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1. RESUMEN 

This work studies the effect of operating conditions on the solubilization of the main 

macromolecular compounds contained in algal biomass (proteins, carbohydrates and 

lipids) by enzymatic hydrolysis. The study proposes the valuation of biomass based on 

the microalgae Scenedesmus almeriensis, a microalgae species with a very resistant cell 

wall which is often used for the treatment of wastewater on photobioreactors. In this type 

of bioreactors, microalgae and bacteria grow symbiotically, forming consortia; bacteria 

use the O2 generated by the microalgae to degrade organic matter, generating CO2 and 

other compounds used by the microalgae for their growth. The presence of bacteria in the 

biomass generated in these treatment plants can considerably affect subsequent recovery 

processes. Thus, in this work, the results of the valorization are compared, using 

enzymatic hydrolysis of mixed biomass of microalgae and bacteria grown in pig slurry 

(A1 biomass) and pure microalgae grown in synthetic medium (A2 biomass). The 

operational factors studied were type of enzyme (Alcalase, Protamex and Celluclast) and 

hydrolysis time (1, 3 and 5 h). Although the extraction of both proteins and carbohydrates 

and lipids is being studied, this work is oriented towards the extraction of proteins, the 

majority component of the biomass under study. 

The two types of biomass (A1 and A2) were subjected to enzymatic hydrolysis combining 

the levels of the two control factors, resulting in a total of 18 different experiments. The 

analysis of the residual biomass of each experiment showed a total solubilization with 

values between 16 and 26 %, depending on the experimental conditions. Of the total 

solubilized mass, proteins represented between 9 and 55% and carbohydrates between 16 

and 37%. The analysis of variance (ANOVA) of the results indicated that the most 

influential factors are biomass and type of enzyme used, achieving protein solubilizations 

with the use of the enzyme Alcalase of between 26 and 55% and with the use of the A2 

microalgae biomass between 13 and 55%. 
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2. ANTECEDENTES 

2.1. Introducción a las Microalgas 

Las algas constituyen un grupo variado de organismos fotosintéticos que abarcan desde 

el reino procariota hasta el reino eucariota1. Se pueden dividir en dos grupos, macroalgas 

(con una estructura multicelular y un tamaño de hasta 60 m) y microalgas (especies 

unicelulares de pequeño tamaño, hasta 0,2 µm)2. Dentro de las microalgas se estima la 

existencia de unas 200.000 a 800.000 especies, estando documentadas únicamente unas 

pocas decenas de miles de ellas3. 

Las microalgas contienen varios componentes, pero los mayoritarios son proteínas, 

carbohidratos y lípidos. El contenido de estos compuestos macromoleculares es diferente 

según la especie de microalga y las condiciones de cultivo4, variando entre un 6-71% de 

proteínas, 8-64% de carbohidratos y 2-22% de lípidos5.   

El uso de microalgas se remonta a cientos de años atrás por poblaciones indígenas6. 

Varios datos bibliográficos1 indican que las microalgas se consumen para la 

supervivencia humana en China desde hace 2.000 años. Aunque esto muestra que se han 

utilizado como alimento desde bastante tiempo atrás, el inicio del cultivo de microalgas 

a gran escala no ocurrió hasta comienzos de 19607. 

A principios de los años 50, el incremento de la población y las predicciones de una falta 

de suministro de proteínas encendió las alarmas y propició la búsqueda de fuentes de 

proteína alternativas6. Esto impulsó de forma importante el estudio del cultivo de las 

microalgas y sus posibles usos y aplicaciones. Para el año 1980 había 46 fábricas en Asia 

que producían más de 1.000 kg de microalga al mes y a estas le siguieron otras en lugares 

como Israel y Estados Unidos6. 

Múltiples características de las microalgas hacen destacar a este tipo de biomasa sobre 

otras. Entre ellas están su capacidad de crecimiento en ambientes adversos8 (aguas 

residuales, agua salada, hielo o aguas termales) debido a su elevada tolerancia a un amplio 

rango de pH, salinidad, temperatura y contaminantes; su capacidad de rápida 

reproducción que permite tanto la producción de biomasa en unas 3,5 horas durante el 

crecimiento exponencial, como la acumulación de biocompuestos en cortos períodos de 

tiempo; y su bajo requerimiento de suministro nutricional, que hace que el cultivo de 

microalgas no interfiera ni compita con el uso de tierras cultivables o fértiles que se 
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utilizan para la agricultura convencional9. Así mismo, el cultivo de microalgas no requiere 

pesticidas o herbicidas10. 

Respecto al rápido crecimiento que se ha mencionado anteriormente, éste es debido a la 

estructura simple que presentan las microalgas y a su gran relación superficie / volumen. 

Esta elevada superficie específica favorece la absorción de la luz y transferencia de masa, 

que a su vez resulta en una captación rápida de CO2 y consecuentemente en una 

fotosíntesis eficiente11. 

Estas características son el resultado de la evolución realizada para sobrevivir en entornos 

adversos que, en adición, ha desembocado en la producción de una amplia gama de 

biomoléculas funcionales para apoyar el crecimiento en dichas circunstancias 

desfavorables1. 

Después de décadas de investigación, las microalgas son ahora una realidad comercial12 

y existe una industria global de microalgas principalmente enfocada en el cultivo de 

especies como Chlorella, Spirulina, Dunaliella, Nannochloris, Nitzschia, 

Crypthecodinium, Schizochytrium, Tetraselmis y Skeletonema1. 

Actualmente, las instalaciones comerciales para la producción de microalgas están 

dispersas por todo el mundo. Taiwán, Japón, Estados Unidos, China, Brasil, España, 

Israel, Alemania y Myanmar son los principales productores de la biomasa de microalgas, 

llevando la producción anual de biomasa microalgal seca a un valor aproximado de 

19.000 toneladas13. 

Esta comercialización ha sido favorecida por las biorrefinerías de microalgas, que han 

desarrollado el proceso de transformación de la biomasa de estos abundantes organismos 

fotosintéticos en biocombustibles, cosméticos, bioproductos químicos, alimentos, piensos 

y compuestos de valor añadido14. Aunque el concepto de biorrefinería sigue aún en 

proceso de investigación y desarrollo, en un futuro éste será fundamental para poder 

alcanzar la denominada bioeconomía circular. 
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2.2. Aplicaciones de Microalgas  

La biorrefinería es un proceso para obtener biocombustibles, energía y productos de alto 

valor a través de equipos de transformación y procesamiento de biomasa; en este marco 

las microalgas se consideran fuentes renovables de biomasa y son candidatas óptimas 

para procesos de biorrefinería al ser capaces de producir múltiples materiales14. Las 

microalgas producen una gama de sustancias funcionales que incluyen ácidos grasos 

poliinsaturados, polisacáridos, pigmentos naturales, minerales esenciales, vitaminas, 

proteínas, aminoácidos esenciales y enzimas, así como moléculas bioactivas15. Las 

microalgas también se consideran una fuente alternativa de biopolímeros. Industrias 

como PetroSun, Dow Chemical o CerePlast han comenzado la investigación para la 

síntesis de biopolímeros a base de microalgas16. Otro campo de aplicación, que está 

siendo investigado, lo constituye la interacción entre microplásticos (constituyentes de un 

problema emergente de contaminación global) y microalgas en referencia a la 

bioeliminación de estos contaminantes17. 

Por otro lado, la industria, agricultura y áreas residenciales generan grandes flujos de 

residuos enriquecidos con contaminantes que, sin un tratamiento adecuado, amenazan al 

medio ambiente18. Un importante campo de aplicación de las microalgas se encuentra en 

el tratamiento de aguas residuales puesto que éstas, como se recoge en la Tabla 1, 

contienen unas características que le permiten una amplia gama de usos sobre las aguas 

residuales.  

Tabla 1. Aplicaciones de microalgas en el tratamiento de aguas residuales. 

Aplicación Descripción 

Captación de nutrientes19–21 

Las microalgas pueden utilizar nutrientes de la mayoría de las aguas 

residuales, ricas en mayor o menor medida dependiendo de su origen 

en carbono, nitrógeno y fósforo. 

Eliminación de Demanda 

Biológica de Oxígeno 

(DBO)22,23 

La elevada producción fotosintética de oxígeno de las microalgas 

favorece la eliminación de la DBO y propicia la degradación de la 

materia orgánica. 

Eliminación de metales 

pesados23–25 

La capacidad de adsorción de metales pesados, un importante grupo 

de contaminantes, por las microalgas ha sido reportada en varios 

estudios. 

Eliminación de patógenos20 

Las microalgas pueden propiciar la eliminación de patógenos 

modificando el pH, concentración de oxígeno disuelto o segregando 

metabolitos inhibidores. 
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La capacidad de las microalgas de captar nutrientes (carbono, nitrógeno y otros minerales) 

de las aguas residuales ha llevado a pensar en el uso de este medio como sustrato para el 

cultivo de microalgas puesto que esto conllevaría una reducción en el coste relacionado 

con el suministro de agua y nutrientes necesarios en el proceso de cultivo26. Aunque 

ciertas aplicaciones de la biomasa crecida en este medio se ven restringidas por varios 

factores: su composición se ve afectada por tan adversas circunstancias de cultivo 

resultando en microalgas con bajo contenido en lípidos y una pared celular muy resistente 

y, además, la biomasa microalgal se encuentra en consorcio con bacterias. Junto a esto, 

se le añade que los campos de aplicación clínica, de fabricación de alimentos, cosméticos 

y cuidado de la piel, entre otros, deben prestar atención a la seguridad y la toxicidad de 

los productos químicos utilizados para el cultivo, extracción y purificación de los 

compuestos de la biomasa de microalgas. Sin embargo, este tipo de biomasa microalgal 

cultivada en aguas residuales pueden tener otras múltiples aplicaciones, estando algunas 

de ellas recogidas en la Tabla 2. 

