa de C. antárctica, en la Figura 19 se muestra la cromatoplaca obtenida 

para estas reacciones. Con la CCF se observó la presencia de los ésteres metílicos, 

utilizando placas de sílice con una fase móvil hexano/acetato de etilo (9:1), ya que los 

ésteres presentan un Rf de 0.75 mientras que para los aceites se encuentra alrededor de 

0.5, con esto se observa la diferencia en la polaridad de los compuestos, pues la 

formación del grupo éster y el incremento de un carbono en la molécula se ve reflejado en 

una mayor lipofilicidad. 

Además de utilizar la cromatografía en capa fina se realizó el análisis de los productos 

obtenidos por medio de CG-EM, para corroborar que el éster metílico del ácido graso de 

interés (el de mayor proporción en el aceite) estuviese presente y llevar a cabo la reacción 

de transesterificación con naringina y rutina. 
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Figura 19. Cromatografía en capa fina de la obtención de ésteres metílicos vía enzimática 

 

 

 

 

 

 

El análisis por el método CG-EM para el producto de transesterificación del aceite de olivo 

con metanol (Figura 20), mostró el pico más abundante (porcentaje de área de 82%) en 

un tiempo de retención de 8.2 min (492 s), con un ión molecular m/z 296 el cual 

corresponde al éster metílico del ácido oleico (éster del ácido cis-9-octadecenoico), este 

resultado es concordante con lo esperado ya que el ácido oleico es el reportado como el 

más abundante en el aceite de olivo. 

Los iones más representativos son: 1) el de la pérdida de los elementos de metanol (m/z 

264 o [M-32]+), es decir, un grupo metoxilo más un átomo de hidrógeno, y 2) la pérdida 

del ión del rearreglo de McLafferty (m/z 222) que es característico de los ácidos 

carboxílicos y sus derivados. Otro fragmento característico de la ionización de ácidos 

grasos es [M-116]+ (m/z 180 en este caso), que se forma por la pérdida de un fragmento 

que contiene el grupo carboxilo mediante escisión entre los carbonos 5 y 6 con adición de 

un átomo de hidrógeno reordenado (Figura 21). 

 

 

1. Aceite de olivo 
2. Metil éster de aceite de olivo 
3. Aceite de linaza 
4. Metil éster de aceite de linaza 
5. Aceite de calabaza 
6. Metil éster de aceite de calabaza 
7. Aceite de ricino 
8. Metil éster de aceite de ricino 

9. Aceite de coco 
10. Metil éster de aceite de coco 
11. Aceite de almendra 
12. Metil éster de aceite de almendra 
13. Aceite de uva 
14. Metil éster de aceite de uva 
15. Aceite de chía 
16. Metil éster de aceite de chía 
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Figura 20. Análisis por el método CG-EM de la transesterificación de aceite de olivo 

 

Figura 21. Patrón de fragmentación del oleato de metilo 
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Los otros picos que aparecen en la cromatografía de gases pertenecen a ésteres 

metílicos de ácidos grasos que están presentes en el aceite de olivo en menor proporción, 

con áreas relativas menores al 10% como el éster metílico del ácido hexadecanoico 

(C17H34O2).  

Los datos obtenidos para los demás aceites se muestran en la Tabla 17. En todos los 

casos se encontró que el éster metílico mayoritario era el esperado por ser el proveniente 

del ácido graso predominante en cada uno de los aceites.  

 
Tabla 17. Resultados del análisis CG-EM para los ésteres metílicos de ácidos grasos 

 

Los ésteres metílicos analizados comparten características en su patrón de fragmentación 

encontrándose principalmente tres rupturas representativas: 1) la pérdida del metoxilo que 

indica la presencia del éster [M-32]+, 2) la pérdida del ión del rearreglo de McLafferty [M-

74]+ y 3) el fragmento de m/z 74 correspondiente al fragmento del rearreglo de McLafferty 

(Figura 22) que ya se mencionaron para la fragmentación del metil éster del ácido oleico. 

