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RESUMEN 

La necesidad de encontrar una alternativa adecuada al combustible derivado 

del petróleo, conlleva una intensa investigación en la búsqueda de nuevas 

materias primas para producir biocombustible. Un prometedor sustituto puede 

ser el biodiésel, obtenido a partir de fuentes renovables y sostenibles como son el 

aceite de plantas oleaginosas o de microalgas.  

Para la obtención de biodiésel es necesario la transesterificación del aceite, 

pudiendose emplear para ello un catalizador químico (ácido o álcali), o uno 

biológico (enzima). El uso de enzimas como catalizador reduce los inconvenientes 

de la catálisis química. En general, al utilizar enzimas la temperatura de reacción 

es menor, la especificidad y la selectividad para el sustrato aumentan y la toxicidad 

de los compuestos de reacción disminuye. Sin embargo, los enzimas son caros, su 

actividad puede disminuir después de varios ciclos de reacción, su recuperación 

es difícil y a menudo son imposibles de reutilizar. Estas desventajas se solventan 

en parte mediante la inmovilización del enzima. 

En este trabajo se ha obtenido biodiésel a partir de biomasa de las microalgas 

Chlorella vulgaris var L3 y Scenedesmus sp., mediante catálisis enzimática de sus 

lípidos, utilizando mCLEAs. Este biocatalizador magnético se ha obtenido al 

inmovilizar mediante entrecruzamiento la lipasa B de Candida antarctica (CALB) 

con nanopartículas magnéticas (MNPs) funcionalizadas con grupos -NH2. 

Las mCLEAs son capaces de transesterificar aceites, independientemente del 

proceso de extracción que se haya empleado, de su viscosidad o de la presencia 

de lípidos no saponificables, como fosfolípidos, si bien la conversión en biodiésel 

es muy diferente entre los aceites empleados. Los mejores resultados se han 

obtenido a partir de la biomasa extraída de Scenedesmus sp. por saponificación, 

ya que la muestra es más pura, no contiene trazas de disolventes que puedan 



 

 

inhibir al enzima, y no se encuentran fosfolípidos que puedan afectar a la actividad 

enzimática. 

Para hacer económicamente viable la obtención de biodiésel a partir de 

microalgas se ha de optimizar todos los pasos de su producción. Los mejores 

resultados (90% conversión en 3 h) se obtienen a una temperatura de reacción 

entre 30-40ºC, con una agitación mecánica (orbital). Aunque con agitación por 

ultrasonidos se obtiene mejores resultados (>90% en 1 h), el uso de ultrasonidos 

acaba perjudicando a las mCLEAs al cabo de 20 ciclos por liberación del enzima. 

Debido al efecto inhibitorio del alcohol, se necesitó emplear t-butanol en la 

mezcla de reacción para que actúe como co-disolvente y mantenga baja la 

concentración del alcohol. Se empleó metanol como donador de grupos alquilo 

en una relación molar óptima (alcohol:aceite) de 6:1. La caída de velocidad inicial 

a alta concentración de metanol se debe a un mecanismo complejo en el que 

actúan varios elementos. Por un lado, el metanol es un inhibidor del enzima, y por 

otro induce la formación de mayores agregados de mCLEAs, que se traduce en 

una reducción de la superficie de contacto enzima-sustrato. 

El carácter magnético del biocatalizador permite su fácil recuperación 

haciendo posible su reuso durante al menos 50 ciclos catalíticos consecutivos 

(retención de >90% de la conversión inicial de biodiésel), utilizando para ello 

condiciones de reacción moderadas. 

Por ello, se puede concluir que las mCLEAs de CALB son un robusto y fiable 

biocatalizador capaz de ser reutilizado en numerosos ciclos catalíticos, lo que 

conlleva una importante reducción de su coste. Este abaratamiento del 

biocatalizador, acaba repercutiendo en un menor coste en la producción de 

biodiésel, haciendo que este biocombustible pueda llegar a ser económicamente 

competitivo frente a la producción de los petrocombustibles tradicionales. 



 

 

PRÓLOGO 

Este trabajo se ha desarrollado en el laboratorio del Grupo de Tecnología 

Enzimática y Celular del Departamento de Bioquímica y Biología Molecular de la 

Universidad del País Vasco (UPV/EHU) bajo la dirección de los Profesores Juan Luis 

Serra Ferrer y María Jesús Llama Fontal. 

Esta Memoria también contiene algunos resultados del proceso de cultivo de 

las microalgas y de la extracción de los lípidos llevados a cabo en los centros 

NEIKER (Vitoria), TECNALIA (San Sebastián) y CENER (Sarriguren, Navarra). Es 

necesario incluir someramente estos resultados ya que las actuaciones llevadas a 

cabo aguas arriba en el proceso de obtención de biodiésel, repercuten en los 

resultados presentados en esta Memoria. 

Para una mayor comprensión de los resultados obtenidos el trabajo se ha 

dividido en 9 capítulos. 

Capítulo I: Introducción general 

Capítulo II: Materiales y métodos 

Capítulo III: Obtención y caracterización de mCLEAs 

Capítulo IV: Obtención de biodiésel a partir de microalgas 

Capítulo V: Estabilidad, reutilización y escalado en la producción de biodiésel 

Capítulo VI: Discusión general 

Capítulo VII: Conclusiones 

Capítulo VIII: Bibliografía 

Capítulo IX: Anexo 1: Publicaciones 



 

 

 

 



 

 

ACRÓNIMOS, ABREVIATURAS Y SÍMBOLOS 

APTS Aminopropiltrietoxisilano 

C. vulgaris Chlorella vulgaris var L3 

CALB Lipasa B de Candida antarctica 

CLEAs Agregados de enzimas entrecruzados 

DG Diglicéridos 

DLS Dispersión dinámica de luz 

DMF N,N-Dimetilformamida 

DMSO Dimetilsulfóxido 

DRX Difracción de rayos X 

emu Unidades electromagnéticas 

FAAEs Ácidos grasos alquilados por esterificación (biodiésel) 

FAEEs Ácidos grasos etilados (biodiésel) 

FAMEs Ácidos grasos metilados (biodiésel) 

FAPEs Ácidos grasos propilados (biodiésel) 

FFAs Ácidos grasos libres 

GC Cromatografía de gases 

GEI Gases de efecto invernadero 

H Fuerza del campo magnético aplicado 

HC Coercitividad 

HPLC Cromatografía líquida de alta resolución 

kDa kiloDalton 

M Magnetización de un compuesto 

mcFFAs 
Mezcla modelo de ácidos grasos similar a la obtenida de la 
biomasa de C. vulgaris 

mCLEAs CLEAs magnéticas 

MG Monoglicéridos 

MJ Megajulios 

MNPs-NH2 MNPs con grupos -NH2 en la superfície 

MNPs-OH MNPs con grupos -OH en la superfície 

MNPs Nanopartículas mangéticas 

MR Remanencia magnética 



 

 

MS Saturación magnética 

msFFAs 
Mezcla modelo de ácidos grasos similar a la obtenida de la 
biomasa de Scenedesmus sp. 

Oe Oersted (A/m) 

p/p Peso/peso 

PBS Tampón fosfato salino 150 mM, pH 7,4 

pNP para-Nitrofenol 

pNPA para-Nitrofenil acetato 

PUFAs Ácdos grasos poliinsaturados 

rcFFAs Mezcla de ácidos grasos obtenida de la biomasa de 
C. vulgaris 

rsFFAs Mezcla de ácidos grasos obtenida de la biomasa de 
Scenedesmus sp. 

SD Desviación estándar 

SDS Dodecil sulfato sódico 

SDS-PAGE 
Electroforesis en geles de poliacrilamida en presencia de 
SDS 

SE Error estándar 

SEM Microscopía electrónica de barrido 

TAGs Triacilglicéridos 

TEM Microscopía electrónica de transmisión 

THF Tetrahidrofurano 

TLC Cromatografía en capa delgada 

t-Butanol tert-Butanol 

U Unidad de actividad enzimática (µmol/min) 

UE Unión Europea 

v/v Volumen/volumen 

VSM Magnetometría de muestra vibrante 
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1. INTRODUCCIÓN 

a continua dependencia de los combustibles fósiles como fuente de 

energía ha afectado a nuestro medio ambiente de manera 

significativa, dando lugar al fenómeno del calentamiento global, y a 

una serie de consecuencias de gran alcance, que incluso hoy en día resultan 

difícilmente predecibles (Bhattacharya y Pletschke 2014).  

En la Unión Europea (UE), las principales fuentes antropogénicas de las 

emisiones de gases de efecto invernadero (GEI) son los sectores de la energía, el 

transporte y la agricultura, responsables de más del 60%, 20%, y 9%, 

respectivamente, de las emisiones de GEI a la atmósfera. Estos tres sectores 

juntos representan casi la totalidad de las emisiones a la atmósfera de fuentes 

antropogénicas (Mata et al. 2010). 

Los GEI contribuyen no sólo al calentamiento global, sino que tienen otros 

impactos sobre el medio ambiente y la vida humana como, por ejemplo, la 

acidificación de los océanos por la absorción de CO2. Esta disminución del pH 

puede causar la pérdida rápida de los arrecifes de coral y de la biodiversidad del 

L 
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ecosistema marino, provocando enormes problemas en la vida del océano y, en 

consecuencia, en la vida terrestre (Mata et al. 2010). 

Por ello, es necesaria la búsqueda de fuentes de energía renovables, 

sostenibles y limpias. Según las previsiones de la UE, el consumo mundial de 

energía desde la actualidad hasta el año 2030 aumentará alrededor del 40%. Esto 

provocará un alza en las previsiones de la demanda energética que, junto con la 

redistribución geográfica del consumo, mermarán las reservas de energías fósiles, 

incrementando su precio en el mercado. Es por ello que la UE, cuya dependencia 

energética alcanza actualmente el 53% del consumo total, está promoviendo 

investigaciones que lleven a la sociedad a un uso sostenible de los recursos 

naturales, y a obtener productos con el menor impacto posible sobre el medio 

ambiente.  

Actualmente se están estudiando y aplicando numerosas alternativas, con 

diferente grado de éxito y en diferente fase de estudio e implementación. Sirvan 

de ejemplo las energías solar, hidroeléctrica, geotérmica y eólica, así como los 

biocombustibles y el secuestro de CO2 (Dewulf y Van Langenhove 2006). Cada uno 

tiene sus propias ventajas e incovenientes y, dependiendo del área de aplicación, 

será más ventajosa y adecuada una energía frente a otra.  

En concreto, en el sector del transporte se está llevando a cabo la sustitución 

gradual de los combustibles fósiles por biocombustibles de fuentes renovables, 

ya que se consideran una alternativa real, sobre todo a corto plazo, pues permiten 

alcanzar el objetivo de reducción de GEI. 

1.1. Los biocombustibles 

A principios del siglo XX el inventor del motor diésel, Rudolf Christian Karl 

Diesel (1858-1913), demostró la viabilidad del uso de los aceites vegetales como 
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combustible en los motores de combustión (Orchard et al. 2007). Diesel creía que 

la utilización de biocombustible se convertiría en una realidad a medida que se 

desarrollaran futuras versiones de su motor. Sin embargo, este biocombustible 

fue sustituido años después por petrodiésel, un combustible más barato obtenido 

del refinado del petróleo. Desde entonces, la idea de utilizar biocombustibles ha 

ido retornando periódicamente al mundo de la investigación, en especial a partir 

de la crisis del petróleo en los años 70 (Akoh et al. 2007). 

Los biocombustibles, que se obtienen a partir de biomasa, se clasifican en 

sólidos (biocarbón), gaseosos (biogás, biomasa y biohidrógeno) y líquidos 

(etanol, aceite vegetal y biodiésel). Este último grupo es el de mayor importancia, 

y se clasifica en función del tipo de materia prima que se usa para su producción. 

 Los biocombustibles de primera generación se obtienen de biomasa 

comestible, como maíz, soja, colza, caña de azúcar u oliva. Los biocombustibles 

de segunda generación se obtienen de materias primas no comestibles, como 

Jatropha curcas, Miscanthus spp. o Panicum virgatum (Mubarak et al. 2015). 

Desafortunadamente, el uso de estas materias primas conlleva una serie de 

inconvenientes, como son los problemas de seguridad alimenticia y la 

deforestación, que hacen que los biocombustibles de primera y segunda 

generación sean insostenibles a día de hoy (Veillette et al. 2015). 

Hasta ahora, los aceites de plantas oleaginosas (fundamentalmente palma, 

jatrofa, colza, soja y girasol) han sido la principal materia prima para la obtención 

de biodiésel, pero el novedoso uso de aceite de microalgas abre una nueva 

ventana en este proceso. La biomasa microalgal tiene un elevado potencial 

bioenergético, ya que puede emplearse para la obtención de diversos 

biocosbustibles como biogás o biodiésel. 
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1.1.1. Las microalgas 

Las microalgas son microrganismos fotosintéticos considerados como uno de 

los organismos vivos más antiguos de la Tierra (Song et al. 2008). Se encuentran 

en ambientes marinos y dulceacuícolas, creciendo a un ritmo excepcionalmente 

rápido: 100 veces más que las plantas terrestres, pudiendo duplicar su biomasa en 

menos de 24 h (Tredici 2010).  

Debido a su alta producción de biomasa, las microalgas se han investigado 

desde hace tiempo buscando su utilidad para la humanidad. Estas investigaciones 

están aportando conclusiones significativas, situando a las microalgas como una 

buena fuente productora de piensos y principios bioactivos de alto valor (Metting 

y Pyne 1986; Shimizu 1993; Chisti 2007), como una útil herramienta de 

biorremediación (Mallick 2002; Muñoz y Guieysse 2006), como un ventajoso 

biofertilizante (Vaishampayan et al. 2001) y, finalmente, como una excelente 

fuente de biocombustibles (Chisti 2007). 

El biocombustible proveniente de micro o macroalgas se conoce como 

biocombustible de tercera generación y tiene una serie de ventajas sobre las dos 

categorías anteriores. Las microalgas se consideran buenas candidatas para la 

producción de biocombustibles debido a su mayor eficiencia fotosintética, mayor 

producción de biomasa y mayor tasa de crecimiento en comparación con otras 

fuentes alternativas como las plantas terrestres (Miao y Wu 2006; Praveenkumar 

et al. 2014). Además, dado que muchas cepas microalgales pueden cultivarse en 

zonas áridas, así como en medio de agua salina, su cultivo a gran escala no impone 

tensiones adicionales a la producción de alimentos (Widjaja et al. 2009). Sus altas 

tasas fotosintéticas permiten que las microalgas no sólo sirvan como una 

plataforma efectiva para secuestrar CO2, sino que también acumulen aceites en 

su biomasa (hasta un 77% de la masa de células secas) (Halim et al. 2012).  
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Por otra parte, gracias a la ingeniería metabólica se puede modificar al 

organismo fotosintético para una mayor producción de lípidos, y con ello de 

biocombustible. Este último biocombustible se denominaría como 

biocombustible de cuarta generación (Daroch et al. 2013). 

Las microalgas pueden proporcionar varios tipos de biocombustibles 

renovables. Estos incluyen el metano producido por la digestión anaeróbica de su 

biomasa, el biohidrógeno producido fotobiológicamente y, en especial, el 

biodiésel, que es un derivado de los aceites de reserva que acumulan. 

En general, estos aceites están compuestos mayoritariamente por triglicéridos 

(también llamados trigliacilcéridos, TAGs) y en menor medida por ácidos grasos 

libres (FFAs), monoglicéridos y diglicéridos. Químicamente los TAGs son ésteres 

de ácidos grasos de cadena larga y glicerol (1,2,3-propanotriol). La utilización 

directa de aceites como combustible genera bastantes problemas debido a su 

elevada viscosidad, baja volatilidad, alto contenido en FFAs y formación de gomas 

durante su oxidación. Por ello, y con el fin de que el aceite contenga propiedades 

y rendimiento similares al de los combustibles derivados del petróleo, es 

necesario que sufra alguna transformación (Fukuda et al. 2001; Knothe 2006; 

Singh y Singh 2010). Existen diferentes tipos de modificación, como son la 

dilución, craqueo térmico (pirólisis), transesterificación y microemulsificación. De 

todos ellos, la transesterificación es el mejor método para obtener un 

biocombustible de alta calidad: el biodiésel (Balat y Balat 2010; Brennan y Owende 

2010; Talebian-Kiakalaieh et al. 2013). 

1.2. Biodiésel 

Químicamente, el biodiésel es una mezcla de ésteres de ácidos grasos de 

cadena larga alquilados (FAAE, fatty acid alkyl esters) obtenidos a partir de grasa 

animal, aceites vegetales o aceites de microalgas (Talebian-Kiakalaieh et al. 2013). 
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El biodiésel es el biocombustible considerado como mejor candidato para sustituir 

al petrocombustible, ya que se puede utilizar en cualquier motor diésel sin 

necesidad de modificación (Leung et al. 2010). Sus propiedades energéticas y 

características físico-químicas son análogas a las que presenta el diésel obtenido 

a partir de la destilación del petróleo. Por ejemplo, el poder calorífico del biodiésel 

(energía desprendida por unidad de masa oxidada), es muy parecido al del diésel 

mineral, 39-41 MJ/kg frente 43 MJ/kg (Oliveira y Da Silva 2013). 

Son numerosos los beneficios del biodiésel frente al diésel mineral, entre los 

que destaca la menor emisión de gases, en términos de hidrocarburos no 

quemados, monóxido de carbono y partículas. Además, el biodiésel presenta alta 

biodegradabilidad y propiedades lubricantes que lo hacen aún mejor combustible 

(Kegl 2008). Por otra parte, su punto de inflamación es más elevado (>150 ºC) lo 

que lo hace más seguro a la hora de su manipulación y transporte (Sankaran et al. 

2016). Así mismo, al poseer un contenido en azufre menor que el diésel mineral, y 

carecer de agentes cancerígenos, se le puede considerar como un combustible 

limpio. 

Para producir biodiésel se necesita transesterificar los TAGs que componen el 

aceite. En la transesterificación, también conocida como alcohólisis, los TAGs y 

FFAs que componen el aceite se convierten en ésteres alquilados de ácido graso 

(FAAE, fatty acid alkyl esters). La reacción se realiza en presencia de alcoholes de 

cadena corta, tales como metanol o etanol, y un catalizador (ya sea un álcali, un 

ácido o un enzima), obteniéndose glicerol como subproducto (Lam et al. 2010). En 

la Figura 1.1 se muestra la reacción de transesterificación. 

Como se ha indicado, el biodiésel se puede obtener empleando catalizadores 

químicos o biocatalizadores (enzimas). El método convencional es la catálisis 

química, en la cual se utiliza un ácido (como el sulfúrico) o un álcali (como 
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hidróxido sódico). En cambio, en el proceso enzimático el catalizador de la 

reacción es una lipasa. 

Figura 1.1: Reacción de transesterificación de un aceite para obtener biodiésel. La estequiometría 

requiere un mínimo de 3 mol de alcohol (donador de alquilo) por cada mol de triglicérido para obtener 3 mol 

de ésteres y 1 mol de glicerol. En la reacción no se muestran los derivados intermedios: diacilglicéridos y 

monoacilglicéridos. Adaptado de Mata et al. (2010). 

A día de hoy, el método químico más común es la transesterificación catalizada 

por un álcali (generalmente KOH o NaOH), ya que es una reacción muy rápida, la 

temperatura es relativamente baja (entre 60 y 70ºC) y tiene mayor capacidad de 

conversión, en comparación con el proceso catalizado por un ácido (Shahid y 

Jamal 2011; Sankaran et al. 2016). Sin embargo, existen limitaciones en la 

utilización del método alcalino ya que, por ejemplo, la presencia de agua y FFAs 

provoca la formación de jabones por saponificación de los TAGs. Estos jabones 

reducen la eficiencia catalítica, incrementan la viscosidad, forman geles y 

dificultan la eliminación del glicerol y la posterior recuperación y purificación del 

biodiésel (Robles-Medina et al. 2009; Lam et al. 2010). 

En cambio, la catálisis ácida permite utilizar aceites con alto contenido en FFAs 

y agua, pero la reacción es unas 4000 veces más lenta. Además, este tipo de 

catálisis requiere emplear temperaturas de 90-120ºC, mucha más cantidad de 

catalizador (del orden de 30 moles de catalizador por cada mol de aceite), y una 

elevada cantidad de agua (Vyas et al. 2010). Por otra parte, este tipo de catálisis 
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provoca que los equipos se dañen por la corrosión provocada por los 

catalizadores. Todo esto acaba originando un mayor coste y gasto energético en 

la obtención de biodiésel, haciendo que sea poco rentable su producción. 

1.3. Catálisis enzimática 

En los últimos años, la obtención de bioproductos a escala industrial está 

experimentando un significativo cambio de tendencia, dirigido a sustituir los 

métodos clásicos de catálisis química por tecnologías limpias que utilizan 

biocatalizadores. Los primeros métodos requieren grandes instalaciones, 

emplean habitualmente condiciones de reacción extremas con elevados 

consumos de energía y agua, emplean con frecuencia derivados del petróleo y, a 

menudo, requieren la utilización de ácidos, álcalis y disolventes, que son 

contaminantes agresivos con el medio ambiente. Por su parte, las 

transformaciones catalizadas por enzimas son mucho más específicas, requieren 

condiciones de reacción más suaves (con menor gasto energético y de agua) y, en 

muchas ocasiones, su empleo se combina con el uso de materias primas obtenidas 

de forma sostenible a partir de fuentes renovables (Ghaly et al. 2010; Zhao et al. 

2015; Soler et al. 2016). 

Por otra parte, la producción enzimática de biodiésel permite recuperar el 

glicerol, sin necesidad de purificar el producto y evitando la generación de 

residuos químicos. Además, el proceso enzimático tolera el contenido de agua y 

FFAs en la mezcla, aumentando el rendimiento del biodiésel sin la formación de 

jabones (Dizge et al. 2009). Asimismo, la catálisis con un biocatalizador tiene un 

menor coste por la posible reutilización del mismo y por el menor número de 

etapas necesarias para la obtención de los productos finales, siendo éstos de 

mayor pureza (Sankaran et al. 2016). 
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Estas ventajas demuestran que la producción de biodiésel catalizada por 

enzimas tiene un alto potencial por ser un proceso más ecológico y una 

prometedora alternativa al proceso químico. Sin embargo, el uso de enzimas en 

la industria está limitado, ya que todavía quedan por resolver muchos 

inconvenientes, como su alto coste económico, la inactivación enzimática por 

disolventes y la lenta velocidad de reacción (Bajaj et al. 2010; Cesarini et al. 2013). 

1.3.1. Inmovilización de enzimas 

Las limitaciones al uso de enzimas en la industria se pueden paliar parcial o 

totalmente si se emplean inmovilizados en lugar de en disolución. Habitualmente, 

la inmovilización enzimática supone un aumento significativo en la estabilidad del 

biocatalizador frente a la inactivación espontánea y a las condiciones extremas de 

reacción (temperatura, pH, disolventes orgánicos, sales y fuerza iónica, entre 

otras).  

Además, la inmovilización del enzima permite su fácil recuperación de la 

mezcla de reacción al finalizar su actuación catalítica, siendo posible su 

reutilización en consecutivos ciclos catalíticos. Desde el punto de vista 

operacional, el empleo de enzimas inmovilizados y confinados en un reactor 

puede permitir su uso tanto en reacciones en continuo como en reacciones 

multienzimáticas. 

Son numerosas las técnicas que se han desarrollado para inmovilizar enzimas, 

pero se pueden resumir en cuatro tipos: atrapamiento en mallas tridimensionales 

porosas, encapsulación en membranas semipermeables, adsorción a soportes 

sólidos y unión covalente, bien sea a soportes sólidos, o por entrecruzado del 

enzima consigo mismo (Brady y Jordaan 2009). Dentro de este último tipo de 

inmovilización por enlaces covalentes destacan dos técnicas recientes: la unión 

covalente de enzimas a nanopartículas magnéticas (MNPs) de magnetita y el 
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entrecruzamiento de agregados de enzimas (Cross-Linked Enzyme Aggregates, 

CLEAs). 

1.3.2. Nanopartículas magnéticas (MNPs) 

Las nanopartículas magnéticas (MNPs) son partículas de diámetro 

nanoscópico, comprendido entre unos pocos y varios cientos de nanómetros, que 

poseen características magnéticas especiales: son superparamagnéticas. El 

superparamagnetismo se produce en materiales de un tamaño menor de 10 nm, 

que tienen la capacidad de no quedarse magnetizados tras la aplicación de un 

campo magnético. Las MNPs esféricas de magnetita pueden obtenerse al tratar 

hidróxido ferroso con diferentes agentes oxidantes (Morales et al. 1999). Además, 

si la coprecipitación de Fe(II) y Fe(III) se realiza en presencia de hidróxido amónico 

se consigue que las MNPs presenten grupos -OH superficiales, que son de gran 

importancia para su posterior funcionalización (Morales et al. 1999; Li et al. 2010). 

Esta funcionalización se puede hacer aportando grupos reactivos a la superficie 

de las MNPs, por ejemplo, grupos carboxilo o amino. 

La inmovilización por enlaces covalentes se puede realizar por los dos métodos 

ya nombrados, o por un tercero, que resultaría de la combinación de los 

anteriores. Esto es, nanopartículas entrecruzadas con enzima insolubilizado y 

éstas a su vez entrecruzadas consigo mismo. Con esto y, según trabajos realizados 

con anterioridad en nuestro laboratorio, se consiguen biocatalizadores muy 

robustos, que son muy estables y fáciles de recuperar para su reutilización 

(Cruz-Izquierdo et al. 2014). 

1.3.3. Las lipasas 

Las lipasas son enzimas ubicuos producidos por plantas, animales y 

microorganismos, siendo su función biológica la hidrólisis de TAGs a glicerol y 

FFAs. Sin embargo, en medios orgánicos las lipasas pueden catalizar reacciones 
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sintéticas, incluyendo interesterificaciones entre triglicéridos y alcoholes para 

producir glicerina y alquil ésteres de ácidos grasos de cadena larga, es decir, 

biodiésel (Cruz-Izquierdo et al. 2014). 

Las lipasas microbianas son las más empleadas para obtener biodiésel 

mediante transesterificación enzimática, ya que se pueden obtener por 

fermentación y con pasos sencillos de purificación (Al‐Zuhair 2007a). Las lipasas 

más empleadas en síntesis orgánica son las de origen bacteriano, como 

Burkholderia cepacia (BCL), y las de levaduras como Candida rugosa (CRL) y la 

lipasa B de Candida antarctica (CALB) (Sankaran et al. 2016).  

Ante la situación actual del tema, este trabajo se centró en la obtención de 

biodiésel de forma sostenible y de fuentes renovables, con el menor costo 

posible, para que el biocombustible resultante pudiera ser económicamente 

viable en cuanto a la sustitución del diésel mineral se refiere. 

La obtención de biodiésel en este trabajo se realiza mediante catálisis 

enzimática, al ser un método sencillo y limpio, y por los innumerables beneficios 

que presenta. Para ello, se utiliza la lipasa B de Candida antartica (CALB), muy 

usada en producción de biodiésel (Sankaran et al. 2016), inmovilizada entre sí 

mediante entrecruzado de agregados del enzima (Cross-Linked Enzyme 

Aggregates, CLEAs), y a su vez, entrecruzada con MNPs. Este biocatalizador 

magnético presenta las ventajas típicas de las mCLEAs, entre las que destaca una 

mayor estabilidad, y que gracias a su carácter magnético permite una fácil 

recuperación de la mezcla de reacción para su reutilización, bajando 

considerablemente los costos de producción. 

La utilidad de este biocatalizador ya ha sido comprobada con anterioridad en 

nuestro laboratorio, donde se han obtenido resultados satisfactorios para la 

producción de biodiésel de primera y de segunda generación, utilizando aceites 
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de oliva, jatrofa, colza y camelina, así como aceites de fritura agotados (Cruz-

Izquierdo et al. 2012; 2014; López et al. 2014). 

Debido al rechazo social a emplear plantas oleaginosas (ya sean comestibles o 

no) como materia prima, se decidió obtener biodiésel de tercera y cuarta 

generación, utilizando lípidos de dos especies microalgales pertenecientes a los 

géneros Scenedesmus y Chlorella. 

La selección de una especie microalgal adecuada es un aspecto fundamental 

para asegurar un proceso eficiente de obtención de bio-energía (Griffiths y 

Harrison 2009). Estas especies microalgales se consideran buenas candidatas para 

obtener biodiésel por la alta productividad que muestran en cultivos a gran escala. 

El poder calorífico del aceite de estos géneros puede alcanzar los 29 kJ/g, valor 

muy cercano a los 39 kJ/g que ofrece el aceite de colza, lo que justifica el potencial 

de estas microalgas como fuente de biodiésel (Illman et al. 2000). La composición 

proximal de estas microalgas incluye proteínas, carbohidratos, lípidos y fibra en 

proporciones variables, haciendo de su biomasa una materia prima versátil que 

puede emplearse para obtener diversos combustibles como biodiésel, bioetanol, 

metano e hidrógeno. Sin embargo, numerosos factores nutricionales y 

ambientales durante su cultivo pueden modificar notablemente la composición 

química de la biomasa y su valor energético. Éste es el caso del cultivo microalgal 

en deficiencia de N, que provoca una mayor acumulación de lípidos (Ikaran et al. 

2015), siendo esto beneficioso para la producción de biodiésel. 

Este trabajo se ha realizado dentro del proyecto ENERGREEN financiado por la 

Unión Europea dentro del Fondo Europeo de Desarrollo Regional (FEDER), que 

persigue la readaptación de los cultivos tradicionales de microalgas para obtener 

organismos con un mayor potencial productivo (en cuanto a cantidad de aceite), 

de manera que puedan ser aprovechados para obtener biodiésel de forma más 

rentable económicamente y sostenible con el medio ambiente.  
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2. OBJETIVOS GENERALES 

A tenor del estado actual del tema cuando se inició este trabajo, se propuso 

como principal objetivo, la obtención de biodiésel a partir de aceites y ácidos 

grasos extraídos de microalgas (Chlorella vulgaris var L3 y Scenedesmus sp.). El 

biodiésel se obtendrá mediante catálisis enzimática utilizando CLEAs magnéticas 

(mCLEAs) de lipasas de origen microbiano. Para conseguir este objetivo principal 

se desglosaron las tareas a realizar en los siguientes subobjetivos, que se abordan 

en el capítulo indicado:  

1. Obtención de MNPs de magnetita y caracterización de su composición 

estructural y de sus propiedades magnéticas. (Capítulo III) 

2. Obtención de CLEAs magnéticas por entrecruzamiento de la lipasa B de 

Candida antarctica (CALB) con las MNPs. Caracterización de las 

propiedades magnéticas y catalíticas del biocatalizador magnético 

obtenido (mCLEAs de CALB). (Capítulo III) 

3. Obtención de biodiésel catalizado por mCLEAs de CALB, a partir de lípidos 

de las microalgas Chlorella vulgaris var L3 y Scenedesmus sp., extraídos por 

diferentes modos. (Capítulo IV)  

4. Optimización de las condiciones de la reacción: temperatura, donador de 

grupos alquilo, relación molar alcohol:aceite/FFAs, modo de agitación y uso 

de un co-disolvente en la mezcla de reacción. Estudio del efecto de 

diferentes disolventes sobres las mCLEAs. (Capítulo IV) 

5. Comparación de la obtención de biodiésel a partir de la biomasa de las 

dos microalgas estudiadas, así como del obtenido por catálisis enzimática 

y química. (Capítulo IV) 
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6. Estudio de la estabilidad de las mCLEAs de CALB mediante su reutilización 

en sucesivos ciclos catalíticos de conversión de aceite en biodiésel en las 

mejores condiciones obtenidas. (Capítulo V) 

7. Estudio del escalado de la producción de biodiésel en un reactor 

enzimático desde volúmenes de 0,5 ml hasta 500 ml, pasando por 

volúmenes intermedios de 5 ml, 50 ml y 100 ml. (Capítulo V) 

8. Optimización de las condiciones de la reacción a gran escala: temperatura, 

modo de agitación, relación molar óptima alcohol:aceite/FFAs, presencia 

de agua y cantidad de enzima en la reacción. (Capítulo V) 
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1. MATERIALES Y MÉTODOS 

2.1. Reactivos y productos 

ara la realización de este trabajo se han empleado los reactivos y 

productos que se recogen en la Tabla 2.1. Todos los reactivos son de 

calidad analítica, y en su caso, de grado para biología molecular. 

Tabla 2.1: Reactivos y productos empleados. Se indica el proveedor, así como la ciudad y el país de 

origen.  

P 
Casa Comercial 

Ciudad, País 
Producto 

Bio-Rad 
Hercules, PA, EEUU 

Acrilamida/bisacrilamida 30% (p/v) 

Marcadores de masa molecular (Precision 
Protein Standards) 

Reactivo de Bradford 

Bunge Ibérica, S.A. 
Zierbana, España 

Aceite de soja no refinado 

GE Healthcare Biosciences AB 
Uppsala, Suecia 

Azul de Coomassie  
(PhastGelBlue R) 
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Tabla 2.1: Reactivos y productos empleados. Se indica el proveedor, así como la ciudad y el país de 

origen (continuación). 

Casa Comercial 
Ciudad, País 

Producto 

Merck 
Darmstat, Alemania 

1,4-Butanodiol 

1-Butanol 

2-Butanol 

2-Mercaptoetanol 

2-Propanol 

Acetona 

Bicarbonato sódico 

Carbonato sódico 

Cloroformo 

Cloruro sódico 

Diclorometano 

Glutaraldehido 

Alcohol isoamílico 

Metanol (grado HPLC) 

N,N-Dimetilformamida (DMF) 

N,N,N',N'-Tetrametietilendiamina (TEMED) 

n-Hexano (grado HPLC) 

Nitrato de plata 

Placas de gel de Sílice 60 

Sulfato amónico 

Novozymes A/S 
Bagsvaerd, Dinamarca 

Lipozyme © CALB L 

Panreac 
Barcelona, España 

Cloruro potásico 

Etilenglicol 

Fosfato dipotásico 

Fosfato monopotásico 

Tris (hidroximetil)aminometano 

VWR 
Soulbury, Reino Unido 

2-Propanol (grado HPLC) 
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Tabla 2.1: Reactivos y productos empleados. Se indica el proveedor, así como la ciudad y el país de 

origen (continuación). 