Tabla 2. Aplicaciones de microalgas cultivadas en aguas residuales. 

Aplicación Descripción 

Biofertilizantes23,26–29  
El elevado contenido en nitrógeno y fósforo de las microalgas cultivadas en 

aguas residuales hacen de éstas una prometedora fuente de fertilizantes. 

Alimentación 

animal30–33 

Especies de microalgas Scenedesmus, Spirulina y Chlorella entre otras se 

utilizan como suplemento alimentario animal, incluyéndose múltiples 

especies acuáticas. 

Biocombustibles33–35 

Microalgas cultivadas en aguas residuales es la opción más barajada como 

alternativa económica y sostenible para la producción de biocombustibles a 

escala comercial. 

Bioplásticos36 

Se ha conseguido producir bioplásticos a partir de biomasa microalgal 

cultivada en aguas residuales, aunque con propiedades mecánicas reducidas 

en comparación con otros bioplásticos. 

 

2.3. Uso de fotobiorreactores para el tratamiento de aguas residuales 

Las microalgas tienen la capacidad de asimilar carbono orgánico, así como nutrientes 

inorgánicos como nitrógeno y fósforo, de las aguas residuales para su crecimiento37 por 

lo que su uso para producir biomasa útil (la producción de biomasa de microalgas en el 

tratamiento de aguas residuales aporta un valor adicional al reducirse los costes del 

cultivo) mientras elimina fuentes orgánicas y de contaminación de aguas residuales tiene 

un gran potencial tanto económico como ambiental38, como se ha mencionado 
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brevemente en el apartado anterior. El uso de fotobiorreactores en el tratamiento de aguas 

residuales con microalgas está siendo ampliamente investigado debido a ventajas como 

su alta productividad de biomasa en áreas de cultivo limitadas y su capacidad de mantener 

controladas las condiciones operacionales como luz, pH y temperatura38, en el caso de 

fotobiorreactores cerrados.  

Además de nutrientes y compuestos orgánicos, las aguas residuales contienen una gran 

diversidad de microorganismos como bacterias que influyen de forma directa en las 

microalgas39. Se ha demostrado que la relación simbiótica entre microalgas y bacterias 

favorece tanto la producción de biomasa microalgal como la eliminación de 

contaminantes de las aguas residuales20. La relación principal entre bacterias y microalgas 

aparece esquematizada en la Figura 1. La biodegradación de la materia orgánica que 

ejercen las bacterias aporta CO2 y nutrientes como nitrógeno y fósforo a las microalgas, 

promoviendo en éstas la acumulación de biomasa.  Por otro lado, las microalgas generan 

oxígeno a partir de la fotosíntesis, pudiendo ser éste usado en el metabolismo aeróbico de 

las bacterias. 

 

Figura 1. Proceso de la oxigenación fotosintética de microalgas en los procesos de 
eliminación de DBO23. 

Surge así un campo complejo de estudio en la interacción entre bacterias y microalgas 

puesto que las interacciones microalga-bacteria pueden ser tanto beneficiosas (como la 

representada en la Figura 1) como perjudiciales, al poder las microalgas inhibir la 

actividad bacteriana a través del aumento del pH o mediante la producción de metabolitos 

inhibidores, y las bacterias por otro lado liberar sustancias algicidas40. 

La presencia de bacterias en la biomasa algal, por tanto, puede producir desde una 

aceleración en la productividad de biomasa hasta una ruptura de la pared celular mediante, 

entre otros mecanismos, la segregación de sustancias como glucosidasas, quitinasas, 

celulasas y otras enzimas con el objetivo del robo de nutrientes41. 
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Estos hechos han puesto en el punto de interés a la interacción bacteria-microalga puesto 

que, una vez comprendidos los mecanismos de acción de estos consorcios, se podría 

utilizar para aumentar la rentabilidad de los procesos de valorización de las microalgas. 

El efecto de aceleración del crecimiento que producen ciertas bacterias sobre las 

microalgas podría tener aplicaciones en cultivo de microalgas a gran escala42, mientras 

que la capacidad de las bacterias de segregar sustancias que debilitan la pared celular de 

las microalgas podría utilizarse como pretratamiento en los procesos de extracción de 

componentes de las microalgas43.  

2.4. Ruptura de la pared celular de microalgas: un gran desafío 

Las microalgas son microorganismos microscópicos de células individuales cubiertas por 

una pared celular relativamente recalcitrante cuyos compuestos intracelulares se 

encuentran principalmente en glóbulos o unidos a membranas complejas, lo que hace que 

la extracción del contenido celular sea una etapa complicada15.  

Esta pared celular tiene como objetivo preservar la integridad de la célula y sirve como 

barrera protectora contra los invasores y el ambiente hostil. Sus envolturas celulares son 

generalmente más rígidas que las envolturas celulares de otros microorganismos o plantas 

superiores15. 

Las paredes celulares de la mayoría de las especies de microalgas contienen una 

proporción relativamente grande de celulosa, lo que confiere estabilidad estructural y 

rigidez a la célula y, adicionalmente, también se puede encontrar una vaina trilaminar que 

contiene algaenan (biopolímero muy resistente) en ciertas especies de microalgas, 

haciéndolas altamente resistentes a la degradación15. Además, las paredes celulares de las 

microalgas son fuertes debido a la existencia de una mezcla de enlaces covalentes, enlaces 

de hidrógeno e interacciones de Van der Waals que mantienen unidas todas las 

moléculas15. 

Una ruptura celular efectiva constituye un paso esencial y crítico de pretratamiento en la 

maximización de la recuperación de compuestos de la biomasa de microalgas44. Esto 

constituye uno de los factores que más dificultan el uso comercial de las microalgas al 

influir en gran medida en el coste total del proceso, debido a que la ruptura de la pared 

celular es una etapa que necesita un elevado aporte energético para realizarse45, sobre 

todo en el caso de las microalgas cultivadas en aguas residuales, puesto que éstas se 

caracterizan por tener una pared celular muy resistente. 
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Un método de ruptura ideal es aquel que libera selectivamente el producto objetivo 

mientras usa la menor energía posible. La elección del método depende de la estructura 

de la pared celular de las especies de microalgas, la ubicación del producto, el tamaño, la 

solubilidad y la energía aplicada46. 

Los métodos de ruptura celular pueden clasificarse en físicos (engloba a los métodos 

térmicos y mecánicos)47 y químicos / biológicos (ácidos, bases y enzimas)46. 

Los métodos térmicos rompen las células de microalgas mediante la aplicación de calor 

o frío. Se pueden dividir en métodos de temperatura alta (> 100 ° C), suave (50–100 ° C) 

y de congelación47. Entre las ventajas de este tipo de métodos se encuentra su 

disponibilidad, rentabilidad y el no uso de productos químicos. 

Por otra parte, los métodos mecánicos rompen la pared celular a través de la aplicación 

de una fuerza física47. Entre los múltiples métodos mecánicos se encuentra el método de 

ultrasonidos, microondas, molino de bolas y campo eléctrico pulsado. 

El método de ultrasonidos utiliza sonido de frecuencia mayor de 15-20 kHz (inaudible 

para el oído humano) y se basa en los fenómenos de cavitación provocados por 

ultrasonidos. La cavitación consiste en la formación, crecimiento y colapso de burbujas 

de gas y vapor como consecuencia a la acción de ondas sonoras intensas48. Se ha 

demostrado la utilidad de los tratamientos con ultrasonido para la ruptura de las paredes 

celulares de varias especies de microalgas49. 

Por su parte, el método de microondas, a diferencia de los métodos de calentamiento 

convencionales, calienta la biomasa por microondas a través de la vibración de moléculas 

dipolares como el agua. En un estudio realizado sobre la microalga Chlorella vulgaris, el 

tratamiento con microondas (100 °C y 2450 MHz durante 5 min) resultó ser el método 

más eficaz para la ruptura celular en comparación con otros métodos (autoclavado, 

molino de bolas, sonicación y choque osmótico)50. 

Respecto al molino de bolas, este método se considera uno de los más eficientes para la 

ruptura celular. Consiste en el uso de pequeñas bolas (de vidrio, cerámica, plástico o 

acero) mediante un molino, las cuales golpean contra la biomasa microalgal. Utiliza 

fuerza mecánica para extraer el contenido de la célula47. El uso de esta técnica como 

pretratamiento previo a la hidrólisis enzimática de la microalga Chlorella vulgaris 
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aumentó el rendimiento de recuperación de sus componentes un 44% respecto al 

tratamiento sin molino de bolas51. 

El método de campo eléctrico pulsado consiste en la introducción de células biológicas 

en un campo eléctrico externo provocando un aumento del voltaje transmembrana, que 

desemboca en la permeabilización de la membrana celular. Esto se traduce en la aparición 

de daños en la pared celular que dependerán de la fuerza del campo eléctrico aplicado52.  

Respecto a los métodos químicos, el ácido sulfúrico es el ácido más comúnmente 

utilizado mientras que el hidróxido de sodio es la base más popular47. 