El patrón que se presenta para los ésteres metílicos corresponde también al encontrado 

por (Hallgren, Ryhage, & Stenhagen 1959) que indica los mismos picos representativos 

que se mencionan en la tabla anterior. 

 

 

 

 
Figura 22. Rearreglo de McLafferty (Wilson & Sargent 2001) 

Aceite sometido a 
la reacción de 

transesterificación 

Producto  
encontrado 

mayoritariamente 
tR 

(min) 
% Área 
relativa 

Ión 
molecular 

m/z 

Fragmentos 
representativos 

m/z 
Aceite de coco  Laurato de metilo 4.3 30 214 182 141 74 

Aceite nuez 
moscada Mirístato de metilo 7.6 74 242 211 87 74 

Aceite de olivo Oleato de metilo 8.2 82 296 264 222 180 
Aceite de almendra Oleato de metilo 8.2 69 296 264 222 180 

Aceite de uva  Linoleato de metilo 8.1 72 294 263 220 178 
Aceite de calabaza Linoleato de metilo 8.1 57 294 263 220 178 

Aceite de linaza Linolenato de metilo 8.0 62 292 261 217 176 
Aceite de chía Linolenato de metilo 8.0 53 292 261 217 176 
Aceite de ricino Ricinoleato de metilo 9.1 79 312 294 198 166  
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El éster metílico que no comparte las características de fragmentación es el ricinoleato de 

metilo, por poseer un grupo hidroxilo en la cadena del ácido graso, en este caso no es 

posible distinguir el ión molecular, y el único ión significativo en la región de masas de 

altas es para la pérdida de agua, a m/z 294 Sin embargo, el fragmento de  m/z 198 

representa probablemente la ruptura entre los carbonos 11 y 12, y el ión a  m/z 166 una 

pérdida adicional de metanol a partir del grupo carboxilo.(Figura 23). Esto en 

concordancia con lo reportado por otros autores (Kleiman & Spencer 1973) 

 

 

 

Figura 23. Espectro de masas obtenido para el ricinoleato de metilo 

 

Con estos resultados se determinó que los ésteres metílicos de interés (los del ácido 

graso mayoritario) se había obtenido mediante la reacción de transesterificación 

catalizada por la lipasas de C. antarctica, y era posible utilizarlos para la modificación de 

los flavonoides. 

6.4 Reacciones de transesterificación de naringina y rutina con los ésteres 
metílicos de ácidos grasos. 

 

La reacción de transesterificación de rutina y naringina con los ésteres metílicos de los 

ácidos grasos se llevó a cabo bajo las mismas condiciones que las utilizadas para los 

aceites, su monitoreo se realizó por medio de CCF donde se observó que todas las 
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reacciones evaluadas presentaron un solo producto de reacción para cada agente 

acilante (Figura 24).  

Figura 24. Cromatografía en capa fina para la reacción de naringina con diferentes agentes 
acilantes 

 

 

 

 

 

 

Para realizar una comparación de los rendimientos respecto a los obtenidos utilizando a 

los aceites como agentes acilantes, se llevó a cabo la purificación de los productos, con 

ello se obtuvieron los resultados que se muestran en la Tabla 18 con los que fue posible 

apreciar que no existía alguna diferencia en la conversión ya sea utilizando los ésteres 

metílicos o el aceite.  

Cabe mencionar que para realizar las transesterificaciones no se sometieron a ningún tipo 

de purificación los ésteres metílicos por lo que se utilizaron las mezclas crudas de la 

reacción, al igual que con el uso de los aceites se purificó el único producto que se 

observó en placa y para verificar que la esterificación se estaba dando con el éster 

presente en mayor proporción también se llevó a cabo la identificación de algunos de 

estos compuestos. 