 

Casa Comercial 
Ciudad, País 

Producto 

Sigma-Aldrich 
St. Louis, MO, EEUU 

2-Metil-2-butanol 

3-Aminopropiltrietoxisilano (APTS) 

Acetonitrilo 

Azul de bromofenol 

Borohidruro sódico 

Cloruro férrico 

Cloruro ferroso 

Dimetilsulfóxido (DMSO) 

Dodecilsulfato sódico (SDS) 

Estearato de etilo  

Estearato de metilo 

Acetato de etilo 

Glicerina 

Linoleato de etilo 

Linoleato de metilo 

Linolenato de etilo 

Linolenato de metilo 

Desecadores moleculares  
(Molecular Sieves) 

p-Nitrofenil acetato 
(p-NPA) 

Palmitato de etilo 

Palmitato de metilo 

t-Butanol 

Tetrahidrofurano (THF) 

Tolueno 

Triton X-100 
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Tabla 2.1: Reactivos y productos empleados. Se indica el proveedor, así como la ciudad y el país de 

origen (continuación). 

 

Además, se utilizó aceite de oliva virgen extra (Carbonell®) obtenido en un 

comercio local, así como aceite de palma, amablemente proporcionado por el 

centro asociado CENER. 

2.2. Síntesis de MNPs 

Las nanopartículas de magnetita se sintetizaron por coprecipitación de sales 

de hierro en medio alcalino según Morales et al. (1999). Para ello se bombearon, 

a un caudal de 5 ml/min, 50 ml de la disolución compuesta por FeCl2 (0,33 M) y 

FeCl3 (0,66 M) sobre 450 ml de NH4OH (0,42 M) bajo vigorosa agitación mecánica 

(400 rpm) con una varilla de vidrio (Agitador RZR 2102, Heidolph, Schwabach, 

Alemania), a temperatura ambiente (Figura2.1). Una vez adicionadas las sales de 

hierro, la agitación se mantuvo durante otros 30 minutos. Los cloruros de hierro 

se hidrolizan y forman hidróxidos que, en presencia de iones amonio, coprecipitan 

formando magnetita. Las reacciones que se dan son las siguientes (Răcuciu 2009): 

Casa Comercial 
Ciudad, País 

Producto 

Quimivita 
Barcelona, España 

Ácido acético 

Ácido clorhídrico 

Hidróxido amónico 

Etanol 

Metanol 

TCI Europe 
Zwijndrecht, Bélgica 

Ácido esteárico 

Ácido linoleico 

Ácido linolénico 

Ácido oleico 

Ácido palmítico 
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Hidrólisis (1)            FeCl2 + 2H2O  2Cl- + 2H+ + Fe(OH)2 

Hidrólisis (2)           FeCl3 + 3H2O  3Cl- + 3H+ + Fe(OH)3  

Combinación de iones      NH4
+ + Cl-   NH4Cl 

Nucleación            2Fe(OH)3 + Fe(OH)2 + 2OH- + 2H+ 
 Fe3O4 + 6H2O 

 

Tras la coprecipitación se obtuvo un precipitado negro, que se decantó con un 

imán y se lavó tres veces con agua desionizada y dos veces con tampón PBS 

(tampón fosfato salino 150 mM, pH 7,4). Todas las disoluciones empleadas para la 

síntesis de MNPs se realizaron con agua ultrapura (Milli Q) y se burbujearon 

continuamente con N2 para desplazar el aire disuelto. 

 

Figura 2.1: Montaje experimental empleado en el laboratorio para la síntesis de MNPs. El N2 se 

burbujea en todo momento en las disoluciones de los cloruros de hierro y de NH4OH. La bomba peristáltica 

añade gota a gota los cloruros sobre el NH4OH, mientras esta disolución se agita mecánicamente. Tomado 

de Cruz-Izquierdo (2013). 

Las MNPs obtenidas presentan grupos -OH superficiales (MNP-OH) (Liu et al. 

2002; Shen et al. 2004). Para su funcionalización las MNP-OH (300 mg) se 

incubaron durante 24 h con 3-aminopropiltrietoxisilano (APTS, 2% v/v) a 70ºC y 

200 rpm, obteniéndose MNPs que ahora presentan grupos amino superficiales 

(MNP-NH2) (Cruz-Izquierdo et al. 2012).  
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La concentración de MNPs se calculó secando al vacío un volumen conocido 

de las mismas, en un equipo Savant (Automatic Environmental SpeedVac 

Apparatus). Las MNPs se almacenaron en PBS a 4ºC hasta su utilización. 

2.3. Caracterización de las MNPs 

2.3.1. Caracterización morfológica 

La caracterización cristalográfica y la identificación de su composición química 

se realizaron con un difractómetro PANalytical Xpert PRO. El tamaño del cristalito 

se calculó a partir de la anchura a media altura de los máximos de difracción 

empleando la ecuación de Scherrer. Esto es válido para tamaños de cristalito 

inferiores a 1 µm, es decir, cuando la anchura a media altura de los máximos de 

difracción es significativamente mayor que la anchura instrumental. La ecuación 

de Scherrer relaciona el ensanchamiento neto del pico de difracción (β) con el 

tamaño de cristalito (D) según la ecuación:  

 

𝐷 =
𝐾 ·  𝜆 

β ·  cos θ
 

 

donde la constante K toma el valor de 0,89 al considerarse las partículas 

teóricamente esféricas; λ es la longitud de onda de la radiación X utilizada 

(1,5418 Å); β es el ensanchamiento neto del pico de difracción (expresado en 

radianes 2θ) y que puede determinarse a partir de: 

 

β2 = β𝑜𝑏𝑠
2 −  β𝑖𝑛𝑠

2  (según Warren) 

β = β𝑜𝑏𝑠 − β𝑖𝑛𝑠 (según Scherrer) 

siendo βobs la anchura observada (experimental) y βins la anchura instrumental. 
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Por otra parte, se comprobó el tamaño y forma de las MNPs mediante 

microscopía electrónica de transmisión (TEM), en un microscopio JEOL 1010 

(Peabody, MA, USA) y mediante DLS (Dynamic Light Scattering) utilizando un 

equipo ZetaSizer Nano ZS (Malvern Instruments, Worcestershire, Reino Unido). 

2.3.2. Caracterización magnética 

Para la caracterización magnética de las MNPs se realizaron ciclos de 

magnetización a temperatura ambiente, mediante magnetometría de muestra 

vibrante (VSM), en un electroimán hasta campos moderados (1,8 T). Mediante 

estos ciclos de magnetización se obtuvieron los valores de saturación magnética 

(MS), coercitividad (HC) y remanencia (MR) para cada tipo de nanopartículas. 

2.3.2.1. Tamaño del núcleo magnético 

Se obtuvo una aproximación del tamaño del núcleo magnético de las MNPs a 

través de los resultados de las curvas de magnetización. Para ello, se emplearon 

las ecuaciones de Langevin con un ajuste a partir del modelo superparamagnético 

no interaccionante. La expresión aplicable a nuestro caso (partículas con la 

imanación espontánea relajada térmicamente) es la siguiente: 

 

 

 

donde f (D) es la distribución de diámetros de la población de partículas, siendo 

una función del tipo log-normal; MS (emu/g) imanación de saturación 

macroscópica; MS (Am-1) la imanación de la partícula; µ0 la permeabilidad 

magnética en el vacío; y kB la constante de Boltzmann. El volumen crítico V es 

dependiente de la temperatura y está dado por: 
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donde K es la constante de anisotropía efectiva. 

Se asumió que las partículas eran esféricas y que el componente mayoritario 

era magnetita (magnetización a 480 kA/m). 

2.3.3. Estabilidad 

La estabilidad de las MNPs en un coloide se determinó mediante el análisis del 

potencial Zeta (ξ Este parámetromide el potencial electrostático que existe en 

el plano de corte de una partícula y está relacionado tanto con la carga superficial 

como con el entorno local de la partícula. El potencial Zeta (ξ se determinó con 

un equipo ZetaSizer Nano ZS (Malvern Instruments, Worcestershire, Reino 

Unido). Las mediciones se llevaron a cabo a 25ºC utilizando cubetas tipo “Folded 

Capillary cell” (DTS 1060), suspendiendo una concentración de 50 g de MNPs por 

ml de agua destilada. 

El potencial Zeta (ξ se calculó automáticamente a partir de la movilidad 

electroforética basada en la ecuación de Smoluchowski: 

 

ʋ = (εE/η) ξ 

 

donde ʋ es la velocidad electroforética medida; η es la viscosidad; ε es la 

permitividad eléctrica de la solución electrolítica y E es el campo eléctrico (Zhang 

et al. 2008). 

2.4. Inmovilización de CALB a MNPs 

La inmovilización de la lipasa B de Candida antarctica (CALB) a MNPs 

funcionalizadas con grupos amino (MNP-NH2) se realizó por enlaces covalentes 

formando agregados enzimáticos entrecruzados (Cross-Linked Enzyme 

Aggregates, CLEA). 
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La inmovilización se efectuó a temperatura ambiente mediante la adición de 

28 ml de sulfato amónico (3,6 M) a 3 ml de MNPs con grupos amino (20 mg) y 

CALB (2 mg). Tras 5 min en agitación giratoria a 30 rpm (Intelli-Mixer RM-2), se 

añadió glutaraldehído (2,5 ml, 2,5 M) y se incubó la prearación durante 24 h con la 

misma agitación. Trascurrido este tiempo, las mCLEAs se lavaron 3 veces con PBS, 

empleando un imán (Cruz-Izquierdo et al. 2014). 

Al termino de la inmovilización, con el propósito de reducir las bases de Schiff 

formadas y los grupos aldehído que pudieran quedar libres, se incubó la 

preparación durante 2 h con NaBH4 (1 mg/ml) en tampón carbonato-bicarbonato 

(100 mM, pH 10). Con el fin de eliminar interacciones inespecíficas, se realizaron 

diferentes lavados de manera consecutiva con NaCl (2 M) y Triton X-100 (1%, v/v) 

(Mateo et al. 2000). 

Entre las diferentes etapas de inmovilización, para eliminar el reactivo 

sobrante y el posible enzima no inmovilizado, las mCLEAs se lavaron con tampón 

PBS 3 veces durante 10 min. Todo el proceso de inmovilización se realizó con 

agitación giratoria a 30 rpm (Intelli-Mixer RM-2) y a temperatura ambiente, siendo 

en cada lavado el volumen final de 1 ml por cada 2 mg de MNPs. 

 

Figura 2.2: Simulación gráfica del complejo obtenido. La ilustración muestra un modelo hipotético de 

las CLEAs magnéticas simulando un plano transversal del complejo tridimensional. El diametro de las 

MNPs es de 10 nm, y CALB mide 3 nm x 4 nm x 5 nm (Uppenberg et al. 1995). Tomado de Cruz-Izquierdo 

(2013). 



II. Materiales y métodos 
  

 

58 

2.4.1. Electroforesis en condiciones desnaturalizantes 

SDS-PAGE 

Se siguió la obtención de las mCLEAs analizando muestras de la fase líquida en 

cada etapa de la inmovilización. Las muestras se cargaron en geles de 

poliacrilamida que se analizaron mediante electroforesis en condiciones 

desnaturalizantes SDS-PAGE según Laemmli (1970). Para ello se emplearon geles 

de 1 mm de espesor con 12% (p/v) de acrilamida en el gel separador y 4% (p/v) en el 

concentrador. El tampón de electrodos [Tris 3,03% (p/v), glicina 14,4% (p/v), SDS 1% 

(p/v), pH 8,7] se preparó 10 veces concentrado y se almacenó a temperatura 

ambiente. El tampón de muestra [12,5% (v/v) Tris-HCl 6,2 mM, pH 6,7, 30% (v/v) 

glicerol, 2% (p/v) SDS y 2% (v/v) de azul de bromofenol al 0,5% (p/v)] se suplementó 

con 2-mercaptoetanol en relación 1:19 (v/v) antes de su uso y se añadió a la 

muestra en una proporción 1:1 (v/v). En todos los geles se incluyó una calle en la 

que se analizó una mezcla de proteínas patrón de baja masa molecular (Precision 

Protein Standards, Bio-Rad, Hercules, PA, EEUU). Las condiciones empleadas para 

la separación electroforética fueron 60 V durante 30 min, seguidas de 100 V 

durante 90 min. Se empleó una fuente de alimentación Power Pac 300 de Bio-Rad 

(Hercules, PA, EEUU). Las electroforesis se llevaron a cabo empleando una cubeta 

Mini-PROTEAN 3® de Bio-Rad (Hercules, PA, EEUU) (Cruz-Izquierdo 2013). 

Posteriormente, tras finalizar la electroforesis, los geles se revelaron con 

tinción de plata (Silver Stain Plus, Bio-Rad, Hercules, PA, EEUU). 

2.4.2. Escalado en la obtención de mCLEAs 

Ante la necesidad de disponer de mayor cantidad de mCLEAs para producir 

mayor volumen de biodiésel, se realizó un salto de escala en la obtención de 

mCLEAs. 
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La inmovilización se efectuó incrementando de manera proporcional los 

volúmenes y cantidades anteriormente descritos, obteniéndose, al final del 

proceso, 1 g de mCLEAs. Todo el proceso de inmovilización se realizó con agitación 

orbital a 150 rpm y a temperatura ambiente. En todo momento el volumen fue de 

500 ml por g de MNPs. 

Las mCLEAs obtenidas se caracterizaron morfológica y magnéticamente, 

analizándose posteriormente su actividad esterasa y de transesterificación de 

aceites según se describe a continuación. Los resultados se compararon con los 

obtenidos con mCLEAs obtenidas a menor escala. 

2.5. Caracterización de las mCLEAs 

Inicialmente, se comprobó que tras la inmovilización los complejos mantenían 

las características superparamagnéticas. Para ello se sometieron las mCLEAs a 

sucesivos ciclos de magnetización de la misma forma que anteriormente habían 

experimentado las MNPs. 

2.5.1. Caracterización morfológica 

Se estudió el tamaño y forma de las mCLEAs de CALB mediante análisis de las 

fotografías obtenidas con un microscopio electrónico de barrido (SEM) JEOL 7000 

F (Peabody, MA, USA).  

Asimismo, se analizó el tamaño del complejo mCLEAs por DLS mediante un 

equipo ZetaSizer Nano ZS (Malvern Instruments, Worcestershire, Reino Unido). 

Las mediciones se llevaron a cabo a 30ºC utilizando cubetas de cuarzo de 4 ml, 

suspendiendo 50 g de mCLEAs por ml de agua destilada. 
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2.5.2. Análisis elemental 

Para el análisis elemental se empleó un equipo Euro EA Elemental Analyzer 

(CHNS) de la casa EuroVector, perteneciente a los Servicios Generales de 

Investigación SGIKER de la Universidad del País Vasco. Los elementos analizados 

fueron carbono, hidrógeno y nitrógeno (el límite de cuantificación fue del 0,1%). 

2.5.3. Determinación de la actividad enzimática 

Para comprobar la actividad del biocatalizador inmovilizado se analizó su 

actividad enzimática, tanto hidrolítica (actividad esterasa), como biosintética 

(transesterificación de aceite). 

2.5.3.1. Actividad esterasa 

La actividad inicial de CALB, soluble e inmovilizada en mCLEAs, se analizó 

midiendo la hidrólisis de p-nitrofenil acetato (p-NPA) (Cruz-Izquierdo et al. 2014). 

Específicamente, se añadió lipasa soluble (1 g proteína de preparación comercial) 

o inmovilizada (10 g preparación de biocatalizador) a una mezcla de reacción que 

contenía 10 l de p-NPA (100 mM en DMSO) en 980 ml de PBS (pH 7,4). La mezcla 

de reacción se mantuvo a temperatura ambiente durante 15 min a 30 rpm con 

agitación rotatoria (RM2 Intelli-Mixer, Elmi Ltd., Riga, Letonia). Se retiraron 

alícuotas cada 5 min y la aparición de p-nitrofenol (p-NP) se midió 

espectrofotométricamente (Beckman Coulter DU 800, Brea, CA, EE.UU.) a 405 

nm. La actividad se determinó a partir de la pendiente de absorbancia para el p-NP 

empleando el coeficiente de extinción molar determinado empíricamente 

(ε=9,43 mM-1 · cm-1). Una unidad de actividad (U) se define como la cantidad de 

enzima capaz de hidrolizar 1 μmol de pNPA por minuto en las condiciones de 

ensayo. 

Para el enzima inmovilizado la actividad específica se expresó por mg de 

catalizador magnético (U/mg catalizador). 
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2.5.3.2. Transesterificación de aceite 

Se comprobó la capacidad del biocatalizador para transesterificar aceite de 

oliva incubando las mCLEAs (1%, p/p) con aceite (0,2 g) y 2-propanol (relación 

molar, alcohol:aceite, 6:1). La reacción se mantuvo a 40ºC y 30 rpm con agitación 

rotatoria. La velocidad de reacción inicial para la producción de biodiésel se evaluó 

a partir de alícuotas (5 l) retiradas de la fase líquida a intervalos definidos, que 

más tarde se analizaron por cromatografía líquida de alta resolución (HPLC), como 

se indica a continuación. La actividad de transesterificación se expresó como 

porcentaje de aceite transformado en biodiésel (FAPEs) por hora (Picó et al. 2017). 

2.6. Cultivo de las microalgas 

En este trabajo se ha empleado biomasa de las microalgas Chlorella vulgaris var 

L3 y Scenedesmus sp. Estas microalgas se cultivaron en el centro asociado NEIKER, 

de acuerdo con Ikaran et al (2015), usando nitrato sódico 6 mM como única fuente 

de nitrógeno. Tras agotar el nitrógeno, los cultivos se incubaron en las mismas 

condiciones durante 7 días más hasta obtener células deficientes en nitrógeno.  

Finalmente, la biomasa microalgal se cosechó por centrifugación y se secó en 

estufa. El factor potencial de los lípidos para obtener biodiésel a partir de la 

biomasa microalgal se estimó por el centro asociado CENER, de acuerdo con el 

método de Lepage y Roy (1984). 

2.7. Extracción lipídica 

A lo largo de este trabajo el centro asociado CENER desarrolló diferentes 

modos de extracción de los lípidos de la biomasa microalgal, como se resume a 

continuación. 
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2.7.1. Extracción Soxhlet 

Se deslipidizó la biomasa seca de C. vulgaris (70 g) en un equipo tipo Soxhlet, 

utilizando cartuchos de 123 x 43 mm, según UNE-EN-ISO 659(2010). La primera 

extracción se realizó durante 14 h usando n-hexano como disolvente en una 

proporción de 10 ml de n-hexano por g de muestra.  

Debido a lo compacto de la muestra, se realizaron otras dos extracciones 

durante 15 h cada una. Para ello, se utilizó como disolvente una mezcla de 

cloroformo:metanol (2: 1, v/v). Previamente se trituró la muestra seca para facilitar 

la extracción con el disolvente.  

Los lípidos extraídos (denominados “Aceite 1”) mostraban una consistencia 

bastante sólida, debido a la presencia de lípidos complejos (principalmente 

fosfolípidos y glicolípidos) junto con otros lípidos simples.  

El obligado uso de disolvente tóxicos, así como las más de 40 h que se 

necesitaban para la extracción completa de los lípidos, aconsejó desestimar este 

método de extracción. 

Con el fin de mejorar la extracción, se optimizó en un equipo Soxhtec (Soxtec™ 

Auto Fat Extraction System, FOSS Analytical, Hilleroed, Denmark) el tiempo de 

extracción (8 ó 16 h), así como la cantidad necesaria de disolvente binario 

cloroformo:metanol (2:1, v/v) por muestra (40 ml por 1-5 g de muestra) (Picó et al. 

2017). 

2.7.2. Extracción en matraz agitado 

Debido a lo compacto de la muestra, se estudió la extracción de la biomasa 

microalgal por agitación continua en un matraz.  

La biomasa de C. vulgaris, deslipidizada con n-hexano, se trituró y homogeneizó 

antes de realizar el ensayo en matraz agitado. El matraz, provisto con un 
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condensador de reflujo, se calentó durante 30 min a 72ºC, y se agitó 

magnéticamente a 420 rpm. Se utilizó una proporción de 75 mg de muestra por 

ml del disolvente binario cloroformo:metanol (2:1, v/v). El extracto se filtró al vacío 

(para evaporar el disolvente del sedimento) y el filtrado se sometió a una segunda 

extracción en las mismas condiciones. 

La muestra extraída (denominada “Aceite 2”) mostraba consistencia sólida, al 

igual que el “Aceite 1”, debido a la elevada presencia de lípidos insaponificables.  

Aunque con esta técnica de extracción se acortaban los tiempos, la biomasa 

deslipidizada no podía utilizarse para obtener otros bioproductos por la elevada 

toxicidad de los disolventes empleados (Picó et al. 2017). Por ello, se decidió 

emplear un nuevo método de extracción. 

2.7.3. Extracción con H2O subcrítica 

Por otra parte, el centro asociado TECNALIA, estudió la extracción de la 

biomasa de C. vulgaris con agua subcrítica. Para ello se utilizó agua a temperaturas 

entre 100 y 374ºC y a presiones entre 10 y 60 bares para mantenerla en estado 

líquido. En estas condiciones la constante dieléctrica del agua disminuye 

considerablemente, comparándola con la misma a temperatura ambiente, y se 

acerca a la constante dieléctrica del etanol (disolvente orgánico tradicional en 

extracción). Este método de extracción ha sido utilizado en microalgas por 

Herrero et al (2005), quienes obtuvieron compuestos antioxidantes de Spirulina 

platensis. 

Se estudiaron diferentes temperaturas y tiempos de extracción que dieron 

lugar a 3 muestras de consistencia sólida. La muestra 1 fue extraída a 175ºC durante 

60 min, mientras que las muestras 2 y 3 se extrajeron a 225ºC durante 60 y 90 min, 

respectivamente. 
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Al igual que ocurría con los aceites obtenidos anteriormente, extraídos con 

disolventes orgánicos, la consistencia sólida del aceite dificultaba fijar las variables 

de la reacción de esterificación. Este aceite se denominó “Aceite 4”. 

2.7.4. Extracción mediante saponificación 

Se estudió la extracción de la biomasa de C. vulgaris mediante el método de 

saponificación según Grima et al. (1994). Este método permite obtener gran 

cantidad de lípidos de la biomasa, pero en forma de FFAs en vez de TAGs. En 

nuestro caso, debido al gran contenido de lípidos insaponificables que contenía la 

biomasa de C. vulgaris, este método se modificó aumentando el tiempo de 

extracción de 1 h hasta 3 h. 

En resumen, la biomasa húmeda se saponificó con etanol a 65ºC en presencia 

de KOH (30 ml de etanol y 0,2 g de KOH por g de biomasa). Después de 3 h de 

tratamiento, la fracción insaponificable se extrajo dos veces con n-hexano (100 ml 

cada vez) (Picó et al. 2017).  

De la fracción saponificable se obtuvieron los ácidos grasos libres (FFAs) 

ajustando el pH a 3,5 con ácido sulfúrico. Finalmente, la preparación extraída de 

FFAs se lavó tres veces con n-hexano (100 ml cada vez) y se usó para obtener 

biodiésel por catálisis ácida y enzimática (Picó et al. 2017). 

Debido a los buenos resultados obtenidos en esta extracción, también se 

empleó para extraer biomasa de Scenedesmus sp. 

2.8. Aceites y FFAs empleados 

2.8.1. Aceites y FFAs originales 

Para la producción de biodiésel de cuarta generación se emplearon aceites 

microalgales que habían sido extraídos por diferentes métodos: 
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 “Aceite 1”: Aceite de consistencia sólida extraído de biomasa de 

C. vulgaris mediante una extracción de tipo Soxhlet. 

 “Aceite 2”: Aceite de consistencia sólida extraído de biomasa de 

C. vulgaris con disolventes orgánicos en matraz agitado. 

 “Aceite 3”: Cuyas características se indican a continuación. 

 “Aceite 4”: Aceite de consistencia sólida extraído de biomasa de 

C. vulgaris con H2O subcrítica.  

Cuando la extracción se modificó a una por saponificación, los productos 

extraídos eran FFAs en vez de triglicéridos. Mediante saponificación se obtuvieron 

dos mezclas de FFAs: 

 “rcFFAs”: Mezcla de ácidos grasos obtenida de la saponificación de 

biomasa de C. vulgaris. Mezcla de consistencia líquida. 

 “rsFFAs”: Mezcla de ácidos grasos obtenida de la saponificación de 

biomasa de Scenedesmus sp. Mezcla de consistencia líquida. 

2.8.2. Aceites y FFAs modelo 

Con el fin de disponer de suficiente cantidad de sustratos para realizar los 

experimentos, se diseñaron un aceite y unas mezclas de ácidos grasos modelo que 

se parecían en su composición al extraído de las microalgas. Estas mezclas fueron 

validadas comparando su conversión en biodiésel con muestras originales de 

FFAs. 

2.8.2.1. “Aceite 3” 

Para simular el aceite de C. vulgaris var L3 se mezclaron (en volumen) 

diferentes aceites, 80% de palma, 10% de soja y 10% de oliva. 
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2.8.2.2. Mezcla modelo de FFAs de C. vulgaris var L3 

De igual modo, se obtuvo una mezcla modelo de FFAs (denominada mcFFAs), 

con una composición similar a la de C. vulgaris var L3, mezclando (en peso) 

46,7% de linolénico, 28,2% de ácido palmítico, 22,3% de linoleico, y 2,8% de oleico, 

todos ellos obtenidos de fuentes comerciales (Figura 2.3) (Picó et al. 2017). 

 

Figura 2.3: Composición de los ácidos grasos que componen la mezcla original (rcFFAs) y la mezcla 

modelo (mcFFAs). 

2.8.2.3. Mezcla modelo de FFAs de Scenedesmus sp. 

También se obtuvo una mezcla modelo de FFAs de Scenedesmus sp. con ácidos 

grasos comerciales, a partir de la composición determinada con anterioridad del 

contenido en ácidos grasos de dicha microalga. Esta mezcla consistió en 

52,1% de oleico, 23,57% de palmítico, 12,4% de linoleico, 7,8% de linolénico y 4,1% de 

esteárico (Figura 2.4). 

 

Figura 2.4: Composición de los ácidos grasos que componen la mezcla original (rsFFAs) y la mezcla 

modelo (msFFAs). 
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Además de estos aceites y mezclas de ácidos grasos, se utilizó como modelo 

aceite de oliva virgen extra (Carbonell®) obtenido en un comercio local. 

2.9. Producción de biodiésel 

La producción de biodiésel se realizó de manera paralela a la optimización de 

la extracción de lípidos y a la elección de la microalga a emplear. Por ello, las 

primeras pruebas se realizaron con aceites y FFAs de C. vulgaris, para después 

aplicar las mejores condiciones a los FFAs de Scenedesmus sp. 

En este trabajo se comparó la obtención de biodiésel por catálisis enzimática y 

química. En el laboratorio de la UPV/EHU se empleó catálisis enzimática usando 

mCLEAs de CALB, mientras que en el centro asociado CENER emplearon catálisis 

ácida. Posteriormente, se compararon las conversiones finales y el grado de 

conversión obtenidos de cada ácido graso según cada tipo de catálisis. Por último, 

se puso en relieve las ventajas y desventajas de cada método. 

2.9.1. Catálisis enzimática 

La obtención enzimática de biodiésel está influenciada por diversos 

parámetros, como la temperatura, el uso de un co-disolvente en la reacción, el 

tipo de donador de grupo alquilo y su relación molar, el contenido en agua, el 

modo de agitación de la mezcla de reacción, así como la cantidad de enzima 

(biocatalizador:sustrato, p/p). Por ello, se estudiaron todas estas variables para 

optimizar de la producción de biodiésel. 

2.9.1.1. Reacciones de transesterificación 

Las reacciones de transesterificación se realizaron mezclando aceite crudo de 

microalgas (30 mg, de los cuales el 50%, p/p son lípidos saponificables) con 400 l 
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de 2-propanol en una relación molar (alcohol:aceite) 6:1 estableciada por trabajos 

previos de nuestro laboratorio.  

A la mezcla de reacción se le añadió 100 l de n-hexano, debido a la alta 

viscosidad y a la dificultad para manipular estos aceites. Se eligió este 

co-disolvente, ya que las primeras muestras de aceites proporcionados por los 

centros colaboradores estaban disueltas en n-hexano. 

Las mezclas de reacción se agitaron mecánicamente (en un brazo agitador 

ELMI, Intelli-Mixer RM-2L, Riga, Letonia) a temperaturas entre 30 y 40ºC, 

iniciándose la reacción por la adición de las mCLEAs de CALB (1%, 

biocatalizador:aceite, p/p). Antes de cada reacción, las mCLEAs se lavaron con 

n-hexano. 

La producción de biodiésel (ácidos grasos alquilados, FAAEs) se determinó 

mediante cromatografía en capa delgada (TLC), tomando alícuotas (5 μl) a 

intervalos de tiempo definidos hasta las 42 h de reacción. 

La adición de n-hexano permitió añadir el donador de alquilos en la relación 

molar deseada. Sin embargo, la alta volatilidad del disolvente provocaba errores 

metodológicos. Debido a esto, y con el fin de obtener volúmenes de reacción que 

permitiesen mantener las mCLEAs en suspensión, se sustituyó el n-hexano por el 

propio alcohol, actuando así éste como disolvente y como donador de grupos 

alquilo. Debido a ello, se aumentó la relación molar alcohol:aceite hasta valores 

de 30:1, manteniendo de este modo el mismo exceso con respecto a la relación 

estequiométrica. 

a) Efecto de la temperatura y relación molar 

Antes de abandonar el uso de n-hexano como co-disolvente, se determinó la 

relación molar y la temperatura óptima de la reacción, utilizando aceite de oliva 

como sustrato modelo.  
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La estequiometría de la producción de biodiésel requiere un mínimo de 3 mol 

de donador de grupos alquilo por cada mol de triglicérido, por lo que se decidió 

utilizar múltiplos de esta proporción para estudiar de la relación molar óptima. La 

mezcla de reacción estaba compuesta por aceite de oliva (200 mg) y el donador 

de grupo alquilo (etanol, metanol o 2-propanol) en una relación molar 

(alcohol:aceite) 3:1, 6:1, 9:1 y 12:1. En estas reacciones no era necesario emplear 

n-hexano, ya que la consistencia del aceite era líquida. 

Las reacciones se agitaron mecánicamente a 30 rpm (en un brazo agitador 

ELMI, Intelli-Mixer RM-2L, Riga, Letonia) a temperaturas entre 30 y 60ºC, y se 

iniciaron por adición de 2 mg de mCLEAs de CALB (1%, p/p). Antes de cada reacción, 

las mCLEAs se lavaron con el mismo alcohol con el que iban a incubarse más tarde. 

La producción de biodiésel (ácidos grasos alquilados, FAAEs) se determinó 

mediante HPLC, tomando alícuotas (5 μl) a intervalos de tiempo definidos hasta 

las 24 h de reacción. 

b) Escalado en la producción de biodiésel 

Después de optimizar los factores de la reacción, se realizó el salto de escala a 

5 ml, 50 ml, 100 ml y 500 ml, utilizando aceite de oliva como sustrato modelo. Se 

empleó tanto agitación magnética como orbital. La temperatura se ajustó a 30ºC 

mediante contacto físico en una placa calefactora del equipo Carousel 12 Plus 

(Radleys, Essex, Reino Unido), o mediante una atmósfera atemperada en un 

incubador orbital (Kuhner ISF1-X, Birsfelden, Suiza). 

Durante el escalado se estudió el modo de agitación, la temperatura óptima, la 

cantidad de mCLEAs y la presencia de agua en la mezcla de reacción. Por otra 

parte, se estudió la adición paulatina de metanol a la mezcla de reacción y los 

efectos que el metanol tenía sobre el biocatalizador y sobre la evolución de la 

catálisis. 
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c) Estudio de la cantidad de mCLEAs 

Se estudió la concentración más adecuada de biocatalizador analizando la 

velocidad de conversión, así como la conversión final de reacción, según la 

cantidad de mCLEAs 0,1%, 015%, 0,2%, 0,25% y 0,5% (mCLEAs:aceite, p/p).  

 Se emplearon diferentes cantidades de mCLEAs en relación a la cantidad de 

aceite en la reacción de transesterificación, considerando como catalizador a todo 

el complejo magnético, no sólamente a la lipasa inmovilizada.  

d) Estudio del efecto del metanol  

Una de las estrategias para evitar la inactivación de la lipasa por un exceso de 

metanol es la adición de éste de forma escalonada. Se estudió la evolución de la 

reacción mediante la adición de diferentes proporciones de metanol (6,9%, 13,7% 

y 20,65%, v/v) a las 42 h de reacción. 

También se estudió el efecto del metanol sobre las mCLEAs. Por esto, se incubó 

40 mg de mCLEAs (0,2%, p/p) con diferentes proporciones de metanol (0%, 5%, 

10%,15%, 25%, 50%, 75%, 100%, v/v, con t-butanol) durante diferentes tiempos (0, 15 

y 60 min y 24 h). Tras la preincubación se inició la reacción a 30ºC con agitación 

orbital y empleando aceite de oliva y metanol en una relación molar 

(alcohol:aceite) 6:1, y t-butanol hasta un volumen de 100 ml. 

Por último, se estudió la concentración óptima de metanol en la mezcla de 

reacción. Para ello, se emplearon diferentes proporciones de metanol en 

detrimento de t-butanol desde 0% hasta 55% (v/v) en la mezcla de reacción. La 

reacción se incubó a 30ºC con agitación robital (150 rpm). 

e) Estudio de la presencia de H2O 

En aceites que presentan pequeñas proporciones de agua, la reacción de 

esterificación se ve dificultada. Por ello, se decidió estudiar el efecto que produce 
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la presencia de agua en la reacción y analizar cómo afecta a la conversión final y a 

las mCLEAs. 