Dentro de los métodos químicos también se encuentra el uso del choque osmótico. Éste 

se produce cuando hay un cambio en la concentración que rodea a la célula. La pared 

celular se rompe como resultado de la permeación que sufre para alcanzar el equilibrio 

con el medio. El uso de esta técnica obtuvo resultados positivos en un estudio que tenía 

como objetivo la extracción de proteínas en la microalga Chlorella vulgaris53. 

Los tratamientos mecánicos y térmicos requieren un gran consumo de energía, y los 

métodos químicos pueden causar algunos problemas como biotoxicidad, y degradación 

de compuestos de interés. Se hace pues necesario desarrollar métodos de ruptura celular 

de microalgas de alta eficiencia, benignos para el medio ambiente y no tóxicos45. Sin 

embargo, el principal desafío de extraer todos los productos posibles de la biomasa de 

algas es maximizar el rendimiento de la extracción de cada producto por separado 

mientras se preserva la integridad del resto54. Todo esto se puede conseguir mediante la 

hidrólisis enzimática. 

2.5. Hidrólisis enzimática 

Se entiende por hidrólisis enzimática a la hidrólisis que se produce mediante un grupo 

de enzimas llamadas hidrolasas47. 

El tratamiento enzimático generalmente se realiza en condiciones suaves y es una 

alternativa ecológica, no peligrosa y que consume menor energía en comparación con las 

técnicas mecánicas y químicas15 mencionadas anteriormente. 

Como ventaja frente a otros métodos presenta55: 

 Selectividad. Las enzimas son específicas para un tipo determinado de enlace, por 

tanto no es frecuente la aparición de productos de degradación. En cambio, la poca 
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selectividad de los ataques ácido y básico y su difícil control conducen a la 

aparición de productos de degradación que pueden llegar a ser tóxicos. 

 Condiciones moderadas de temperatura y pH. La hidrólisis enzimática transcurre 

generalmente en el intervalo de 40° a 60°C y pH comprendido entre 4-8. 

 No se añaden sustancias extrañas. Esto no es así en los procesos de hidrólisis 

química, ya que la necesaria neutralización posterior eleva considerablemente el 

contenido en sales y cenizas en los productos obtenidos. 

 Se mantiene el valor nutritivo, ya que no se produce degradación de los 

componentes extraídos, mientras que la hidrólisis alcalina destruye los 

aminoácidos arginina y cisteína y la hidrólisis ácida elimina el triptófano y 

desamina los aminoácidos serina y treonina.  

Teniendo en cuenta la composición de la pared celular de las microalgas, entre las 

enzimas más utilizadas con este propósito se encuentran las proteasas (enzimas que 

rompen los enlaces peptídicos de las proteínas) y celulasas (enzima especializada en 

descomponer celulosa, transformándola en múltiples monómeros de glucosa). 

En contrapartida a todas las ventajas que supone el uso de este método, como principales 

inconvenientes se encuentra el elevado coste de las enzimas y la dificultad de hallar la 

combinación de enzimas y dosis óptimas para conseguir los resultados deseados56. En 

base a estos inconvenientes surge el empleo de microorganismos (como bacterias) que 

alteren la estructura de las paredes celulares de las microalgas a través de la segregación 

de compuestos químicos y enzimas propias, para disminuir el coste asociado al 

tratamiento enzimático56. 

Con todo lo anterior presente, en este trabajo se estudiará la solubilización de los 

componentes macromoleculares de las microalgas mediante hidrólisis enzimática. Se 

evaluó el efecto de dos parámetros operacionales a tres niveles (Alcalasa, Protamex y 

Celluclast como enzimas y tiempos de hidrólisis enzimática de 1,3 y 5 horas) utilizando 

dos tipos de microalgas (Scenedesmus almeriensis pura y biomasa de consorcio de 

microalgas, principalmente Scenedesmus almeriensis, y bacterias cultivadas en purines 

de cerdo). Scenedesmus almeriensis es una microalga verde (Chlorophyceae) 

perteneciente a la familia Scenedesmaceae que posee una pared celular gruesa y dura muy 

resistente57, lo que la hace especialmente adecuada para su empleo en fotobiorreactores 

de tratamiento de aguas residuales. Los resultados del diseño experimental serán 
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interpretados mediante el análisis de la varianza, ANOVA, para identificar los factores 

que influyen significativamente en la recuperación de nutrientes, especialmente proteína, 

e identificar los niveles que producen el mayor rendimiento de extracción. 

3. PROCEDIMIENTO EXPERIMENTAL 

3.1. Biomasa utilizada 

Se llevaron a cabo ensayos con biomasa de la microalga Scenedesmus almeriensis, 

utilizándose dos lotes con medios de crecimiento diferentes: consorcio de microalgas 

(principalmente Scenedesmus almeriensis) y bacterias crecido en purines de cerdo 

(etiquetada como A1) y Scenedesmus almeriensis pura crecida en medio de cultivo 

sintético (denominada A2). La primera se cultivó en un fotobiorreactor abierto de capa 

fina, que trata aguas residuales del estiércol de cerdo diluido al 10% como alimento, 

durante septiembre-octubre de 2016 conservada liofilizada, mientras que la segunda 

biomasa de Scenedesmus almeriensis utilizada en este trabajo fue cultivada en 

fotobiorreactores tubulares estériles, como se describe en el artículo “Influence of culture 

conditions on the productivity and lutein content of the new strain Scenedesmus 

almeriensis57” y fue amablemente proporcionada por la Fundación Cajamar (Almería, 

España). 

3.2. Hidrólisis enzimática 

Para cada biomasa se realiza una hidrólisis enzimática con tres enzimas diferentes: 

Alcalasa 2.4L (E1), Protamex (E2) y Celluclast 1.5L (E3) (Novozymes A/S, Bagsværd, 

Dinamarca). La enzima Alcalasa es una serina endopeptidasa producida a partir de una 

cepa de Bacillus licheniformis que consiste principalmente en subtilisina A. Ésta es 

adecuada para la hidrólisis de proteínas y muestra una actividad mínima de 2.4 UA/g58. 

Por su parte, la enzima Protamex es una endo y exoproteasa, combinación de cepas de 

Bacillus licheniformis y Bacillus amyloliquefaciens, que presenta una actividad 

enzimática de 1,7 UA/g59, también adecuada para la hidrólisis de proteínas. Por último, 

la enzima Celluclast es una preparación enzimática proveniente de una cepa de hongo 

denominada Trichoderma resei60. Es una celulasa que descompone la celulosa en glucosa 

y tiene una actividad enzimática de 65 FPU/mL61. 

Cada enzima se utilizó a tres tiempos de hidrólisis diferentes (1, 3 y 5 horas) con el 

objetivo de determinar las condiciones bajo las cuales se obtiene un mayor rendimiento 

de recuperación de los diferentes macrocompuestos presentes en la microalga. Los niveles 



 

12 
 

de los factores enzima, tiempo y tipo de biomasa se combinaron dando lugar a los 18 

ensayos diferentes que se muestran en la Tabla 3. Cada ensayo se llevó a cabo por 

duplicado. 

Tabla 3. Condiciones y parámetros de cada ensayo 

A1 

Ensayo Enzima Tiempo (h) 

1 E1 1 

2 E1 3 

3 E1 5 

4 E2 1 

5 E2 3 

6 E2 5 

7 E3 1 

8 E3 3 

9 E3 5 
 

A2 

Ensayo Enzima 
Tiempo 

(h) 

10 E1 1 

11 E1 3 

12 E1 5 

13 E2 1 

14 E2 3 

15 E2 5 

16 E3 1 

17 E3 3 

18 E3 5 
 

 

3.2.1. Procedimiento 

Se prepararon disoluciones con una concentración del 5 % p/v de microalga en matraces 

de 500 ml. A cada ensayo se le ajustó el pH al óptimo recomendado por el fabricante para 

cada enzima con disoluciones de NaOH 1M o HCl 1M. Para la enzima Alcalasa se ajustó 

la disolución a pH 8, para la enzima Protamex pH 6,5 y para la enzima Celluclast pH 4,8. 

En el caso de los ensayos con enzima Celluclast se añadió 12,5 ml de una disolución 

tampón de ácido cítrico 0,05M. 

Las disoluciones preparadas se introdujeron en una incubadora a 50ºC. Tras adquirir esta 

temperatura, se añadieron a las disoluciones sus correspondientes enzimas a una 

concentración determinada (5:100 v/w de Alcalasa, 1:100 w/w de Protamex y 10 FPU de 

Celluclast), reportadas como adecuadas en otros estudios similares y de acuerdo con la 

experiencia previa del grupo. A continuación, se incubaron las suspensiones con agitación 

(300 rpm) durante 1,3 o 5 horas, dependiendo del ensayo. 

Una vez transcurrido el tiempo de hidrólisis, se centrifugaron (centrífuga 

ThermoScientific Sorvall Leyenda RT+) 5 minutos a 10.000 rpm para separar la fase 

sólida de la líquida y se conservaron ambas fases por separado, habiéndolas pesado 

previamente para los posteriores balances de materia. Se analizó el contenido de 

proteínas, carbohidratos, lípidos y el contenido tanto de sólidos totales como volátiles en 
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la biomasa residual de microalga tras el tratamiento de hidrólisis enzimática. Todos los 

análisis se realizaron por duplicado. 

3.3. Métodos de Análisis 

3.3.1. Análisis de sólidos totales y sólidos volátiles62 

Para comprobar los balances de masa se determinaron los sólidos totales y volátiles 

(materia calcinable, principalmente materia orgánica), tanto de las muestras de microalga 

iniciales (A1 y A2) previas a la hidrólisis enzimática como de las fracciones sólidas 

obtenidas tras el proceso de hidrólisis.  