 

 

 

 

 

 

 

 

1. Éster metílico de aceite coco 
2. Éster metílico de nuez moscada 
3. Éster metílico de aceite de olivo 
4. Éster metílico de aceite de almendra 
5. Éster metílico de aceite de uva 
6. Éster metílico de aceite de calabaza 
7. Éster metílico de aceite de linaza 
8. Éster metílico de aceite de chía 
9. Éster metílico de aceite de ricino 
10. Naringina 
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Tabla 18. Rendimientos obtenidos para la esterificación de flavonoides utilizando como agentes 
acilantes a los ésteres metílicos de los ácidos grasos 

Agente acilante 

Naringina Rutina 
Producto 

puro 
(mg) 

% de 
rendimiento 

Producto 
puro 
(mg) 

% de 
rendimiento 

E.M. de aceite de coco 18 36 15 30                       
E.M. de aceite de nuez 

moscada 14 28 10 20 

E.M. de aceite de olivo 20 40 15 30 
E.M. de aceite de almendra 17 34 16 32 

E.M. de aceite de uva 20 40 17 34 
E.M. de aceite de calabaza 18 36 18 36 

E.M. de aceite de linaza 19 38 17 34 
E.M. de aceite de chía 19 38 15 30 
E.M. de aceite de ricino 20 40 18 36 

 

La identificación de los productos obtenidos con los ésteres metílicos se llevó a cabo por 

medio de RMN (1H y 13C), con lo cual se observó que los productos correspondían a los 

obtenidos con cada uno de los ácidos grasos (sección 5.2.2), los resultados se resumen 

en la Tabla 19. Así por ejemplo las reacciones utilizando al éster metílico del aceite de 

olivo  se obtuvo como producto de reacción el 6´´-O-oleato de naringina (Tabla 13) y el 

4´´´-O-oleato de rutina (Tabla 14), respectivamente para cada uno de los flavonoides, al 

igual que lo obtenido para el ácido oleico.  

Tabla 19. Productos obtenidos utilizando los ésteres metílicos de ácidos grasos para la 
transesterificación 

Agente acilante Naringina Rutina 
Producto obtenido Producto obtenido 

E.M. de aceite de coco 6´´-O-caproato de naringina 4´´´-O-caproato de rutina 
E.M. de aceite de nuez moscada 6´´-O-miristato de naringina 4´´´-O-mirístato de rutina 

E.M. de aceite de olivo 6´´-O-oleato de naringina 4´´´-O-oleato de rutina 
E.M. de aceite de almendra 6´´-O-oleato de naringina 4´´´-O-oleato de rutina 

E.M. de aceite de uva 6´´-O-linoleato de naringina 4´´´-O-linoleato de rutina 
E.M. de aceite de calabaza 6´´-O-linoleato de naringina 4´´´-O-linoleato de rutina 

E.M. de aceite de linaza 6´´-O-linolenato de naringina 4´´´-O-linolenato de rutina 
E.M. de aceite de chía 6´´-O-linolenato de naringina 4´´´-O-linolenato de rutina 
E.M. de aceite de ricino 6´´-O-ricinoleato de 

naringina 4´´´-O-ricinoleato de rutina 

 
 

E.M. = Éster metílico 
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Con estos resultados fue posible determinar que la lipasa de C. antarctica fue capaz de 

llevar a cabo las reacciones de transesterificación de los flavonoides utilizando 

indistintamente como sustrato tanto a los ésteres metílicos como a los aceites 

(triacilglicerol).  

En otros estudios se ha comparado el uso de los ácidos grasos y sus vinil ésteres como 

agentes acilantes, donde se ha observado que la reacción con los ésteres de los ácidos 

grasos refleja mejores conversiones (Mellou et al., 2005) dando lugar a conclusiones 

como que la reacción de transesterificación se lleva de mejor manera con la enzima 

CALB. En este caso no se obtuvieron resultados distintos lo que se atribuye a que en los 

dos casos estudiados la reacción que estaba ocurriendo era de transesterificación. 

6.5 Screening de fuentes vegetales para la obtención de lipasas 
 

La selección del material vegetal utilizado para el screening preliminar de lipasas 

vegetales, se basó en lo reportado con anterioridad por (Barros, Fleuri, & Macedo 2010) 

ya que estas enzimas pueden estar presentes tanto en granos, como semillas y algunos 

otros fluidos de las plantas como el látex de algunos árboles. Además se tomaron en 

cuenta fuentes vegetales en las que el uso de sus lipasas hayan sido reportadas para la 

síntesis de otros compuestos, como los germinados de maíz, trigo y linaza utilizados en la 

síntesis de ésteres de bajo peso molecular (Liquat & Owusu 1998) o el uso de residuos de 

Carica papaya para la transesterificación de alcoholes secundarios (Chen, Wang, & Tsai 

2009). 