Se estudió la conversión en biodiésel de mezclas de reacción que contenían 

diferentes proporciones de agua (0,1%, 0,5%, 1%, 2% y 5%, p/p) y se comparó la 

conversión final con una reacción control, que contenía una presencia minima de 

agua. También se incluyó una reacción en la que se había eliminado toda la 

humedad después de incubar, durante 24 h, todos los componentes de la reacción 

con desecadores moleculares (Molecular Sieves). 

f) Estudio del modo de agitación 

Se comparó la agitación magnética de un equipo Radleys con la agitación 

orbital propia del incubador donde se realizaban las reacciones. Para ello, se 

seleccionó inicialmente una velocidad orbital de 150 rpm, ya que la turbulencia de 

la mezcla se parecía a la conseguida con agitación magnética. 

Posteriormente, se estudió la velocidad orbital óptima desde un sistema poco 

agitado (100 rpm) hasta un sistema con una elevada agitación (250 rpm). La 

mezcla de reacción contenía aceite de oliva, metanol en una relación molar 

(alcohol:aceite) 6:1 y t-butanol hasta un volumen de 50 ml. La incubación se 

mantuvó a 30ºC. 

2.9.1.2. Reacciones de esterificación 

Ante el cambio de sustrato, FFAs en vez de TAGs, fue necesario ajustar algunas 

condiciones de la reacción. La estequiometría de la reacción cambió, ya que para 

esterificar FFAs se necesita un mol de alcohol por mol de ácido graso. Por ello, en 

las reacciones de esterificación se utilizó una relación molar (alcohol:FFAs) 10:1, 

proporcional a la relación 30:1 usada para aceites. 
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a) Efecto de la temperatura 

Se estudió la velocidad de reacción así como la estabilidad del complejo a 

diferentes temperaturas (de 30ºC a 50ºC). Para determinar la temperatura óptima 

de reacción se utilizaron etanol ó 2-propanol como donador de grupo alquilo en 

una relación molar (alcohol:FFAs) 10:1 y una preparación de mcFFAs. La mezcla de 

reacción se incubó a la temperatura deseada y se agitó continuamente por 

agitación mecánica. Se retiraron alícuotas a 1, 3 y 24 h de reacción y se analizó la 

conversión a ésteres mediante HPLC. 

b) Estudio del donador de grupos alquilo 

La reacción de transesterificación enzimática se llevó a cabo usando mCLEAs 

de CALB como catalizador en presencia de varios alcoholes (metanol, etanol y 

2-propanol) como donador de grupos alquilo, en una relación molar 

(alcohol:FFAs) 10:1. La mezcla de reacción se incubó a 30ºC y se agitó 

continuamente por agitación mecánica. Se retiraron alícuotas a 1, 2, 3 y 24 h de 

reacción y se analizó la conversión a ésteres mediante HPLC. Las mCLEAs se 

lavaron con el alcohol correspondiente antes de iniciar la reacción. 

c) Estudio del modo de agitación 

Debido a la inmiscibilidad de los FFAs y el alcohol, se estudió con detalle el 

efecto de la agitación en la mezcla de reacción, ya que, al tratarse de una catálisis 

heterogénea, hay disminuir las limitaciones difusionales en el seno del líquido.  

Se estudió el efecto de una agitación mecánica giratoria (a 30 rpm) en un brazo 

agitador (ELMI, Intelli-Mixer, RM-2L), una agitación mediante ultrasonidos en un 

sonorreactor (Hielscher UTR200, Teltow, Alemania) a 24 kHz de frecuencia y 

100 W de potencia en continuo, y, por último, una agitación magnética en un 

Carousel 12 Plus (Radleys, Essex, Reino Unido). 
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La mezcla de reacción, msFFAs con etanol como donador de grupos alquilo en 

una relación molar (alcohol:FFAs) 10:1, se incubó a 30ºC durante 5 h y se agitó 

según los 3 modos anteriormente mencionados. Se retiraron alícuotas a 5, 15, y 30 

min y 1, 2, 3 y 5 h de reacción y se analizó la conversión a ésteres mediante HPLC. 

Las mCLEAs se lavaron con etanol antes de iniciar la reacción. 

Se analizaron por separado los 3 ácidos grasos/ésteres mayoritarios de 

msFFAs: oleico, linoleico y linolénico, por si hubiera alguna diferencia en la 

velocidad de conversión de cada uno. 

Posteriormente, se estudió el efecto sobre las mCLEAs del uso de ultrasonidos 

durante 1 min antes de iniciar la incubación de la mezcla de reacción. 

d) Estudio de la relación molar alcohol:FFAs 

Se estudió la relación molar alcohol:FFAs, ya que ésta influye en la velocidad de 

reacción así como en la estabilización del complejo. La reacción de los primeros 

aceites se llevó a cabo en una relación 6:1 (alcohol:aceite), debido a que eran las 

mejores condiciones experimentales en estudios anteriores del Grupo. 

Posteriormente, empleando el alcohol tanto como disolvente como donador de 

alquilos, se trabajó con una relación 30:1 (alcohol:aceite) en las reacciones de 

transesterificación de aceites y proporcionalmente 10:1 (alcohol:FFAs) en las 

reacciones de esterificación de FFAs. 

Debido a la presencia de t-butanol como co-disolvente en la mezcla de 

reacción, debía ajustarse la relación entre el alcohol y los FFAs. Para ello, se 

estudió la velocidad inicial de la reacción con etanol y metanol a relaciones 

molares de 0,5:1, 1:1, 3:1 y 6:1 (alcohol:FFAs) utilizando msFFAs como sustrato. 

También se estudió la conversión total al cabo de 24 h en una reacción incubada a 

30ºC y con agitación mecánica (30 rpm). 
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e) Cantidad de mCLEAs 

Otro factor importante en la producción de biodiésel es la cantidad de 

catalizador utilizado. Por ello, se emplearon diferentes cantidades de mCLEAs en 

relación a la cantidad de FFAs en la reacción de esterificación. 

Hasta ahora se había utilizado una concentración de biocatalizador de 

1% (mCLEAs:FFAs, p/p), si bien al realizar el escalado fue necesario reajustar esta 

relación. 

Así se estudió la conversión en biodiésel con diferentes cantidades de 

biocatalizador (0,1%, 0,2%, 0,4%, 0,6%, 0,8% y 1%, p/p) en una mezcla de reacción que 

contenía msFFAs, metanol en una relación molar (alcohol:FFAs) 3:1 y t-butanol 

hasta un volumen de 50 ml. La incubación se mantuvo a 30ºC con agitación 

magnética. 

2.9.2. Catálisis ácida 

En el centro asociado CENER se estudió la conversión a ésteres usando catálisis 

ácida. Para ello, 0,5 g de la biomasa de rcFFAs se depositaron en un matraz 

aforado de 250 ml que contenía 20 ml de cloruro de acetilo:metanol (5:95, v/v). El 

matraz, equipado con un condensador de reflujo, se agitó magnéticamente a 

100ºC durante 1 h. Después de enfriar, se realizaron dos extracciones del biodiésel 

con 5 ml de n-hexano y 10 ml de NaCl (0,5%, p/v). El biodiésel obtenido por catálisis 

química sólo se obtuvo empleando como sustrato preparaciones de rcFFAs y 

rsFFAs, y finalmente se analizó por cromatografía de gases (GC) (Picó et al. 2017). 
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2.10. Estabilidad y reutilización de las mCLEAs 

Se estudió la estabilidad de las mCLEAs de CALB reutilizando el biocatalizador 

en una sucesión de entre 10 y 50 ciclos de reacción, con diferentes modos de 

agitación (mecánica y por ultrasonidos). 

El estudio se realizó con etanol o metanol como donador de grupos alquilo y 

con t-butanol (o sin él) como co-disolvente. En cada ciclo catalítico se determinó 

la conversión final al cabo de 24 h de reacción (para el caso de la agitación 

mecánica), y de 3 h (para la agitación por ultrasonidos). En esta última también se 

estudió la actividad esterasa al finalizar cada ciclo. 

2.10.1. Efecto de los lavados sobre las mCLEAs 

Antes de cada utilización, las mCLEAs se lavaron 3 veces con el disolvente 

utilizado en la mezcla de reacción. Debido a esto, se estudió el efecto de estos 

lavados sobre el biocatalizador. 

Se emplearon como disolvente en la reacción metanol y etanol, así como 

t-butanol. El t-butanol se empleó en la producción de biodiésel debido a que es un 

alcohol terciario que no actúa como donador de grupos alquilo, y, además, no 

afecta a la actividad ni a la estabilidad del biocatalizador (Du et al. 2007; Halim y 

Kamaruddin 2008; Türkan y Kalay 2008). 

Las mCLEAs se lavaron con t-butanol o metanol/etanol antes de su primer uso, 

así como en su reutilización en los consecutivos ciclos catalíticos. Después se 

ensayaron las reacciones de esterificación con msFFAs y con metanol/etanol 

como donador de grupo alquilo en una relación molar (alcohol:FFAs) 10:1. La 

mezcla de reacción se incubó durante 3 h a 30ºC con agitación mecánica. 
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2.10.2. Efecto del alcohol sobre las mCLEAs 

Para determinar si la concentración del alcohol (metanol o etanol) presente en 

la mezcla de reacción afectaba a la agregación de las mCLEAs, se estudió el 

tamaño de los agregados de mCLEAs mediante DLS (Dynamic Light Scattering) en 

un equipo ZetaSizer Nano ZS (Malvern Instruments, Worcestershire, Reino 

Unido).  

Las mCLEAs se incubaron con diferentes diluciones de alcohol (de 0 a 60%, v/v, 

en agua) durante 1 h con agitación mecánica a 30ºC. Después se analizó por DLS la 

distribución de tamaños de los agregados resultantes, utilizando cubetas de 

cuarzo de 4 ml con una concentración de 10 g de mCLEAs por ml de mezcla 

agua/alcohol. 

2.10.3. Estabilidad en disolventes orgánicos 

Las mCLEAs (2 mg) se incubaron durante 48 h en presencia de 1,4 butanodiol, 

n-hexano, 2-butanol, acetona, t-butanol, tolueno, cloroformo, alcohol isoamílico, 

etanol, acetonitrilo, 2-propanol, diclorometano, 2-metil-2-butanol, THF, acetato de 

etilo, etilenglicol, DMSO, DMF o metanol. Se realizó también una incubación con 

PBS como control. 

Después de incubar con los disolventes, el biocatalizador se lavó 3 veces 

durante 10 min con PBS y se determinó espectrofotométricamente la actividad 

esterasa con p-nitrofenil acetato (p-NPA) como sustrato (Gao et al. 2004). 

Por otro lado, se determinó la actividad biosintética siguiendo la conversión de 

ácidos grasos (mcFFAs) en biodiésel, utilizando etanol como donador de grupos 

alquilo en una relación molar (alcohol:FFAs) 10:1. La reacción se mantuvo a 30ºC y 

30 rpm con agitación mecánica. Al cabo de 24 h se estimó la conversión resultante 

mediante HPLC como se indica a continuación. 
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Posteriormente, se eligieron para realizar un estudio más detallado los 

4 disolventes que mejor resultado presentaron en las dos actividades. Para la 

elección del disolvente idóneo en la reacción se compararon sus características 

más importantes para la producción de biodiésel, como su coste económico, 

punto de ebullición, toxicidad y, por último, su viscosidad. 

2.11. Métodos analíticos 

Se determinó la conversión de aceites o FFAs y la producción de ésteres 

alquilados de ácidos grasos (FAAEs) a lo largo del tiempo, tomando alícuotas (5 µl) 

a intervalos definidos. 

2.11.1. Cromatografía líquida de alta resolución (HPLC)  

Las reacciones de conversión a ésteres de las mezclas mcFFAs y msFFAs, así 

como las llevadas a cabo a partir de aceite de oliva (control), se evaluaron por 

cromatografía líquida de alta resolución (High-performance liquid 

chromatography, HPLC) como describen Holčapek et al. (1999). 

 Para ello, se empleó un equipo compuesto por 2 bombas Waters™ 510, un 

inyector automático Waters™ 717, un detector de diodos Waters™ 996, una 

estación de trabajo Waters™ Millenium 2010 v.2.10 (Waters™ Corporation, Milford, 

MA, EEUU) y una columna Tracer Lichrosorb RP18, 250 mm × 4 mm ID, de 10 µm 

de tamaño de partícula y 100 Å de diámetro de poro. 

Para el análisis de las mezclas de FFAs se inyectaron 10 μl por muestra a un 

caudal de 1 ml/min. La bomba A suministraba una mezcla de acetonitrilo:H2O 

(1:1, v/v), y la bomba B metanol puro. Se usó rutinariamente un gradiente lineal de 

20 min, desde 25% A + 75% B hasta 100% B. Los compuestos se detectaron siguiendo 

la absorbancia a 205 nm a temperatura ambiente. El análisis cuantitativo se realizó 
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a partir de una calibración realizada con patrones de los correspondientes FFAs y 

ésteres metílicos/etílicos en concentraciones conocidas. 

Para las muestras de aceite de oliva se inyectaron 10 µl por muestra a un flujo 

de 1 ml/min. La bomba A impulsaba metanol y la B una mezcla binaria de 

2-propanol:n-hexano (5:4, v/v). Se empleó un gradiente lineal desde 100% de A al 

50% A + 50% B en 25 min. Los compuestos se detectaron siguiendo la absorbancia 

a 205 nm. Los patrones de elución de los diferentes componentes se 

corresponden con los ya publicados (Holčapek et al. 1999; Chen y Wu 2003; Türkan 

y Kalay 2006). El análisis cuantitativo se realizó a partir de una calibración con 

patrones de los correspondientes TAGs y ésteres etílicos en concentraciones 

conocidas. 

2.11.2. Cromatografía en capa delgada (TLC) 

El progreso de la reacción de conversión a ésteres de los aceites crudos, 

“Aceite 1”, “Aceite 2”, Aceite 3” y “Aceite 4”, así como las preparaciones de ácidos 

grasos rcFFAs y rsFFAs, se evaluó semicuantitativamente por cromatografía en 

capa delgada (Thin layer chromatography, TLC).  

Las placas revestidas con gel de sílice 60 (Merck, Darmstadt, Alemania) se 

activaron a 100ºC durante 30 min y se cargaron 0,5 μl de muestra en cada calle. La 

fase móvil fue n-hexano:acetato de etilo:ácido acético (90:10:1, v/v/v) (Samukawa 

et al. 2000).  

Después de la separación cromatográfica (aproximadamente 40 min), las 

placas de TLC se secaron a temperatura ambiente y tiñeron por inmersión durante 

1 min en una cubeta con Coomassie Blue R-350 al 0,02% (p/v) en 

metanol:ácido acético:H2O (3:1:6, v/v/v). Diferentes manchas fueron visibles en 

cuestión de segundos y se identificaron de acuerdo con Shah et al. (2004). 
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Posteriormente, la naturaleza química del compuesto responsable de las manchas 

se confirmó por análisis por HPLC. 

2.11.3. Cromatografía de gases (GC) 

El progreso de la reacción de conversión de rcFFAs, mcFFAs, rsFFAs y msFFAs 

se evaluó por cromatografía de gases (Gas chromatography, GC). Las reacciones 

que se analizaron habían sido catalizadas bien enzimáticamente o por catálisis 

ácida. 

A todas las muestras se les añadió heptadecanoato de metilo en n-hexano 

(0,01 g/ml por 2 ml) como patrón interno, antes de la cuantificación de ésteres 

metílicos y etílicos. Para el análisis se empleó un equipo Agilent 7693A con una 

columna capilar DB-23 de 60 m (Agilent 123-2362) a 200ºC bajo condiciones 

isotérmicas. 
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1. INTRODUCCIÓN 

1.1. Nanotecnología 

a nanotecnología es el campo de estudio que diseña y sintetiza 

materiales y dispositivos cuyo tamaño y forma corresponde a la escala 

nanométrica (Farhang 2007). El término fue acuñado por Feynman, en 

diciembre de 1959, durante su conferencia en la reunión de la Sociedad Americana 

de Física al preguntar retóricamente “¿Qué pasaría si pudiéramos organizar los 

átomos uno por uno en la forma que queremos?” (Buzea et al. 2007). Debido a su 

definición la nanotecnología es un campo muy amplio que incluye diferentes 

disciplinas de la Ciencia, desde la Química y Física hasta la Electricidad y Mecánica 

(Saini et al. 2010). 

La nanotecnología es un campo estratégico muy importante de la ciencia y 

tiene un considerable potencial industrial. En los últimos años se ha convertido en 

una herramienta importante en la industria, siendo usada en el desarrollo de 

L 
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nuevos materiales para la aplicación en sectores tan diversos como la agricultura, 

la medicina o el medio ambiente. 

Como se ha indicado anteriormente, la nanotecnología se integra en el mundo 

nanométrico. El nanómetro es la unidad de longitud que representa la mil 

millonésima parte de un metro (10-9 m). Este nivel debe considerarse un estado 

diferente de agregación de la materia, además de los estados sólido, líquido, gas 

y plasma, ya que las nanopartículas de un nanomaterial tienen propiedades físicas 

(ópticas, magnéticas) y mecánicas muy diferentes que el mismo material a 

macroescala (Buzea y Pacheco 2017). La mayoría de las propiedades del tamaño 

nano empiezan a ser aparentes en sistemas menores de 1 m, llegando hasta el 

nivel atómico (0,1 nm) como se muestra en la Figura 3.1. 

 

Figura 3.1: Tamaño de algunos nanomateriales en comparación con componentes biológicos. Se 

muestran los límites del tamaño "nano" y "micro" en una escala logarítmica de longitud. Tomado de 

Buzea et al. (2007). 
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Estos nuevos materiales que produce la nanotecnología, los llamados 

nanomateriales, tienen componentes estructurales menores de 1 m pero, de 

acuerdo con esta definición, la mayoría de los materiales que nos rodean los 

podríamos calificar como nanomateriales. Por ello, la Comisión Europea sugiere 

que un nanomaterial debe ser un material con una composición del 50% o más de 

partículas con un tamaño entre 1 y 100 nm (Unión Europea 2011). 

Los nanomateriales, debido a su tamaño, pueden mostrar propiedades muy 

diferentes a las que exhiben en la macroescala, posibilitando aplicaciones únicas. 

Por ejemplo, sustancias opacas se vuelven transparentes (cobre); materiales 

inertes se transforman en catalizadores (platino); materiales estables se 

transforman en combustibles (aluminio); sólidos se vuelven líquidos a 

temperatura ambiente (oro); aislantes se vuelven conductores (silicona) (Buzea 

et al. 2007). Los nanomateriales pueden subdividirse en nanopartículas, 

nanocapas y nanocompuestos, siendo las nanopartículas objeto de mayores 

estudios debido a la amplia variedad de aplicaciones potenciales en campos tales 

como el biomédico, óptico y electrónico (Taylor et al. 2013). 

1.2. Las nanopartículas 

Las nanopartículas (MNPs) son las partículas que se encuentran entre los 

tamaños de 1 m y 0,2 nm, es decir, son objetos de escala mesoscópica, entre los 

mundos atómico y microscópico (Buzea y Pacheco 2017). La definición de 

nanopartícula varía mucho dependiendo del material o campo donde se aplica. En 

la bibliografía podemos encontrar casos en los que se las denomina como tal, 

cuando el intervalo de tamaños está comprendido entre 1 y 100 nm. Sin embargo, 

en el sentido más estricto, las MNPs son partículas en torno a los 10-20 nm, ya que 

sólo en este tamaño mantienen las propiedades características de la llamada 

escala “nano” (Nogi et al. 2012). 
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Las propiedades del nivel nano, referidas anteriormente, difieren del nivel 

macroscópico debido a que el reducido tamaño provoca que los átomos que 

componen los materiales cambien sus propiedades (Schmid 2011). Al disminuir el 

tamaño, la relación superficie-volumen aumenta y, consecuentemente, también 

aumenta la fracción de átomos que forman la superficie con respecto a los del 

volumen. La gran relación superficie-volumen de las MNPs es el factor clave para 

que aparezcan nuevas propiedades de tipo morfológico, térmico, óptico, 

mecánico y electromagnético (Issa et al. 2013). 

En este trabajo, las propiedades que más interesan son las  electromagnéticas; 

concretamente, que las partículas presenten un comportamiento magnético 

propio del nivel nano, es decir el  superparamagnetismo. 

1.2.1. Superparamagnetismo 

Todo material reacciona en un campo magnético en función de su 

susceptibilidad magnética. Hay varios tipos de interaciones magnéticas, siendo el 

ferromagnetismo, el diamagnetismo y el paramagnetismo las interaciones más 

importantes. 

En materiales ferromagnéticos (como Fe, Ni, Co), la alineación de los espines 

de los electrones ocurre en regiones microscópicas llamadas dominios 

magnéticos, que están separados por los bordes de dominios o paredes. En cada 

dominio, los momentos magnéticos están orientados en una dirección, mientras 

que el alineamiento de los dominios vecinos es, generalmente, anti-paralelo 

(Figura 3.2). Debido a la orientación aleatoria de los momentos magnéticos de los 

dominios, el momento magnético neto del material es nulo. Cuando se aplica un 

campo magnético externo, los dominios del material ferromagnético se alinean a 

lo largo de la dirección del campo magnético aplicado. Al eliminar el campo 

externo queda un momento magnético residual (Buzea y Pacheco 2017). 



1. Introducción 
 

 

87 

 

Figura 3.2: Efecto del magnetismo en los dominios magnéticos. Al ir aumentando el campo magnético, 

van desaparciendo las paredes de los dominios magnéticos hasta que todos los spines quedan orientados 

en un dominio único. Tomado de Cruz-Izquierdo (2013). 

Los materiales diamagnéticos (Cu, Ag, Au y la mayor parte de los demás 

elementos) tienen átomos con electrones sin aparear y muestran un momento 

magnético neto. Su respuesta magnética a un campo magnético externo es muy 

débil, y al eliminarlo no retienen ningún momento magnético (Issa et al. 2013).  

En los materiales paramagnéticos (Gd, Mg, Li, Ta) están ausentes los dominios 

magnéticos. Después de aplicar un campo magnético externo, los átomos se 

alinean a lo largo de la dirección del campo, dando como resultado un momento 

magnético débil. Al eliminar el campo, los materiales paramagnéticos no tienen 

una magnetización remanente (Buzea y Pacheco 2017). 

Las MNPs de compuestos ferromagnéticos muestran respuestas magnéticas 

similares a los materiales paramagnéticos, si el tamaño de la nanopartícula es 

menor que un diámetro crítico de en torno a 10 nm (Figura 3.3). Este fenómeno, 

conocido como superparamagnetismo, se produce porque la formación de las 

paredes llega a ser energéticamente desfavorable y la partícula sólo puede 

soportar un solo dominio magnético (Schmid 2011).  
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Figura 3.3: Magnetización de nanopartículas ferromagnéticas y superparamagnéticas sometidas a 

un campo magnético externo. Tomado de Buzea y Pacheco (2017). 

Como se muestra en la Figura 3.3, cuando una nanopartícula ferromagnética 

se expone a un incremento de campo magnético, los dominios se alinean con el 

campo quedando magnetizada. Pero al retirar dicho campo, la magnetización no 

recupera su valor inicial, quedando magnetizada. Esta irreversibilidad se llama 

histéresis. Por el contrario, al retirar el campo magnético externo a una partícula 

superparamagnética, su magnetización residual es cercana a cero debido a la 

rápida inversión del momento magnético (Kolhatkar et al. 2013). Las 

características magnéticas pueden medirse mediante ciclos de histéresis, en los 

que al material de estudio se aplican campos magnéticos en un sentido y en el 

contrario (Figura 3.4). 

Para ello se comienza aplicando un campo (H) hasta alcanzar la saturación en 

la que todos los spines están orientados (saturación magnética, MS). Esta 

pendiente inicial nos indica la permeabilidad magnética del material. Cuando 

disminuye el campo se alcanza un campo nulo, en el que se mantiene un 

magnetismo residual (remanencia, MR). Cuanto más ferromagnético sea el 
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material, mayor MR. Al campo magnético de sentido contrario necesario para 

anular el magnetismo remanente se le llama campo coercitivo (coercitividad, HC). 

Si se aplica un campo magnético opuesto se vuelven a saturar, pero en esta 

ocasión los spines se orientan en sentido contrario. Si se vuelve a aumentar el 

campo, se reinicia el ciclo (Cruz-Izquierdo 2013). 

 

Figura 3.4: Curvas de histéresis. a) Curva de histéresis de un compuesto ferromagnético. La línea 

punteada muestra la pendiente del primer ciclo. b) Curva de histéresis de un compuesto 

superparamagnético. La MR y HC son prácticamente nulas. Adaptado de  Cruz-Izquierdo (2013). 

1.2.2. Síntesis de MNPs 

Existen innumerables métodos para sintetizar MNPs, pudiendo ser 

procedimientos físicos (Zheng et al. 2006; Nigam et al. 2011), químicos (Zhang et 

al. 2015; Mukherjee y Gupta 2016) o biológicos (Song y Kim 2009; Muela et al. 

2016). 

En este trabajo se ha empleado el método químico por coprecipitación de sales 

de hierro (Massart 1981) para la formación de MNPs de magnetita (Fe3O4). Este 

método es el más usado en biotecnología (Cabrera et al. 2008), ya que reúne las 

condiciones de una fácil obtención de partículas monodispersas del tamaño 
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deseado y una alta reproducibilidad, que permite la posible industrialización del 

método (Jolivet et al. 2008). 

1.2.2.1. Coprecipitación química 

Al sintetizar MNPs por coprecitpitación de sales de hierro se forman 

nanopartículas de óxidos de hierro. Este método es, probablemente, la técnica 

más sencilla, eficiente y barata para obtener MNPs (Vayssieres et al. 1998), pero 

conlleva como significativa desventaja la gran dispersión de tamaños de las MNPs 

obtenidas por el escaso control de la nucleación y crecimiento de la nanopartícula 

durante la síntesis (Barrera et al. 2009).  

Durante la copreciptiación se dan dos procesos: la nucleación, donde se 

forman los centros de cristalización, y el crecimiento de la partícula. Las relaciones 

entre ambos procesos determinan su tamaño y dispersión (Cruz-Izquierdo 2013). 

El tamaño de las MNPs depende de la velocidad de agitación del medio y de la 

rapidez de adición de los reactivos. Por ello, si realizamos una agitación enérgica 

y aumentamos la velocidad de adición de los reactivos, podemos favorecer una 

mayor nucleación y un menor crecimiento de la nanopartícula (Răcuciu 2009). 

En este trabajo, se sintetizaron nanopartículas de magnetita (Fe3O4) mediante 

coprecipitación de sales de hierro, en una relacion Fe3+/Fe2+ de 2:1 (mol:mol). La 

reacción química para la formación de la nanopartícula es la siguiente: 

𝐹𝑒2+ + 𝐹𝑒3+ + + 8𝑂𝐻−  →    𝐹𝑒3𝑂4  +  4𝐻2𝑂 

Para favorecer la precipitación, la reacción química se realizó en un medio no 

oxidante y alcalino, con valores de pH entre 8 y 14. Para obtener un ambiente no 

oxidante se burbujeó el medio con N2 para desplazar el aire. Esto favorece no solo 

el desplazamiento del O2, sino también la disminución del tamaño de partícula 

obtenida (Maity y Agrawal 2007). 
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1.2.2.2. Funcionalización 

La superficie de las MNPs se puede funcionalizar mediante la unión covalente 

de moléculas. La funcionalización tiene una serie de ventajas como, por ejemplo, 

el mantenimiento de la estabilidad de las MNPs, evitando su agregación y 

precipitación. Además, evita la oxidación de la partícula y facilita la unión de otras 

moléculas a las MNPs, como proteínas o material genético (Kumar et al. 2004; 

Laurent et al. 2008; Šulek et al. 2010; Bhari et al. 2016). 

En dispersiones magnéticas las fuerzas de atracción magnéticas, así como las 

fuerzas de interacción superficial, favorecen la agregación. Es por ello que para la 

funcionalización es importante que se utilicen componentes que posean una 

fuerte carga repulsiva, que contrarreste esta agregación. 

 Las fuerzas de interacción de una dispersión magnética con su medio se 

pueden medir a través del llamado potencial Zeta (ξ). Si éste es elevado (ya sea 

positivo o negativo), la suspensión de MNPs es estable y tenderá a una menor 

agregación (Goodarzi et al. 2003; Harris et al. 2003; Kumar et al. 2004). 

Uno de los compuestos más utilizados para funcionalizar MNPs son los 

organosilanos, como por ejemplo aminopropiltrietoxisilano (APTS) (Kralj et al. 

2010; Nikje et al. 2014; Woo et al. 2016). Los organosilanos son moléculas 

bifuncionales que reaccionan en un extremo con los grupos -OH de las MNPs, 

sustituyéndolos por grupos -NH2 (Wang et al. 2008; Cruz-Izquierdo 2013). 

1.3. Inmovilización 

Las MNPs son el soporte nanométrico más empleado en la inmovilización 

debido a sus indudables ventajas. A destacar, la gran capacidad de unión por su 

elevada área específica, la baja resistencia de transferencia (que evita problemas 
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de difusión) y el bajo coste operacional, favorecido por su rápida recolección del 

medio con un imán (Hong et al. 2007; Cruz-Izquierdo 2013). 

Son cuantiosos los trabajos sobre inmovilización de proteínas en MNPs. En 

concreto, la inmovilización de enzimas es una técnica muy utilizada en 

biotecnología debido a los beneficios que conlleva frente al uso del enzima en 

disolución. Algunos ejemplos de enzimas inmovilizados en MNPs son: oxidasas 

(Matijošytė et al. 2010; Razmi y Mohammad-Rezaei 2013), proteasas (Li et al. 2010), 

lipasas (Tudorache et al. 2013; Zhao et al. 2015) y esterasas (Shaw et al. 2006). 

Los enzimas son proteínas que catalizan reacciones químicas al disminuir su 

energía de activación. Gracias a ellos, las reacciones pueden ocurrir a elevada 

velocidad y a temperaturas relativamente bajas. Los enzimas catalizan una gran 

variedad de reacciones con gran eficiencia y alta selectividad. 

A día de hoy, los enzimas se emplean en la industria para obtener diferentes 

productos de interés como alimentos, combustibles y fármacos, entre otros 

muchos. Sin embargo, su empleo a gran escala presenta inconvenientes, como 

son su elevado coste, su fácil inactivación y su difícil recuperación de la mezcla de 

reacción final. 

Consecuentemente, el uso de enzimas inmovilizados puede solventar buena 

parte de estas limitaciones. La inmovilización aumenta significativamente la 

estabilidad del enzima, evitando en cierta medida la inactivación por sustratos o 

productos, así como por el empleo de condiciones extremas de reacción 

(temperatura, pH, disolventes orgánicos…). Por otro lado, la inmovilización 

permite la recuperación del enzima de la mezcla de reacción, posibilitando su 

reutilización y, por lo tanto, la disminución de su coste económico (Sankaran et al. 

2016). 
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Sin embargo, la inmovilización también conlleva una serie de desventajas, 

como son una importante disminución de la actividad del enzima inmovilizado, la 

aparición de problemas difusionales o el aumento del coste del proceso. Además, 

la inmovilización puede provocar que las características catalíticas del enzima se 

modifiquen cambiando, por ejemplo, su especificidad y el pH y la temperatura 

óptimos de reacción. 

Aun así, los beneficios de la inmovilización de enzimas son superiores a las 

desventajas, siendo una técnica rentable a nivel procesal y económico (Brady y 

Jordaan 2009). 

1.3.1. Tipos de inmovilización 

Son numerosas las técnicas que se han desarrollado para inmovilizar enzimas, 

pero se pueden resumir en cuatro tipos: atrapamiento en mallas tridimensionales 

porosas, encapsulación en membranas semipermeables, entrecruzamiento y 

unión a un soporte, ya sea mediante adsorción o mediante enlaces covalentes, 

iónicos o de afinidad (Figura 3.5) (Brady y Jordaan 2009). 

Los métodos de inmovilización también se pueden clasificar según la 

reversibilidad o irreversibilidad de la interacción enzima-soporte (Sankaran et al. 

2016). Cada técnica posee sus ventajas y desventajas, por lo que a la hora de elegir 

una técnica de inmovilización hay que tener en cuenta factores como el tamaño 

de los sustratos y productos, las características cinéticas y estructurales del 

enzima, la toxicidad de los agentes, los costes del método y las propiedades que 

se desean obtener del nuevo catalizador (Cruz-Izquierdo 2013). 

De las técnicas de unión a soporte (Figura 3.5; a) las más empleadas son la 

adsorción y la unión covalente. 
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Figura 3.5: Diferentes técnicas de inmovilización de enzimas. (a) Unión a soporte, (b) Atrapamiento, 

(c) Encapsulación, (d) Entrecruzamiento.Tomado de Sankaran et al. (2016). 

1.3.1.1. Adsorción 

La adsorción es la técnica de inmovilización reversible más antigua y una de las 

más empleadas. El enzima se adsorbe al soporte sólido a través de interacciones 

no covalentes e inespecíficas, tales como fuerzas de van der Waals, interacciones 

hidrofóbicas y sobre todo puentes de hidrógeno. También se puede realizar a 

través de interacciones no covalentes específicas, como las hidrofóbicas, 

electrostáticas o de afinidad (Al-Zuhair et al. 2007). Estas interacciones, al ser 

débiles, apenas causan cambios conformacionales en el enzima, lo que permite 

que retenga buena parte de su actividad. Por el contrario, esta inmovilización es 

muy sensible al pH, temperatura y fuerza iónica (Brady y Jordaan 2009; Poppe et 

al. 2015). 
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1.3.1.2. Unión covalente 

La unión covalente es una técnica de inmovilización irreversible en la cual se 

activan los grupos químicos del soporte permitiendo la unión covalente del 

enzima. Es el método más interesante desde el punto de vista industrial debido a 

la sencilla manipulación de los complejos inmovilizados y a su posible reutilización. 