Para la determinación del contenido de humedad de cada muestra se realizó un análisis 

de sólidos totales, secando 2 g de biomasa a 105ºC hasta peso constante (habiendo sido 

las muestras previamente liofilizadas). Mediante calcinación de la biomasa a 550ºC 

durante 24 horas, se determinó el contenido de sólidos volátiles. 

3.3.2. Análisis de proteínas 
Para la determinación de proteínas se utilizó el método de Kjeldahl63. A partir de este 

método se obtiene el contenido de nitrógeno total. Multiplicando este contenido por un 

factor, dependiente de la matriz de la muestra, se obtiene el porcentaje de proteína 

presente. 

El método de Kjeldahl consta de 3 etapas: digestión, destilación y valoración. 

En la etapa de digestión se rompen todos los enlaces de nitrógeno de la muestra y se 

convierte todo el nitrógeno, previamente unido orgánicamente, en iones amonio: 

Proteína (-N) + 4H+→ NH4+  

En la etapa de destilación los iones amonio se convierten en amoniaco mediante la adición 

de hidróxido de sodio: 

NH4+ + -OH → NH3 + H2O 

El amoniaco destilado se arrastra a un matraz receptor que contenga una disolución 

absorbente (ácido bórico) capaz de captarlo: 

B(OH)3+ NH3 + H2O → NH4+ + B(OH)4- 

Por último, en la etapa de valoración, se determina la concentración de iones borato 

formados, equivalentes al nitrógeno presente en la muestra, utilizando ácido sulfúrico 

como valorante: 
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2H2BO3- + H2SO4   → 2H3BO3 + SO4-  

Para la aplicación del método de Kjeldahl se añadieron en un tubo de digestión 0,05 g de 

muestra seca junto con 6 ml de H2SO4 98% y una pastilla de catalizador de Kjeldahl (0,3% 

CuSO4.5H2O). Se pusieron estos tubos en el digestor, donde se llevó a cabo un programa 

de calentamiento escalonado en tres etapas hasta alcanzar una temperatura final de 370ºC 

y se dejó digerir durante 1 hora. 

Una vez las muestras estaban digeridas y enfriadas se pasó a la unidad de destilación 

(KjeFlex K-360), recogiendo el destilado sobre un exceso de ácido ortobórico al que se 

añadió unas gotas de indicador mixto (rojo de metilo y azul de metileno). Una vez 

concluido el destilado, se pasó a la valoración. Se añadió ácido sulfúrico de concentración 

0,025 o 0,05 M (dependiendo de la cantidad de nitrógeno se usó uno u otro de forma que 

el volumen gastado de ácido durante la valoración fuera aceptable) hasta viraje del color 

de la disolución de verde a violeta, indicativo del punto final de la valoración. 

Con estos datos se calculó el porcentaje de nitrógeno de las muestras. Multiplicando ese 

resultado por un factor de 5.95 (valor reportado en otros estudios con la microalga 

Scenedesmus almeriensis como adecuado)49 se obtuvo el contenido de proteínas de las 

muestras.  

3.3.3. Análisis de Carbohidratos 
Los carbohidratos son polihidroxialdehidos o polihidroxicetonas. Están compuestos por 

una o varias unidades de monosacáridos. Son solubles en agua e insolubles en disolventes 

apolares. 

Todos los carbohidratos bajo hidrólisis ácida producen monosacáridos. La hidrólisis se 

ve favorecida con un aumento de la temperatura. 

El procedimiento para la determinación de carbohidratos en sólidos consiste en la 

hidrólisis ácida de los carbohidratos presentes en las muestras de residuo de biomasa de 

microalga y la posterior cuantificación de los monosacáridos generados mediante 

cromatografía líquida de alta eficacia (HPLC). 

Para la hidrólisis ácida se pesaron 0,3 g de muestra seca en tubos de vidrio y se les añadió 

3 ml de H2SO4 72% p/p. Se taparon con aluminio y se introdujeron en un baño 

termostático a 30ºC durante una hora. Durante este tiempo se va agitando cada 5-10 

minutos para favorecer la solubilización. Una vez transcurrido el tiempo, se transvasaron 
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a botes de autoclave y se les añadió 84 ml de agua destilada MilliQ para diluir la 

concentración del ácido sulfúrico del 72% al 4%. Se introdujeron los botes en un 

autoclave durante una hora a 121ºC. Una vez enfriadas las muestras, se filtró la fase 

líquida con filtros de nylon de 0,22 µm. 

Mediante cromatografía líquida (HPLC) se determinó el contenido de los azúcares 

presentes en los filtrados. Para la cuantificación del contenido de carbohidratos se utilizó 

una columna de exclusión de iones Bio-Rad HPX-87H instalada en un módulo de 

separación Waters e2695. Se utilizó un detector de índice de refracción (Waters 2414) 

para cuantificar la concentración de monosacáridos obtenida en las muestras líquidas. 

Como fase móvil se usó una disolución acuosa de 25 mM de H2SO4 a un flujo de 0,6 

ml/min y 50ºC. 

Para la cromatografía se utilizaron como patrones disoluciones de glucosa, arabinosa, 

xilosa y celobiosa. Los patrones se eligieron en base a datos bibliográficos de los 

carbohidratos más comúnmente abundantes en la mayoría de las microalgas49. 

Los patrones utilizados para la calibración corresponden a disoluciones de glucosa de 

concentración 0,5, 0,75, 1, 3 y 4 mg/ml, disoluciones de arabinosa y xilosa de 

concentraciones 0,25, 0,5, 0,75, 1, 3 y 4 mg/ml. Por último, también se utilizaron 

disoluciones de celobiosa de 0,25, 0,5, 0,75 y 1 mg/ml. 

Adicionalmente, para calcular los posibles factores de corrección debido a la posible 

degradación producida durante la hidrólisis ácida de cada uno de los monosacáridos, para 

el cálculo final del contenido de carbohidrato de las muestras, se sometieron al 

tratamiento de hidrólisis muestras de glucosa, arabinosa, xilosa y celobiosa puras 

comerciales y también se analizaron por HPLC. 

3.3.4. Análisis de Lípidos 
Los lípidos son cadenas hidrocarburadas muy largas. Se caracterizan por ser insolubles 

en agua (hidrófobos) y solubles en disolventes orgánicos. 

La adición de sales elimina el agua de la proteína hidratada, dejando las regiones 

hidrofóbicas en libertad de combinarse intermolecularmente y de ese modo precipitar. 

Para el análisis de lípidos, se pesó 0,1 g de muestra seca en un tubo cónico falcon junto 

con 0,1 g de alúmina y se trituraron durante varios minutos para homogeneizar la muestra. 

A esta mezcla se le añadió 2 ml de cloroformo-metanol 2:1 (v/v) y se centrifugó 5 min a 
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10.000 rpm. Se separó la fase líquida en otro tubo y al precipitado se le vuelve a añadir 1 

ml de cloroformo-metanol 2:1 (v/v) y se vuelve a centrifugar en las mismas condiciones. 

Este procedimiento se repitió cinco veces para extraer toda la fase lipídica. 

Una vez extraída toda la fase lipídica, al sobrenadante recogido se le añadieron 3 ml de 

HCl 0,1 M y 0,3 ml de MgCl2 para separar las proteínas. Se vuelve a centrifugar en las 

mismas condiciones. Se forman así tres fases, una superior acuosa transparente, una 

blanquecina inferior con las proteínas precipitadas y una oscura que es la que contiene 

los lípidos. Ésta última se recogió con una pipeta Pasteur de vidrio de cuello largo y se 

vertió en un vial limpio previamente pesado. Éste se puso a secar, al aire en campana y a 

temperatura ambiente, hasta pesada constante y el peso final será el de los lípidos totales. 

3.4. Cálculos realizados 

Las siguientes fórmulas fueron utilizadas para la determinación de las solubilizaciones 

(total, de proteínas y de carbohidratos) durante el proceso se hidrólisis enzimática. 

𝑆𝑜𝑙𝑢𝑏𝑖𝑙𝑖𝑧𝑎𝑐𝑖ó𝑛 𝑡𝑜𝑡𝑎𝑙 = ൬1 −
𝑔 𝑏𝑖𝑜𝑚𝑎𝑠𝑎 𝑒𝑛 𝑓𝑎𝑠𝑒 𝑠ó𝑙𝑖𝑑𝑎

𝑔  𝑏𝑖𝑜𝑚𝑎𝑠𝑎 𝑖𝑛𝑖𝑐𝑖𝑎𝑙
൰ × 100 

 

𝑆𝑜𝑙𝑢𝑏𝑖𝑙𝑖𝑧𝑎𝑐𝑖ó𝑛 𝑝𝑟𝑜𝑡𝑒í𝑛𝑎𝑠 = ൬1 −
𝑔 𝑝𝑟𝑜𝑡𝑒í𝑛𝑎𝑠 𝑒𝑛 𝑓𝑎𝑠𝑒 𝑠ó𝑙𝑖𝑑𝑎

𝑔 𝑝𝑟𝑜𝑡𝑒í𝑛𝑎𝑠 𝑒𝑛 𝑏𝑖𝑜𝑚𝑎𝑠𝑎 𝑖𝑛𝑖𝑐𝑖𝑎𝑙
൰  × 100 

 