El primer filtro de selección se llevó a cabo evaluando la actividad enzimática de manera 

rápida, realizando ensayos en microplaca utilizando soluciones de α-naftil acetato como 

sustrato y Fast Red como revelador, para observar de una manera cualitativa los 

materiales que presentaban mayor actividad. 

Los materiales fueron seleccionados con base en lo reportado en la literatura por lo que 

se trabajó con: germen de maíz (Zea mays), germen de linaza (Linum usitatissimum), 

germen de frijol (Phaseolus vulgaris), germen de trigo (Triticum spp) semillas de papaya 

(Carica papaya), semillas de ricino (Ricinus communis), semillas de girasol (Heliantus 

annuus), sábila (Aloe vera) y látex del árbol de Flor de mayo (Plumeria rubra). En la 

Figura 25 se muestran los resultados obtenidos para esta prueba, donde se observa la 

coloración que presentó cada uno de los extractos. 
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Figura 25. Resultados obtenidos de la prueba rápida de actividad enzimática 

 

 

 

 

 

 

 

 

La intensidad del color marrón es proporcional a la actividad enzimática que poseen los 

extractos, ya que las enzimas capaces de hidrolizar el enlace éster que posee el  α-naftil 

acetato, liberan el acetato y α-naftol, el Fast Red el cual es una sal de diazolio reacciona 

con el α-naftol formando un cromógeno de color rojo-marrón. A partir de los resultados 

obtenidos se seleccionaron aquellas fuentes que presentaron cualitativamente la mayor 

actividad (germen de maíz, trigo y frijol además de las semillas de papaya y ricino) 

Posteriormente se cuantificó la actividad enzimática de esterasa utilizando como sustrato 

el p-nitrofenil acetato y de lipasa con el p-nitrofenil laúrato, en este caso los datos 

obtenidos se muestran en la Tabla 20, la cuantificación se llevó a cabo a pH=7 a 

temperatura ambiente. 

Tabla 20. Cuantificación de actividad enzimática de esterasa y lipasa 

Material vegetal Actividad de esterasa (U/g 
de semila) 

Actividad de lipasa (U/g 
de semilla) 

Germen de maíz 15.05 14.45 
Germen de frijol 12.85 7.25 
Germen de trigo 3.99 14.34 

Semillas de papaya NP 10.02 
Semillas de ricino 2.10 46.45 

 

El germen de trigo y el de maíz, así como las semillas de papaya y ricino presentaron una 

mayor actividad de lipasa mientras que el germen de frijol mostró una mayor actividad de 

esterasa. La principal diferencia entre estas enzimas es que las esterasas 

1. Control  
2. Germen de linaza 
3. Germen de maíz 
4. Germen de trigo 
5. Germen de frijol 

6. Semillas de papaya 
7. Semillas de girasol 
8. Mucilago de sábila 
9. Semillas de ricino 
10. Látex de Flor de mayo 

1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 



RESULTADOS Y DISCUSIÓN      

 

  65 

preferentemente utilizan sustratos de cadena corta mientras que las lipasas se inclinan a 

sustrato de cadena más larga. 

En el caso de los germinados la actividad enzimática fue medida en el día cinco de 

germinación, pero en estos casos es importante conocer en cuál de las etapas de 

crecimiento es donde se posee la mayor actividad ya que se ha observado que las lipasas 

aparecen en las primeras etapas de la germinación pues es cuando se requiere la 

liberación de ácidos grasos almacenados en la semilla para ser utilizados en el desarrollo 

de la planta.(Barros, Fleuri, & Macedo 2010). Debido a estas consideraciones se llevó a 

cabo el seguimiento de la actividad enzimática de los germinados durante 5 días, para 

determinar la mayor actividad en cada uno de estos materiales. 