Además, los enzimas inmovilizados covalentemente son, en general, más 

resistentes a la inactivación por la temperatura, los disolventes orgánicos o el pH. 

Como desventaja, cabe destacar la notable disminución de actividad del 

enzima tras su inmovilización, debido a la alteración de su estructura espacial que 

puede afectar al centro activo. 

Para inmovilizar un enzima se tiene en cuenta la disponibilidad y la 

nucleofilicidad superficial de sus aminoácidos, siendo una buena elección la 

inmovilización a través de los grupos ε-amino de los residuos de lisina. Para la 

inmovilización covalente a través de residuos de lisina, el agente entrecruzante 

más empleado es el glutaraldehído (Barbosa et al. 2012). Este entrecruzante 

bifuncional reacciona con dos grupos amino formando bases de Schiff que son 

relativamente débiles y pueden hidrolizarse (Hermanson 2013). Para evitar la 

hidrólisis, las bases de Schiff se deben reducir con NaBH4 a pH alcalino (Bayliss y 

Adams 1979). 

1.3.1.3. Atrapamiento y encapsulación 

La inmovilización por atrapamiento implica el confinamiento del enzima 

dentro de una matriz polimérica que permite que pasen a través de ella el sustrato 

y los productos mientras que el enzima queda retenido (Figura 3.5; b). Por otra 

parte, en la encapsulación se inmoviliza el enzima dentro de una membrana por la 

cual sólo pueden difundir moléculas pequeñas (Figure 3.5; c).  
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Con estos métodos se consigue un enzima más estable que en la adsorción, 

pero el atrapamiento o encapsulación del enzima provoca problemas derivados 

en la menor transferencia de masa, por la matriz polimérica o por la permeabilidad 

de la membrana de la cápsula (Sankaran et al. 2016). 

1.3.1.4. Entrecruzamiento 

El entrecruzamiento (cross-linking), es un método de inmovilización que ha 

sido muy utilizado en la estabilización de numerosos enzimas (Sheldon 2007). Esta 

técnica está ganando importancia debido a sus ventajas en la reducción de costes 

y a la alta producción (Sangeetha y Abraham 2008).  

El entrecruzamiento consiste en inmovilizar el enzima consigo mismo, 

prescindiendo de cualquier soporte al utilizar moléculas entrecruzantes, bi- o 

multifuncionales. Como resultado se obtienen agregados de enzimas con enlaces 

intermoleculares irreversibles capaces de resistir condiciones extremas de pH y 

temperatura (Cao et al. 2003; Zhao et al. 2015). Con esta técnica se evita utilizar 

soportes sólidos que reducen la actividad específica en un 90% o más (Brady y 

Jordaan 2009). 

Existen diferentes métodos para inmovilizar enzimas sin emplear un soporte, 

siendo el más utilizado la precipitación por disolventes orgánicos y su posterior 

entrecruzamiento con un reactivo bifuncional, como el glutaraldehído.  

Así se obtienen agregados conocidos como CLEAs (Cross-Linked Enzyme 

Aggregates) que son baratos de obtener y permiten gran flexibilidad, pudiendose 

inmovilizar gran cantidad de enzima, o incluso varios enzimas a la vez, creando 

combi-CLEAs muy útiles para reacciones en cascada (Dalal et al. 2007). 

Se han preparado CLEAs de un buen número de enzimas, incluyendo lacasas 

(Matijošytė et al. 2010), anhidrasa carbónica (Bhattacharya y Pletschke 2014) y 

lipasas (Cruz-Izquierdo 2012). Las CLEAs mejoran la estabilidad funcional y 
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operativa del enzima (mayor intervalo de pH óptimo de actividad y 

termoestabilidad) y reducen los problemas de transferencia de masa 

(Bhattacharya y Pletschke 2014). 

Por el contrario, es problemática la recuperación del enzima para su 

reutilización, ya que se recurre a métodos de filtración o centrifugación, que a 

menudo resultan en un aumento del tamaño de las CLEAs y en la formación de 

grandes agregados (clumping), que limitan la transferencia de masa 

(Talebian-Kiakalaieh et al. 2013). 

Para mejorar la actividad del enzima y solventar las desventajas propias de 

utilizar un solo método, se está investigando el efecto de combinar varios 

métodos de inmovilización. Siguiendo esta línea, Kim et al. (2013a) han realizado 

una combinación de adsorción/atrapamiento con entrecruzamiento para la 

inmovilización de una lipasa.  

Por otra parte, en el laboratorio del Grupo se ha desarrollado un biocatalizador 

estable y fácil de recuperar, mediante el entrecruzamiento de MNPs a enzimas 

precipitados entrecruzados entre sí, para obtener CLEAs magnéticas (mCLEAs) 

(Cruz-Izquierdo et al. 2012; 2014; López et al. 2014; Picó et al. 2017). 

Las mCLEA resultantes presentan las principales ventajas tanto de los 

biocatalizadores magnéticos como de las CLEAs convencionales, ya que muestran 

mejor estabilidad térmica y de almacenamiento. Además, las mCLEAs pueden 

reutilizarse fácilmente ya que su recuperación de la mezcla de reacción es sencilla 

empleando un imán, evitando así la centrifugación y filtración, que tantos 

problemas provocan para recuperar las CLEAs no magnéticas convencionales. 

En los últimos años son diversos los enzimas inmovilizados mediante esta 

técnica, siendo algunos ejemplos las lacasas (Kumar et al. 2014; Nguyen et al. 2017) 

o los enzimas lignocelulóticos (Bhattacharya y Pletschke 2014). Uno de los 
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enzimas que más frecuentemente se ha inmovilizado son las lipasas (Cruz-

Izquierdo et al. 2012; Tudorache et al. 2013; Zhang et al. 2015). 

1.4. Las lipasas 

Las lipasas (EC 3.1.1.3.) son enzimas ubicuos producidos por plantas, animales 

y microorganismos. Su función biológica es catalizar la hidrólisis de TAGs a glicerol 

y FFAs. En medios orgánicos pueden catalizar reacciones sintéticas, incluyendo 

interesterificaciones entre TAGs y alcoholes para producir glicerina y ésteres de 

ácidos grasos de cadena larga, es decir, biodiésel (Cruz-Izquierdo et al. 2014). En 

la Figura 3.6. se resumen las reacciones catalizadas por una lipasa. 

 

Figura 3.6: Esquema de las reacciones catalizadas por una lipasa. Tomado de Cruz-Izquierdo (2013). 

Esterificación

Transesterificación

a) Acidólisis

c) Alcohólisis

Aminólisis

b) Interesterificación

Hidrólisis
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Estas reacciones son muy interesantes desde el punto de vista biotecnológico, 

ya que permiten obtener un abanico muy amplio de bioproductos, tales como 

biosurfactantes (López et al. 2014), biocombustibles (Bhattacharya y Pletschke 

2014; Cruz-Izquierdo et al. 2014; Zhang et al. 2015) o fragancias (Pandey et al. 1999), 

entre muchos otros. Sin lugar a dudas, una de las aplicaciones más estudiadas es 

la alcohólisis de aceites para la producción de ésteres de ácidos grasos (biodiésel). 

Muchas de las reacciones que cataliza una lipasa también pueden ser 

catalizadas de forma química. Sin embargo, el uso de lipasas presenta varias 

ventajas frente a la catálisis química, como son las moderadas condiciones de 

temperatura y presión, mayor especificidad y menor toxicidad (Dizge et al. 2009). 

Las lipasas procedentes de bacterias, levaduras y hongos son la fuente 

comúnmente usada en la biocatálisis industrial, ya que son más robustas, más 

fáciles de obtener y más fáciles de recuperar del medio de cultivo (Al‐Zuhair 2007). 

Actualmente, las lipasas más empleadas en síntesis orgánica son la lipasa de 

origen bacteriano Burkholderia cepacia (BCL), la lipasa de Candida rugosa (CRL) y 

la lipasa B de Candida antarctica (CALB) (Sankaran et al. 2016). Esta última lipasa 

es la utilizada en este trabajo. 

1.4.1. Lipasa B de Candida antarctica (CALB) 

CALB posee las características típicas de las lipasas, es decir, una triada 

catalítica compuesta por residuos de serina, aspartato e histidina y un mecanismo 

cinético de hidrólisis ping-pong bi-bi (Malcata et al. 1992). Sin embargo, no posee 

la estructura que hace de tapa del centro activo y la activación interfacial es 

residual y prácticamente indetectable (Martinelle et al. 1995).  

CALB es una lipasa de 33 kDa (40x30x50 Å) muy estable en disolución, siendo 

estable en un intervalo de pH entre 3,5 y 9,5, con un pH óptimo para la catálisis 

de 7 (Figura 3.7). La temperatura de desnaturalización varía entre 50ºC y 60ºC, 
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dependiendo del pH en el que se encuentre, favoreciendo una temperatura de 

desnaturalización más alta un pH más ácido (Anderson et al. 1998). 

 

Figura 3.7: Estructura tridimensional de CALB. En rojo se representan las hélices- y en amarillo las 

hojas plegadas . En verde se representan los lazos que dan flexibilidad a la proteína. Tomado de 

Uppenberg et al. (1995). 

Por otra parte, cuando se inmoviliza CALB su estabilidad aumenta, pudiéndose 

utilizar en medios con disolventes orgánicos y en intervalos de temperatura de 

entre 60-80ºC sin pérdida significativa en la actividad (Heldt-Hansen et al. 1989; 

Arroyo y Sinisterra 1994).  

Se ha inmovilizado CALB a numerosos soportes, destacando entre ellos la 

comercializada por Novozymes como Novozym 435®, en el que la lipasa se ha 

inmovilizado a una resina acrílica. Otros soportes utilizados han sido nanotubos 

de carbono multicapa (Rastian et al. 2016), tela de carbono activada (Naranjo et 

al. 2010), resina acrílica (Ognjanovic et al. 2009) y MNPs magnéticas (López et al. 

2014). 
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Puede que CALB sea una de las lipasas más empleadas en biotecnología para 

la obtención de bioproductos tan dispares como cosméticos, alimentos, 

lubricantes o biocombustibles (Anderson et al. 1998). 
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2. RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

2.1. Caracterización de las nanopartículas 

2.1.1. Caracterización morfológica 

Los difractogramas de rayos X (DRX) muestran que la única fase identificada 

en las MNPs es magnetita Fe3O4 [óxido doble ferroso-férrico Fe2+(Fe3+)2O4], que 

cristaliza en el sistema cúbico (Figura 3.8). 

 

Figura 3.8: Difractogramas obtenidos con rendija automática (ADS) de las MNPs sintetizadas. En 

negro MNPs con grupos -OH y en azul MNPs funcionalizadas con grupos -NH2. En rojo se muestran los 

máximos de difracción correspondientes a la magnetita. 

A partir de la ecuación de Scherrer se determinó el tamaño de cristalito 

Tabla 3.1. Este tamaño se calculó relacionando este valor con el ensanchamiento 

del pico de los máximos de difracción a media altura. El valor del ensanchamiento 

se determinó según la aproximación de Scherrer y según Warren. 
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Tabla 3.1: Tamaño medio del cristalito de las MNPs. Según ensanchamiento de Scherrer y Warren. 

MNPs 
Tamaño (Å) 

(Ensanchamiento de Scherrer) 
Tamaño (Å) 

(Ensanchamiento de Warren) 

MNP-OH 103 Å 93 Å 

MNP-NH2 89 Å 82 Å 

 

Se estimó que el tamaño medio de cristalito fue de 10 nm con pequeñas 

diferencias entre las muestras. Para confirmar estos valores, se comprobó 

mediante microscopia electrónica de transmisión (TEM) el tamaño y la forma de 

las partículas (Figura 3.9). La forma de las MNPs es más o menos esférica y su 

tamaño medio ronda los 10 nm, si bien se aprecia que las MNPs tienden a 

agregarse para formar estructuras de en torno a 80 nm debido a las diversas 

interacciones que actúan entre ellas. 

 

Figura 3.9: Imágenes de microscopía electrónica de transmisión (TEM) de MNPs. Ambas 

microfotografías están tomadas a x400.000 aumentos. (A) MNPs con grupos -OH superficiales. (B) MNPs 

con grupos -NH2 superficiales. 

Para comprobar estos resultados, los agregados de MNPs también se 

analizaron por DLS, obteniéndose resultados de tamaño del agregado superiores 

a 80 nm (Tabla 3.2). 
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Tabla 3.2: Tamaño medio de las MNPs mediante DLS (Dynamic Light Scattering). SD: Desviación 
estándar 

MNPs Tamaño (nm) SD 

MNP-OH 81,23 ±19 

MNP-NH2 112,03 ±20 

 

2.1.2. Caracterización magnética 

Se realizaron curvas de histéresis con los dos tipos de MNPs obtenidos. Los 

resultados muestran un claro comportamiento superparamagnético en ambos 

casos (Figura 3.10). 

 

Figura 3.10: Curvas de histéresis de MNPs. Las curvas de histéresis se realizaron a temperatura 

ambiente (20ºC). En verde se muestran las nanopartículas con grupos -OH, y en amarillo las 

nanopartículas funcionalizadas con grupos -NH2. H: Fuerza del campo magnético medido en Oersted (Oe). 

M: Magnetización medida en unidades electromagnéticas por gramo (emu/g). 
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A partir de las curvas de histéresis se obtuvieron diferentes parámetros 

magnéticos, como la saturación magnética (MS), coercitividad (HC) y remanencia 

(MR) para cada tipo de MNPs sintetizada (Tabla 3.3). 

Tabla 3.3: Parámetros magnéticos de las nanopartículas sintetizadas. 

MNPs MS (emu/g) HC (Oe) MR (emu/g) 

MNP-OH 70,6 0,95 9 

MNP-NH2 61,4 0,55 3,5 

 

Cuando la magnetita es el componente mayoritario presenta una saturación 

magnética (MS) de 89 emu/g a temperatura ambiente. Aunque se ha obtenido una 

saturación magnética de 70 emu/g en las MNPs-OH se puede concluir que, al igual 

que en DRX, el componente mayoritario es magnetita. Esta diferencia de 

saturación magnética (89 frente a 70 emu/g) puede deberse a la diferencia entre 

la magnetita macroscópica y nanoscópica (Maity y Agrawal 2007; Cruz-Izquierdo 

et al. 2014). En las MNPs-NH2 la disminución de la MS es debido a que las MNPs se 

encuentran recubiertas de APTS y, por lo tanto, tienen una mayor cantidad de 

materia orgánica alrededor de la magnetita. 

En cuanto a la coercitividad (HC) y remanencia (MR) se encuentran, en ambos 

casos, muy próximas a cero, lo que indica el claro carácter superparamagnético 

de las MNPs sintetizadas. 

Partiendo de los datos de magnetización, y según la ecuación de Langevin, se 

puede calcular el diámetro promedio de las MNPs. Los resultados muestran una 

media de diámetro de nanopartícula de 8 a 10 nm, y una dispersión elevada de 

±5 nm (Figura 3.11). 
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Figura 3.11: Dispersión de los tamaños de las nanopartículas con grupos -NH2. 

El método de síntesis de MNPs, la coprecipitación química, es responsable de 

la elevada desviación que se produce en el tamaño de nanopartícula. Esto es 

debido a que, durante la síntesis de las MNPs, la nucleación y crecimiento de la 

nanopartícula no están del todo controlados. Aun así, los tamaños de las MNPs se 

encuentran dentro del límite para que las MNPs sean superparamagnéticas. Estos 

datos de tamaño validan, a su vez, las mediciones obtenidas mediante las técnicas 

de TEM y DRX. 

2.1.3. Estabilidad de las MNPs 

La estabilidad que las MNPs presentan en un coloide se evaluó a través del 

potencial Zeta (ξ Los resultados obtenidos (Tabla 3.4) muestran que las MNPs 

tienen carga positiva a pH 7. 

Además, los valores de potencial Zeta (ξ obtenidos nos indican que las MNPs 

se encuentran cerca de la región umbral (±15 mV) entre la agregación y la 

estabilidad (Clogston y Patri 2011), presentando una cierta tendencia a la 

agregación sobre todo las MNPs-OH (+12 mV). Por otra parte, se puede comprobar 
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que la funcionalización con grupos -NH2 evita, en parte, una mayor agregación de 

las MNPs. 

Tabla 3.4: Potencial Zeta (ξ para las MNPs obtenidas. SE: Error estándar 

MNPs Potencial Zeta (mV) SE 

MNP-OH +12,6 ±1,35 

MNP-NH2 +14,8 ±0,32 

 

Las MNPs presentan cierta tendencia a agregarse para formar agregados más 

o menos esféricos de aproximadamente 80 nm de diámetro medio, como se 

aprecia en las microfotografías de TEM (Figura 3.9) y por DLS (Tabla 3.2). Una 

posible causa de esta agregación puede ser las interaciones no magnéticas que 

presentan las MNPs (Goodarzi et al. 2003). Otra posible causa podría ser el hecho 

de que las MNPs presentan un valor de magnetismo residual (MR) que, aunque es 

muy próximo al valor teórico de cero, favorece la consiguiente agregación de las 

MNPs. 

2.2. Caracterización de las mCLEAs 

2.2.1. Estudio de la inmovilización 

Se siguió la obtención de las mCLEAs tomando muestras de la fase líquida en 

cada una de las etapas de la inmovilización. Las muestras se cargaron en geles de 

poliacrilamida al 12% que se analizaron por SDS-PAGE (Figura 3.12). Se inmovilizó el 

100% de la proteína ofrecida (CALB) y no se observó liberación de proteína durante 

el proceso de inmovilización. 
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Figura 3.12: Seguimiento de la inmovilización de la lipasa CALB por SDS-PAGE. M: Marcadores; C: 

Control, CALB 33 kDa; I: Proteína no retenida tras la inmovilización; G1: Primer lavado con PBS; G2: 

Segundo lavado con PBS; G3: Tercer lavado con PBS; B: Proteína no retenida tras el lavado con NaBH4; 

Na: Lavado con NaCl; T: Proteína no retenida tras el lavado con Triton X-100 (1%, v/v). 

2.2.2. Caracterización morfológica 

Una vez obtenido el biocatalizador magnético, el tamaño y la forma de las 

mCLEAs de CALB se examinó mediante microscopía electrónica de barrido (SEM) 

(Figura 3.13).  

 

Figura 3.13: Imágenes SEM de mCLEAs de CALB dispersadas en agua. Las micrografías se tomaron 

a diferente ampliación; (A) x100.000 y (B) x 20.000. 
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Las formas más abundantes eran los agregados discretos de 

aproximadamente 300 nm (Figura 3.13; A), aunque también se pudieron observar 

agregados menores, de alrededor de 100 nm, y mayores, de hasta 

aproximadamente 1 μm (Figura 3.13; B). El tamaño medio del agregado de mCLEAs 

más abundante se confirmó mediante DLS, donde se obtuvo un valor de 293±87 

nm. 

2.2.3. Caracterización magnética 

Se comprobó mediante ciclos de histéresis que las MNPs mantienen las 

características superparamagnéticas tras la inmovilización del enzima, esta vez 

formando parte de las mCLEAs (Figura 3.14). 

 

Figura 3.14: Ciclos de histéresis para MNPs y mCLEAs. Las curvas de histéresis se realizaron a 

temperatura ambiente (20ºC). En verde se muestran las nanopartículas con grupos -OH, en amarillo las 

nanopartículas funcionalizadas con grupos -NH2 y en azul las mCLEAs. 
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Después de la inmovilización, el biocatalizador magnético mantuvo el 

comportamiento superparamagnético de las MNPs si bien, como muestra la 

Figura 3.14, la saturación magnética (MS) de las mCLEAs fue mucho menor 

(36,6 emu/g) que las MNPs desnudas (70 emu/g). Esto puede deberse al hecho de 

que al estar el enzima inmovilizado, la señal de la magnetita sea menor al estar 

más diluída. 

2.2.4. Estabilidad de las MNPs 

Se estudió la estabilidad del biocatalizador magnético en un coloide a través 

del potencial Zeta (ξ El resultado obtenido, +9,71 ±2,33mV, puede justificar que 

las mCLEAs tiendan a agregarse más que las MNPs (Tabla 3.4.). 

2.2.5. Análisis elemental 

El análisis elemental de N, C y H concuerda con lo esperado para las 

nanopartículas desnudas (MNP-OH), funcionalizadas con grupos amino (MNP-

NH2) y entrecruzadas como mCLEAS (Figura 3.15). El porcentaje en N de las 

MNPs-OH fue insignificante, casi en el límite de detección (0,1%). El consiguiente 

aumento de N en las MNPs-NH2 confirma la funcionalización de las nanopartículas 

comparadas con las MNPs-OH. Además, el C muestra un aumento en estas 

nanopartículas, debido probablemente al contenido de C del agente de 

funcionalización (APTS), que tiene una ratio de 3 átomos de C por cada N. El resto 

de componentes que constituyen las MNPs serían Fe y O. En cuanto a las mCLEAs, 

el aumento significativo de todos los elementos, en especial C, nos confirma la 

inmovilización del enzima. 
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Figura 3.15: Análisis elemental de las MNPs y mCLEAs obtenidas. Se analizó la composición en 

Nitrógeno (N), Carbono (C) e Hidrógeno (H). 

2.2.6. Determinación de la actividad enzimática 

2.2.6.1. Actividad esterasa 

Tras obtener las mCLEAs se midió la actividad hidrolítica del biocatalizador 

inmovilizado determinándose en 1,4 U por mg de biocatalizador (peso seco). Por 

el contrario, la lipasa libre mostró una actividad de 17,8 U/mg de proteína de la 

preparación comercial. 

2.2.6.2. Transesterificación de aceites 

De igual manera se comprobó la capacidad del biocatalizador inmovilizado 

para catalizar reacciones de transesterificación mediante la obtención de 

biodiésel a partir de aceite de oliva. Se obtuvo una conversión del 65% tras 20 h de 

reacción a 40ºC, utilizando 2-propanol como donador de grupos alquilo en una 

mezcla de reacción sin disolvente y con agitación constante. 
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2.3. Escalado en la producción de mCLEAs 

Por último, se comprobó que las mCLEAs obtenidas a mayor escala mantenían 

las mismas características que las producidas a menor escala. Se evidenció que se 

mantenían las actividades enzimáticas (esterasa/transesterasa), al igual que las 

características magnéticas, morfológicas y de estabilidad de las mCLEAs, haciendo 

viable la obtención de mCLEAs a mayor escala. 
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1. INTRODUCCIÓN 

esde hace décadas, los combustibles fósiles se han convertido en 

una parte integral de la vida cotidiana. Estos combustibles se 

emplean para producir energía para el transporte y la generación de 

electricidad, siendo estos sectores los que han desempeñado un papel vital en la 

mejora de la calidad de vida humana en las últimas décadas (Lam y Lee 2012).  

Sin embargo, al provenir los combustibles fósiles de fuentes no renovables, su 

disponibilidad es limitada y tienden a agotarse. Además, la quema de 

combustibles fósiles ha planteado numerosos problemas ambientales, incluyendo 

los efectos de los gases de efecto invernadero (GEI), que contribuyen 

significativamente al calentamiento del planeta (Bhattacharya y Pletschke 2014). 

Es por ello que se necesita buscar una fuente de energía renovable que 

estimule un desarrollo energético más sostenible, siendo este logro uno de los 

desafíos clave en este siglo (Lam y Lee 2012). 

D 
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Son diversas las fuentes de energía renovable que están en desarrollo. Por 

ejemplo, en el sector del transporte se está tendiendo a la sustitución gradual de 

los combustibles fósiles por biocombustibles como el biodiésel. Este 

biocombustible se considera una alternativa real, sobre todo a corto plazo, ya que 

se puede utilizar en cualquier motor diésel sin necesidad de modificación (Leung 

et al. 2010). 

1.1. Biodiésel 

El biodiésel es una mezcla de ésteres alquílicos de ácidos grasos de cadena 

larga (FAAEs, Fatty Acid Alkyl Esters) obtenidos a partir de grasa animal, aceite 

vegetal o aceite de microalgas (López et al. 2015).  

Sus propiedades energéticas y características físico-químicas son análogas a las 

que presenta el petrodiésel obtenido a partir de la destilación del petróleo. 

Además, este biocombustible produce menos emisiones de GEI en términos de 

hidrocarburos no quemados, monóxido de carbono y partículas, y presenta un 

menor contenido de azufre que el diésel mineral (Kegl 2008). 

1.1.1. Tipos de biodiésel 

El biodiésel se puede clasificar según el origen de la materia prima empleada, 

pudiéndo usar tanto biomasa comestible como no comestible.  

1.1.1.1. Biodiésel de 1ª generación 

El biodiésel de 1ª generación se obtiene a partir de biomasa comestible como 

el maíz, la caña de azúcar o los aceites de soja, colza u oliva (Mubarak et al. 2015). 

El biodiésel de 1ª generación fue el primero que se desarrolló, si bien en la 

actualidad la industria se inclina hacia su descarte. Esto es debido a que el uso de 

biomasa comestible plantea muchas objeciones desde el ámbito social, ya que 
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interfiere en el mercado de la alimentación, aumentando la demanda y 

encareciendo el precio de los alimentos. 

1.1.1.2. Biodiésel de 2ª generación 

El biodiésel de 2ª generación se obtiene a partir de materias primas no 

comestibles, como por ejemplo Jatropha curcas, Miscanthus spp. o Panicum 

virgatum (Mubarak et al. 2015), así como de aceites de fritura agotados.  

Desafortunadamente, el uso de plantas que producen aceites no comestibles 

conlleva una serie de inconvenientes, como el elevado uso de terreno necesario 

para su cultivo, la deforestación resultante y el elevado gasto de agua. Estos 

problemas hacen que los biocombustibles de segunda generación sean 

insostenibles actualmente (Veillette et al. 2015). 

Además, estos aceites, tanto los provenientes de plantas como los agotados, 

contienen una alta concentración de ácidos grasos libres (FFAs) que requieren 

pasos adicionales de pretratamiento, lo cual acaba provocando un mayor gasto 

energético que se refleja en el coste final del biodiésel. 

1.1.1.3. Biodiésel de 3ª y 4ª generación 

El biodiésel de 3ª generación se obtiene a partir de lípidos que acumulan 

microalgas, macroalgas, hongos o levaduras (Lam y Lee 2012). De igual manera, el 

biodiésel de 4ª generación también se obtiene de estos organismos que han sido 

modificados genéticamente para dotarlos de una mayor capacidad para acumular 

lípidos y, por lo tanto, de una mayor producción de biocombustible (Mubarak et 

al. 2015). 

Una de las fuentes de biocombustibles más estudiada son las microalgas (Lam 

y Lee 2012). La biomasa microalgal tiene un elevado potencial bioenergético y se 

puede emplear para obtener otros biocombustibles, distintos del biodiésel, así 
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como para obtener otros bioproductos de valor añadido, como carotenoides 

(Urreta et al. 2014). 

1.2. Las microalgas 

Las microalgas son microorganismos fotosintéticos microscópicos que se 

encuentran en ambientes marinos y dulceacuícolas (Brennan y Owende 2010). 

Tienen gran potencial para fijar CO2 atmosférico, pudiendo incorporar 

1,83 toneladas de CO2 por tonelada de biomasa microalgal (Mubarak et al. 2015). 

Se las considera buenas candidatas para la producción de biocombustibles 

debido a su alta acumulación de lípidos, los cuales pueden ser convertidos, 

posteriormente, en biodiésel. Además, las microalgas presentan una mayor 

eficiencia fotosintética, una mayor producción de biomasa y una tasa de 

crecimiento más rápida que otras fuentes alternativas, como las plantas (Miao y 

Wu 2006; Praveenkumar et al. 2014).  

En este trabajo se han seleccionado dos microalgas, Chlorella vulgaris var L3 y 

Scenedesmus sp. (Figura 4.1), por la elevada cantidad de lípidos que almacenan y 

por ser habitualmente utilizadas para obtener biodiésel (Lam y Lee 2012; Mubarak 

et al. 2015; Lemões et al. 2016).  

Para obtener biodiésel a partir de biomasa microalgal se tienen que abordar 

una serie de etapas, como son su cultivo, cosecha y secado de la biomasa 

microalgal, extracción de lípidos y, finalmente, conversión de los lípidos en 

biodiésel. 
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Figura 4.1: Fotografías de las microalgas empleadas en este trabajo para obtener biodiésel. 

A: Chlorella vulagris var L3. B: Scenedesmus sp. Fotografías obtenidas por el centro asociado NEIKER. 

1.2.1. Cultivo 

En general, las microalgas pueden cultivarse usando tres métodos energéticos 

distintos: fototrópico, heterotrófico y mixotrófico.  

Los cultivos fototrópicos utilizan luz como fuente de energía y CO2 como 

fuente inorgánica de carbono, mientras que los heterotróficos son 

independientes de la luz y utilizan algún substrato orgánico (por ejemplo glucosa, 

acetato, glicerol…) como fuente de energía y carbono (Mata et al. 2010). En el 

cultivo mixotrófico, las microalgas crecen ya sea por vía fototrófica o 

heterotrófica, dependiendo de la concentración de la fuente de carbono orgánico 

y de la intensidad de la luz empleada (Mata et al. 2010).  

Hasta ahora, sólo el método fototrófico ha sido técnica y económicamente 

viable para cultivar microalgas a escala comercial en un ambiente exterior donde 

la luz solar es abundante (Lam y Lee 2012). Además, un cultivo fototrófico tienen 

la ventaja de usar las microalgas como sumidero de carbono, al poder utilizar CO2 

de los gases de combustión como fuente de carbono.  
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Una estrategia muy utilizada para aumentar el contenido de lípidos de la 

biomasa microalgal consiste en someter los cultivos a deficiencia nitrogenada 

(Ikaran et al. 2015). En escasez de nitrógeno muchas microalgas son capaces de 

dirigir sus vías metabólicas hacia la acumulación de grandes cantidades de lípidos, 

principalmente triglicéridos (TAGs), que son los más adecuados para obtener 

biodiésel (Breuer et al. 2012).  

1.2.2. Cosecha y secado 

El proceso de cosecha y extracción supone hasta el 60% del coste total de la 

producción de biodiésel (Mata et al. 2010), por lo que es de vital importancia 

reducirlo a través de una serie de avances técnicos. 

En cuanto a la cosecha, no existe un método universal para recolectar 

microalgas, ya que depende de factores como el género de la microalga 

empleada, la densidad celular y el volumen de cultivo a cosechar. Los métodos de 

recolección más comunes son la sedimentación, centrifugación y filtración. 

También se están investigando nuevos procesos como la flotación (Hanotu et al. 

2012), separación magnética (Toh et al. 2012), ultrasonidos o electrólisis (Kim et al. 

2013b). 

A diferencia de otras fuentes, la biomasa microalgal requiere un secado previo 

para la producción de biocombustibles, ya que la presencia de agua puede afectar 

a los posteriores procesos de extracción y obtención de biodiésel (Lam y Lee 

2012). El secado de biomasa microalgal requiere un gran gasto energético, por lo 

que se tiende a usar métodos de extracción que permitan emplear biomasa 

húmeda, con lo que se puede conseguir una reducción del coste energético de 

hasta el 25% (Mubarak et al. 2015). 
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1.2.3. Extracción lipídica 

Para la extracción de los lípidos microalgales se suelen utilizar diversos 

procedimientos clasificándose en físicos o químicos (Halim et al. 2012). Hasta la 

fecha no se ha desarrollado un proceso estándar de extracción, utilizándose los 

métodos anteriores, solos o en combinación (Hita Peña et al. 2015). 

1.2.3.1. Extracción física 

Los métodos físicos más empleados son la extracción por presión mecánica, 

ultrasonidos y microondas (Mubarak et al. 2015).  

Estos procesos son lentos y con baja eficiencia. Además, algunos de ellos, 

como la ultrasonación, conllevan un alto gasto energético. En otros casos, como 

la presión mecánica, se necesita gran cantidad de biomasa microalgal para su 

funcionamiento (Mubarak et al. 2015). 

1.2.3.2. Extracción química 

Los métodos químicos son, generalmente, más baratos y rápidos que los 

mecánicos, y utilizan disolventes orgánicos para extraer los lípidos. La extracción 

Soxhlet, la extracción subcrítica y la extracción mediante fluidos supercríticos, son 

las técnicas extractivas más comunes. Las dos primeras extracciones se han 

empleado en este trabajo. 

a) Extracción Soxhlet 

Este método químico utiliza disolventes orgánicos apolares, como n-hexano, 

benceno, tolueno o cloroformo, y disolventes polares, como metanol, acetona, 

acetato de etilo y etanol. La mezcla binaria cloroformo:metanol (1:2, v/v) es la más 

utilizada, ya que se obtienen grandes rendimientos en tiempos cortos (Folch et al. 

1957). El mecanismo general de extracción de lípidos mediante disolventes 

orgánicos se muestra en la Figura 4.2. 
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Figura 4.2: Esquema del mecanismo de extracción de lípidos mediante disolventes orgánicos. 

A: Mecanismo de extracción de un disolvente orgánico apolar. B: Mecanismo de extracción de una mezcla 

de disolventes polar/apolar. Mecanismo de extracción: 1) Penetración del disolvente orgánico a través de 

la membrana celular. 2) Interacción del disolvente con los lípidos. 3) Formación del complejo 

disolvente-lípido. 4) Difusión del complejo a través de la membrana celular. 5) Difusión del complejo 

disolvente-lípido a través de la película de disolvente orgánico. Adaptado de Halim et al. (2012). 

Esta técnica presenta una alta eficiencia siendo simple y barata. Sin embargo, 

los disolventes empleados son tóxicos y perjudiciales para el medio ambiente 

(Mubarak et al. 2015). Además, el empleo de ciertos disolventes en la extracción 

puede impedir dar otro uso a la biomasa deslipilizada, como por ejemplo la 

obtención de biogás. 

b) Extracción subcrítica 

Aunque las técnicas de extracción con disolventes son, generalmente, más 

baratas y fáciles de ejecutar, la necesidad de emplear disolventes tóxicos y los 

tiempos de extracción largos son los principales inconvenientes. Con el fin de 
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minimizar estos inconvenientes, se ha descrito la extracción subcrítica como un 

método con buen rendimiento (Herrero et al. 2005; Chen et al. 2011a; Pieber et al. 