𝑆𝑜𝑙𝑢𝑏𝑖𝑙𝑖𝑧𝑎𝑐𝑖ó𝑛 𝑐𝑎𝑟𝑏𝑜ℎ𝑖𝑑𝑟𝑎𝑡𝑜𝑠 = ൬1 −
𝑔 𝑐𝑎𝑟𝑏𝑜ℎ𝑖𝑑𝑟𝑎𝑡𝑜𝑠 𝑒𝑛 𝑓𝑎𝑠𝑒 𝑠ó𝑙𝑖𝑑𝑎

𝑔 𝑐𝑎𝑟𝑏𝑜ℎ𝑖𝑑𝑟𝑎𝑡𝑜𝑠 𝑏𝑖𝑜𝑚𝑎𝑠𝑎 𝑖𝑛𝑖𝑐𝑖𝑎𝑙
൰ × 100 

Por último, se realizó un análisis de varianza (ANOVA) de los resultados, tanto de 

solubilización de proteínas y carbohidratos como para el contenido en proteína y 

carbohidrato obtenido de la biomasa de microalga residual tras el proceso de hidrólisis 

enzimática, con objeto de determinar los factores (biomasa algal, enzima y tiempo de 

hidrólisis) que ejercen un efecto estadísticamente significativo sobre la solubilidad y 

evaluar la selectividad del proceso de hidrólisis realizado. Así mismo, se evaluó la 

significancia de las interacciones entre los factores y se identificaron los niveles que 

producen mejores rendimientos de extracción. 
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4. RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

4.1. Composición inicial de las microalgas 

Para ambos tipos de alga, la composición porcentual en base seca queda recogida en el 

siguiente gráfico (Figura 2). 

 

Figura 2. Composición biomasa algal inicial en base seca (%), siendo A1 biomasa 

cultivada en medio de purines y A2 en medio sintético. 

El contenido de cenizas es bastante elevado en ambos tipos de alga, especialmente el del 

alga A2 (35%). Hay antecedentes bibliográficos de elevado contenido de ceniza en la 

especie de microalga Scenedesmus almeriensis (57.61%)64 y Scenedesmus obliquus con  

36.2%65. Una posible explicación aportada en un estudio referido a la microalga 

Scenedesmus almeriensis en el que encuentra un contenido de ceniza del 19.4%, achaca 

el elevado contenido de ceniza al alto contenido de metales alcalino y alcalino-térreos66. 

En nuestro caso, el alto porcentaje de cenizas en A2 se debería a la elevada concentración 

de fertilizantes en el medio de cultivo. 

Cabe mencionar, además, respecto a la presencia de cenizas en biomasa microalgal, que 

se ha encontrado una posible relación entre el pH de las disoluciones 5% p/v de biomasa 

inicial con el contenido en cenizas. Pudiendo ser el pH un indicativo previo al análisis 

composicional de la presencia de cenizas. Se ha llegado a esta conclusión puesto que el 

pH inicial de las disoluciones preparadas a partir del alga A2 se ha encontrado alrededor 

a 8, mientras que en el alga A1 el pH inicial de las disoluciones preparadas fue de 6,5.  

36,39 ± 0,09 %

15,72 ± 0,11 %

3,3 ± 0,3 %

35 ± 2 %

48 ± 2 %

19,42 ± 0,11 %

4,0 ± 0,4%

14 ± 2 %

Proteínas

Carbohidratos

Lípidos

Cenizas

A1 A2
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Debido a esto, se decide realizar los cálculos con las composiciones en base seca exenta 

de cenizas, obteniendo una composición similar en ambas (Figura 3). Este resultado 

permite realizar una comparación efectiva del efecto de los parámetros en la hidrólisis 

enzimática en los dos tipos de microalgas, diferenciándose solo en la presencia o no de 

bacterias. 

 

Figura 3. Composición biomasa algal inicial en base seca exenta de cenizas (%), 

siendo A1 biomasa cultivada en medio de purines y A2 en medio sintético. 

Por otro lado, ambas algas presentan un bajo contenido de lípidos (3,3 y 4,0% en base 

seca). Son valores bajos ya que normalmente el contenido de lípidos de la especie 

Scenedesmus almeriensis  se encuentra alrededor del 10-15%, dándose casos con incluso 

valores algo menores57. El bajo contenido de lípidos en el caso del alga A1 se explica 

además por su crecimiento en un ambiente poco ideal con la competencia de otros 

múltiples microorganismos y condiciones adversas que hacen que el estrés al que estén 

sometidos desemboque en una baja cantidad de lípidos en su composición total (el análisis 

composicional en otro estudio de la Scenedesmus almeriensis cultivada en purines de 

cerdo reportó un contenido de lípidos del 4%). 

En general, la microalga Scenedesmus almeriensis tiende a mostrar una composición en 

la que predominan proteínas y carbohidratos; posiblemente relacionado con su gruesa 

pared celular49.  

 

59,22 ± 0,09 %
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23,31 ± 0,11 %

4,8 ± 0,4 %
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4.2. Hidrólisis Enzimática 

Respecto a la hidrólisis enzimática, se obtienen hidrolizados como los mostrados en la 

Figura 4. 

 

Figura 4. Producto final hidrólisis enzimática. 

Los hidrolizados obtenidos de biomasa de microalga A1 presentan un color más oscuro 

que los de A2. Varios estudios exponen que los pigmentos presentes en las microalgas 

pueden ser fácilmente degradados por causas como la temperatura, luz u otros 

microorganismos49. La temperatura de hidrólisis y la presencia de los microorganismos 

propios del crecimiento bajo ambiente de purines puede ser la causa de la variación de la 

coloración entre los hidrolizados de ambas muestras de microalga. 

4.3. Análisis del residuo de biomasa de microalga tras hidrólisis enzimática 

Una vez realizada la hidrólisis enzimática, el residuo de biomasa de microalga resultante 

se convierte en el objetivo de los siguientes análisis a fin de determinar la eficacia y 

selectividad de la hidrólisis bajo las diferentes condiciones realizadas. 

4.3.1. Solubilización de biomasa total 

En la Figura 5 aparece representada la solubilización de biomasa total obtenida tras el 

proceso de hidrólisis enzimática bajo las condiciones correspondientes a cada ensayo 

realizado. 

Se observa cómo no se consiguen valores demasiado elevados de solubilización. Las 

solubilizaciones obtenidas se encuentran entre 16,4 y 26,4%, obteniendo mayores 

solubilizaciones con la biomasa cultivada en medio de purines (A1) y la enzima Alcalasa 

(E1). Estos grados de solubilización podrían indicar la necesidad de un pretratamiento 

previo a la realización del proceso de hidrólisis enzimática que rompa la pared celular de 

la microalga Scenedesmus almeriensis para mejorar la solubilización de sus compuestos.  
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Figura 5. Solubilización de biomasa total tras el proceso de hidrólisis enzimática. 
Ensayos 1-9 en biomasa A1 (cultivada en purín) y ensayos 10-18 en biomasa A2 

(cultivada en medio sintético). 

La solubilización total sobre la microalga A1 se encuentra entre un 18,4 y 26,4% mientras 

que sobre la microalga A2 está sobre un 16,4 y 25,5%. No se aprecia por tanto grandes 

diferencias sobre la solubilización total respecto al uso de una microalga u otra. Esto 

podría llevar a pensar que las bacterias presentes en A1 no influyen significativamente 

sobre la solubilización. 

Por otro lado, de todas las enzimas utilizadas, la que parece provocar una mayor 

solubilización es la enzima Alcalasa, presentando un rango de solubilización que abarca 

del 18,7 al 26,4% mientras que las enzimas Protamex y Celluclast presentan rangos de 

16,4-23,1% y 18,4-20,3%, respectivamente. Esto podría indicar una mayor penetración 

sobre la pared celular de la enzima Alcalasa, permitiendo así mayores solubilizaciones. 

En cuanto a la influencia del tiempo de hidrólisis sobre la solubilización total, en la Figura 

5 se puede apreciar como un mayor tiempo de hidrólisis conlleva un mayor grado de 

solubilización conseguido. Se alcanzaron intervalos de solubilización del 16,4 al 22,4% 

para ensayos con un tiempo de hidrólisis de 1 h mientras que con tiempos de hidrólisis de 

5 h se alcanzaron solubilizaciones del 18,8 al 26,4%. Sobre todo, tanto para los ensayos 

con enzima Alcalasa como Protamex se aprecia la diferencia en la solubilización obtenida 

entre tiempos cortos y largos de hidrólisis. 
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4.3.2. Solubilización de proteínas y carbohidratos 

Las solubilizaciones obtenidas tanto de proteínas como carbohidratos (calculadas 

siguiendo las ecuaciones del apartado 3.4) aparecen recogidas en la Figura 8. 

 

Figura 6. Resultados de solubilización de proteínas y carbohidratos en la hidrólisis 
enzimática (%). Ensayos 1-9 en biomasa A1 (cultivada en purín) y ensayos 10-18 en 

biomasa A2 (cultivada en medio sintético). 

Respecto a las proteínas y según se aprecia en la Figura 8, el grado de solubilización 

conseguido comprende del 9,2% obtenido en el ensayo 9 (con el alga A1, Celluclast y 

cinco horas de hidrólisis) al 54,7% obtenido en el ensayo 12 (con el alga A2, Alcalasa y 

cinco horas de hidrólisis). En la representación de la Figura 8 se puede apreciar que la 

solubilización de proteínas se ve favorecida sobre la microalga A2, consiguiéndose en 

ésta una solubilización de proteínas del 12,5 al 54,7%, frente a la solubilización del 9,2 

al 31,6% conseguida sobre la microalga A1. Parece así que la solubilización de proteínas 

se ve perjudicada por la presencia de bacterias, como se explicará más detalladamente en 

siguientes apartados. 