Los resultados muestran que para el caso de las semillas de maíz el día de germinación 

en el que presenta una mayor actividad de lipasa es en el día 3 (21.5 U/g de semilla), para 

el germen de trigo se presenta en el día 5 (15.8 U/g de semilla).y para el germen de frijol 

en el día 4 (14.51 U/g de semilla). Los resultados muestran en general como se 

incrementa con el paso de  los días la actividad y en el caso del germen de maíz y frijol se 

logra observar el decremento posterior (Gráfico 1y 2), esto como ya se mencionó por los 

cambios que se presentan durante el crecimiento de la planta,  las enzimas lipolíticas 

catalizan la primera etapa de la movilización de lípidos, con la posibilidad de 

posteriormente ser controlado durante y después del período de germinación para 

suministrar energía para el crecimiento embrionario. 

Datos similares se han encontrado para germinados de Jatropha curcas donde se 

observó su mayor actividad de lipasa en el tercer día de germinación y decrece para el 

quinto día (Hidayat et al. 2014). 

En el caso de los germinados de semilla de trigo no se logró observar el decremento de la 

actividad (Gráfico 3) en los días analizados por lo que no se puede concluir que el día 

cinco es donde se encuentra la mayor actividad de lipasa. Para la evaluación en la prueba 

de la transesterificación de flavonoides se seleccionaron los germinados que presentaron 

en este estudio la mayor actividad 

El orden de magnitud de la actividad enzimática que presentan los materiales vegetales 

seleccionados se encuentran en concordancia para las reportadas para otras semillas 
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como las de avena(U/g de semilla) (Mohamed et al. 2000) o para las semillas de girasol 

16.3 (U/g de semilla) (Sagiroglu & Arabaci 2005).  

Gráfico 1. Actividad enzimática durante la germinación del grano de maíz 

 

 

 

 

 

 

 

 

Gráfico 2. Actividad enzimática durante la germinación del grano de frijol 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Gráfico 3. Actividad enzimática durante la germinación del grano de trigo 
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6.6 Transesterificación de flavonoides catalizada por enzimas vegetales 
 

Una vez seleccionadas las fuentes de lipasas se evaluaron para la reacción de 

transesterificación de flavonoides con el ácido láurico, el aceite de olivo (ácido oleico) y el 

aceite de ricino (ácido ricinoleico). Se evaluaron estos aceites para observar el 

comportamiento de estas enzimas frente a diferentes largos de cadena y estructura de los 

ácidos grasos, 

Las reacciones se llevaron a cabo a una temperatura de 50°C bajo agitación orbital por 96 

h siguiendo las reacciones por CCF. (Tabla 21) 

Al evaluar los materiales vegetales en la reacción de transesterificación de rutina y 

naringina, únicamente la naringina reaccionó con todos los agentes acilantes utilizando 

como catalizador las semillas de ricino. (Figura 26) 

Tabla 21. Resultados obtenidos para para la transesterificación de flavonoides con lipasas 
vegetales 

No= No hubo reacción  Si= Se llevó a cabo la reacción 

 

 

 

 

 

Flavonoide Agente 
acilante 

Fuente vegetal de lipasas 

Germen 
de maíz 

Germen 
de frijol 

Germen 
de trigo 

Semillas 
de 

papaya 
Semillas 
de ricino 

Naringina 

Ácido láurico No No No No Si 
Aceite de 

olivo No No No No Si 

Aceite de 
ricino No No No No Si 

Rutina 

Ácido láurico No No No No No 
Aceite de 

olivo No No No No No 

Aceite de 
ricino No No No No No 
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Figura 26. CCF Reacción de transesterificación catalizada por semillas de ricino 

 

Respecto a los otros materiales vegetales evaluados, no puede concluirse que no sean 

capaces de llevar a cabo la reacción de síntesis ya que existen varios factores que 

impactan en las reacciones de biocatálisis debido a que cada enzima posee sus 

características como su temperatura óptima, su estabilidad en disolventes orgánicos es 

variable y pueden existir ciertos inhibidores en el medio como la presencia de ciertas 

sales, metales, etc.  