2012).  

Esta técnica utiliza disolventes a temperaturas entre 50 y 200ºC, y presiones 

entre 10 y 15 MPa, para garantizar que el disolvente permanezca siempre en 

estado líquido y para conseguir una extracción elevada y rápida (Mubarak et al. 

2015). Esta extracción tiene un elevado coste energético y sólo se ha aplicado a 

escala de laboratorio (Halim et al. 2012). 

c) Extracción por fluidos supercríticos 

La extracción con fluidos supercríticos evita el uso de disolventes tóxicos al 

utilizar CO2 gas como disolvente. Con este método se obtienen buenos resultados 

y se puede procesar biomasa microalgal húmeda, lo que conlleva una importante 

reducción de costes. Sin embargo, su mayor desventaja radica en que esta 

tecnología es todavía demasiada costosa y difícil de operar a gran escala (Sathish 

y Sims 2012). 

1.2.3.3. Saponificación directa 

Una alternativa a la extracción de TAGs es la extracción de FFAs de la biomasa 

microalgal por medio de una saponificación directa. Esta extracción permite 

obtener FFAs saponificados con sales de potasio o sodio en lugar de TAGs (Medina 

et al. 1995; González et al. 1998; Hita Peña et al. 2015).  

La saponificación directa es más rápida y barata que la extracción tradicional 

de TAGs, aunque se requieren condiciones de operación más drásticas (Grima et 

al. 1994). La extracción de FFAs se realiza en tres pasos: i) saponificación directa 

de la biomasa húmeda, seguida de ii) la extracción de componentes 

insaponificables y, finalmente, iii) la extracción de FFAs purificados (Grima et al. 

1994).  
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Aunque el alto contenido en agua de la biomasa húmeda de microalgas 

(aproximadamente el 80%, p/p) afecta al rendimiento de saponificación, es 

preferible utilizar biomasa húmeda en lugar de seca, porque su secado implica 

altos costes tanto en equipos como en energía (Hita Peña et al. 2015). 

1.3. Obtención de biodiésel 

Para utilizar los lípidos microalgales como biocombustible éstos han de 

experimentar antes una última transformación (Fukuda et al. 2001; Knothe 2006; 

Singh y Singh 2010). Existen diferentes tipos de modificación, tales como dilución, 

craqueo térmico (pirólisis), transesterificación y microemulsificación. De todos 

ellos, la transesterificación es el mejor método para obtener biodiésel (Balat y 

Balat 2010; Brennan y Owende 2010; Talebian-Kiakalaieh et al. 2013). 

Es necesaria la transesterificación de los TAGs o la esterificación de los FFAs 

que componen el aceite para obtener biodiésel. En la trans/esterificación, también 

conocida como alcohólisis, los TAGs y FFAs que componen el aceite se convierten 

en ésteres alquilados de ácido graso. La reacción se lleva a cabo en presencia de 

alcoholes de cadena corta, tales como metanol o etanol, y un catalizador 

(Figura 4.3) (Lam et al. 2010).  

El catalizador de la reacción puede ser de origen biológico (un enzima) o 

químico, es decir, un ácido o una base. Según el tipo de catalizador empleado se 

distinguen dos tipos de catálisis: química y enzimática. 
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Figura 4.3: Esquema de la reacción de trans/esterificación de un aceite/FFAs para producir 

biodiésel. La estequiometría de la reacción de transesterificación requiere un mínimo de 3 mol de alcohol 

por cada mol de triglicérido para la obtención de 3 mol de ésteres y 1 mol de glicerol. En la reacción no se 

muestran los derivados intermedios: diacilglicéridos y monoacilglicéridos. En cambio, la reacción de 

esterificación requiere un mol de alcohol por cada mol de FFAs. 

1.3.1. Catálisis química 

El método tradicional para producir biodiésel es mediante catálisis química. 

Para ello, se puede emplear un ácido (como el sulfúrico) o un compuesto alcalino 

(como hidróxido de sodio), como catalizador de la reacción de 

trans/esterificación. Ambos métodos presentan ventajas e incovenientes. 

1.3.1.1. Catálisis alcalina 

En la actualidad, el método químico más empleado es la transesterificación 

catalizada por un álcali (generalmente KOH y NaOH), ya que es una reacción muy 

rápida, y transcurre a una temperatura relativamente baja (entre 60 y 70ºC) y tiene 
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mayor capacidad de conversión en biodiésel, en comparación con el proceso 

catalizado por un ácido (Shahid y Jamal 2011; Sankaran et al. 2016).  

Sin embargo, existen limitaciones en la utilización del método alcalino ya que, 

por ejemplo, la presencia de agua y FFAs en la muestra origina la formación de 

jabones por saponificación de los TAGs. Estos jabones reducen la eficiencia 

catalítica, incrementan la viscosidad, forman geles y dificultan tanto la eliminación 

del glicerol como la recuperación y purificación del biodiésel (Robles-Medina et al. 

2009; Lam et al. 2010). 

1.3.1.2. Catálisis ácida 

Para la catálisis ácida se utilizan, generalmente, ácido sulfúrico, fosfórico, 

clorhídrico y ácidos orgánicos sulfónicos. La catálisis ácida permite utilizar aceites 

con alto contenido de FFAs y agua, pero la reacción es unas 4000 veces más lenta 

que la catálisis alcalina.  

Este tipo de catálisis requiere emplear temperaturas entre 90-120ºC y mucha 

más cantidad de catalizador, del orden de 30 mol de catalizador por cada mol de 

aceite (Vyas et al. 2010). Además, origina que los equipos se dañen por la corrosión 

provocada por los catalizadores, que se traduce en un mayor coste y gasto 

energético en la producción de biodiésel. 

1.3.2. Catálisis enzimática 

La catálisis enzimática es más específica y requiere condiciones más suaves de 

reacción, con un consiguiente menor gasto energético (Zhao et al. 2015; Soler et 

al. 2016) 

Por otra parte, la producción enzimática de biodiésel permite la fácil 

recuperación del glicerol, sin necesidad de purificar el producto y evitando la 

producción de residuos químicos. Además, el proceso enzimático tolera la 
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presencia de agua y de FFAs y aumenta el rendimiento de conversión en biodiésel 

evitando la formación de jabones (Dizge et al. 2009).  

Asimismo, la biocatálisis de la reacción tiene un menor coste económico por la 

posible reutilización del biocatalizador y por el menor número de pasos 

requeridos hasta la obtención de los productos finales, siendo éstos de mayor 

pureza (Sankaran et al. 2016).  

Estas ventajas sugieren que la producción de biodiésel catalizada por enzimas 

tiene un alto potencial por ser un proceso más ecológico y una alternativa 

prometedora al proceso químico. Sin embargo, el uso de enzimas en la industria 

está limitado ya que todavía quedan por resolver muchos inconvenientes, como 

los altos costes del enzima, su inactivación por disolventes y la lenta velocidad de 

reacción (Bajaj et al. 2010; Cesarini et al. 2013). 

Para evitar la inactivación enzimática y aumentar la vida media del enzima se 

puede inmovilizar a diferentes soportes (véase Capítulo III de esta Memoria). 

En este trabajo la lipasa B de Candida antarctica (CALB) se ha inmovilizado entre 

sí mediante entrecruzado de agregados de enzima (Cross-Linked Enzyme 

Aggregates, CLEAs) y, a su vez, con nanopartículas magnéticas funcionalizadas 

con grupos -NH2. Este biocatalizador magnético resultante tiene los beneficios de 

las CLEAs, entre los que destaca una mayor estabilidad. Además, gracias a su 

carácter magnético, permite una recuperación rápida del mismo de la mezcla de 

reacción y su posible reutilización, rebajando considerablemente los costes de 

producción de biodiésel. 

1.4. Optimización de las condiciones de la reacción 

Se han publicado numerosos artículos sobre la optimización del proceso de 

trans/esterificación con diversas lipasas si bien, las condiciones operativas 
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óptimas varían dependiendo del tipo de lipasa y de la técnica de inmovilización 

(Zhao et al. 2015).  

En la obtención enzimática de biodiésel se han de tener en cuenta varios 

factores para la trans/esterificación de los lípidos, como son el tipo de donador de 

grupos alquilo, la proporción del mismo, el uso o no de un co-disolvente en la 

reacción, la agitación de la reacción, la temperatura, la cantidad de agua presente 

en la mezcla de reacción y la cantidad de enzima (Zhao et al. 2015; Sankaran et al. 

2016). 

1.4.1. Temperatura 

La temperatura de incubación es un factor importante en la velocidad de la 

reacción. En la producción enzimática de biodiésel se trabaja desde 25ºC (López 

et al. 2015) hasta 50ºC (Modi et al. 2007; Royon et al. 2007). 

La lipasa CALB se ha utilizado para catalizar reacciones a temperaturas desde 

30ºC hasta 60ºC (Uppenberg et al. 1995), pero se ha de emplear una en la que su 

actividad y reutilización no se vean comprometidas en los sucesivos ciclos 

catalíticos. 

1.4.2. Tipo de donador alquilo y proporción del mismo 

Se han utilizado varios alcoholes de cadena corta como donadores de grupo 

alquilo, incluyendo metanol, etanol, 2-propanol, n-butanol e isobutanol (Singh et 

al. 2013). Sin embargo, el metanol es el donador alquilo más utilizado para la 

producir biodiésel debido a su bajo precio. Además, algunos acetatos de alquilo 

de cadena corta, tales como acetato de metilo y acetato de etilo, se han empleado 

también como donador de grupos alquilo (Jeong y Park 2010). 

La mayor velocidad de reacción se obtiene cuando se usa metanol. El aumento 

de la concentración del donador alquilo generalmente aumenta la velocidad de 
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reacción y la conversión final de aceite en biodiésel. Aunque, teóricamente, se 

necesitan 3 mol de alcohol para convertir completamente 1 mol de TAGs (relación 

molar 3:1), en la práctica se utiliza un exceso de alcohol (normalmente 6:1) ya que 

la transesterificación es una reacción reversible (Lotti et al. 2015; Zhao et al. 2015).  

Sin embargo, altas concentraciones de alcohol (especialmente metanol), 

reducen significativamente la actividad de las lipasas. En este sentido Chen y Wu 

(2003) demostraron que la inactivación por alcohol se reduce según se aumenta 

el número de carbonos del alcohol, aunque cada lipasa tiene preferencia por un 

tipo de alcohol. En concreto CALB soluble es muy sensible al metanol siendo 

rápidamente inhibida a relaciones molares mayores que 1:1 (Shimada et al. 1999). 

Para evitar este efecto negativo del alcohol, existen varias estrategias como la 

adición escalonada de metanol (Bonet-Ragel et al. 2015; Canet et al. 2017), la 

presencia de un co-disolvente que reduzca la concentración del alcohol en la 

mezcla de reacción (Zheng et al. 2009; Charpe y Rathod 2011; Rastian et al. 2016; 

Mehrasbi et al. 2017) o la utilización de lipasas modificadas genéticamente para 

que sean menos sensibles a altas concentraciones de alcohol (Park et al. 2012; 

Korman et al. 2013). 

También se podrían sustituir los donadores alquilo de cadena corta por otros 

que no inactiven la lipasa, pero el elevado precio de estos últimos y la falta de 

beneficios adicionales hace que el etanol y metanol sean las únicas opciones 

viables desde el punto de vista económico y de disponibilidad (Lotti et al. 2015). 

1.4.3. Tipos de co-disolvente 

La reacción de transesterificación se puede llevar a cabo en disolventes 

orgánicos o en sistemas sin disolventes. La presencia de un disolvente en la 

mezcla de reacción disminuye la viscosidad del aceite y favorece la interacción 
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entre el sustrato y el centro activo de la lipasa al mejorar la transferencia de masa 

(Sankaran et al. 2016). 

Se tiende a utilizar disolventes orgánicos hidrofóbicos, ya que permiten 

obtener mejores resultados al favorecer la agregación de las moléculas de agua 

presentes en la mezcla en torno al enzima mejorando su actividad (Fjerbaek et al. 

2009). Sin embargo, con algunos disolventes hidrófilos, como el 1, 4-dioxano y 

t-butanol, se obtienen altos rendimientos de transesterificación, al reducir estos 

disolventes la viscosidad del aceite y disolver subproductos perjudiciales para la 

lipasa (Lotti et al. 2015). 

Por el contrario, la adición de un co-disolvente en la reacción dificulta la 

extracción del biodiésel tras la catálisis, siendo necesarios otros mecanismos de 

extracción que conllevan un mayor coste energético (Sankaran et al. 2016). 

A pesar del mayor coste energético que supone la utilización de un 

co-disolvente en la mezcla de reacción, se puede rentabilizar su uso ya que la 

velocidad de reacción es mucho mayor. Además, el co-disolvente es capaz de 

disolver el glicerol que se forma como subproducto y que puede afectar al enzima 

inmovilizado. El efecto del glicerol se debe a que es un compuesto muy hidrofílico 

e insoluble en aceite, por lo que puede adsorberse fácilmente en la superficie de 

las lipasas inmovilizadas (Du et al. 2007). 

1.4.4. Modo de agitación 

La transferencia de masa es un factor clave en la producción de biodiésel. Para 

evitar limitaciones en la transferencia de masa, se requiere de una adecuada 

agitación (Sankaran et al. 2016).  

Hay algunos métodos de agitación, como el magnético, que puede acabar 

dañando al enzima o al soporte de inmovilización debido al contacto del imán con 

el biocatalizador, provocando con ello una pérdida de conversión (Itabaiana Jr. et 
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al. 2013). Sin embargo, otros métodos como la agitación mecánica o la irradiación 

con ultrasonidos mejoran el rendimiento de obtención de biodiésel. 

El uso de ultrasonidos en la producción de biodiésel presenta ventajas sobre 

otros métodos de agitación. La energía de los ultrasonidos mejora la transferencia 

de masa entre los reactivos inmiscibles por cavitación ultrasónica (Veljković et al. 

2012), siendo esta última el crecimiento y el colapso implosivo de las burbujas 

(cavidades) en un líquido irradiado con ultrasonidos. Cuando las ondas 

ultrasónicas pasan a través del líquido forman burbujas, llenas de solvente y gases 

disueltos, que crecen y colapsan. El colapso de las burbujas de cavitación da lugar 

a la formación de pequeños remolinos que aumentan la transferencia de masa y 

calor en la mezcla de reacción (Veljković et al. 2012). 

La aplicación de ultrasonidos a la mezcla de reacción mejora muchos factores 

de la reacción, como el tiempo necesario para la obtención de biodiésel, la 

temperatura de reacción, la eficiencia, etc. Además, el uso de ultrasonidos 

permite reducir el coste para producir biodiésel, ya que con este método de 

agitación se requiere una menor cantidad de catalizador (Stavarache et al. 2005) 

y se puede ahorrar hasta la mitad de energía que se consume en la agitación 

mecánica (Ji et al. 2006; Chand et al. 2010).  

Aunque los ultrasonidos pueden ser beneficiosos a corto plazo, cuando se 

emplean en sucesivos ciclos catalíticos acaban afectando al enzima, provocando 

la pérdida de actividad y un descenso de conversión (Islam et al. 2014). Los 

ultrasonidos actúan sobre el enzima provocando cambios conformacionales en su 

estructura secundaria (Zhang et al. 2014) y, en el caso de enzimas inmovilizados, 

los ultrasonidos pueden afectar la estabilidad de los enlaces entre el soporte y el 

enzima provocando su rotura (Waghmare et al. 2015; Subhedar y Gogate 2016; 

Santin et al. 2017). 
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La utilización de ultrasonidos como método de agitación requiere ser 

estudiado con mayor detalle, en especial en lo relativo al diseño de nuevos 

reactores para mejorar la producción de biodiésel. 

Aunque estos son los factores más importantes en la producción de biodiésel, 

hay que tener en cuenta otra serie de factores como la presencia de fosfolípidos 

en el aceite, la acidez del mismo, o la presencia de trazas de disolventes 

empleados en procesos anteriores, como en la extracción del aceite, entre otros. 
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2. RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

Tras la obtención de mCLEAs de CALB, se empleó el biocatalizador magnético 

para producir biodiésel. Se optimizó su obtención a la vez que se hizo lo propio en 

el método de cultivo, la elección de la microalga (Chlorella vulgaris var L3 o 

Scenedesmus sp.), así como en el método para la extracción de los lípidos 

microalgales.  

Como sustratos de las reacciones de trans/esterificación se utilizaron tanto 

aceites como ácidos grasos libres (FFAs). Se estudiaron los principales factores 

que afectan a la producción de biodiésel, como la temperatura de reacción, el tipo 

de donador de grupos alquilo, la proporción del mismo, así como el modo de 

agitación de la mezcla de reacción, el efecto de disolventes sobre las mCLEAs y su 

uso en la mezcla de reacción.  

La cantidad del biocatalizador en proporción al sustrato (aceite o FFAs) se fijó 

inicialmente en 1% (mCLEAs:sustrato, p/p) para todas las reacciones. 

2.1. Cultivo y caracterización de las microalgas 

Según los resultados proporcionados por CENER, la mezcla total de lípidos 

extraída de biomasa de C. vulgaris contenía TAGs, fosfolípidos y glucolípidos, que 

representaban aproximadamente el 22% (p/p) de la biomasa seca. Sin embargo, 

sólo algunos de los lípidos totales se pueden convertir en biodiésel. La 

composición lipídica de C. vulgaris var L3 varió considerablemente en función de 

si la microalga había sido sometida o no a deficiencia de nitrógeno. En células 

deficientes en nitrógeno los lípidos totales suponían hasta el 25,5% (p/p) 

incrementándose notablemente la composición de TAGs, desde un 7% hasta un 

18,5% (p/p) del contenido total de la biomasa (Figura 4.4).  
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En cuanto a Scenedesmus sp., la cantidad de lípidos totales almacenados fue 

sensiblemente mayor en ambas condiciones nutricionales de cultivo, alcanzando 

un 36,5% (p/p) en biomasa sometida a deficiencia de nitrógeno. En cultivos 

deficientes en nitrógeno muchas microalgas son capaces de dirigir sus vías 

metabólicas hacia la acumulación de lípidos de reserva (TAGs), que son los más 

adecuados para obtener biodiésel (Breuer et al. 2012). 

 

Figura 4.4: Contenido lipídico de la biomasa de C. vulgaris y Scenedesmus sp. en cultivos 

sometidos o no a deficiencia de N. Se indica el porcentaje de TAGs y otros lípidos (glucolípidos, 

fosfolípidos...) presentes en el contenido de lípidos totales (%, peso seco). 

La deficiencia nitrogenada causaba en las microalgas cambios relevantes en su 

composición química, como una disminución en el contenido de proteína y 

clorofila (Ikaran et al. 2015) y un aumento progresivo en el de lípidos, 

específicamente TAGs. En cuanto a la composición de FFAs, los resultados 

variavan dependiendo del modo de cultivo de la microalga. Como han indicado 

Ikaran et al. (2015), la deficiencia de nitrógeno en cultivo de C. vulgaris var L3 

modifica significativamente la composición de FFAs, apreciándose un notable 

aumento de los ácidos grasos saturados (C 16:0) y monoinsaturados (C 18:1) en 
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detrimento de los poliinsaturados (Polyunsaturated Fatty Acids, PUFAs), como, 

por ejemplo, C 18:2, C 18:3, C 16:3 y C 16:4 (Figura 4.5) (Picó et al. 2017). 

 

Figura 4.5: Composición de ácidos grasos de los lípidos de C. vulgaris var L3 cultivada en 

suficiencia y deficiencia de nitrógeno. 

Por otra parte, Scenedesmus sp. presentó una respuesta similar al cultivo en 

deficiencia de nitrógeno, aumentando los ácidos grasos saturados (C 16:0 y C 18:0) 

y monoinsaturados (C 18:1) en detrimento de los PUFAs (C 18:3 y C 16:4) 

(Figura 4.6).  

 

Figura 4.6: Composición de ácidos grasos de los lípidos de Scenedesmus sp. cultivada en 

suficiencia y deficiencia de nitrógeno. 

Comparando la composición de FFAs de las dos microalgas se observa que, 

aunque presentan ácidos grasos parecidos, el porcentaje de cada uno de ellos 

difiere, siendo mayoritario el oleico (C 18:1) en Scenedesmus sp., mientras que C. 

vulgaris tiene una mayor proporción de linoleico (C 18:2). 
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2.2. Extracción lipídica 

Los aceites microalgales se han considerado una fuente novedosa y 

prometedora para producir biocombustibles (Mubarak et al. 2015). Sin embargo, 

la viabilidad económica de la producción de biodiésel a partir de estos aceites 

depende principalmente del coste energético necesario para el procesado de la 

biomasa y la extracción de lípidos (Kim et al. 2013a). Uno de los principales 

problemas es la dificultad para extraer lípidos saponificables (que sean capaces 

de convertirse en biodiésel), sin extraer los lípidos estructurales insaponificables. 

Por lo tanto, encontrar el método más eficiente y las condiciones óptimas para 

extraer los lípidos microalgales adecuados son cuestiones importantes para 

reducir los costes de producción de biodiésel (Mubarak et al. 2015). 

2.2.1. Extracción Soxhlet 

Inicialmente, en el centro asociado CENER se extrajo de la biomasa seca de 

C. vulgaris un 2,2% (p/p) de lípidos con n-hexano, en los que los TAGS 

representando el 58% en peso, es decir, el 1,2% de la biomasa total. Sin embargo, 

se estimó que en la biomasa micoralgal era de un 10,78% en peso de TAGs según 

Lepage y Roy (1984). 

Debido a los resultados obtenidos, se realizó una segunda extracción con 

cloroformo:metanol (2:1, v/v), en vez de n-hexano, obteniéndose así un 10,39% 

(p/p) de lípidos totales. Tras la extracción, la biomasa todavía presentaba color, 

indicando que la extracción era incompleta. Por este motivo se realizó una tercera 

extracción con cloroformo:metanol, extrayéndose un 8,69% en peso adicional de 

lípidos totales. 

La extracción Soxhlet se optimizó antes de proceder a la extracción de lípidos 

con mayor cantidad de biomasa. Este método sirvió de referencia inicial para 

determinar el contenido de lípidos en muestras pequeñas, pero parece un método 
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poco fiable para extraer grandes cantidades de biomasa. Se concluyó que la mejor 

extracción, a partir de 7,5 g de biomasa seca, se conseguía utilizando 100 ml de 

cloroformo:metanol, (2:1, v/v), durante 8 h (Picó et al. 2017). 

2.2.2. Extracción en matraz agitado 

Las condiciones anteriormente determinadas se usaron para extraer mayores 

cantidades de biomasa seca en un matraz con agitación magnética. Utilizando 

estas condiciones, la mayor parte de los lípidos se obtenían en la primera 

extracción con cloroformo:metanol (22,99% en peso de lípidos y 12,22% en peso de 

TAG). Los lípidos obtenidos en la segunda extracción no superaban el 2% en peso 

y mostraban menor contenido de TAGs (0,55% en peso), siendo su perfil de FFAs 

algo diferente al obtenido en la primera extracción. 

2.2.3. Extracción con H2O subcrítica 

El centro asociado TECNALIA desarrolló un proceso de extracción diferente 

usando agua subcrítica (a 60 bares y 200ºC). Los resultados de extracción fueron 

bastante pobres, alcanzando como máximo un 6,7% (p/p) de lípidos totales de la 

biomasa, de los cuales solo el 1,1% fueron TAGs. 

2.2.4. Extracción por saponificación 

Al extraer biomasa de C. vulgaris por saponificación, se obtuvo un 34,7% en 

peso de lípidos totales, que representaban el 95,95% en peso de FFAs en biomasa 

(Picó et al. 2017). 

Ante estos buenos resultados, se empleó este método para extraer biomasa 

de Scenedesmus sp. obteniendo valores similares: 36,3% para lípidos totales y un 

92,1% en peso para FFAs. 
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La saponificación presenta una serie de ventajas frente a los anteriores 

métodos de extracción: 

I. La evidente mejora de los rendimientos de extracción, pudiéndose 

extraer FFAs incluso de lípidos insaponificables. 

II. El menor gasto energético, al poder usar biomasa húmeda en vez 

de seca, ya que su secado supone el 25% del gasto energético en la 

producción de biodiésel (Yoo et al. 2012). 

III. El uso de disolventes menos tóxicos y más respetuosos con el 

medio ambiente. 

IV. La separación de la fracción insaponificable de una manera fácil, 

permitiendo la posterior extracción, a partir de estos residuos 

insaponificables, de carotenos, esteroles, tocoferol, etc.) como 

otros bioproductos de valor añadido. 

V. La obtención de una muestra más pura en FFAs para producir 

biodiésel.  

 

Teniendo en cuenta los resultados obtenidos (Tabla 4.1), se fijó la 

saponificación como el método más adecuado para extraer lípidos de biomasa 

húmeda y para su posterior conversión en biodiésel. Esta extracción se empleó 

posteriormente para extraer lípidos de la biomasa de Scenedesmus sp. 
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Tabla 4.1: Resumen de los métodos utilizados para la extracción de lípidos de la biomasa de 

C. vulgaris var L3. Se muestran los disolventes empleados y el tiempo de extracción necesario, así como 

los rendimientos en porcentaje (p/p de la biomasa total) de lípidos y TAGs. 

Método de extracción Disolvente 
Tiempo 

(h) 
Lípidos 

(%) 
TAGs (%) 

Soxhlet 

n-Hexano 14 2,2 1,2 

Cloroformo:metanol  
(2:1, v/v) 

15 10,39 -- 

Cloroformo:metanol  
(2:1, v/v) 

15 8,69 -- 

 44 h 21,28% 10,6% 

Matraz agitado 

Cloroformo:metanol  
(2:1, v/v) 

0,5 23 12,22 

Cloroformo:metanol  
(2:1, v/v) 

0,5 2 0,55 

 1 h 25% 12,8% 

H2O subcrítica 
Agua subcrítica  

(60 bares a 225ºC) 
1 h 6,7% 1,1% 

Saponificación Etanol y KOH 3 h 34,7% 96% 

2.3. Producción de biodiésel 

2.3.1. Aceites 

2.3.1.1. Aceite 1 

La consistencia casi sólida dificultaba el manejo del aceite crudo, así como el 

control exacto de algunos parámetros de la reacción, como la relación molar 

aceite:alcohol. Además, la consistencia del aceite también dificultaba el posterior 

análisis del biodiésel obtenido. Ambos problemas se solventaron, en parte, 

añadiendo un disolvente a la mezcla de reacción (n-hexano) y siguiendo el 

progreso de la misma por análisis semicuantitativo en TLC. 

Después de 42 h de reacción a 40ºC, y utilizando 2-propanol como donador de 

grupos alquilo, el análisis por TLC mostró que la mayoría de TAGs se convirtieron 

en biodiésel (FAAEs) (Figura 4.7). 
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Figura 4.7: Seguimiento por TLC de la conversión en biodiésel de “Aceite 1” a diferentes tiempos 

de reacción. La muestra de “Aceite 1” 30 mg, (0,87 mmol), disuelto en 100 l de n-hexano y 400 l 

(5,2 mmol) de 2-propanol, se incubó a 40°C con un 1% (p/p) de mCLEAs durante los tiempos indicados. 

Posteriormente, se analizaron las muestras de la reacción en placas de gel de sílice, que se revelaron con 

Azul de Coomassie.C: Pigmentos amarillentos (carotenoides), FAAEs: Ácidos grasos alquilados 

(biodiésel), TAGs: Triglicéridos, DG: Diglicéridos, MG: Monoglicéridos, FFAs: Ácidos grasos libres, 

G: Pigmentos verdosos (clorofilas). 

2.3.1.2. Aceite 2 

El “Aceite 2” se obtuvo a partir de biomasa de C. vulgaris, utilizando la misma 

extracción que en el caso del “Aceite 1”. Sin embargo, el método de extracción 

difirió, en que se realizó en un matraz agitado magnéticamente, permitiendo una 

mejor extracción de los lípidos en un menor tiempo. Pese a esto, el “Aceite 2” 

también presentaba consistencia sólida por la presencia de pigmentos 

(carotenoides, clorofilas...) y lípidos no saponificables. El material no saponificable 

representaba el 50% (p/p) de la biomasa extraída.  
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Como muestra la Figura 4.8, los resultados obtenidos fueron semejantes a los 

obtenidos con el “Aceite 1”, y al cabo de 42 h la conversión de TAGs en biodiésel 

fue casi completa. 

 

Figura 4.8: Seguimiento por TLC de la conversión enzimática en biodiésel de “Aceite 2”. (A) Muestra 

de “Aceite 2” (30 mg) y (B) aceite de oliva (15 mg) (control). Los aceites se disolvieron en 100 ul de 

n-hexano y 400 ul (5,2 mmol) de 2-propanol, se incubaron a 40°C con 1%, (p/p) de mCLEAs durante 42 h. 

C: Pigmentos amarillentos (carotenoides), FAAEs: Ácidos grasos alquilados (biodiésel), TAGs: 

Triglicéridos, DG: Diglicéridos, MG: Monoglicéridos, FFAs: Ácidos grasos libres, G: Pigmentos verdosos 

(clorofilas). 

La presencia de lípidos no saponificables, en concreto fosfolípidos, no solo 

afecta a la consistencia del aceite y a su manipulación, sino que puede afectar a la 

actividad enzimática (Watanabe et al. 2002; Sankaran et al. 2016). Tanto con el 

“Aceite 1” como con el “Aceite 2” no se detectó, en principio, un descenso de 

actividad, ya sea por la robustez del biocatalizador o porque la muestra no 

presentaba una alta concentración de fosfolípidos que disminuyesen la actividad 

del enzima. 



IV. Obtención de biodiésel 
 

 

144 

2.3.1.3. Relación molar 

Debido a la problemática con los aceites de C. vulgaris anteriormente descrita, 

se decidió optimizar la reacción utilizando aceite de oliva como sustrato modelo. 

La relación molar de alcohol en proporción al aceite es un parámetro 

importante en la reacción de producción de biodiésel, ya que la velocidad de la 

misma depende de la concentración de alcohol. Elevadas concentraciones de 

alcohol no siempre conllevan un aumento de la velocidad de reacción, incluso 

pueden llegar a inhibir el enzima. 

Se siguió la conversión en biodiésel del aceite de oliva al cabo de 24 h en una 

reacción en la que, además, se comparó la respuesta de las mCLEAs a la presencia 

de dos alcoholes primarios (etanol y metanol) y uno secundario (2-propanol) 

(Figura 4.9). 

 

Figura 4.9: Efecto de la relación molar en la conversión de biodiésel.  El aceite de oliva (200 mg) se 

incubó a 30°C con 2 mg de mCLEAs (1%, p/p) durante 24 h en presencia de metanol, etanol o 2-propanol 

a las proporciones indicadas (alcohol:aceite). Se determinó la conversión mediante HPLC. 
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En las reacciones en las que se utilizó 2-propanol como donador de alquilo, no 

se apreció ningún aumento significativo de conversión a partir de la proporción 

6:1 (alcohol:aceite), manteniéndose constante para proporciones mayores. De 

igual manera, las reacciones en las que se emplearon alcoholes primarios como 

donador de grupos alquilo alcanzaron su valor máximo en la proporción 6:1, pero 

a mayor proporción se apreció una clara disminución de la conversión. 

 Esta disminución puede deberse a que se ha superado el límite de solubilidad 

del alcohol en la mezcla de reacción, provocando la aparición de burbujas de 

alcohol puro, que acaban inhibiendo la actividad enzimática (Lam et al. 2010; 

Rodrigues et al. 2010; Kulschewski et al. 2013; Lotti et al. 2015). 

2.3.1.4. Estudio de la temperatura 

Uno de los factores que mayor gasto energético requiere en la obtención de 

biodiésel es la temperatura a la que se realiza la transformación del aceite en 

biodiésel. Por ello, se determinó la temperatura óptima de la reacción. 

Para ello, se seleccionaron 4 temperaturas que abarcaban el intervalo al que se 

puede trabajar con CALB (Uppenberg et al. 1995), desde 30ºC hasta 60ºC. Se 

empleó como sustrato aceite de oliva y 2-propanol como donador de grupos 

alquilo en una relación molar (alcohol:aceite) 6:1 (Figura 4.10). 

La mayor producción de biodiésel se alcanzó al cabo de 24 h a 50ºC, si bien 

fueron cercanos los valores a las demás temperaturas. En estudios previos 

realizados en este Grupo (Cruz-Izquierdo et al. 2014), se observó que la estabilidad 

del biocatalizador se veía comprometida a temperaturas altas (50 y 60ºC), 

observándose una caída de la conversión en sucesivos ciclos de reacción. Por ello, 

y teniendo en cuenta otros factores (como la velocidad de reacción y el coste que 

supone mantener una reacción a una temperatura alta), se concluyó que era 

conveniente realizar las reacciones a 30ºC, pues a esta temperatura se alcanzaba 
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un aceptable grado de conversión, a velocidad razonable y con bajo coste 

energético. 

 

Figura 4.10: Conversión en biodiésel de aceite de oliva a 24 h a diferentes temperaturas de reacción. 

La mezcla de reacción contenía aceite de oliva, 200 mg (0,23 mmol) y 106,15 µl (1,39 mmol) de 2-propanol 

(proporción 6:1, alcohol:aceite). Se incubó a 30, 40, 50 y 60ºC con 2 mg de mCLEAs (1%, p/p) durante 

24 h. Posteriormente, se analizaron muestras de la reacción mediante HPLC. 

2.3.1.5. Aceite 3 

Para un mejor estudio de la reacción, se decidió sustituir el aceite de oliva por 

un aceite modelo que simulase el aceite de C. vulgaris. Por ello, se diseñó el 

“Aceite 3” mezclando aceites de palma (80% v/v), soja (10% v/v) y oliva (10% v/v). 