En cuanto al papel de las enzimas utilizadas, los ensayos en los que la enzima Alcalasa 

es utilizada destaca por mostrar unas solubilizaciones de proteínas (26,2-54,7%) más 

elevadas que en las obtenidas en los ensayos en los que se utilizan la enzima Protamex 

(21,7-34%) y Celluclast (9,2-35%), siendo especialmente bajas con el uso de ésta última. 

Algo esperado y que concuerda con la naturaleza de cada enzima, puesto que mientras 
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que la enzima Celluclast es una celulasa (rompe los enlaces de carbohidratos), tanto la 

enzima Alcalasa como Protamex son proteasas (rompen los enlaces de proteínas). 

Se aprecia una tendencia a aumentar el grado de solubilización progresivamente al 

aumento del tiempo de hidrólisis. Este comportamiento se puede apreciar con más 

claridad fijándonos en los ensayos en los que se ha utilizado a enzima Alcalasa donde la 

solubilización conseguida en tiempos de 1 h (26,2-36%) son bastante menores a los 

presentados con tiempos de 5 h (31,6-54,7%). Esto indicaría que, con tiempos cortos de 

hidrólisis, las enzimas no tienen tiempo de actuar sobre todos los sitios activos y no se 

consigue producir toda la hidrólisis posible, desembocando en menores grados de 

solubilización de, en este caso, proteínas. 

En el caso de los carbohidratos, el grado de solubilización abarca del 16,1 al 37,1%, 

encontrándose esta solubilización favorecida sobre la microalga A1, presentando ésta una 

solubilización de carbohidratos del 18,6 al 37,1% frente al menor grado de solubilización 

(16,1-28,5%) presentado en el caso de A2. En esta situación, por tanto, al contrario que 

en el caso de las proteínas, la presencia de bacterias parece favorecer la solubilización de 

este componente. 

Respecto a las enzimas, también al contrario que el caso de proteínas, en los ensayos en 

los que se utiliza Celluclast se observa un mayor grado de solubilización (26,5-37,1%) 

que en los utilizados las enzimas Alcalasa (18,2-30,9%) y Protamex (16,2-28,9%). Estos 

resultados concuerdan con la diferente naturaleza de cada una de estas enzimas. 

Por último, comentar que, en el caso de los carbohidratos, al contrario que en las 

proteínas, no se aprecia una tendencia clara de la solubilización obtenida en función del 

tiempo de hidrólisis llevado a cabo. Esta influencia se podrá apreciar con más claridad en 

los ANOVA realizados. 

4.3.3. Composición de la biomasa microalgal residual 

Tras llevar a cabo los análisis explicados en el apartado 3.3 se obtiene la siguiente 

composición en base seca exenta de cenizas de la biomasa de microalga residual tras el 

proceso de hidrólisis (Figura 6) de todas las muestras analizadas (se exponen los valores 

medio de los duplicados y las desviaciones típicas). 
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Figura 7. Composición biomasa residual en base seca exenta de cenizas (%). Ensayos 
1-9 en biomasa A1 (cultivada en purín) y ensayos 10-18 en biomasa A2 (cultivada en 

medio sintético). 

Esta composición (Figura 6) nos permite comparar la selectividad en el proceso de 

extracción de las diferentes condiciones bajo las cuales se ha llevado a cabo las hidrólisis 

enzimáticas. En los siguientes apartados procedemos a comentar los resultados obtenidos 

para proteínas, carbohidratos y lípidos. 

4.3.3.1.  Proteínas 

En cuanto a la composición proteica de la biomasa residual (Figura 6), se obtiene en todos 

los ensayos que el contenido proteico de dicha biomasa abarca valores desde el 42,9 al 

63,4%.  

Respecto a la selectividad en la extracción según la biomasa utilizada, se observa un 

mayor contenido proteico en los residuos de biomasa de la microalga A1, abarcando ésta 

contenidos desde el 56,9 al 63% frente al 42,9-62,3% de proteínas de la microalga A2. 

Por otro lado, en cuanto a la selectividad en la extracción según el tipo de enzima, ésta se 

muestra favorecida en los ensayos en los que se ha utilizado la enzima Alcalasa. El uso 

de esta enzima muestra contenidos en la biomasa residual de entre el 42,9 y 59,8%, 

mientras que el uso de las enzimas Protamex y Celluclast abarcan valores del 51,3 al 61% 

y del 61,1 al 63,4%, respectivamente. La mayor selectividad de la Alcalasa frente al 

trabajo de otras enzimas ha sido reportada en otros trabajos52.  
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En cuanto a la mayor extracción de proteínas de la biomasa A2 que de la biomasa 

cultivada en purines, debe considerarse que el cálculo de las enzimas proteasas se realizó 

en base a la biomasa total sometida a hidrólisis. Los análisis realizados posteriormente 

mostraron un mayor porcentaje de cenizas en la muestra de microalga pura, lo que supone 

una mayor concentración relativa de enzimas respecto a la cantidad de proteínas en los 

experimentos con A2. Esta podría ser la razón de la mayor solubilización de proteínas en 

los ensayos de hidrólisis usando proteasas en alga pura que en biomasa crecida en purines. 

La reacción de hidrólisis está ligada a la formación del complejo enzima-sustrato, que a 

su vez depende de la concentración de la enzima activa67. Actualmente se están realizando 

nuevos ensayos, refiriendo la cantidad de enzima añadida a los sólidos volátiles 

(calcinables) de la biomasa, en lugar de a los sólidos totales. 

4.3.3.2. Carbohidratos 

Las rectas de calibrado obtenidas a partir de las cuales se han realizado los cálculos para 

determinar el contenido de carbohidrato mediante HPLC se presentan en el anexo 1 

(Figuras 14-17). Así mismo, se obtienen los siguientes factores de corrección (Tabla 4). 

Tabla 4. Factores de corrección HPLC para monosacáridos. 

Monosacárido Factor de corrección 

Glucosa 0,997 

Arabinosa 0,950 

Xilosa 0,843 

Celobiosa 0,993 

Los factores de corrección obtenidos muestran que tanto la glucosa como celobiosa no se 

degradan durante el proceso de hidrólisis ácida; sin embargo, la arabinosa y xilosa sí 

sufren cierta degradación. Mientras que la arabinosa muestra una degradación leve, la 

xilosa muestra una degradación más pronunciada. De ahí la importancia de tener en 

cuenta estos factores. 

Respecto a la composición de carbohidratos en la biomasa residual tras el proceso de 

hidrólisis enzimática (Figura 6), se observa un contenido de entre el 17,5 y 32,8%. Como 

cabía esperar, la mayor selectividad en la solubilización de carbohidratos parece estar 

favorecida por el uso de la enzima Celluclast, encontrándose un contenido de 

carbohidratos en el residuo del 17,8 al 22,9% en los ensayos en los que se utilizó dicha 

enzima frente a los rangos 21,9-32,8% y 22,2-28,6% en los ensayos en los que se utilizó 
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la enzima Alcalasa y Protamex, respectivamente. Esto concuerda con la naturaleza de 

ambas enzimas y pone de manifiesto las posibilidades de la selectividad del proceso de 

hidrólisis enzimática.  

Mientras que en el caso de las proteínas la selectividad de extracción se encuentra 

favorecida en las muestras de alga A2, en los carbohidratos ésta se encuentra favorecida 

en muestras de alga crecida en medio de purines, encontrándose un contenido de 

carbohidratos en biomasa residual de los ensayos sobre A1 de entre un 17,8 y 24,3% 

frente a un contenido de entre un 22,1 y 32,8% en los ensayos sobre A2. Esto puede ser 

debido a varias razones. Por un lado, diversos estudios indican la estrecha relación entre 

bacterias y microalgas, resultando en interacciones tanto mutuamente favorecedoras 

como en interacciones de naturaleza parasitaria41,68. En estas últimas, las bacterias 

mediante la producción de glucosidasas, quitinasas, celulasas y otras enzimas son capaces 

de dañar la pared celular de las microalgas con el objetivo de robarles nutrientes. Esto en 

principio nos llevaría a pensar que la extracción se vería favorecida en la microalga 

crecida en medio de purines donde hay presencia de bacterias, como se da en el caso de 

los carbohidratos, sin embargo, no en las proteínas (en este caso probablemente hay 

presencia de bacterias que segregan principalmente inhibidores de proteasas69).  Esto 

evidenciaría un papel favorecedor de las bacterias respecto a los carbohidratos, pero 

perjudicial para el caso de las proteínas en los cultivos de alga que se tratan en este trabajo. 

Por otro lado, el medio de purines puede contener metales habitualmente usados para 

potenciar el crecimiento del ganado porcino, principalmente cobre y cinc. La microalga 

A1 puede haber acumulado cierta cantidad de metales que, al interaccionar con las 

enzimas, modifiquen la actividad de éstas de forma diferente dependiendo de la enzima 

y de ahí la diferencia entre el grado de extracción de proteínas y carbohidratos en cada 

biomasa. Habría que realizar un estudio en más profundidad para determinar la razón 

exacta de estos resultados. 