En este trabajo no se llevó a cabo la caracterización para cada una de las enzimas por lo 

que no se puede conocer las condiciones de reacción que pueden estar afectando a las 

enzimas. Como por ejemplo se ha reportado para la lipasa encontrada en las semillas de 

avena, que su temperatura optima se encuentra alrededor de 40°C y su actividad 

disminuye conforme se incrementa este parámetro (Mohamed et al. 2000) , así pues se 

sugiere que puede ocurrir algo similar con las lipasas de estos materiales al no conocer su 

temperatura donde éstas conservan su actividad, debido a que en las reacciones se utiliza 

una temperatura de 50°C, tomando en cuenta que la cuantificación de la actividad 

enzimática se realizó a temperatura ambiente (25°C)  

Lo mismo puede estar ocurriendo con el disolvente utilizado (2-metil-2-butanol) ya que si 

bien no existe una guía para la selección del medio de reacción si es necesario tener en 

cuenta que la enzima conserve su actividad y sea estable en él. Se ha observado que 

conforme se incrementa la polaridad del disolvente la actividad se ve disminuida (Páez et 

al. 2003), esto a causa de que las enzimas presentan una monocapa de agua que les 

permita mantener su estructura y cuando un disolvente es mayormente hidrofílico 

1          2          3          4         5         6 

1. Rutina / ácido láurico 

2. Rutina / aceite de olivo (ác. oleico) 

3. Rutina / aceite de ricino (ác. ricinoleico) 

4. Naringina / ácido láurico 

5. Naringina / aceite de olivo (ác. oleico) 

6. Naringina / aceite de ricino (ác. ricinoleico) 
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presenta afinidad por esta capa y puede llegar a retirarla afectando la flexibilidad de la 

enzima. (Chua & Sarmidi 2004) 

Para la semilla de ricino cabe mencionar que se logró llevar a cabo la reacción de síntesis 

después de someter a la semilla desengrasada a un pretratamiento con buffer de citratos 

pH=4 durante 4 horas para su posterior uso en la reacción con los flavonoides, ya que sin 

ser sometida a este procedimiento la semilla de ricino no era capaz de llevar a cabo la 

reacción de transesterificación. 

Lo anterior puede deberse a que en la semilla de Ricinus communis pueden observarse 

dos tipos de lipasas 1) la lipasa ácida que se encuentra en la semilla en reposo y 2) una 

lipasa alcalina cuya actividad se evidencia al comienzo de la germinación (Arribére & 

Caffini 1988). La primera de estas se manifiesta cuando el material se encuentra a un pH 

ácido por lo que al utilizar la semilla, se puede inferir que la lipasa ácida es la que se 

encuentra presente lo que hace necesario someterla primero a un pH bajo para que esta 

pueda manifestar su actividad. 

Se ha reportado el uso de la lipasa de ricino para la síntesis de otros compuestos como la 

esterificación de los ácidos grasos para obtener el glicerol, con rendimientos cercanos al 

50%, teniendo como temperatura óptima de reacción de 40°C, pero se observó que la 

actividad enzimática disminuía a partir de los 45°C.(Tüter 1998) 

En este caso la lipasa fue capaz de catalizar la acilación de la naringina con los agentes 

acilantes evaluados pero no así con la rutina esto puede deberse a que la estructura  

posee solo grupos OH secundarios y esto represente una dificultad para la enzima al 

momento de llevar a cabo la reacción de transesterificación. 

En este caso no se apreció una diferencia importante entre los agentes acilantes 

utilizados, a pesar de que el aceite de ricino, que es el sustrato natural de esta enzima, 

fue utilizado para llevar a cabo la reacción. La conversión que se observó de manera 

cualitativa mediante la CCF, muestra conversiones pequeñas, por lo que es necesario 

optimizar las condiciones para mejorar los rendimientos con esta enzima. 