La alta volatilidad del n-hexano provocó errores metodológicos, por lo que se 

sustituyó este co-disolvente por el mismo alcohol utilizado en la reacción. Por lo 

tanto, a partir de ahora el alcohol tiene una doble función; actuar como 

co-disolvente y, simultáneamente, ejercer de donador de grupos alquilo. La 

utilización de alcohol como disolvente obligó a modificar la relación molar 

alcohol:aceite, siendo a partir de ahora 30:1 (alcohol:aceite) en las reacciones de 

transesterificación de aceites. 
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Se analizó la utilidad del “Aceite 3” siguiendo la reacción por TLC. La mezcla de 

reacción estaba compuesta por “Aceite 3” y etanol en una relación molar 30:1 

(alcohol:aceite), incubándose a 30ºC con agitación mecánica en un brazo giratorio 

durante 24 h (Figura 4.11). 

 

Figura 4.11: Seguimiento por TLC de la conversión en biodiésel del “Aceite 3”. Muestra de “Aceite 3” 

(200 mg) y etanol en una proporción molar (30:1, alcohol:aceite), se incubaron a 30°C con 2 mg de 

mCLEAs durante 24 h. Posteriormente, se analizaron muestras de la reacción en placas de gel de sílice, 

que se revelaron con Azul de Coomassie. FAAEs: Ácidos grasos alquilados (biodiésel), TAGs: 

Triglicéridos, DG: Diglicéridos, MG: Monoglicéridos, FFAs: Ácidos grasos libres, G: Pigmentos verdosos 

(clorofilas). 

Se obtuvieron resultados satisfactorios, y en apenas 24 h se alcanzó una 

elevada conversión de TAGs y FFAs en biodiésel. A pesar de la elevada proporción 

alcohol:aceite empleada no se apreció un descenso en la actividad enzimática. 
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2.3.1.6. Aceite 4 

Por otro lado, se empleó un método diferente para extraer los lípidos 

utilizando agua subcrítica, es decir, agua a alta temperatura y presión (a partir de 

175ºC y 60 bares). 

Se estudiaron diferentes temperaturas y tiempos de extracción que dieron 

lugar a 3 muestras con consistencia sólida debido a su alto contenido de lípidos 

no saponificables. Al igual que ocurría con los aceites extraídos con disolventes 

orgánicos (“Aceite 1” y “Aceite 2”), la consistencia sólida del aceite originaba el 

difícil control de las variables de la reacción de transesterificación. 

La muestra 1 de “Aceite 4” había sido extraída a 175ºC durante 60 min, mientras 

que las 2 y 3 habían sido extraídas a 225ºC durante 60 y 90 min, respectivamente. 

Cada muestra se mezcló con etanol en una relación molar (alcohol:aceite) 30:1, 

incubándose con 2 mg de mCLEAs a 30ºC durante 24 h (Figura 4.12). 

 

Figura 4.12: Conversión en biodiésel del “Aceite 4”. R1: 75 mg de la muestra 1, siendo C1 el control 

sin mCLEAs, y 1 la muestra de reacción. R2: 68 mg de la muestra 2, siendo C2 el control sin mCLEAs y 2 

la muestra de reacción. R3: 57 mg de la muestra 3, siendo C3 el control sin mCLEAs y 3 la muestra de 

reacción. Se emplearon 2 mg de mCLEAs con etanol en una relación molar (alcohol:aceite) 30:1, a 30ºC 

durante 24 h. FAEEs: Ésteres etílicos de ácidos grasos (biodiésel), FFAs: Ácidos grasos libres. 
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Apenas se observó una aparición mínima de biodiésel en la placa de TLC tras 

24 h de reacción. Además, no se detectó la presencia de TAGs en la muestra 

original, pero sí de FFAs. La observada falta de actividad del biocatalizador podría 

deberse a la presencia de alguna traza de los disolventes utilizados en la 

extracción, o al bajo contenido de lípidos saponificables de la muestra. 

 

Los métodos de extracción de lípidos microalgales estudiados hasta ahora 

conllevan una serie de problemas con el aceite resultante: 

I. La consistencia sólida del aceite dificultaba su manejo y el control 

preciso de variables en la conversión enzimática.  

II. La viscosidad de los aceites dificultaba la catálisis alcalina realizada 

por el centro asociado CENER, que se traducía en una baja 

conversión, haciendo inviable esta vía de obtención de biodiésel. 

III. La utilización de disolventes tóxicos (n-hexano, cloroformo…) 

para extraer los lípidos impedía el aprovechamiento de la biomasa 

deslipilizada para otros usos como la producción de biogás. 

Por todo ello, se modificó el método de extracción por una saponificación que 

permitiera la obtención de un producto más puro, admitiendo, además, el posible 

empleo de la biomasa deslipidizada para otros usos (Picó et al. 2017). Este nuevo 

método de extracción conlleva la obtención de FFAs en vez de aceite 

(triglicéridos). 

La lipasa CALB es capaz de catalizar reacciones tanto de transesterificación 

como de esterificación, por lo que este cambio de sustrato no influyó en la 

obtención de biodiésel. Sin embargo, la catálisis alcalina tuvo que sustituirse por 

una catálisis ácida, ya que la primera no admite muestras con alto contenido en 

FFAs. 
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2.3.2. Ácidos grasos 

2.3.2.1. FFAs de Chlorella vulgaris 

Ante el cambio de sustrato lipídico empleado se necesitó modificar algunos 

parámetros de la reacción, como la estequiometría de la producción de biodiésel. 

Esto se debe a que para producir biodiésel a partir de FFAs se requiere un mínimo 

de 1 mol de donador de alquilo por cada mol de ácido graso, en vez de la relación 

molar (alcohol:aceite) 3:1 usada cuando se emplea aceite como sustrato. Se 

modificó el papel del alcohol en la mezcla de reacción, siendo ahora donador de 

alquilos y disolvente, por lo que la relación molar (alcohol:FFAs) se modificó a 10:1. 

Se estudió la conversión del nuevo sustrato en una mezcla de reacción que 

contenía FFAs y etanol ó 2-propanol en una relación molar (alcohol:FFAs) de 10:1, 

incubándose a 30ºC con agitación mecánica durante 10 h (Figura 4.13). 

 

Figura 4.13: Conversión en biodiésel de muestras de FFAs de C. vulgaris. Mezcla de reacción: FFAs 

(136 mg) con alcohol, relación molar (alcohol:FFAs) 10:1 y 1% mCLEAs (p/p), incubado a 30ºC durante 

10 h. O: Control sin mCLEAs; 1: Muestra de reacción con 2-propanol; 2: Muestra de reacción con etanol. 

FAPEs: Ésteres propilicos de ácidos grasos (biodiésel), FAEEs: Ésteres etílicos de ácidos grasos 

(biodiésel), FFAs: Ácidos grasos libres, C: Pigmentos verdes (clorofilas). 
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Como muestra, ya sea utilizando etanol ó 2-propanol como donador de grupos 

alquilo. Aunque la conversión fue notable, todavía quedaba sin transformar una 

cantidad apreciable de FFAs. Hay que señalar que esta reacción transcurrió sólo 

durante 10 h, y no durante las 24 h habituales en estudios previos. 

2.3.2.2. FFAs modelo de C. vulgaris (mcFFAs) 

Ante la necesidad de esterificar una mayor cantidad de lípidos se diseñó una 

mezcla modelo de ácidos grasos comerciales (mcFFAs) que se parecía a la de 

ácidos grasos obtenidos a partir de C. vulgaris (rcFFAs). Se validó dicha mezcla 

comparando los resultados obtenidos con ella con los obtenidos con la mezcla 

real de ácidos grasos (Figura 4.14).  

Las condiciones empleadas para la reacción de esterificación catalizada por 

mCLEAs fueron a 30ºC, durante 24 h, utilizando etanol como donador de alquilo. 

Los resultados se analizaron por TLC y GC, calculando por este último método 

conversiones en biodiésel del 74,15% y 70,37%, para mcFFAs y rcFFAs, 

respectivamente. 

Como muestra la Figura 4.14, y a tenor de los resultados de GC, se concluyó que 

la mezcla modelo (mcFFAs) reproduce con exactitud la mezcla real (rcFFAs), 

siendo su empleo como sustrato adecuado para futuros ensayos. 
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Figura 4.14: Conversión en biodiésel de muestras de mcFFAs y rcFFAs. Las incubaciones se 

realizaron a 30ºC durante 24 h con 1% mCLEAs (p/p) y con etanol como donador a una relación molar 

(alcohol:FFAs) 10:1. FAEEs: Ésteres etílicos de ácidos grasos (biodiésel), FFAs: Ácidos grasos libres. 

2.3.2.3. Estudio de la temperatura 

Se realizó un estudio detallado de la temperatura óptima de reacción, aunque 

ya se habían obtenido resultados preliminares con los aceites. Para el ensayo se 

utilizó como sustrato la mezcla de ácidos grasos modelo (mcFFAs), y etanol 

(Figura 4.15; A) o 2-propanol (Figura 4.15; B) como donador de grupos alquilo. 

Después de 3 h de reacción a 30ºC, se observó una conversión del 87% con 

etanol, mientras que con 2-propanol fue más baja (aproximadamente 59%). Las 

reacciones con 2-propanol mostraron, en todos los tiempos y temperaturas, una 

menor conversión que con etanol. En las reacciones en las que se empleó etanol 

como donador se notaron diferencias entre las temperaturas a tiempos cortos, 

pero la conversión se había igualado a las 3 h. Por esto, se fijó 30ºC como 

temperatura óptima para futuros ensayos, ya que a esa temperatura se alcanzaba 
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una alta conversión de biodiésel a bajo coste energético y empleando tiempos 

moderadamente cortos (3 h). 

 

Figura 4.15: Efecto de la temperatura en la conversión en biodiésel de una mezcla de FFAs modelo 

(mcFFAs). La preparación de mFFAs se incubó en presencia de etanol (A) o 2-propanol (B), durante 1, 3 

y 24 h a las temperaturas indicadas. La reacción se inició al añadir 1% mCLEAs (p/p) y la conversión en 

biodiésel se determinó por HPLC. 

2.3.2.4. Estudio del donador de grupos alquilo 

Se utilizan diversos alcoholes como donantes de alquilo para obtener 

biodiésel, desde alcoholes primarios (etanol o metanol) hasta secundarios 

(2-propanol o butanol). En la catálisis química se tiende a utilizar alcoholes 

primarios debido a su menor coste económico, pero en la conversión enzimática 
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se evita su uso ya que son inhibidores de la actividad enzimática. La lipasa CALB 

puede utilizar gran variedad de alcoholes, incluso primarios, si bien la 

concentración ha de ser moderada para que la actividad enzimática no se vea 

comprometida. 

Se estudió el efecto de los alcoholes primarios metanol y etanol, y del 

secundario 2-propanol como donadores de grupos alquilo en las reacciones de 

esterificación (Figura 4.16). 

 

Figura 4.16: Efecto del alcohol en la conversión de mcFFAs en biodiésel. La preparación de mcFFAs 

se incubó a 30ºC durante 24 h en presencia de metanol, etanol o 2-propanol. La reacción se inició por 

adición de 1% mCLEAs (p/p). Alícuotas de las muestras se retiraron a los tiempos indicados y la conversión 

se determinó por HPLC. 

Aunque la tasa de conversión con etanol en las primeras 3 h fue mayor que con 

metanol, se obtuvo valores similares al cabo de 24 h de reacción (78±0,5%). Sin 

embargo, se midió una conversión a tiempos iniciales y finales más baja con 

2-propanol (68%). Por estas razones, el 2-propanol se descartó como donador de 

grupo alquilo y no se volvió a usar en los siguientes experimentos. 
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2.3.2.5. FFAs de Scenedesmus sp. 

Ajustados algunas condiciones de la extracción y reacción, se decidió estudiar 

otra microalga que, en un principio, presentaba mejores perspectivas en cuanto a 

almacenamiento de lípidos se refiere. Se realizó la extracción de lípidos según el 

método de saponificación anteriormente validado para C. vulgaris. 

La biomasa extraida se esterificó mediante mCLEAs de CALB, empleando 

etanol como donador de grupos y disolvente, y agitando las muestras 

mecánicamente (Figura 4.17). 

 

Figura 4.17: Conversión en biodiésel de muestras de rsFFAs de Scenedesmus sp. Mezcla de 

reacción: FFAs (155 mg) con etanol, relación molar (alcohol:FFAs) 10:1 y 1% mCLEAs (p/p), incubado a 

30ºC durante 24 h. C: Control sin mCLEAs; 1: Muestra de reacción con etanol como donador de grupos 

alquilo y disolvente. FAEEs: Ésteres etílicos de ácidos grasos (biodiésel), FFAs: Ácidos grasos libres. 

Tras 24 h de reacción a 30ºC se consiguió una elevada conversión de FFAs en 

biodiésel, siendo casi indetectable los FFAs remanentes. 

Al igual que con C. vulgaris, se diseñó una mezcla modelo de FFAs similar a la 

extraída de Scenedesmus sp. Se comprobó la validez de esta nueva mezcla, 
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denominada msFFAs, comparando las conversiones en biodiésel con la original 

(rsFFAs). Los resultados se muestran en la Figura 4.18. 

 

Figura 4.18: Conversión en biodiésel de muestras de msFFAs y rsFFAs. Las incubaciones se 

realizaron a 30ºC durante 24 h con 1% mCLEAs (p/p) y con etanol como donador de alquilo en una relación 

molar (alcohol:FFAs) 10:1. FAEEs: Ésteres etílicos de ácidos grasos (biodiésel), FFAs: Ácidos grasos 

libres. 

En la conversión a biodiésel analizada por TLC se aprecia un comportamiento 

similar de las dos mezclas. Las reacciones también fueron analizadas por GC, 

obteniendo valores del 98,5% de conversión de FFAs en ésteres para la mezcla 

modelo (msFFAs), y del 96,1% para la muestra original (rsFFAs). Con estos 

resultados, se concluyó que la mezcla modelo (msFFAs) reproduce con exactitud 

la mezcla real de FFAs (rcFFAs), siendo la msFFAs un sustrato válido para futuros 

ensayos. 
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2.3.2.6. Estudio de la agitación 

Debido a la inmiscibilidad de los FFAs y el alcohol, se estudió con detalle el 

efecto de la agitación en la mezcla de reacción. La mezcla estaba compuesta por 

msFFAs y etanol como donador de grupos alquilo en una relación molar 

(alcohol:FFAs) 10:1. Se agitó la mezcla mediante ultrasonidos en un sonorreactor, 

mecánicamente en un brazo giratorio o bien magnéticamente en un equipo 

Radleys (Figura 4.19). De igual manera, se analizaron por separado los 3 ácidos 

grasos/ésteres mayoritarios de msFFAs (oleico, linoleico y linolénico), por si 

hubiera alguna diferencia significativa en la velocidad de conversión de cada uno 

de ellos por separado (Figura 4.20). 

 

Figura 4.19: Efecto de la agitación en la conversión en biodiésel de msFFAs. La preparación de 

msFFAs se incubó a 30ºC durante 5 h en presencia de etanol con agitación mecánica, magnética y por 

ultrasonidos. La reacción se inició por la adición de 1% mCLEAs (p/p). Alícuotas de las muestras se 

retiraron a los tiempos indicados y la conversión se determinó por HPLC. 

Aunque se obtuvo una conversión final similar con todos los tipos de agitación 

empleados (alrededor del 90%), la diferencia en sus velocidades iniciales fue 

considerable. La reacción en la que se empleó ultrasonidos alcanzó su máximo en 
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menos de 1 h, mientras que las agitadas mecánica y magnéticamente tardaron 4 h 

más en llegar a la misma conversión. La velocidad entre las reacciones agitadas de 

forma mecánica o magnética fue muy similar. 

 

Figura 4.20: Velocidad de conversión en biodiésel de los ácidos grasos mayoritarios en msFFAs. La 

preparación de msFFAs se incubó a 30ºC durante 5 h en presencia de etanol con agitación mecánica. La 

reacción se inició por la adición de 1% mCLEAs (p/p). Alícuotas de las muestras se retiraron a los tiempos 

indicados y la conversión se determinó por HPLC. 

Se obtuvieron perfiles de conversión similares con todos los ácidos grasos 

empleados. Este resultado indica que la lipasa inmovilizada muestra una 

especificidad similar para esterificar todos los FFAs presentes, a pesar de sus 

diferentes longitudes de cadena y/o grado de insaturación. Por otra parte, 

también indica que la inmovilización de CALB en las mCLEAs no afecta, 

aparentemente, a su especificidad, y que las propiedades catalíticas de la lipasa 

inmovilizada son semejantes a las del enzima libre (Anderson et al. 1998). 

Una vez comprobado el comportamiento similar de las mCLEAs para esterificar 

distintos FFAs, se empleó la conversión del ácido linolénico como estándar para 

medir la conversión en las futuras reacciones. 
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Volviendo a la agitación, la mayor velocidad de reacción observada cuando se 

agitaba por ultrasonidos se debió a que las mCLEAs se dispersan mejor con este 

procedimiento, lo que favorece una mejor transferencia de materia. 

Ante los buenos resultados obtenidos por Shah y Gupta (2008) al ultrasonar el 

biocatalizador antes de iniciar la reacción, se estudió el efecto de los ultrasonidos 

en los primeros minutos de reacción para dispersar las mCLEAs. Para ello, la 

mezcla de reacción se incubó 1 min en el sonorreactor y después se agitó de forma 

magnética (Figura 4.21). 

 

Figura 4.21: Velocidad de conversión en biodiésel del ácido graso linolénico presente en 

msFFAs. La preparación de msFFAs se incubó a 30ºC durante 1 h en presencia de etanol con agitación 

magnética. Previamente las muestras se ultrasonaron durante 1 min a 24 kHz y 100 W de modo continuo. 

Alícuotas de las muestras se retiraron a los tiempos indicados y la conversión se determinó por HPLC. 

Se apreció una clara diferencia entre las muestras agitadas inicialmente con 

ultrasonidos y las no agitadas. La ultrasonación provoca en las mCLEAs una mayor 

dispersión en el medio de reacción, aumentando así la relación superfice-volumen 

del biocatalizador (Shah y Gupta 2008; Subhedar y Gogate 2016). 
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En un principio, el empleo de ultrasonidos parece un método de agitación 

adecuado para producir biodiésel, a la espera de estudiar los efectos que los 

ultrasonidos tienen sobre la estabilidad de las mCLEAs (véase Capítulo V de esta 

Memoria). 

2.3.2.7. Efecto de los lavados sobre las mCLEAs 

Como se ha indicado anteriormente, antes de reutilizar el biocatalizador 

magnético se lavó 3 veces y se resuspendió en el mismo disolvente utilizado en la 

mezcla de reacción. Debido a esto, se estudió el efecto sobre las mCLEAs de los 

lavados con metanol o etanol, así como con t-butanol. Se incluyó el t-butanol ya 

que este alcohol es un co-disolvente asiduamente empleado en la producción de 

biodiésel, al no actuar como donante de grupos alquilo, y no afectar ni a la 

actividad ni a la estabilidad del biocatalizador (Halim y Kamaruddin 2008; Türkan 

y Kalay 2008). 

En la Figura 4.22 (A) las mCLEAs se lavaron con t-butanol o metanol antes de 

su primer uso y en la reutilización en los consecutivos ciclos catalíticos, 

utilizandose metanol como donador de grupo alquilo en la mezcla de reacción. 

Por el contrario, en la Figura 4.22 (B) las mCLEAs se lavaron con etanol o t-butanol 

y luego se ensayaron con etanol. 

Como muestra la Figura 4.22, se observaron distintos grados de conversión 

usando diferentes alcoholes como sustrato y/o disolvente de lavado. El metanol 

disminuyó significativamente la actividad enzimática, causando una fuerte caída 

de hasta un 35% de conversión (Figura 4.22; A). Este efecto negativo no podía 

revertirse y se mantuvo en ciclos posteriores. Por el contrario, este efecto sobre 

la actividad enzimática no se observó cuando se usa etanol o t-butanol en el 

lavado (Figura 4.22; B). 
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Figura 4.22: Efecto en la conversión en biodiésel del disolvente usado para lavar las mCLEAs de 

CALB. En (A) las mCLEAs se lavaron con metanol o t-butanol y luego se ensayaron con metanol como 

donador de alquilo, mientras que en (B) las mCLEAs se lavaron con etanol o t-butanol y luego se ensayaron 

con etanol. La mezcla de reacción contenía 500 mmol de mFFAs, metanol o etanol (relación molar 10:1, 

alcohol:FFAs) y 1% de mCLEAs (p/p de FFAs). La reacción transcurrió durante 3 h a 30ºC con agitación 

mecánica. 

2.3.2.8. Efecto del alcohol sobre las mCLEAs 

Para determinar si el observado efecto negativo en la actividad enzimática era 

causado por el metanol, debido a su conocido efecto inhibidor sobre las lipasas 

(Shimada et al. 2002; Lam et al. 2010; Kulschewski et al. 2013), o a una pérdida de 

eficacia catalítica, debido a una disminución de la superficie de las mCLEAs, se 

estudió el efecto del metanol y etanol sobre la agregación del biocatalizador. 
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Para ello, el biocatalizador magnético se incubó durante 1 h a 30ºC, con 

agitación mecánica a diferentes concentraciones de metanol o etanol (de 0 a 

60% v/v, en agua). Posteriormente, se analizó por DLS la distribución de tamaños 

de los agregados resultantes (Figura 4.23). 

 

Figura 4.23: Efecto de dos alcoholes en el tamaño de los agregados de mCLEAs de CALB. El 

biocatalizador se incubó durante 1 h a las concentraciones de etanol o metanol indicadas. 

Después de 1 h, se observaron agregados de mCLEAs de 500 nm en las 

muestras que habían sido incubadas con alta concentración de etanol. Sin 

embargo, la incubación con alta concentración de metanol indució la formación 

de agregados mayores, de hasta 2,3 μm. Por el contrario, las mCLEAs control, que 

no habían sido incubadas con alcohol, mostraron tamaños de aproximadamente 

300 nm. En resumen, tanto el metanol como el etanol promovieron la aparición 

de agregados mayores de mCLEAs, principalmente a partir de un 30% (v/v) de 

alcohol. 

La agregación de las mCLEAs conllevó una importante disminución del área 

superficial por unidad de volumen, aproximadamente 6,7 veces menos. De esta 
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forma se redujo el contacto enzima-sustrato y, por lo tanto, el catalizador 

presentó una menor actividad y tasa de conversión. El efecto del metanol sobre 

la CALB soluble ha sido estudiado por Fang et al. (2014), quienes sugirieron que el 

efecto negativo causado por el alcohol se debía a un mecanismo complejo, con la 

formación de agregados de la lipasa soluble, además del efecto inhibidor que 

sobre el enzima ejercía el propio metanol (Picó et al. 2017). 

2.3.2.9. Efecto de los disolventes sobre las mCLEAs 

Para evitar la presencia de una elevada concentración de alcohol en la mezcla 

de reacción y la posible reducción de la actividad enzimática, se puede añadir 

alcohol de forma escalonada (Shimada et al. 1999; Bonet-Ragel et al. 2015; Canet 

et al. 2017) o bien utilizar, además del alcohol, un disolvente en la mezcla de 

reacción (Li et al. 2006; Tongboriboon et al. 2010; Azócar et al. 2011; Rastian et al. 

2016; Mehrasbi et al. 2017). 

Este disolvente desempeña dos funciones en la mezcla de reacción, el ya 

mencionado descenso de la concentración del alcohol, y el de facilitar la 

homogeneización de la mezcla de reacción, favoreciendo la mezcla entre el 

alcohol y los FFAs. 

Para determinar el efecto de algunos disolventes sobre las mCLEAs, se 

incubaron 2 mg de mCLEAs con cada disolvente durante 48 h. Posteriormente, se 

retiró el disolvente y se analizaron la actividad esterasa (hidrolítica) y la conversión 

de ácidos grasos en biodiésel (biosintética) del biocatalizador (Figura 4.24). 

Las mejores actividades se obtuvieron con mCLEAs que habían sido incubadas 

con alcoholes secundarios o terciarios, mientras que las que habían sido 

incubadas con alcoholes primarios (etanol y metanol) mostraron tasas bajas de 

actividad hidrolítica y biosintética. En general, las mCLEAs incubadas con 

disolventes polares (DMSO, acetato de etilo, THF, acetonitrilo…) presentaron 
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baja actividad, mientras que las incubadas con disolventes apolares (hexano, 

tolueno…) no vieron afectada su actividad. 

 

Figura 4.24: Efecto de diferentes disolventes sobre la actividad hidrolítica y biosintética de las 

mCLEAs. Se incubaron durante 48 h 2 mg de mCLEAs con los diferentes disolventes, para después 

determinar la actividad hidrolítica y biosintética del biocatalizador magnético. 

Tanto la actividad hidrolítica como la biosintética eran afectadas de forma 

parecida con cada disolvente, salvo con acetona, cloroformo y acetato de etilo. 

Se seleccionaron 4 disolventes para realizar un estudio más detallado. En la 

selección se tuvo en cuenta que el enzima presentase en ese disolvente una alta 

actividad biosintétita e hidrolítica y que ninguno de estos disolventes pudiese 

actuar como donador de grupos alquilo en la esterificación de ácidos grasos. 

También se consideró que fuesen miscibles con los alcoholes y los FFAs. 

Atendiendo a estas condiciones se seleccionaron n-hexano, t-butanol, tolueno y 

acetonitrilo. 
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Los disolventes seleccionados se compararon en cuanto a su coste económico, 

toxicidad, punto de ebullición, viscosidad y efecto en las ya analizadas actividades 

hidrolítica y biosintética de las mCLEAs (Tabla 4.2). 

Tabla 4.2: Comparación de las diferentes características de los disolventes seleccionados. Se 

consideraron el coste, la toxicidad, la viscosidad y el punto de ebullición del disolvente, así como su efecto 

en la actividad hidrolítica y biosintética. La toxicidad se determinó a través de la escala de Hodge y Sterner 

(1949). El coste se determinó según proveedores locales, normalizando el valor (€/L) a una escala sobre 

5, tomando como valor máximo el preció más elevado. 

Disolvente n-Hexano Acetonitrilo t-Butanol Tolueno 

Coste 2,73 5 1,55 3 

Toxicidad 
Ligeramente 

tóxico (4) 
Ligeramente 

tóxico (4) 
Prácticamente 
no-tóxico (5) 

Moderadamente 
tóxico (3) 

Viscosidad 
(mPa·s) 

0,3 0,3 3,4 0,6 

P. ebullición (ºC) 69 82 82 111 

Act. Biosintética 
retenida (%) 

100 80,2 93 91,1 

Act. Hidrolítica 
retenida (%) 

100 79,4 79,9 70,7 

 

El alcohol terciario t-butanol fue el que mejores valores presentó en el conjunto 

de las características evaluadas. Además, otros autores también han utilizado este 

disolvente para la producción de biodiésel obteniendo altas conversiones (Li et al. 

2006; Royon et al. 2007; Halim y Kamaruddin 2008; Chen et al. 2011b; Rastian et al. 

2016; Mehrasbi et al. 2017). Por todo ello, se seleccionó el t-butanol como 

co-disolvente a emplear en la mezcla de reacción para futuros experimentos. 

2.3.2.10. Estudio de la relación molar alcohol:FFAs 

Por último, se determinó la relación molar óptima entre alcohol:FFAs en la 

mezcla de reacción. Como se ha demostrado anteriormente, la concentración de 

alcohol presente en la mezcla de reacción ejerce un importante efecto sobre el 
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biocatalizador, por lo que es de vital importancia emplear la concentración 

adecuada del mismo.  

Se determinó la velocidad inicial de reacción con etanol y metanol a diferentes 

relaciones molares, así como la conversión en biodiésel al cabo de 24 h en una 

reacción en la que se incluyó t-butanol como co-disolvente (Figura 4.25). 

 

Figura 4.25: Efecto de la relación molar alcohol:FFAs sobre la velocidad inicial de la reacción y 

sobre la conversión. Se representa la velocidad inicial (A) y la conversión total en biodiésel (B) al cabo 

de 24 h empleando etanol o metanol a la relación molar indicada. Las reacciones se incubaron a 30ºC, 

con agitación mecánica y usando t-butanol como co-disolvente. 

La velocidad inicial estaba afectada por la concentración de los alcoholes 

empleados, alcanzando su óptimo a una proporción molar 3:1 (alcohol:FFAs). Una 
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mayor concentración de alcohol provocó una caída de la velocidad, haciéndose 

este efecto más evidente empleando metanol como donador de grupos alquilo.  

De igual manera, la conversión en biodiésel aumentó progresivamente hasta la 

relación 3:1. Por encima de esta proporción molar ya no fue significativo el 

aumento, por lo que se fijó la proporción 3:1 como óptima para futuros 

experimentos. 

2.4. Comparación del biodiésel obtenido de las 

microalgas 

Se comparó la conversión en biodiésel de los lípidos extraídos de C. vulgaris y 

Scenedesmus sp. Empleando las mismas condiciones de reacción, con la mezcla 

original de ácidos grasos de C. vulgaris se obtuvo conversiones en torno al 80%, 

mientras que con la de Scenedesmus sp. llegaban hasta un 96%. 

La calidad del biodiésel obtenido, estimada por la transformación de los ácidos 

grasos en ésteres, está muy relacionada con la cantidad de lípidos presentes en la 

microalga empleada. A mayor contenido inicial de lípidos, como es el caso de 

Scenedesmus sp., mejor cantidad y calidad del biodiésel obtenido. 

Además, la mayor presencia de ésteres de ácidos grasos saturados o 

monoinsaturados, como es el caso de la biomasa de Scenedesmus sp., favorece un 

biodiésel de mayor calidad. Esto es debido a que los PUFAs son más susceptibles 

a la oxidación durante el almacenamiento, reduciendo así la calidad del biodiésel 

(Rawat et al. 2013). 
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2.5. Comparación entre catálisis 

2.5.1. Chlorella vulgaris 

Paralelamente a la conversión enzimática de biodiésel realizada en nuestro 

laboratorio, el centro asociado CENER obtuvo biodiésel por catálisis ácida 

empleando las mismas muestras de FFAs extraídos por saponificación de la 

biomasa de C. vulgaris. 

Aunque el biodiésel resultante de la catálisis ácida mostraba propiedades 

aceptables, es decir, era un líquido fluido y de baja viscosidad sin decantación, se 

obtuvo un valor de conversión bajo (80,2±4,4%).  

Se compararon los resultados de transformación de FFAs en ésteres por 

catálisis enzimática y ácida, empleando diferentes donadores de grupo alquilo, 

esto es, etanol en la enzimática y metanol en la ácida (Figura 4.26). 

 

Figura 4.26: Composición de ésteres de ácidos grasos (FAMEs y FAEEs) después de la conversión 

de rcFFAs en biodiésel obtenido por catálisis ácida o enzimática. La catálisis ácida se llevó a cabo 

con metanol como donador de grupos alquilo mientras que se utilizó etanol en la catálisis enzimática. 
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A pesar de las diferentes condiciones experimentales utilizadas en ambas 

formas de catálisis, se obtuvo biodiésel con un perfil similar de ésteres alquílicos 

de ácidos grasos (FAMEs y FAEEs), siendo la naturaleza del alcohol 

aparentemente irrelevante en los ésteres obtenidos (Picó et al. 2017). 

Este resultado indica que la lipasa inmovilizada muestra similar especificidad 

para esterificar los FFAs extraídos por saponificación de lípidos totales de 

C. vulgaris var L3, a pesar de la diferente longitud de cadena y/o grado de 

insaturación de los FFAs. Por otra parte, también indica que la inmovilización de 

CLEAs de CALB a MNPs no afectó, aparentemente, a la especificidad de la lipasa, 

y que las propiedades catalíticas del enzima inmovilizado son semejantes a las del 

libre. 

La conversión en biodiésel obtenida fue notablemente diferente, indicando 

que la catálisis ácida proporciona, aparentemente, una mayor conversión 

(80,2 ±4,4%) que la enzimática (70,4 ± 3,1%). Es necesario tener en cuenta que 

fueron muy diferentes las condiciones utilizadas en ambos tipos de catálisis, tanto 

en lo relativo a temperatura como al tiempo de reacción. Además, el valor de 

conversión de biodiésel de 70,4±3,1% se obtuvo cuando la reacción enzimática 

todavía no estaba optimizada y se empleaban mCLEAs para catalizar la 

esterificación con etanol en ausencia de t-butanol. 

2.5.2. Scenedesmus sp. 

Por otra parte, se analizó la conversión en biodiésel de lípidos extraídos de la 

biomasa de Scenedesmus sp., al igual que se realizó con C. vulgaris, obteniéndose 

valores muy altos de conversión en biodiésel, tanto por catálisis ácida como 

enzimática. Se obtuvo valores en torno al 97% de conversión para la catálisis ácida, 

mientras que por catálisis enzimática se obtuvo un 96,1% de conversión de ácidos 

grasos en sus respectivos ésteres. 



IV. Obtención de biodiésel 
 

 

170 

De igual manera, se comparó el perfil de ésteres del biodiésel obtenido en las 

dos reacciones, a pesar del diferente donador de alquilo usado para obtener 

ésteres, metílicos (FAMEs) en la conversión ácida y etílicos (FAEEs) en la 

enzimática (Figura 4.27). 

 

Figura 4.27: Composición de ésteres de ácidos grasos (FAMEs y FAEEs) después de la conversión 

de rsFFAs en biodiésel obtenido por catálisis ácida o enzimática. La catálisis ácida se llevó a cabo 

con metanol como donador de grupos alquilo mientras que en la catálisis enzimática se utilizó etanol. 

Al igual que ocurría con C. vulgaris el perfil de ésteres fue semejante, aunque 

se observó por catálisis enzimática una mayor conversión en ésteres en todos los 

ácidos grasos. 