Respecto al porcentaje de monosacáridos en los carbohidratos totales, en la Figura 7 

aparecen representados los correspondientes al del residuo de biomasa microalgal de cada 

ensayo. En cuanto al contenido de monosacáridos inicial, previo al proceso de hidrólisis, 

para el caso de A1 correspondería a un 49% de glucosa, 47% de xilosa, 1% de arabinosa 

y 3% de celobiosa mientras que para el caso de A2, ésta se compone por un 56% de 

glucosa, 41% de xilosa y 3% de celobiosa. 
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Los resultados del contenido de glucosa y arabinosa se obtienen con una desviación típica 

del 0,012%, los de xilosa con un 0,02% y los de celobiosa con un 0.007%. 

  

Se observa que predominan los monosacáridos glucosa y xilosa mientras que la presencia 

de arabinosa y celobiosa es casi inexistente. El alto contenido en glucosa de la 

Scenedesmus almeriensis concuerda con datos bibliográficos49. 

4.3.3.3. Lípidos 

Respecto al contenido lipídico, el balance de materia realizado sobre el contenido de 

lípidos resultó en solubilidades muy bajas y, en ocasiones, negativas. Este resultado está 

relacionado con la baja concentración de lípidos en las biomasas empleadas en este 

trabajo y los errores inherentes al método de análisis empleado. Dada la escasa fiabilidad 

de los resultados respecto a estos compuestos y su no relevancia en la valorización de las 

biomasas de estudio, se decide no incluir ni en cálculos de solubilidad ni en análisis de 

varianza a los lípidos. 

4.4. Análisis Estadístico 

El análisis de varianza (ANOVA) permite separar las contribuciones de uno o más 

factores a la varianza global de los resultados70. Mediante este análisis se determinará la 

influencia de los factores estudiados (biomasa algal, enzima y tiempo de hidrólisis), tanto 

sobre la selectividad de la hidrólisis como sobre el grado de solubilización de estos 
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componentes y consecuentemente se llegará a la combinación de factores óptima para el 

proceso de extracción. 

Los valores F son el cociente entre la media de cuadrados de cada factor y la media de 

cuadrados de los residuos e indican el grado de variabilidad que cada factor aporta a los 

resultados. El valor-p indica el nivel de significación de cada factor, calculado a partir del 

valor F. Valores p pequeños (menores que 0,05) indica que el factor tiene un efecto 

estadísticamente significativo. Los valores obtenidos mediante este análisis se obtienen 

con un nivel de confianza del 95%. Los valores p de los ANOVAS realizados se 

encuentran recogidos en las Tablas 5 y 6.  

4.4.1. ANOVA sobre el grado de solubilización 

En la siguiente tabla (Tabla 5) aparecen recogidos los valores p de los ANOVA realizados 

sobre el grado de solubilización tanto total como de proteínas y carbohidratos. 

Tabla 5. Valores p de los ANOVA realizados sobre los resultados de solubilización. 

 Solubilización 

Fuente Total Proteínas Carbohidratos 

Efectos Principales  

Enzima 0,0626 0,0000 0,0047 

Tiempo de Hidrólisis 0,0383 0,6858 0,0767 

Biomasa Algal 0,0169 0,0004 0,0009 

Interacciones    

Enzima-Tiempo de Hidrólisis 0,3430 0,0504 0,1755 

Enzima- Biomasa Algal 0,6249 0,0689 0,8963 

Tiempo de Hidrólisis- Biomasa Algal 0,3767 0,2344 0,8498 

 

4.4.1.1. ANOVA sobre la solubilización total de biomasa 

Del ANOVA realizado sobre los valores de solubilización total de biomasa conseguidos 

se obtiene que, mientras que el tipo de enzima utilizada no influye significativamente 

sobre resultado, sí lo hace tanto la biomasa como el tiempo de hidrólisis. No se encuentra 

ninguna interacción significativa entre los factores ensayados, presentando todas valores 

p bastante mayores a 0,05.  
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Respecto a la variabilidad dentro de los niveles de cada factor, en este caso se encuentra 

diferencia significativa entre la biomasa (A1 y A2) y entre el tiempo de 1 h con los 

tiempos de 2 y 5 h. 

De entre los factores significativos obtenidos, la biomasa, con un valor p 0,0169, es el 

que aporta mayor variabilidad a los resultados, presentando el tiempo de hidrólisis un 

valor p de 0,0383. Esos valores tan próximos a 0,05 implican que no se puede rechazar la 

hipótesis nula con mucha fuerza, es decir, que el efecto, aunque significativo, es muy 

poco acusado. 

En la siguiente gráfica (Figura 9) aparecen representados los efectos sobre la solubilidad 

total de los diferentes factores en función de la biomasa, apareciendo señalados en rojo 

los niveles que implican un mayor grado de solubilización.  

 

Figura 9. Respuestas medias de grado de solubilización total de biomasa para los 
niveles de los factores enzima y tiempo de hidrólisis y tipo de biomasa. 

En esta representación se observa claramente cómo, aunque la variación en el porcentaje 

de solubilización es pequeña, se obtienen mayores solubilizaciones en los ensayos 

realizados sobre la microalga A1. Al llevarse a cabo los ensayos de ambas microalgas 

bajo las mismas condiciones, la diferencia en la respuesta obtenida sobre el grado de 

solubilización se puede achacar a la presencia de bacterias, siendo éstas favorecedoras 

para la solubilización de los componentes de la microalga durante el proceso de hidrólisis 

enzimática. 

En cuanto al factor enzima, aunque su efecto no es significativo, se obtiene con un valor 

p de 0,0626, muy cercano al límite de 0,05. En ambas microalgas el uso de la enzima 

Alcalasa resulta en mayores solubilizaciones, denotando su capacidad para atacar a los 
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enlaces peptídicos de la pared celular de la microalga y logrando solubilizaciones como 

se ha comentado en apartados anteriores de hasta un 26%, confirmando así lo sospechado 

en aparados anteriores. 

Respecto al tiempo de hidrólisis, se observa que las solubilizaciones se encuentran 

favorecidas por largos tiempos de hidrólisis, alcanzándose máximos de solubilización 

para los tiempos de 3 y 5 h. 

4.4.1.2. ANOVA sobre la solubilización de proteínas 

Del ANOVA realizado sobre la solubilidad de proteínas se obtiene que tanto el tipo de 

enzima utilizada como la biomasa ejercen un efecto estadísticamente significativo con un 

nivel de confianza del 95%. De entre estos dos factores, el tipo de enzima muestra una 

mayor influencia sobre la variabilidad de los resultados (p = 0,0000) que el tipo de 

biomasa (p = 0,0004). 

En la siguiente gráfica (Figura 10) aparecen representados los efectos sobre la solubilidad 

de proteínas de los diferentes factores en función de la biomasa, apareciendo señalado en 

rojo los niveles que implican un mayor grado de solubilización.  

 

Figura 10. Respuestas medias del grado de solubilización de proteínas para los niveles 
de los factores enzima, tiempo de hidrólisis y tipo de biomasa. 

Se observa que la combinación que aporta una solubilización de proteínas más elevada 

sería la combinación de enzima Alcalasa y biomasa A2 (ya justificado con anterioridad). 
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4.4.1.3. ANOVA sobre la solubilización de carbohidratos 

Del ANOVA realizado sobre la solubilidad de carbohidratos se obtiene que tanto la 

biomasa algal (p = 0,0009) como la enzima utilizada (p = 0,0047) ejercen un efecto 

significativo sobre los resultados obtenidos.  

Respecto a la variabilidad dentro de los niveles de cada factor, en este caso, se encuentra 

diferencia significativa entre la biomasa (A1 y A2) y el tipo de enzima (únicamente entre 

Celluclast y Protamex). 

La siguiente gráfica (Figura 11) representa el grado de solubilización medio de 

carbohidratos para los diferentes niveles de los factores considerados en función de la 

biomasa. 

 

Figura 11. Respuestas medias del grado de solubilización de carbohidratos para los 
niveles de los factores enzima, tiempo de hidrólisis y tipo de biomasa. 

Como se puede observar en la Figura 11, las condiciones en las que el grado de 

solubilización de carbohidratos es más elevado son la combinación del uso de enzima 

Celluclast, biomasa A1. Aunque el tiempo resultó ser un factor no significativo, se 

obtiene una solubilización de carbohidratos ligeramente superior con hidrólisis de 3 h de 

duración. 

4.4.2. ANOVA sobre el impacto del proceso de hidrólisis enzimática sobre la 

composición del residuo de biomasa de microalga 

Los valores p aportados por el ANOVA realizado sobre el porcentaje de proteína y 

carbohidratos de los residuos de biomasa microalgal se recogen en la Tabla 6. 
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Tabla 6. Valores p de los ANOVA realizados sobre los resultados del porcentaje de proteínas y 
carbohidratos contenidos por los residuos de biomasa microalgal. 

Fuente Proteínas Carbohidratos 

Efectos Principales  

Enzima 0,0000 0,0000 

Tiempo de Hidrólisis 0,0471 0,5934 

Biomasa Algal 0,0000 0,0000 

Interacciones  

Enzima-Tiempo de Hidrólisis 0,2688 0,0005 

Enzima- Biomasa Algal 0,0025 0,0009 

Tiempo de Hidrólisis- Biomasa Algal 0,0102 0,2478 

 

4.4.2.1. ANOVA sobre el impacto en el contenido proteico 

Del ANOVA realizado sobre el contenido de proteína en el residuo de biomasa de 

microalga tras el proceso de hidrólisis se obtiene que los tres factores introducidos (tipo 

de enzima, tiempo de hidrólisis y biomasa) afectan significativamente a los resultados 

(todos los valores-p son menores de 0.05).  