Se observó que esta enzima es capaz de llevar a cabo la reacción de una manera 

regioselectiva, ya que sólo se obtuvo un solo producto de reacción en todos los casos. 
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Estos resultado sugieren que las lipasas vegetales pueden ser un recurso para llevar a 

cabo reacciones de síntesis ya que puede no ser necesaria su total purificación, además 

de encontrarse inmovilizadas naturalmente en los materiales vegetales. Por esta razón 

queda para futuros trabajos la caracterización de estas enzimas para poder seleccionar 

las condiciones de reacción adecuadas. 
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VII. CONCLUSIONES 
 

 
La lipasa de C antárctica es capaz de llevar a cabo la transesterificación de los 

flavonoides (naringina y rutina) con los ácidos grasos mayoritarios, presentes en los 

aceites que fueron evaluados (aceite de coco, nuez moscada, olivo, almendra, calabaza, 

uva, chía, linaza y ricino) 

La reacción enzimática con CALB es regioselectiva ya que en todos los casos se obtuvo 

un solo producto de reacción. Para el caso de naringina en la posición 6 de la fracción de 

glucosa mientras que para rutina en la posición 4 de la ramnosa, esto se determinó con la 

identificación de los productos purificados mediante RMN (1H y 13C). 

Al llevar acabo la transesterificación con los ésteres metílicos de los ácidos grasos, los 

productos que se obtienen son los mismos a los obtenidos con los aceites y no se 

observó diferencia en los rendimientos.  

La reacción se ve influenciada por la naturaleza del flavonoide, ya que se obtuvieron 

mejores rendimientos con naringina que con rutina, atribuyendo el efecto a que en la 

molécula de naringina existe un alcohol primario mientras que la rutina sólo posee 

alcoholes del tipo secundario. 

Para el efecto del tipo de agente acilante no se observó diferencia entre los ácidos grasos 

de C10 y C18, mientras que la reacción con  ácido mirístico (C14) fue la que presentó el 

menor rendimiento para ambos flavonoides. Entre los ácidos grasos C18 no se observó 

diferencia asociada con el número de insaturaciones entre C18:1, C18:2 y C18:3. 

La lipasa de la semilla de R. communis fue capaz de llevar a cabo la reacción de 

transesterificación de naringina con los aceites de olivo y ricino, mientras que los 

germinados de maíz, trigo y frijol así como las semillas de papaya en las condiciones que 

fueron evaluadas no lograron llevarla a cabo. 
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IX. ANEXOS 
 

ANEXO  A. DATOS ESPECTROSCÓPICOS DE LOS ESTÁNDARES DE 
NARINGINA Y RUTINA 

Tabla 22. Datos espectroscópicos de naringina 

Naringina  

O

OH

OOH

O

O

O

O

HO

HO

H3C
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4´´ 5´´
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3´´´4´´´
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6 ´´

 
 
RMN-1H (400MHz,DMSO-d6) 

 
 

Asignación δ (ppm) J (Hz) Asignación δ (ppm) J (Hz) 
OH-5 12.07 s H-1´´´ 5.11 d,(2.4) 
OH-4´ 9.68 s 2H-6´´ 3.70 m 

H-2´/H-6´ 7.34 d,(8.4) H-5´´ 3.68 dd,(5.65)  
H-3´/H-5´ 6.81 d,(8.4) H-azúcares 3.20 a 3.65 m 

H-8 6.11 d(2.0) H-3a 3.40 dd,(17.0,13.2) 
H-6 6.09 d,(2.0) H-3b 2.73 dd (17.0,3.4) 
H-2 5.51 dd,(13.2,3.4) 3H-6´´´ 1.18 d,(6.2) 

H-1´´ 5.16 d,(8.2)    
      

 
RMN-13C (100MHz,DMSO-d6) 
 

#C δ (ppm) #C δ (ppm) #C δ (ppm) 
C-4 197.70 C-1´´ 100.84 C-4´´´ 72.27 
C-7 165.32 C-1´´´ 97.85 C-2´´´ 70.93 
C-5 163.41 C-6 96.77 C-3´´´ 70.85 
C-9 163.16 C-8 95.58 C-4´´ 70.03 
C-4´ 158.60 C-2 79.32 C-5´´´ 68.78 