Aunque ambos procesos catalíticos proporcionaron resultados parecidos, se 

ha de tener en cuenta que la catálisis ácida se llevó a cabo a 100ºC durante 1 h, 

mientras que la enzimática se realizó a 30ºC durante 3 h. Además, el empleo de 

biocatalizador magnético permitió: 

I. Su fácil recuperación de la mezcla de reacción y reutilización en 

sucesivos ciclos catalíticos.  
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II. El empleo de condiciones de reacción más suaves, evitando la 

oxidación de reactores y otros problemas secundarios propios de 

la catálisis ácida. 

III. Un menor gasto energético, al ser necesaria una menor 

temperatura de reacción. 

IV. Usar disolventes más respetuosos con el medio ambiente, que 

posibilita la reducción del coste del biodiésel obtenido. 
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1. INTRODUCCIÓN 

a recuperación de la contaminación atmosférica constituye uno de los 

principales desafíos del siglo XXI. Entre las fuentes de contaminantes, 

el sector del transporte se encuentra entre los principales 

responsables al emitir a la atmósfera dióxido de carbono (CO2), hidrocarburos sin 

quemar, monóxido de carbono (CO), olores y óxidos de nitrógeno (NOx) (Veillette 

et al. 2015). 

Los biocombustibles son una alternativa sostenible y renovable a los 

combustibles fósiles, ya que generan menos emisiones de gases de efecto 

invernadero (Rodrigues et al. 2016). Además, debido a que las fuentes para 

obtener biocombustibles se pueden cultivar localmente (ya sean plantas o 

microalgas), los países pueden reducir su dependencia de fuentes de combustible 

fósil extranjeras.  

Las potenciales ventajas ambientales y sociales de los biocombustibles han 

dado lugar a algunas medidas políticas encaminadas a apoyar su producción 

sostenible. Por ejemplo, la Directiva sobre Energías Renovables (Directiva 

L 
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Europea 2009/28/E.C, 2009) obliga a los Estados Miembros de la UE a alcanzar un 

objetivo mínimo del 10% de energías renovables en toda la energía utilizada en el 

sector del transporte para el año 2020, estableciéndose un límite del 7% en 

biocombustibles basados en cultivos alimentarios (Rodrigues et al. 2016). 

 El hecho de que en la actualidad más del 95% de las materias primas empleadas 

para producir biodiésel provienen de aceites comestibles, causa una gran 

preocupación debido a su competencia con la cadena de suministro de alimentos 

(Rodrigues et al. 2016). En consecuencia, ahora existe un mayor interés en los 

cultivos de especies no comestibles para obtener biocombustibles de segunda 

generación, como Jatropha curcas, o en la utilización de microalgas para la 

producción de biodiésel de tercera generación. 

La principal limitación asociada con el uso de biocombustibles de segunda 

generación es la sostenibilidad. Por ejemplo, para satisfacer completamente las 

necesidades de gasóleo del Reino Unido (estimado en 25 mil millones de litros en 

2008) a partir de la producción de biodiésel de Jatropha, sería necesario cultivar 

la mitad de la superficie de este país (17,5 millones de hectáreas) (Rawat et al. 

2013). 

Además, existe cierto debate sobre si la producción de biodiésel alcanza un 

equilibrio energético positivo ya que, si se basa en cultivos de plantas oleaginosas 

como la colza o la soja, se estima que la energía total absorbida es la mitad de la 

energía total necesaria para producir biodiésel (Rawat et al. 2013). 

Por otro lado, las microalgas presentan una elevada tasa de crecimiento y alta 

capacidad para almacenar lípidos, superando por mucha diferencia a las plantas. 

Además, estos microorganismos requieren mucha menos superficie para producir 

la misma cantidad de biodiésel, sólo un 2% de la que necesitan los cultivos 

terrestres (Ahmad et al. 2011).  
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Por otra parte, el biodiésel de microalgas no afecta negativamente al medio 

ambiente, ya que es un combustible neutro en carbono debido a la fijación 

fotosintética del dióxido de carbono atmosférico. Sirva de ejemplo que en el 

crecimiento de microalgas se utiliza 1,83 kg de CO2 por cada kg de biomasa seca 

producida (Rawat et al. 2013). 

1.1. Viabilidad del biodiésel 

1.1.1. Optimización del proceso de producción 

La producción de biodiésel a gran escala a partir de lípidos microalgales es 

actualmente inviable económicamente, ya que es demasiado elevado el gasto 

energético que se necesita en el cultivo, extracción de lípidos y obtención de 

biodiésel (Suali y Sarbatly 2012). En consecuencia, para aumentar la viabilidad 

económica del biodiésel sería necesario optimizar todas y cada una de las etapas 

en la producción del biocombustible usando tecnologías más rentables. 

Con este fin, se han de estudiar y mejorar el cultivo, recolección y secado de la 

biomasa microalgal, así como la posterior extracción de lípidos y su 

transesterificación en biodiésel. Entre las claves para reducir el coste se sitúan los 

procesos que más energía emplean, como son el secado de la biomasa y la 

extracción de lípidos microalgales (Lardon et al. 2009). Para ello, se tiende a usar 

métodos de extracción que usen biomasa húmeda, evitando el paso de secar la 

biomasa y consiguiendo con ello una reducción energética de hasta el 25% 

(Mubarak et al. 2015). 

Otra de las etapas en las que se ha de reducir el gasto energético es la 

transesterificación de los lípidos. En la obtención enzimática de biodiésel se han 

de optimizar varios parámetros de la reacción, como son la temperatura, la 

presencia de agua en la reacción, la cantidad de enzima, su reutilización, así como 
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el modo y tipo de reactor en el que se lleva a cabo la reacción (Zhao et al. 2015; 

Sankaran et al. 2016). 

1.1.1.1. Carga enzimática y reutilización 

Uno de los problemas en la producción enzimática de biodiésel es el elevado 

coste del enzima. Por ello, es necesario optimizar la cantidad de enzima en la 

reacción y estudiar, en profundidad, su reutilización durante el máximo número 

posible de ciclos catalíticos. 

En la actualidad, la cantidad de enzima utilizado en la producción de biodiésel 

se encuentra entre un 0,2% (biocatalizador:aceite, p/p) (Mendes et al. 2011) y un 

75% (Li et al. 2007), situándose la media en torno a un 9% (p/p). En la Tabla 5.1 se 

resume las condiciones empleadas en la catálisis enzimática para producir 

biodiésel a partir de diferentes materias primas. 

La cantidad de enzima que aparece en la Tabla 5.1 son muy elevadas si se 

comparan con la empleada en este Grupo de investigación, en donde se ha 

obtenido altas conversiones en biodiésel con sólo un 1% (p/p) de biocatalizador 

(Cruz-Izquierdo et al. 2014; Picó et al. 2017). 

En cuanto a la reutilización de la lipasa inmovilizada, el número de ciclos 

depende en gran medida del tipo de lipasa, la inmovilización llevada a cabo y las 

condiciones de reacción en las que se ha empleado la lipasa. Por ejemplo, usando 

una agitación por ultrasonidos sólo se consigue reutilizar el biocatalizador 8 ciclos 

catalíticos (Waghmare et al. 2015; Tavares et al. 2017). Asimismo, utilizando 

metanol como donador de grupos alquilo, Mehrasbi et al. (2017) han observado 

un descenso de actividad de hasta un 40% al cabo de 10 ciclos catalíticos 

empleando una inmovilización de la lipasa parecida a la usada en este trabajo.
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Tabla 5.1: Resumen de las condiciones para la obtención enzimática de biodiésel. La tabla esta ordenada en función de la materia prima utilizada para la 

obtención de biodiésel. 

Materia prima Co-disolvente Donador Lipasa 
Enzima 
(%, p/p) 

Condiciones 
óptimas 

Conversión 
(%) 

Referencia 

Aceite de 
alperujo 

- Metanol rROL (inmo) 
400U/ml 
aceite 

30ºC 
6h 

29 
(Bonet-Ragel et al. 

2015) 

Aceite de 
babasú y 

palma 
- Etanol 

Thermomyces lanuginosus 
TLL/ P. fluorescens PFL 

(inmo) 
0,2 

45ºC 
48 h 

90 
(Mendes et al. 

2011) 

Aceite de 
cambre 

- 
Acetato de 

metilo 
Novozym 435 20 

60ºC 
6 h 

98 
(Tavares et al. 

2017) 

Aceite de colza t-Butanol Metanol 
Lipozyme TL IM; Novozym 

435 
3 
1 

35ºC 
12 h 

95 (Li et al. 2006) 

Aceite de colza t-Butanol Metanol CALB (inmo) 9 
40ºC 
15 h 

92 
(Rastian et al. 

2016) 

Aceite de colza - Metanol Lipozyme TLIM 95 
50ºC 
24 h 

97 (Dizge et al. 2009) 

Aceite de fritura - Dimetilcarbonato Novozym 435 10 
60ºC 
24h 

78 
(Gharat y Rathod 

2013) 

Aceite de fritura - Etanol Burkholderia cepacia (inmo) 15 
40ºC 
24 h 

92 
(Nikpour y Pazouki 

2016) 

Aceite de fritura t-Butanol Metanol CALB (inmo) 22 
50ºC 
96 h 

48 
(Mehrasbi et al. 

2017) 

Aceite de fritura t-Butanol Metanol Novozym 435 4 
40ºC 
12 h 

88 
(Halim y 

Kamaruddin 2008) 

Aceite de fritura 
y colza 

- Metanol Novozym 435 15 
44,5ºC 
12 h 

100 (Azócar et al. 2011) 
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Tabla 5.1: Resumen de las condiciones para la obtención enzimática de biodiésel. La tabla esta ordenada en función de la materia prima utilizada para la 

obtención de biodiésel (continuación). 

Materia prima Co-disolvente Donador Lipasa 
Enzima 
(%, p/p) 

Condiciones 
óptimas 

Conversión 
(%) 

Referencia 

Aceite de fritura - 
Acetato de 

metilo 
Lipozyme TLIM 4 

40ºC 
3 h 

96 
(Subhedar y 

Gogate 2016) 

Aceite de 
girasol 

t-Butanol o 
heptano 

Metanol 
Lipozyme TLIM; Novozym 

435 

10 mg TL + 
50 mg 
N435 

40ºC 
- 

- 
(Türkan y Kalay 

2008) 

Aceite de 
girasol usado 

n-Hexano Metanol Lipasa de P. fluorescens 5 
45ºC 
24 h 

66 
(Charpe y Rathod 

2011) 

Aceite de 
jatrofa 

- Metanol rROL y rCPL (inmo)  5 
30ºC 
48 h 

65 
(Rodrigues et al. 

2016) 

Aceite de oliva - Metanol rROL (inmo) 2 
30ºC 
10 h 

49 (Canet et al. 2017) 

Aceite de oliva - Metanol Novozym 435 - 
50ºC 
24 h 

90 (Lee et al. 2010) 

Aceite de oliva n-Hexano Metanol Novozym 435 
500U/ml 
aceite 

60ºC 
24 h 

41 
(Sanchez y 

Vasudevan 2006) 

Aceite de 
palma usado 

n-Hexano Etanol 
Lipozyme TLIM; Novozym 

435 
10 

45ºC 
12 h 

100 
(Tongboriboon et 

al. 2010) 

Aceite de soja - Metanol 
Lipasa Callera Trans L 

(inmo) 
1 

35ºC 
24 h 

96 
(Cesarini et al. 

2013) 

Aceite de soja t-Butanol Metanol Novozym 435 - 
52ºC 

- 
98 (Chen et al. 2011b) 

Aceite de soja 
Acetato de 

metilo 
Metanol Novozym 435 3 

45ºC 
50 h 

99 
(Ognjanovic et al. 

2009) 

Aceite de soja - Metanol 
Lipasa de C. rugosa y P. 

cepacia-MNP 
17,3 

40ºC 
24 h 

48 (Wang et al. 2009) 
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Tabla 5.1: Resumen de las condiciones para la obtención enzimática de biodiésel. La tabla esta ordenada en función de la materia prima utilizada para la 

obtención de biodiésel (continuación). 

Materia prima Co-disolvente Donador Lipasa 
Enzima 
(%, p/p) 

Condiciones 
óptimas 

Conversión 
(%) 

Referencia 

Aceite de soja - Metanol Lipozyme-TL en MNPs-NH2 40 
50ºC 
12 h 

90 (Xie y Ma 2009) 

Aceite de soja - Metanol Lipozyme-TL en MNPs-NH2 40 
45ºC 
25 h 

94 (Xie y Ma 2010) 

Aceite de soja 
t-Alcohol 
amílico 

Metanol Novozym 435 2 
40ºC 
15 h 

97 (Zheng et al. 2009) 

Aceite de soja o 
aceite de 
macauba 

- Etanol Novozym 435 20 
70ºC 
4 h 

88 (Santin et al. 2017) 

Aceite vegetal - Metanol 
Lipasa de Alcaligenes sp. 

(inmo) 
20 

40ºC 
10 h 

80 (Soler et al. 2016) 

Lípidos de 
microalgas 

t-Butanol Metanol Novozym 435 10 
40ºC 
48 h 

86 (Lai et al. 2012) 

Lípidos de 
microalgas 

- Metanol Candida sp. (inmo) 75 
38ºC 
12 h 

98 (Li et al. 2007) 

Lípidos de 
microalgas 

 Metanol Novozym 435 2,5 
25ºC 
4 h 

92,6 (López et al. 2015) 

Lípidos de 
microalgas 

Iso-octano Metanol Lipasa de Candida sp. 10 
40ºC 
10 h 

- (Teo et al. 2014) 

Lípidos de 
microalgas 

n-Hexano Metanol Lipasa de Burkholderia sp. 
1200U/ml 

aceite 
40ºC 
48 h 

97 (Tran et al. 2012) 

Semillas de 
algodón 

t-Butanol Metanol Novozym 435 1,7 
50ºC 
24h 

95 (Royon et al. 2007) 

Varios - Acetato de etilo Novozym 435 10 
50ºC 
12 h 

92 (Modi et al. 2007) 
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Sin embargo, si se emplean condiciones de reacción moderadas, como la 

agitación mecánica y la utilización de etanol, se consigue mantener la actividad 

más de 10 ciclos (Nikpour y Pazouki 2016). Además, al emplear un co-disolvente 

en la reacción, Li et al. (2006) han conseguido mantener la actividad de las lipasas 

inmovilizadas comerciales Novozym 435® y Lipozyme TL IM durante 200 ciclos 

catalíticos (2400 h). 

1.1.1.2. Presencia de agua en la reacción 

La cantidad de agua presente en la mezcla de reacción es un factor crítico. En 

medios orgánicos no acuosos, es necesaria una mínima presencia de agua para el 

correcto funcionamiento de la lipasa, ya que la ausencia de agua de solvatación 

afecta la estructura tridimensional de la lipasa y, con ello, su actividad catalítica 

(Zhao et al. 2015). 

Sin embargo, un contenido de agua excesivo supone una disminución de la 

concentración del donador de grupos alquilo además de promover la actividad 

hidrolítica, con la consiguiente disminución del rendimiento de la 

trans/esterificación (Bajaj et al. 2010). El contenido óptimo de agua en la mezcla 

de reacción es muy variable y depende en gran medida del tipo de aceite y de 

lipasa empleada. 

1.1.1.3. Tipo de reactor y modo de funcionamiento 

Para la producción de biodiésel se puede emplear un proceso operando en 

continuo o discontinuo. Las operaciones en continuo presentan mayores y 

mejores rendimientos, si bien las discontinuas son las más empleadas por su 

mayor facilidad de control (Kawakami et al. 2011). En concreto, el proceso 

continuo es más favorable para la lipasa inmovilizada debido al bajo coste, a la alta 

productividad y a la alta eficiencia energética (Poppe et al. 2015). 
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Los tipos de reactores utilizados para producir biodiésel con lipasa 

inmovilizada son: el de tanque agitado (STR), el de lecho fijo (PBR), el de lecho 

fluidizado (FBR) y el de columna de burbujas (BCR). Para la producción continua 

de biodiésel, el PBR tiene una ventaja añadida frente a los demás porque, al 

eliminar el glicerol de forma continua, se evita su efecto inhibitorio sobre la lipasa 

(Sankaran et al. 2016).  

Además de todos los factores anteriormente citados, para rentabilizar la 

producción de biodiésel a partir de biomasa microalgal, es casi un asunto 

imperativo considerar el concepto de biorrefinería, es decir, obtener otros 

bioproductos de valor añadido, que hagan económicamente viable la producción 

a gran escala de biocombustibles obtenidos de microalgas (Urreta et al. 2014). 

1.1.2. Biorrefinería de biomasa microalgal 

Las microalgas son capaces de acumular lípidos fijando CO2 atmosférico con 

energía luminosa. Estos lípidos se pueden convertir en biodiésel y la biomasa 

residual deslipilizada todavía se puede utilizar como fuente para obtener otros 

bioproductos, tales como antioxidantes naturales, nutracéuticos, enzimas, 

proteínas, carbohidratos, pigmentos, biogás y bioetanol, entre otros (Figura 5.1). 

Las microalgas son los productores primarios más eficientes del Planeta y su 

biomasa es una materia prima ideal para la biorrefinería (Rawat et al. 2013). 

Desafortunadamente, la combinación de tecnologías necesarias para 

implementar una biorefinería de microalgas se encuentra todavía en sus primeras 

etapas de desarrollo (Rawat et al. 2013). Se tienen que mejorar varios aspectos del 

proceso, como son una extracción de lípidos más suave para asegurar que se 

mantienen las funcionalidades de los diferentes componentes celulares. 
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Figura 5.1: Esquema del ciclo de una biorrefinería a partir de biomasa microalgal. Adaptado de 

Cheng y Wang (2013). 

Son muchos y valiosos los bioproductos extraídos de la biomasa microalgal, 

por lo que este enfoque de biorrefinería hace que el coste en la producción de 

biodiésel se reduzca, y sea viable su obtención a partir de microalgas (Rawat et al. 

2013). 
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2. RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

Después de determinar las condiciones óptimas para obtener biodiésel a 

microescala, se estudió la estabilidad y reutilización de las mCLEAs de CALB. 

Paralelamente, se inició el escalado de la mezcla de reacción desde 0,5 ml hasta 

un volumen máximo de 500 ml. 

2.1. Estabilidad y reutilización de las mCLEAs 

Una de las principales ventajas de utilizar mCLEAs es su fácil recuperación de 

la mezcla de reacción para ser reutilizadas en sucesivos ciclos catalíticos, lo que 

permite una considerable reducción de costes. 

2.1.1. Efecto de la agitación en la actividad y estabilidad de 

las mCLEAs 

Inicialmente se estudió la estabilidad y reutilización de las mCLEAs con 

agitación mecánica. Para ello, se realizaron hasta 10 ciclos catalíticos consecutivos 

(de 3 h a 30ºC) con una mezcla de incubación que contenía 2 mg de mCLEAs con 

500 mol de msFFAs y etanol como donador de grupos alquilo en una relación 

molar (alcohol:FFAs) 10:1 (Figura 5.2).  

Se comprobó que la conversión en biodiésel se mantuvo cerca del 80% durante 

al menos 10 ciclos, aunque se apreció una leve disminución en los últimos ciclos. 
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Figura 5.2: Conversión en biodiésel de los ácidos grasos mayoritarios de las msFFAs. Las 

incubaciones se realizaron a 30ºC con agitación mecánica durante 3 h, con 1%, (p/p) de mCLEAs y con 

etanol como donador en una relación molar (alcohol:FFAs) 10:1.  

Por otra parte, se estudió el efecto que tenían los ultrasonidos sobre el 

biocatalizador. Para ello, se incubaron 2 mg de mCLEAs con etanol y msFFAs en 

una relación molar (alcohol:FFAs) de 10:1, a 30ºC con agitación en un sonorreactor. 

La preparación se agitó de forma continua a una potencia de 100 W y a una 

amplitud del 100%. Se realizaron 10 ciclos catalíticos consecutivos de 30 min cada 

uno. Tras cada ciclo se evaluó la actividad esterasa de las mCLEAs midiendo la 

hidrólisis de p-nitrofenil acetato (p-NPA) (Cruz-Izquierdo et al. 2014) (Figura 5.3). 

Se ha descrito que los ultrasonidos provocan la pérdida de actividad del enzima 

y el descenso de la conversión en sucesivos ciclos catalíticos (Islam et al. 2014), al 

inducir cambios conformacionales en la estructura secundaria del enzima (Zhang 

et al. 2014). Además, en el caso de enzimas inmovilizados, los ultrasonidos pueden 

afectar los enlaces entre el soporte y el enzima provocando su rotura (Waghmare 

et al. 2015; Subhedar y Gogate 2016; Santin et al. 2017). 
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Figura 5.3: Actividad esterasa de las mCLEAS tras cada ciclo catalítico agitado por ultrasonidos. 

Las incubaciones se realizaron a 30ºC durante 30 min con 1%, (p/p) de mCLEAs y con etanol como 

donador en una relación molar (alcohol:FFAs) 10:1.  

En este caso, las mCLEAs de CALB muestran gran estabilidad al ser sometidas 

a ultrasonidos y parecen que no sufren pérdida de actividad ni de la capacidad 

para la conversión en biodiésel durante al menos 10 ciclos catalíticos. Sin embargo, 

en otros estudios con enzimas inmovilizados (Novozym 435® y Lipozyme TLIM) 

se ha descrito que la actividad catalítica tras 7 ciclos se ve muy comprometida, 

descendiendo casi un 90% en todos los casos (Waghmare et al. 2015; Subhedar y 

Gogate 2016). 

En general, tras 10 ciclos catalíticos no se apreció un descenso significativo en 

la actividad en ningún tipo de agitación empleada, si bien con agitación mecánica 

se observó una ligera caída de conversión en los últimos ciclos. Este pequeño 

descenso se podría atribuir a la ausencia de un co-disolvente en la mezcla de 

reacción y, por tanto, a la excesiva concentración de alcohol en la mezcla de 

reacción. El hecho de que la agitación por ultrasonidos no muestre este efecto 
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puede deberse a la brevedad de los ciclos (30 min), frente a las 3 h empleadas en 

los ciclos agitados mecánicamente. 

2.1.2. Efecto del co-disolvente en la reutilización de 

mCLEAs 

Teniendo en cuenta las ventajas que implica el uso de t-butanol en la mezcla de 

reacción (descritas en el Capítulo IV de esta Memoria), se introdujo este 

co-disolvente y se estudió la reutilización y estabilidad de las mCLEAs de CALB con 

diferentes donadores de grupos alquilo.  

Para ello, se incubaron 1% de mCLEAs (p/p) con 500 mol mcFFAs y etanol o 

metanol en una relación molar (alcohol:FFAs) 3:1, a 30ºC durante 10 ciclos 

catalíticos sucesivos de 3 h. A la mezcla de reacción se añadió t-butanol como 

co-disolvente hasta alcanzar el volumen final de 0,5 ml y se agitó mecánicamente. 

Antes de cada ciclo catalítico, las mCLEAs se recuperaron con un imán y se lavaron 

3 veces con t-butanol (Figura 5.4).  

Con metanol o etanol se obtuvieron conversiones de biodiésel similares (del 

80 al 90%) después de 10 ciclos catalíticos, manteniendo las mCLEAs su actividad 

inicial después de 10 ciclos consecutivos con ambos donantes de alquilo. Se 

concluyó que el co-disolvente t-butanol no afectaba negativamente a las mCLEAs 

durante el tiempo empleado. Además, el uso del co-disolvente favoreció la 

conversión total en biodiésel, manteniendose en torno al 100% la conversión 

relativa. 

Xie y Ma (2009; 2010) observaron una disminución del 50% de actividad después 

de 5 ciclos de catálisis utilizando la lipasa de Thermomyces lanuginosus 

inmovilizada en MNPs para producir biodiésel a alta temperatura (45-50ºC). 

Recientemente, Mehrasbi et al. (2017) observaron que la actividad retenida del 

biocatalizador (CALB inmovilizada en partículas magnéticas) disminuía un 40% 
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después de 10 ciclos consecutivos de reacción. Por otra parte, Rosset et al. (2013) 

observaron una pérdida del 100% de actividad tras 6 ciclos de catálisis, utilizando 

la lipasa comercial inmovilizada Novozym 435® y metanol como donador de 

grupos alquilo. En cambio, en nuestro caso la catálisis con etanol mantuvo la 

actividad de la lipasa durante al menos 10 ciclos. 

 

Figura 5.4: Conversión en biodiésel de ácido linolénico de la mezcla mcFFAs en sucesivos ciclos. 

Las incubaciones se realizaron a 30ºC con agitación mecánica durante 3 h, con 1% (p/p) de mCLEAs y 

con etanol o metanol como donador en una relación molar (alcohol:FFAs) 3:1. Se empleó t-butanol como 

co-disolvente en la mezcla de reacción y para lavar el biocatalizador antes de cada ciclo. 

Estos datos confirman que las mCLEAs de CALB son un biocatalizador robusto 

y estable, capaz de catalizar la síntesis de biodiésel a baja concentración 

enzimática y en condiciones en las que otras lipasas inmovilizadas no son capaces.  

2.1.3. Vida media de las mCLEAs 

Se estimó la vida media de la actividad de las mCLEAs mediante el análisis de la 

conversión total y la actividad inicial en sucesivos ciclos catalíticos, bien sea con 

agitación mecánica o con ultrasonidos, y empleando etanol o metanol como 

donador alquilo. 
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La mezcla de reacción contenía 2 mg de mCLEAs (1%, p/p), msFFAs, etanol o 

metanol en una relación molar (alcohol:FFAs) 3:1 y t-butanol hasta alcanzar un 

volumen final de 0,5 ml. La incubación se realizó a 30ºC con la agitación 

correspondiente, durando 3 h el ciclo con agitación por ultrasonidos y 24 h con 

agitación mecánica (Figura 5.5). 

 

Figura 5.5: Conversión en biodiésel de la mezcla mcFFAs en sucesivos ciclos de reacción según la 

agitación y el alcohol empleado. Los ciclos se realizaron a 30ºC con agitación mecánica durante 24 h, o 

con agitación magnética durante 3 h. A: La mezcla de reacción contenía 500 mol msFFAs, metanol como 

donador en una relación molar (alcohol:FFAs) 3:1 y t-butanol hasta un volumen final de 0,5 ml. B: La 

mezcla de reacción contenía 500 mol msFFAs, etanol como donador en una relación molar 

(alcohol:FFAs) 3:1 y t-butanol hasta un volumen final de 0,5 ml. Antes de cada ciclo catalítico, las mCLEAs 

se recuperaron con un imán y se lavaron tres veces con t-butanol. 
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Se observó que la conversión total fue mayor, empleando metanol como 

donador de grupos alquilo (90% de conversión) frente al etanol (80%), en ambas 

agitaciones. La actividad inicial (Figura 5.6) fue mayor con agitación por 

ultrasonidos en los primeros ciclos. Sin embargo, debido a la progresiva 

disminución de la actividad, al cabo de 30 ciclos la velocidad de reacción con 

agitación mecánica fue muy superior a la obtenida con ultrasonidos. 

Una vez más, se comprobó la robustez del biocatalizador, y tras 50 ciclos 

catalíticos de 24 h (un total de 1200 h), se comprueba la gran estabilidad de las 

mCLEAs en la agitación mecánica, ya sea con etanol o metanol como donador de 

grupos alquilo. 

Rosset et al. (2013) consiguieron mantener la actividad del enzima 

(Novozym 435®) después de 10 ciclos catalíticos utilizando etanol como donador 

de grupos. Cuando utilizaron metanol, la actividad descendió hasta ser nula en el 

ciclo 10. Por otra parte, Ngo et al. (2013) consiguieron producir biodiésel utilizando 

metanol, pero el biocatalizador mostró los primeros signos de agotamiento tras 

12 ciclos catalíticos. 

Por otro lado, en las reacciones agitadas por ultrasonidos se apreció una 

reducción de la conversión de biodiésel a partir del ciclo 20, mostrando una 

paulatina caída de actividad. Se observó la misma tendencia con ambos alcoholes, 

si bien con etanol aparece 5 ciclos antes que con metanol. 

Se ha calculado la vida media de las mCLEAs agitadas por ultrasonidos en 

31 ciclos con metanol y en 27 ciclos con etanol. Estos datos son muy superiores a 

los disponibles en la literatura en los que se ha conseguido, como máximo, 

reutilizar el catalizador entre 5 y 8 ciclos empleando la preparación comercial de 

CALB inmovilizada (Novozym 435®) (Yu et al. 2010; Michelin et al. 2015; Waghmare 

et al. 2015; Tavares et al. 2017). 
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Figura 5.6: Actividad inicial de las mCLEAs con metanol en sucesivos ciclos de reacción. A: Ciclos 

de reacción con agitación mecánica. B: Ciclos de reacción con agitación por ultrasonidos. Los ciclos se 

realizaron a 30ºC con agitación mecánica durante 24 h, o con agitación magnética durante 3 h. La mezcla 

de reacción contenía msFFAs, metanol en una relación molar (alcohol:FFAs) 3:1 y t-butanol hasta un 

volumen final de 0,5 ml. 

Para comprobar si la disminución de actividad se debía a la desnaturalización 

del enzima o a la liberación del mismo por rotura de los enlaces, se analizó la 

composición elemental de Nitrógeno (N), Carbono (C) e Hidrógeno (H) de las 

mCLEAs tras 50 ciclos catalíticos, en el caso de la agitación mecánica, o tras 37 

ciclos catalíticos en el caso de la agitación por ultrasonidos (Figura 5.7). 
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Figura 5.7: Análisis elemental (CNH) de las mCLEAs tras varios ciclos catalíticos. Las mCLEAs 

habían sido utilizadas durante 50 ciclos en el caso de la agitación mecánica y durante 37 en la agitación 

por ultrasonidos. 

Tras 50 ciclos de agitación mecánica se apreció una pequeña pérdida de enzima 

en las mCLEAs a juzgar por la disminución del porcentaje de N que se muestra en 

la Figura 5.7. Esto puede indicar que se ha liberado enzima por rotura de su unión. 

A pesar de lo anterior, las mCLEAs conservaron la mayoría del enzima inmovilizado 

y, según los datos de conversión, la lipasa se encontraba activa. 

Las mCLEAs agitadas de forma más enérgica, como es la agitación por 

ultrasonidos, mostraron una evidente disminución en el contenido en N, 

aproximándose este valor al de las MNPs-NH2 sin lipasa inmovilizada. Estos datos 

concuerdan con la falta de actividad que mostraron las mCLEAs en el último ciclo 

catalítico. 

En conclusión, las mCLEAs de CALB son un biocatalizador muy robusto y capaz 

de reutilizarse en sucesivos ciclos catalíticos. Las mCLEAs no manifiestan, 

aparentemente, ninguna muestra significativa de agotamiento tras 50 ciclos, lo 

que sugiere que su empleo se podría prolongar durante otros muchos más ciclos.  
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Estos resultados siguen la línea de los obtenidos por Li et al. (2006) quienes 

empleando condiciones de reacción semejantes a las empleadas en este trabajo 

(metanol como donador de grupos alquilo y t-butanol en la mezcla de reacción), 

consiguieron realizar 200 ciclos de 12 horas (2400 h) sin apreciar ningún descenso 

en la conversión total. Estos resultados los obtuvieron empleando Novozym435®, 

que es un biocatalizador menos resistente al metanol y a la agitación que las 

mCLEAs (Chen et al. 2011a; Tavares et al. 2017).  

Por ello, se puede concluir que las mCLEAs son un biocatalizador robusto capaz 

de reutilizarse en numerosos ciclos, lo que conlleva una importante reducción del 

coste de producción del mismo. Este abaratamiento acaba repercutiendo en un 

descenso en el coste de producción del biodiésel, haciendo que éste pueda llegar 

a ser económicamente competitivo frente a los petrocombustibles tradicionales. 

2.2. Escalado en la producción de biodiésel 

2.2.1. Escalado a 5 ml 

Inicialmente, se estudió un primer escalado de 0,5 ml a 5 ml y se comparó la 

velocidad de reacción empleando como sustrato las mezclas de ácidos grasos 

msFFAs y rsFFAs (Figura 5.8). La temperatura de reacción se mantuvo mediante 

contacto físico de los tubos en los que discurría la reacción, con una placa 

calefactora del equipo Radleys. 
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Figura 5.8: Seguimiento por TLC de la conversión de FFAs en biodiésel con agitación magnética. 

La mezcla de reacción contenía msFFAs o mrFFAs, etanol en una relación molar (alcohol:FFAs) 10:1 y sin 

co-disolvente. La reacción transcurrió a 30ºC durante 24 h con agitación mecánica o magnética. 

Posteriormente, se analizaron muestras de la reacción en placas de gel de sílice, que se revelaron con 

Azul de Coomassie. 

2.2.1.1. Estudio de la agitación 

Tras comprobar que se obtenía una conversión en biodiésel parecida con 

ambas mezclas de FFAs, se estudió el efecto de la agitación con este volumen, 

empleando agitación mecánica o la agitación magnética en un equipo Radleys 

(Figura 5.9). La termostatización de la mezcla de reacción era diferente, ya que 

con agitación mecánica la temperatura se controlaba mediante una atmósfera 

atemperada, mientras que en las muestras agitadas magnéticamente la 

temperatura se mantenía por contacto físico en una placa calefactora del equipo 

Radleys. 

Se registró una mayor velocidad de reacción en las muestras agitadas 

magnéticamente, si bien este resultado puede estar influido por la forma de 

termostatización de la mezcla de reacción. Con volúmenes menores de 5 ml, la 
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agitación mecánica permitía velocidades de conversión algo superiores a la 

agitación magnética. 

 

Figura 5.9: Efecto de la agitación en la conversión de FFAs en biodiésel. La mezcla de reacción 

contenía msFFAs, etanol en una relación molar (alcohol:FFAs) 10:1 y sin co-disolvente en un volumen de 

5 ml. La incubación se mantuvo a 30ºC con agitación magnética o mecánica. 