En cuanto a la variabilidad dentro de los niveles de cada factor, respecto al tipo de enzima 

se encuentra diferencia significativa entre todas las combinaciones de niveles, 

especialmente entre la enzima Alcalasa y Celluclast. Dentro del factor tiempo aparece 

únicamente diferencia significativa entre el tiempo de hidrólisis de 3 y 5 h. Dentro la 

biomasa también se encuentra diferencia significativa. 

De entre los factores significativos obtenidos, la biomasa (p = 0,0000) y el tipo de enzima 

(p = 0,0000) son los que aportan una mayor variabilidad a los resultados, teniendo el 

tiempo de hidrólisis un efecto significativo menos acusado con un valor p de 0,00471. 

La siguiente gráfica (Figura 12) aparecen representados los efectos sobre el porcentaje de 

proteínas de los diferentes niveles de los factores considerados en función de la biomasa. 
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Figura 12. Respuestas medias del porcentaje proteico de las biomasas residuales para 
los niveles de los factores enzima, tiempo de hidrólisis y tipo de biomasa. 

Valores menores de proteína en el residuo de biomasa indica una mayor selectividad en 

la solubilización de proteínas, tal y como se ha explicado en los apartados anteriores. En 

la Figura 12 aparece señalado en rojo los niveles de los factores que conllevan un menor 

contenido de proteína en la biomasa residual tras el proceso de hidrólisis enzimática.  

Se observa como la extracción se produce de forma más selectiva sobre la biomasa A2. 

Además, fijándonos en la enzima más efectiva (E1, Alcalasa) se muestra una diferencia 

bastante pronunciada entre las respuestas medias del contenido de proteínas en cada 

biomasa. La microalga cultivada en medio de bacterias presenta una menor selectividad 

para la solubilización de proteínas. 

Respecto a la diferencia entre el uso de los dos tipos de proteasas, la enzima Alcalasa (E1) 

es una endoproteasa del tipo serina que tiene una especificidad de sustrato muy amplia, 

siendo capaz de hidrolizar a la mayoría de los enlaces peptídicos dentro de una molécula 

de proteína71,72 mientras que la enzima Protamex (E2) es una mezcla de endo y 

exoproteasa71 por lo que cierta cantidad de enzima requiere de grupos aminos o carboxilos 

terminales libres para hidrolizar la unión peptídica.  Esto podría indicar que las proteínas 

de la Scenedesmus almeriensis sean de cadena bastante larga y, en ese caso, su hidrólisis 

se vería favorecida por enzimas endo, de ahí el mejor resultado obtenido con el uso de la 

enzima Alcalasa.  
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En resumen, este análisis denota como la enzima Alcalasa, un tiempo de hidrólisis de 

cinco horas y la biomasa A2 favorecen la extracción selectiva de proteínas al presentar 

los valores más bajos de contenido de proteína. 

4.4.2.2. ANOVA sobre el impacto en el contenido de carbohidratos 

Puesto que carbohidratos y proteínas son los dos componentes mayoritarios de ambas 

algas, cabe esperar para los carbohidratos un efecto contrapuesto al encontrado para la 

selectividad de las proteínas.  

Nuevamente, se encuentra efecto significativo para los factores tipo de enzima y biomasa 

(p = 0,0000 en ambos casos). Dentro de cada factor se vuelve a encontrar diferencia 

significativa entre los niveles del factor tipo de enzima (especialmente entre Alcalasa y 

Celluclast) y entre las diferentes biomasas. 

La siguiente gráfica (Figura 13) muestra las respuestas medias del porcentaje en 

carbohidratos de las biomasas residuales para los diferentes niveles de los factores 

considerados. 

 

Figura 13. Respuestas medias del porcentaje en carbohidratos de las biomasas 
residuales para los niveles de los factores enzima, tiempo de hidrólisis y tipo de 

biomasa. 

Al igual que en caso de las proteínas, un menor contenido de carbohidratos en el residuo 

de biomasa tras el proceso de hidrólisis indica una mayor selectividad en la solubilización 

de estos compuestos. En este caso, de nuevo señalado en rojo, las condiciones en las que 
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se obtiene una mejor selectividad conllevan el uso de la enzima Celluclast y biomasa 

A1.  

La presencia de bacterias favorece la extracción de carbohidratos. El papel favorecedor 

de las bacterias lo denotan varios factores. Por un lado, la ya comentada mejor extracción 

de carbohidratos sobre el alga cultivada en presencia de bacterias y, por otro lado, 

fijándonos en la respuesta en el caso del uso de la enzima Alcalasa (E1) se observa que 

mientras en el alga A2 provoca una respuesta muy pobre en la extracción de 

carbohidratos, en el alga A1 la respuesta media coincide prácticamente con la respuesta 

media observada en el uso de la enzima E3 sobre el alga A2. Esto indicaría la presencia 

de alguna sustancia en el alga A1 que de por sí favorece la extracción de carbohidratos y 

nos lleva directamente a la presencia de las bacterias como factor clave. Se ha reportado 

la secreción en diferentes bacterias de enzimas como xilanasa y celulasas que actúan 

directamente en la ruptura de polisacáridos en microalgas43. Puede que las bacterias de 

nuestro cultivo de microalgas A1 produzcan este tipo de enzimas, favoreciendo así la 

extracción de carbohidratos. 

4.4.3. Elección de las condiciones óptimas  

El análisis estadístico realizado ha aportado información sobre las condiciones óptimas 

bajo las que realizar el proceso de hidrólisis enzimática. Como se ha comentado en 

apartados anteriores, una de las características del proceso de hidrólisis enzimática es su 

selectividad. Dependiendo del tipo de enzima utilizada, la solubilización de determinados 

componentes se ve favorecida. Este hecho se ha visto claro durante este estudio. 

Para la solubilización de proteínas, las condiciones de hidrólisis enzimática favorecedoras 

son la combinación de largos tiempos de hidrólisis, uso de la enzima Alcalasa y además 

está favorecida en el tipo de biomasa algal A2, crecida en medio sintético, siendo el 

tiempo de tratamiento un factor no determinante. Por el contrario, las condiciones que 

propician una mayor solubilización de carbohidratos son el uso de la enzima Celluclast, 

el tipo de alga crecida bajo ambiente de purines (A1) y tiempo de hidrólisis de tres horas. 

Los ANOVA realizados también han mostrado la posible influencia de la presencia de 

bacterias sobre las solubilizaciones, habiéndose analizado las respuestas medias obtenidas 

por los niveles de los factores en función de la biomasa utilizada, diferenciándose 

principalmente a cada microalga por la presencia o no de bacterias y mostrando un papel 
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favorable en el caso de solubilización de carbohidratos, pero desfavorable en el caso de 

las proteínas. 

El objetivo final de este estudio está orientado a la optimización de la solubilización de 

proteínas por lo que las condiciones que se aplicarían para futuros ensayos serían las más 

favorables en dicho caso. 
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5. CONCLUSIONES 

Se llevaron a cabo múltiples ensayos considerando la influencia de tres factores: tipo de 

enzima, tiempo de hidrólisis y tipo de cultivo de microalga sobre el proceso de hidrólisis 

enzimática con el objetivo de solubilizar la mayor cantidad de proteína posible y 

determinar las condiciones más favorables.  

El análisis de varianza (ANOVA) denotó que el uso de la enzima Alcalasa junto con 

largos tiempos de hidrólisis y alga cultivada sintéticamente resultaron ser las condiciones 

óptimas para la solubilización de proteínas de la microalga Scenedesmus almeriensis. 

La selectividad de la hidrólisis enzimática también quedó reflejada en este estudio al 

presentarse mejores resultados del proceso de hidrólisis enzimática sobre la solubilización 

de proteínas o carbohidratos dependiendo de la enzima utilizada (proteasa o celulasa). 

La presencia de bacterias también reflejó un papel importante en la eficacia de las 

solubilizaciones, mostrándose favorecedora para el caso de los carbohidratos, pero 

contraria en el caso de las proteínas. Se hace necesario un estudio más exhaustivo sobre 

el papel de la interacción bacteria-microalga en el caso del cultivo de microalga en medio 

de purines y su efecto en la valorización de la biomasa.  

También, se ha puesto de manifiesto la necesidad de incorporar un tratamiento previo al 

proceso de hidrólisis enzimática que debilite la pared celular de las microalgas 

previamente para conseguir mejores resultados en el proceso de hidrólisis. En los últimos 

años, numerosos estudios han demostrado que pretratamientos innovadores como 

ultrasonidos49, campo eléctrico pulsado73 o choque osmótico53 han mejorado en gran 

medida la eficacia de procesos de extracción posteriores como la hidrólisis enzimática en 

las microalgas. Sería interesante la incorporación de alguno de estos pretratamientos en 

estudios futuros. 

La investigación sobre la valorización de las microalgas está actualmente en pleno 

desarrollo. Las diversas características de las microalgas como su cultivo no invasivo, 

rápido crecimiento y posesión de infinidad de componentes con aplicaciones en una 

amplia gama de campos resultan en las altas expectativas de futuro que actualmente tienen 

estos microorganismos. 
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ANEXOS 

Anexo 1. Líneas de calibrado para la determinación de carbohidratos mediante 

HPLC. 

 

 

Figura 14. Línea de calibrado para la cuantificación de glucosa mediante HPLC. 

 

 

Figura 15. Línea de calibrado para la cuantificación de xilosa mediante HPLC. 
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Figura 16. Línea de calibrado para la cuantificación de arabinosa mediante HPLC. 

 

 

Figura 17. Línea de calibrado para la cuantificación de celobiosa mediante HPLC. 
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