C-2´/C-6´ 129.08 C-3´´ 77.59 C-6´´ 61.08 
C-3´/C-5´ 116.94 C-5´´ 76.63 C-3 42.71 

C-10 103.70 C-5´´ 74.05 C-6´´´ 18.73 
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Tabla 23. Datos espectroscópicos de rutina 

Rutina  
 

O

O

OH

HO

OH

O
O

HO
OH

OH

O

O

CH3

OH

OH

OH

2

3

4105

6

7
8

9

2´
3´

4´

5´

6´

1´´

2´´
3´´ 4´´

5´´ 6´´

1´´´ 2´´´

4´´´

3´´´´

OH

 
 
RMN-1H (400MHz,DMSO-d6) 

 
 

Asignación δ (ppm) J (Hz) Asignación δ (ppm) J (Hz) 
OH-5 12.59 s H-1´´ 5.34 d,(7.33) 
OH-7 10.74 s OH-2´´ 5.28 s 
OH-3´ 9.63 s OH-4´´ 5.07 d,(6.43) 
OH-4´ 9.14 s OH-3´´ 5.03 d(5.67) 
H-2´ 7.50 d,(5.72) H-4´´´ 3.06 d,(13.05)  
H-5´ 6.83 d,(9.30) H-azúcares 3.06 a 3.70 m 
H-8 6.36 d,(2.02) 3H-6´´´ 0.98 d,(6.32) 
H-6 6.17 d,(2.02)    

      
 
RMN-13C (100MHz,DMSO-d6) 
 

#C δ (ppm) #C δ (ppm) #C δ (ppm) 
C-4 177.41 C-5´ 116.20 C-2´´ 74.08 
C-7 164.21 C-2´ 115.15 C-4´´ 73.94 
C-9 161.27 C-10 103.86 C-4´´ 72.20 

C-2/C-5 156.52 C-1´´´ 100.93 C-2´´´ 70.69 
C-4´ 148.38 C-1´´ 100.49 C-4/C-3´´´ 68.14 
C-3´ 144.36 C-6 98.68 C-6´´/ C-5´´´ 66.77 
C-3 133.10 C-8 93.46 C-6´´´ 17.08 
C-6´ 121.45 C-3´´ 76.51   
C-1´ 121.11 C-5´´ 75.51   
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ANEXO  B.  ESPECTROS DE RMN  (1H Y 13C) DE 6´´-O-OLEATO DE NARINGINA 

 

Figura 27. Espectro de RMN-1H del 6´´-O-oleato de naringina (400MHz, DMSO-d6)  
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Figura 28. Espectro de RMN-13C del 6´´-O-oleato de naringina (100MHz, DMSO-d6) 

 



ANEXOS 

  

  84 

ANEXO  C.  ESPECTROS DE RMN  (1H Y 13C) DE 4´´´-O-OLEATO DE RUTINA 

 
Figura 29. Espectro de RMN-1H de 4´´´-O-oleato  de rutina (400MHz, DMSO-d6) 
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Figura 30. Espectro de RMN-13C de 4´´´-O-oleato de rutina (100MHz, DMSO-d6) 
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ANEXO  D.  ESPECTROS DE RMN  (1H Y 13C) DE 6´´-O-LINOLEATO DE NARINGINA 

 

Figura 31. Espectro de RMN-1H del 6´´-O-linoleato de naringina (400MHz, DMSO-d6) 
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Figura 32. Espectro de RMN-13C del 6´´-O-linoleato de naringina (100MHz, DMSO-d6) 
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ANEXO  E.  ESPECTROS DE RMN  (1H Y 13C) DE 4´´´-O-LINOLEATO DE RUTINA 

 

Figura 33. Espectro de RMN-1H de 4´´´-O-linoleato de rutina (400MHz, DMSO-d6) 
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Figura 34. Espectro de RMN-13C de 4´´´-O-linoleato de rutina (100MHz, DMSO-d6) 
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