2.2.1.2. Estudio de la cantidad de mCLEAs 

Otro factor importante en la producción de biodiésel es la cantidad de 

catalizador utilizado. Por ello, se emplearon diferentes cantidades de mCLEAs en 

relación a la cantidad de FFAs en la reacción de esterificación, considerando como 

peso del catalizador todo el complejo magnético, no solamente a la proteína 

inmovilizada (Figura 5.10). Se ajustaron los factores de reacción según se habían 

optimizado para volúmenes menores, como es la adición de un co-disolvente en 

la reacción (t-butanol) y empleando metanol como donador de grupos alquilo. 

Hasta ahora se había utilizado una concentración de biocatalizador de 

1% (mCLEAs:FFAs, p/p), si bien para un escalado mayor se necesita reajustar este 

valor. 
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Figura 5.10: Efecto de la cantidad de biocatalizador en la conversión de FFAs en biodiésel. La 

mezcla de reacción contenía msFFAs, metanol en una relación molar (alcohol:FFAs) 3:1 y t-butanol hasta 

un volumen final de 5 ml. La incubación se mantuvo a 30ºC con agitación magnética. 

Al escalar la producción de biodiésel a 5 ml se comprobó que era excesiva la 

concentración de mCLEAs empleada hasta ahora (20 mg/5ml, 1% p/p), pudiendo 

reducirse a 16 mg/5 ml (0,8% p/p). 

La mayoría de los autores coinciden en que altos rendimientos de conversión 

en la transesterificación requieren también emplear una alta concentracción de 

enzima (Soler et al. 2016). Así, Hernández-Martín y Otero (2008) obtuvieron 

rendimientos del 100% en la transesterificación de aceites vegetales en 7 h de 

reacción con una concentración enzimática muy alta (50% biocatalizador:aceite, 

p/p). Por su parte, Chang et al. (2005) obtuvieron en 12 h un rendimiento del 98% 

usando también una cantidad de enzima elevada (42,3%, p/p). Sin embargo, con 

las mCLEAs de CALB se obtiene en 5 h una alta conversión (>90%) con una cantidad 

de enzima muy pequeña (0,8% p/p). 
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2.2.2. Escalado a 50 ml 

Se aumentó el escalado para obtener biodiésel empleando un volumen de 

mezcla de reacción de 50 ml. Ante la gran cantidad de sustrato necesario, se 

sustituyó la mezcla de FFAs por aceite de oliva, reajustando por consiguiente la 

relación molar (alcohol:aceite) que se fijó en 6:1. 

Debido a que la termostatización de volúmenes de 50 ml por la placa 

calefactora del equipo Radlleys generaba un gradiente de temperatura en la 

mezcla de reacción, se empleó un incubador orbital (Kuhner ISF1-X, Birsfelden, 

Suiza) que mantenía la temperatura deseada. 

2.2.2.1. Estudio de la cantidad de mCLEAs 

Con el nuevo volumen, fue necesario reajustar la concentración de 

biocatalizador respecto al aceite de oliva. Para ello, se incubaron diferentes 

concentraciones de mCLEAs con aceite de oliva, metanol en una relación molar 

(alcohol:aceite) 6:1 y t-butanol hasta un volumen final de 50 ml.  

La reacción transcurrió en una atmósfera atemperada a 30ºC en un incubador 

orbital (Kuhner ISF1-X, Birsfelden, Suiza), agitándose la mezcla con unagitador 

magnético. Las conversiones obtenidas se muestran en la Figura 5.11. 

En el escalado de producción de biodiésel a 50 ml se determinó que la 

concentración óptima de mCLEAs en la reacción era de 0,5% (mCLEAs:aceite, p/p) 

ya que en un tiempo aceptable (48 h) se alcanzaba el máximo de conversión (90%), 

si bien se decidió ahorrar al máximo el uso de biocatalizador y se empleó en 

futuras reacciones 0,2% (p/p). 

La cantidad de enzima empleado en la reacción es muy baja si se compara con 

la empleada por otros autores (Tabla 5.1). Solo Mendes et al. (2011) utilizaron una 

relación igual (0,2%, p/p) pero a una temperatura mucho mayor (45ºC). Al 

comparar nuestros resultados con los de otros autores que emplean 
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preparaciones de lipasa inmovilizada de forma parecida a la empleada en este 

trabajo, Wang et al. (2009), Xie y Ma (2010), Rastian et al. (2016) y Mehrasbi et al. 

(2017), se comprueba que nuestras condiciones experimentales son más 

ventajosas económicamente: menor temperatura, menor relación de alcohol y la 

ya mencionada menor cantidad de enzima. 

 

Figura 5.11: Efecto de la cantidad de biocatalizador (p/p) en la conversión en biodiésel. La mezcla 

de reacción contenía aceite de oliva, metanol en una relación molar (alcohol:aceite) 6:1 y t-butanol hasta 

un volumen final de 50 ml. 

2.2.2.2. Estudio de la agitación 

Se comparó la agitación magnética con la orbital propia del incubador donde 

se incubaron las reacciones (Figura 5.12). Para ello, se seleccionó inicialmente una 

velocidad orbital de 150 rpm, ya que el nivel de turbulencia de la mezcla se parecía 

al observado con agitación magnética. 

En la Figura 5.12 se aprecia que los dos modos de agitación muestran una 

conversión semejante. Se decidió continuar con la agitación orbital por ser, 

aparentemente, la menos agresiva para la integridad física del biocatalizador, ya 
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que la agitación magnética podría dañar las mCLEAs, disminuyendo el 

rendimiento de la obtención de biodiésel (Itabaiana Jr. et al. 2013).  

 

Figura 5.12: Efecto de la agitación en la conversión de aceite en biodiésel. La mezcla de reacción 

contenía aceite de oliva, metanol en una relación molar (alcohol:aceite) 6:1 y t-butanol hasta un volumen 

final de 50 ml. La incubación se mantuvo a 30ºC con agitación magnética u orbital (150 rpm) en un 

incubador. 

Posteriormente, se estudió la agitación orbital, desde un sistema poco agitado 

(100 rpm) hasta uno con agitación vigorosa (250 rpm) (Figura 5.13). 

Se determinó que a 150 rpm se obtenía una agitación óptima para producir de 

biodiésel a partir de aceite de oliva. Mayores velocidades orbitales no se traducían 

en una mejor conversión, observándose incluso un descenso a 200 rpm. 

Velocidades de agitación menores de 150 rpm eran incapaces de mezclar 

adecuadamente los componentes de la mezcla de reacción, lo que se traducía en 

una menor conversión. 
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Figura 5.13: Efecto de la agitación orbital en la conversión de aceite en biodiésel al cabo de 40 h. 

La mezcla de reacción contenía aceite de oliva, metanol en una relación molar (alcohol:aceite) 6:1 y 

t-butanol hasta un volumen de 50 ml. La incubación se mantuvo a 30ºC con agitación orbital. 

2.2.2.3. Efecto de la adición de metanol 

Se ha descrito repetidamente en bibliografía el efecto inibidor del metanol, por 

lo que se evitó que su concentración fuera elevada en la mezcla de reacción. 

Existen diferentes posibilidades para conseguir este fin, como son el uso de un 

co-disolvente en la mezcla de reacción o la adición paulatina de metanol (Korman 

et al. 2013). 

En este trabajo se ha empleado t-butanol como co-disolvente, pero también se 

estudió con detalle la adición paulatina de metanol para optimizar la reacción. 

Para ello, se añadió metanol a una concentración final de 6,9%, 13,7% y 20,65% (v/v), 

a las 42 h de reacción, y se siguió la evolución de la conversión. Los resultados se 

muestran en la Figura 5.14. 

Tras la adición de metanol a las 42 h de reacción sólo se apreció aumento de 

conversión en la reacción que se suplementó con un 6,9% (v/v). La adición de 



V. Reutilización y Escalado 
 

 

202 

mayores cantidades de metanol se tradujo en una parada de la conversión, 

probablemente por el efecto inhibitorio que ejerce el metanol sobre la lipasa y 

sobre la agregación de las mCLEAs (véase apartado “2.3.2.8 Efecto del alcohol 

sobre las mCLEAs” del Capítulo IV de esta Memoria). 

 

Figura 5.14: Efecto de la adición de metanol en la conversión en biodiésel. La mezcla de reacción 

contenía aceite de oliva, mCLEAs (0,2% p/p), inicialmente metanol en una relación molar (alcohol:aceite) 

6:1, y t-butanol hasta un volumen final de 50 ml. La incubación se mantuvo a 30ºC con agitación orbital. 

La adición de metanol a las 42 h de reacción es como sigue: En (A) Se añade 6,9% (v/v) de metanol, en 

(B) 13,7% (v/v) y en (C) 20,65% (v/v) de metanol. Control: Sin adición de metanol. 

Rodrigues et al. (2010) consiguieron aumentar la conversión en un 10% 

mediante la adición de etanol en dos pasos, mientras que Soler et al. (2016) no 

apreciaron un aumento significativo en la conversión total añadiendo 1 mol de 

metanol a la mezcla de reacción cada 2 h. Esto sugiere que la reacción no está 

solamente condicionada por la inhibición o inactivación enzimática causada por 

metanol. De hecho, algunos autores han sugerido que el glicerol, que es el 

subproducto de la obtención de biodiésel, puede disminuir la actividad de la lipasa 

al adherirse a la superficie de la misma (Dizge y Keskinler 2008; Hernández-Martín 

y Otero 2008). 
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2.2.3. Escalado a 100 ml 

A la vez que se realizó el escalado a 100 ml, se estudió con detalle el efecto que 

el metanol ejerce sobre las mCLEAs en la reacción. También se estudió el efecto 

sobre la velocidad enzimática de la presencia de agua en la mezcla de reacción. 

2.2.3.1. Efecto del metanol en la reacción 

En primer lugar, se estudió el efecto del metanol sobre las mCLEAs. Para ello, 

se incubó a 30ºC, lotes de 40 mg de mCLEAs con diferentes diluciones de metanol 

(0%, 5%, 10%,15%, 25%, 50%, 75%, 100%) en agua durante diferentes tiempos (0, 15 y 

60 min y 24 h). Posteriormente, se retiró la mezcla de metanol:agua y se inició la 

reacción a 30ºC con agitación orbital y empleando aceite de oliva y metanol en una 

relación molar (alcohol:aceite) 6:1, y t-butanol hasta un volumen final de 100 ml 

(Figura 5.15). 

 

Figura 5.15: Velocidad inicial relativa de la conversión de aceite en biodiésel tras la incubación de 

las mCLEAs con metanol. La mezcla de reacción contenía aceite de oliva, 0,2% (p/p) mCLEAs, metanol 

en una relación molar (alcohol:aceite) 6:1 y t-butanol hasta un volumen final de 100 ml. La incubación 

transcurrió a 30ºC con agitación en un incubador orbital (150 rpm) y con t-butanol. 



V. Reutilización y Escalado 
 

 

204 

Los resultados de la Figura 5.15 muestran que la lipasa de las mCLEAs se inhibe 

por alta concentración de metanol a largo plazo. A tiempos cortos (15 min), las 

mCLEAs mantienen su actividad hasta cuando se incuban con 15% (v/v) de metanol, 

mientras que concentraciones mayores de alcohol se traducen en una fuerte caída 

de hasta el 50% de la velocidad inicial. 

Posteriormente, se estudió el porcentaje óptimo de metanol en la reacción. 

Para ello, se añadieron diferentes porcentajes de metanol (en detrimento del 

t-butanol) desde 0% hasta 55% (v/v) en la mezcla de reacción (Figura 5.16). 

 

Figura 5.16: Efecto del metanol en la velocidad inicial de la reacción. La mezcla de reacción contenía 

aceite de oliva, metanol a diferentes porcentajes, 0,2% (p/p) mCLEAs y t-butanol en un volumen final de 

100 ml. La incubación se mantuvo a 30ºC con agitación orbital (150 rpm).  

Como muestra la Figura 5.16, la reacción con mayor velocidad inicial es la que 

transcurre con un porcentaje de metanol de 13,7% (v/v), que corresponde a una 

relación molar (alcohol:aceite) 6:1, es decir, la empleada hasta ahora. Mayores 

porcentajes de metanol parecen inhibir el enzima. 
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El efecto del metanol en la estabilidad de CALB se ha estudiado en detalle, ya 

que se ha descrito que este alcohol se comporta como inhibidor competitivo de 

lipasas libres (Shimada et al. 2002; Lam et al. 2010; Kulschewski et al. 2013). El 

enzima se inactiva irreversiblemente cuando el alcohol excede su límite de 

solubilidad en la mezcla de reacción (López et al. 2015), afectando a la producción 

de biodiésel. 

La caída de la velocidad inicial observada a alto porcentaje de metanol se debe 

a un mecanismo complejo en el que actúan varios elementos (Fang et al. 2014). 

Por un lado, el metanol tiene un evidente efecto inhibitorio sobre la lipasa y, por 

otro lado, induce la formación de agregados mayores de mCLEAs, lo que se 

traduce en una importante reducción de la superficie de contacto enzima-sustrato 

(véase apartado “2.3.2.8. Efecto del alcohol sobre las mCLEAs” del Capítulo IV de 

esta Memoria). 

2.2.3.2. Estudio de la presencia de H2O en la reacción 

La cantidad de agua presente en la mezcla de reacción afecta la integridad 

estructural y a la flexibilidad del enzima. Las reacciones de transesterificación en 

medio orgánico transcuren en ambientes microacuosos (Shimada et al. 2002) para 

que la lipasa mantenga su estructura tridimensional, ya que una excesiva 

concentración de agua puede inducir la hidrólisis del aceite en lugar de su 

transesterificación. 

Hay aceites que contienen pequeñas cantidades de agua que hacen que se vea 

dificultada la reacción de esterificación. Por ello, se decidió estudiar el efecto que 

produce la presencia de agua añadida en la reacción y analizar cómo afecta a la 

conversión final de biodiésel y a la actividad de las mCLEAs. 

Con este fin, se comparó la reacción de transesterificación en las condiciones 

hasta ahora empleadas, con reacciones en las que la mezcla de reacción contenía 
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diferentes porcentajes de agua (0,1%, 0,5%, 1%, 2% y 5%, p/p). También se incluyó 

una reacción control en la que se había eliminado al máximo la humedad, al tratar 

los disolventes con desecadores moleculares (Molecular Sieves) (Figura 5.17). 

 

Figura 5.17: Efecto del agua presente en la mezcla de reacción, en la conversión de aceite en 

biodiésel. La mezcla de reacción contenía aceite de oliva, mCLEAs (0,2% p/p), metanol en una relación 

molar (alcohol:aceite) 6:1  y t-butanol hasta un volumen final de 50 ml. La incubación se mantuvo a 30ºC 

con agitación orbital (150 rpm). 

En la Figura 5.17 se muestra que la conversión de aceite de oliva en biodiésel 

fue mayor en muestras que no contenían agua añadida (0%), o que contenían agua 

en proporción muy pequeña (control y 0,1%). El rendimiento en la obtención de 

biodiésel fue mucho menor en las reacciones catalizadas en presencia de elevada 

concentración de agua (≥0,5% p/p). 

En presencia de una concentración pequeña de agua (0,1%, p/p) se aprecia una 

mejora en la velocidad inicial, si bien la conversión final es similar a la de las 

muestras sin agua añadida. Rastian et al. (2016) han obtenido resultados similares 

empleando, en su caso, una proporción de agua mayor, de en torno al 1-2% (p/p). 
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2.2.4. Escalado a 500 ml 

Se continuó el escalado hasta un volumen de 500 ml y se reajustaron diferentes 

condiciones de reacción, como la temperatura y la agitación. 

2.2.4.1. Estudio de la agitación 

Se comparó la velocidad inicial de reacción a diferentes velocidades de 

agitación orbital, desde un sistema poco agitado (120 rpm) hasta un sistema con 

agitación vigorosa (200 rpm) (Figura 5.18). 

 

Figura 5.18: Efecto de la agitación orbital en la velocidad inicial de conversión en biodiésel. La 

mezcla de reacción contenía aceite de oliva, metanol en una relación molar (alcohol:aceite) 6:1, 0,2% (p/p) 

mCLEAs y t-butanol hasta un volumen final de 500 ml. La incubación se mantuvo a 30ºC con agitación 

orbital.  

Se determinó que a una velocidad orbital de 200 rpm se obtenía una mezcla 

óptima de los componentes de la reacción para producir biodiésel en un volumen 

de 500 ml. 
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2.2.4.2. Estudio de la temperatura óptima 

Finalmente, se determinó la temperatura óptima comparando la conversión en 

biodiésel a dos temperaturas, 30ºC y 40ºC (Figura 5.19). 

No se emplearon temperaturas superiores a 40ºC ya que, en trabajos 

anteriores realizados en el Grupo (Cruz-Izquierdo et al. 2014), se sabía que 

incubaciones a temperaturas superiores a 40ºC afectaban a la actividad del 

enzima, impidiendo la posible reutilización del biocatalizador. 

 

Figura 5.19: Efecto de la temperatura en la conversión de aceite en biodiésel. La mezcla de reacción 

contenía aceite de oliva, 0,2% (p/p) de mCLEAs, metanol en una relación molar (alcohol:aceite) 6:1  y 

t-butanol hasta un volumen final de 500 ml. La incubación se mantuvo a 30ºC y 40ºC con agitación orbital 

(200 rpm).  

Se comprobó que a 40ºC se consiguió una mayor conversión en las primeras 

horas de reacción, obteniéndose valores cercanos al 90% de conversión en apenas 

100 h, frente a las más de 150 h necesarias a 30ºC. Sin embargo, al cabo de 250 h 

de incubación ya se obtuvieron conversiones parecidas (>95%) en ambas 

temperaturas. 
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Además, según aparece en la bibliografía (Tabla 5.1), son pocos los trabajos que 

realizan la conversión en biodiésel a una temperatura tan baja como la empleada 

en este trabajo (30ºC), situándose la temperatura media en torno a 40ºC ó 50ºC. 
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a necesidad de encontrar una alternativa adecuada a los combustibles 

derivados del petróleo, conlleva una intensa investigación para 

encontrar nuevas materias primas para producirlo. Un prometedor 

candidato puede ser el biodiésel, obtenido a partir de fuentes renovables y 

sostenibles, como son el aceite de plantas oleaginosas o de microalgas.  

En este trabajo se ha obtenido biodiésel, catalizado por mCLEAs de CALB, a 

partir de lípidos (aceites y FFAs) extraídos de biomasa de las microalgas Chlorella 

vulgaris var L3 y Scenedesmus sp. Este biocatalizador magnético se ha obtenido al 

entrecruzar con glutaraldehído agregados de la lipasa B de Candida antarctica 

(CALB) con nanopartículas magnéticas (MNPs) funcionalizadas con grupos -NH2. 

El biocatalizador magnético obtenido presenta un tamaño medio de partícula 

en torno a 300 nm y mantiene el superparamagnetismo de las MNPs de magnetita 

(de 10 nm de diámetro) que lo integran. Por esto, las mCLEAs son fáciles de 

recuperar de la mezcla de reacción utilizando un imán, permitiendo su 

reutilización en sucesivas reacciones. Esta característica es de suma importancia, 

ya que supone una reducción del coste económico de la producción de biodiésel. 

El biodiésel es un derivado del aceite que es renovable y biodegradable. 

Además, su combustión no supone un aumento neto de los niveles atmosféricos 

L 
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de CO2 (Fukuda et al. 2001). Aunque se puede obtener biodiésel de plantas 

oleaginosas, el uso de esta materia prima implica problemas sociales y 

medioambientales. Por ejemplo, la producción de aceite de palma (uno de los más 

empleados actualmente), supone la deforestación de vastas áreas de bosques 

naturales que causan daños irreparables en la biodiversidad de los ecosistemas. 

Además, existe cierto debate sobre si la utilización de plantas oleaginosas, 

como la palma, conlleva una reducción real en las emisiones de gases de efecto 

invernadero (Rawat et al. 2013). Incluso se duda si el equilibrio energético es 

positivo, ya que se estima que solo la mitad de la energía empleada en el proceso 

acaba en biodiésel (Scott et al. 2010). 

En cambio, la utilización de microalgas para producir biodiésel podría solventar 

estos problemas. Asimismo, las microalgas tienen tasas de crecimiento rápidas y 

tiempos de generación cortos que permiten varias cosechas a lo largo del año. 

Además, las microalgas tienen mayores rendimientos y productividad de lípidos 

que las plantas, pudiendo éstos ser de reserva y con un alto nivel de saturación, 

siendo una materia prima adecuada (Rawat et al. 2013). 

También se puede modificar y aumentar la cantidad de lípidos en la biomasa 

microalgal mediante el uso ingeniería genética o cultivando las células bajo 

determinadas condiciones nutricionales. Así, al someter a deficiencia nitrogenada 

cultivos de C. vulgaris y Scenedesmus sp. no sólo se aumenta el contenido lipídico 

de la biomasa microalgal, sino que también origina un aumento en la proporción 

de ácidos grasos saturados y monoinsaturados, en detrimento de los 

polinsaturados (PUFAs), pudiendo obtenerse al final un biodiésel de mayor 

calidad (Rawat et al. 2013; Ikaran et al. 2015; Picó et al. 2017). 

La viabilidad económica de la producción de biodiésel a partir de biomasa 

microalgal depende principalmente de la energía empleada en el cosechado de la 

biomasa y en la extracción de los lípidos (Kim et al. 2013a). Uno de los principales 
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problemas es la dificultad en extraer lípidos saponificables (que puedan 

convertirse en biodiésel), sin extraer los estructurales insaponificables. Por lo 

tanto, encontrar el método más eficiente y las condiciones óptimas para extraer 

los lípidos microalgales son cuestiones importantes para reducir los costes en la 

producción de biodiésel (Mubarak et al. 2015). 

La saponificación directa de aceites parece un proceso adecuado de 

extracción, ya que proporcionan buen rendimiento, y extrae FFAs incluso de 

lípidos insaponificables. Además, este método supone una importante reducción 

del coste energético, ya que evita el secado de la biomasa microalgal. Asimismo, 

con la saponificación se logra una fácil separación y recuperación de la fracción 

saponificable, obteniéndose muestras más puras de la biomasa deslipilizada de la 

que todavía se puede conseguir otros bioproductos (Picó et al. 2017). 

Después de obtener y caracterizar el biocatalizador magnético, así como de 

cultivar y extraer los lípidos de la biomasa microalgal, se evaluó la obtención de 

biodiésel mediante catálisis enzimática y química (ácida).  

Las mCLEAs son capaces de catalizar la transesterificación de aceites, 

independientemente del proceso de extracción que se haya usado, de su 

viscosidad o de la presencia de lípidos no saponificables, como fosfolípidos, 

aunque la conversión en biodiésel es muy diferente entre los aceites empleados. 

Los mejores resultados se han obtenido de biomasa extraída de Scenedesmus sp. 

por saponificación, ya que la preparación lipídica es más pura, no contiene trazas 

de disolventes que puedan inhibir a la lipasa, y no contiene fosfolípidos que, según 

Watanabe et al. (2002), afectan a la actividad enzimática. 

Para hacer económicamente viable la obtención de biodiésel a partir de 

microalgas se ha de optimizar todas las etapas de su producción. Por ello, en este 

trabajo se estudiaron y optimizaron diferentes factores de la reacción, como son:  
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I. Temperatura 

II. Modo de agitación 

III. Tipo de donador de grupos alquilo y proporción del mismo 

IV. Uso de un co-disolvente en la mezcla de reacción 

V. Cantidad de agua presente 

VI. Cantidad de biocatalizador empleado 

VII. Reutilización del biocatalizador 

VIII. Escalado desde 0,5 ml hasta 500 ml de la mezcla de reacción 

 

La temperatura óptima de reacción se sitúa entre 30 y 40ºC, ya que a 

temperatura mayor no se incrementa significativamente la conversión de 

biodiésel. Además, estudios previos (Cruz-Izquierdo et al. 2014), han demostrado 

que la incubación a temperatura mayor de 50ºC provoca la pérdida de actividad 

del biocatalizador en sucesivos ciclos catalíticos. 

Otro de los factores estudiados con detalle es la agitación de la mezcla de 

reacción. Con ultrasonidos se obtiene una velocidad de reacción muy superior a la 

medida con agitación mecánica o magnética. Si bien se ha descrito que los 

ultrasonidos acaban dañando la estructura secundaria del enzima, lo que provoca 

su inactivación (Michelin et al. 2015; Waghmare et al. 2015; Tavares et al. 2017). 

Aunque los ultrasonidos a largo plazo afectan la estructura y agregación de las 

mCLEAs, se ha conseguido que las mCLEAs mantengan su actividad durante al 

menos 20 ciclos catalíticos, lo que supera a los 5 ciclos obtenidos por Waghmare 

et al. (2015), y por Tavares et al. (2017). Se ha demostrado que la pérdida de 

actividad de las mCLEAs se debe, probablemente, a la liberación de lipasa de los 

agregados entrecruzados. Para minimizar la liberación del enzima y conseguir alto 

rendimiento de conversión en biodiésel, se puede ultrasonar las mCLEAs durante 

el primer minuto de reacción. Con esto se consigue dispersar el biocatalizador en 
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la mezcla de reacción, aumentando la relación superficie-volumen de las mCLEAs, 

y en consecuencia la conversión en biodiésel. 

Otro de los factores estudiados para optimizar la reacción es el tipo de donador 

de grupos alquilo, así como su relación molar en la mezcla de reacción. En 

reacciones de transesterificación (con ausencia de co-disolvente en la mezcla), 

una reacción molar elevada con alcoholes primarios resultaba en una menor 

conversión en biodiésel. En cambio, en reacciones de esterificación se obtiene un 

mejor rendimiento con alcoholes primarios que con el secundario 2-propanol, si 

bien, a lo largo de sucesivos ciclos catalíticos, los primarios inactivan el enzima. 

Es bien conocido el efecto negativo que sobre la actividad de la lipasa ejercen 

los alcoholes primarios a elevada concentración (Shimada et al. 1999; Chen y Wu 

2003). Por ello, una estrategia común para proteger al enzima así como para 

mejorar la solubilidad entre triglicéridos y alcoholes, es la adición a la mezcla de 

reacción de disolventes orgánicos (Lotti et al. 2015). El uso de un co-disolvente 

orgánico supone un mayor coste, tanto por su uso como por la necesidad de 

utilizar métodos más costosos para extraer el biodiésel final (Sankaran et al. 2016). 

Sin embargo, se puede rentabilizar el empleo de co-disolventes porque su uso 

aumenta el rendimiento en la obtención de biodiésel. 

Las mCLEAs de CALB son un biocatalizador robusto que mantiene su actividad 

en presencia de diversos disolventes orgánicos apolares. Sin embargo, su 

actividad se ve afectada con disolventes polares, como DMSO o acetato de etilo, 

que secuestran el agua de solvatación del enzima y provocan la pérdida de su 

actividad. Sin embargo, el t-butanol presenta las mejores características para ser 

empleado como co-disolvente en la mezcla de reacción, ya que favorece un alto 

rendimiento de transesterificación, al reducir la viscosidad del aceite y disolver el 

glicerol. Por esta razón, este alcohol terciario se emplea con frecuencia en la 
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producción de biodiésel (Li et al. 2006; Lai et al. 2012; Rastian et al. 2016; Mehrasbi 

et al. 2017). 

Posteriormente, se estudió el efecto del metanol en la reacción, esta vez ya 

utilizando t-butanol como co-disolvente en la mezcla de reacción, 

comprobándose que la relación molar (alcohol:aceite) óptima es 6:1, que 

corresponde a un 13,7% (v/v). La caída de velocidad inicial observada a alta 

concentración de metanol se debe a un mecanismo complejo en el que actúan 

varios elementos. Por un lado, el metanol es un inhibidor del enzima, y por otro 

induce la formación de agregados mayores de mCLEAs, que se traduce en una 

reducción significativa de la superficie de contacto enzima-sustrato. 

También se estudió el efecto de la presencia de agua en la mezcla de reacción. 

Con una pequeña concentración de agua (0,1%, p/p) se obtiene una mayor 

velocidad inicial, si bien la conversión final en biodiésel es similar a la de muestras 

sin agua añadida. Rastian et al. (2016) han obtenido similares resultados pero 

empleando una mayor proporción de agua, en torno al 1-2% (p/p). 

En cuanto a la cantidad de enzima utilizada en la reacción, ésta se disminuyó 

de un 1% hasta un 0,2% (p/p, biocatalizador/aceite). La cantidad de enzima 

empleado en este trabajo es muy baja, si se compara con la usada por otros 

autores. Sólo Mendes et al. (2011) utilizan una relación igual (0,2% p/p) pero a una 

temperatura de reacción mucho mayor (45ºC). En resumen, si se compara los 

resultados obtenidos con preparaciones de lipasa inmovilizada de forma parecida 

a la aquí empleada [Wang et al. (2009), Xie y Ma (2010), Rastian et al. (2016) y 

Mehrasbi et al. (2017)], se comprueba que nuestras condiciones son mucho más 

ventajosas económicamente, ya que se emplean menor temperatura, menor 

relación de alcohol y, la ya mencionada, menor cantidad de enzima. Además, en 

estas condiciones las mCLEAs, se pueden reutilizar durante al menos 50 ciclos 
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catalíticos (un total de 1200 h) sin que se aprecie ningún descenso significativo en 

la conversión en biodiésel. 

Por ello, se puede concluir que las mCLEAs de CALB son un robusto 

biocatalizador capaz de ser reutilizado en numerosos ciclos catalíticos 

consecutivos, lo que supone una importante reducción del coste de su obtención. 

Este abaratamiento del biocatalizador, repercute en un menor coste en la 

producción del biodiésel, haciendo que este biocombustible pueda llegar a ser 

económicamente competitivo frente a los petrocombustibles tradicionales. 

Como ya se ha detallado, es muy parecida la conversión en biodiésel obtenida 

por catálisis química (ácida) y enzimática, a pesar que son muy diferentes las 

condiciones utilizadas en ambos casos. Así, la catálisis ácida se realiza a 100ºC 

durante 1 h, mientras que la enzimática es a 30ºC durante 3 h. Igualmente, el 

biocatalizador magnético permite:  

I. Su fácil recuperación de la mezcla de reacción para reutilizarse durante 

más ciclos catalíticos 

II. Condiciones de reacción más económicamente ventajosas 

III. Usar disolventes más respetuosos con el medio ambiente  

 

Como resumen final, en la Tabla 6.1 se sintetiza las mejores condiciones 

determinadas en este trabajo para obtener biodiésel enzimáticamente a partir de 

lípidos de microalgas. 
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Tabla 6.1: Resumen de las condiciones óptimas para la obtención de biodiésel a partir de biomasa 
microalgal. 

Microalga Scenedesmus sp. 

Cultivo Sometido a deficiencia nitrogenada 

Extracción de lípidos Saponificación 

Sustrato Ácidos grasos 

Catálisis Enzimática 

Temperatura 30-40ºC 

Donador grupos alquilo Metanol  

Relacción molar  
3:1 (alcohol:FFAs) 

6:1 (alcohol:aceite) 

Co-disolvente t-Butanol 

Agitación 
Mecánica (orbital), previa dispersión del 

biocatalizador por ultrasonación durante 1 min 

Cantidad de agua ≤0,1% (p/p) 

Cantidad de biocatalizador 0,2% (biocatalizador:aceite, p/p) 

Conversión en biodiésel >90% 

Tiempo de reacción 72-96 h 

Estabilidad 100% tras 50 ciclos catalíticos (1200 h) 
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e los resultados obtenidos en este trabajo se pueden extraer, entre 

otras, las siguientes conclusiones: 

 

I. La inmovilización covalente por entrecruzado de agregados de CALB a 

MNPs permite obtener un biocatalizador magnético, robusto y 

estable. 

a. Las mCLEAs son fácilmente recuperables de la mezcla de 

reacción con ayuda de un imán, y mantienen sus propiedades 

superparamagnéticas. 

II. Las condiciones de reacción empleadas en este trabajo son mucho más 

ventajosas económicamente que las de otros trabajos similares. Esto 

es, menor temperatura, menor relación de alcohol y menor cantidad 

de enzima. 

a. La temperatura, agitación y cantidad de biocatalizador 

empleado son los factores que más influyen en la conversión 

de biodiésel. 

D 
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b. La ultrasonación de las mCLEAs durante 1 min dispersa el 

biocatalizador en la mezcla de reacción mejorando el 

rendimiento de conversión. 

c. El metanol inhibe la actividad de la lipasa, y provoca la 

agregación de las mCLEAs, disminuyendo su superficie de 

contacto con el sustrato. 

d. La adición en la mezcla de reacción de un co-disolvente, como 

t-butanol, permite mayor conversión al evitar la inhibición de la 

lipasa por el alcohol y aumentar la solubilidad entre los TAGs y 

el alcohol. 

e. Una concentración de agua mayor que 0,1% (p/p) en la mezcla 

de reacción, reduce la velocidad inicial de conversión. 

f. Un 0,2% (p/p, biocatalizador:aceite) es una relación adecuada 

para obtener alta conversión en un tiempo aceptable. 

III. Las mCLEAs de CALB catalizan eficazmente la conversión en biodiésel 

de los lípidos extraídos de la biomasa microalgal. Además: 

a. El biocatalizador puede transesterificar aceites, 

independientemente de cómo se hayan extraído, de su 

viscosidad o de la presencia de lípidos insaponificables. 

b. La reutilización del biocatalizador durante al menos 50 ciclos 

catalíticos, sin aparente pérdida de actividad y con alta 

conversión en biodiésel (>90%), confirma la robustez y 

estabilidad de las mCLEAs de CALB. 

c. Al cabo de 20 ciclos catalíticos agitados por ultrasonidos se 

observa menor conversión debido a que se libera lipasa del 

biocatalizador magnético. 
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d. Aunque la catálisis ácida y enzimática proporcionan parecida 

conversión de biodiésel, si se reutiliza el biocatalizador los 

costes se reducen en gran medida. Además, la catálisis 

enzimática permite utilizar disolventes menos agresivos con el 

medio ambiente, empleando condiciones de reacción más 

ventajosas económicamente, ya que transcurre a 30ºC durante 

3 h frente a los 100ºC en 1 h necesarios en la catálisis química. 
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