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RESUMEN

El interés por las microalgas ha aumentado considerablemente en
la dltima década, principalmente como fuente para la obtencion de
biocombustibles, como alternativa a los productos fésiles empleados hoy
en dia. Actualmente, se ha visto que a partir de biomasa microalgal no
solo se pueden obtener materias primas para obtener biocombustibles,
sino que también, esta biomasa es de utilidad para obtener bioproductos
de interés en los sectores farmacéutico, alimentario, cosmético y de
quimica fina, entre otros. Por lo tanto, la biomasa microalgal seria de
utilidad para proporcionar de forma sostenible y renovable muchos
bioproductos de interés, permitiendo conseguir energias limpias,
sostenibles y renovables, ademas, de otros bioproductos de valor afiadido
limpios y biodegradables. Esto seria la base, de lo que denominamos,

biorrefineria a partir de microalgas.

La mayoria de los estudios realizados proponen la utilizacion de
microalgas para la obtencion de biodiesel a partir de sus triglicéridos
esterificables con alcoholes (metanol o etanol). Pero la biomasa
microalgal contiene muchos mas compuestos Utiles, ademas de los
lipidos, como azucares y almidones fermentables, que pueden emplearse
en la obtencién de bioetanol. Otros productos intracelulares también
pueden emplearse en los sectores farmacéutico, cosmético, alimentario
y de quimica fina. Esta claro que, si la biomasa microalgal sélo se emplea
para extraer lipidos de utilidad para obtener biodiesel, el coste
econdmico del cultivo algal y la extraccion de los lipidos, asi como las
infraestructuras necesarias para realizar estos procesos, no son
econdémicamente viables, ya que son procesos costosos y que requieren

energia. Por lo tanto, la solucion a este inconveniente es el



aprovechamiento integral de la biomasa microalgal, que puede

emplearse en la obtencidén de muchos y diversos bioproductos de interés.

En este trabajo, se han estudiado distintos métodos de cosecha de
microalgas que permitan recolectar esta biomasa de la forma mas
eficiente y econdmicamente viable. Para ello, se han adsorbido a
nanoparticulas magnéticas, como un método de cosecha rapido, facil y
no contaminante. Ademas, estas nanoparticulas pueden ser recuperadas
y reutilizadas, disminuyendo el coste de la cosecha. Por otro lado, se ha
empleado la cosecha por centrifugacién, como un método poco agresivo
para los bioproductos intracelulares presentes en las microalgas. Sin
embargo, la extraccién del contenido microalgal de forma completa es
un punto crucial del proceso y, debido a las complejas envolturas
celulares de las microalgas, el prensado de las células ha sido el Gnico

método eficiente.

La hidrolisis de los polisacaridos y proteinas de estas microalgas,
se ha realizado de forma no contaminante, empleando glucosidasas (a-
amilasa y glucoamilasa) y proteasas (Alcalase® y Neutrase®)
comerciales. Inicialmente, se ha realizado la caracterizacion de estos
enzimas empleando sustratos modelo, con el fin de determinar las
condiciones de hidrolisis éptimas, para mas tarde, ajustarlas a la
hidrolisis del extracto microalgal como sustrato. Para reutilizar estos
enzimas en posteriores reacciones de hidrolisis, se han sintetizado
mMCLEAs de los distintos enzimas, que se han caracterizado empleando
sustratos modelo. Finalmente, se han aplicado estas condiciones a la
hidrolisis de extractos microalgales. De esta forma, se concluye que el
empleo de estos enzimas comerciales en la hidrdlisis de extractos
microalgales es mas eficiente empleando el enzima soluble, y que,

ademas, es necesaria una cantidad muy pequefia de enzima para obtener



una hidrolisis adecuada de los extractos microalgales, tanto en

polisacéridos como en proteinas.

Finalmente, se ha estudiado el efecto de la deslipidacion de las
microalgas, observandose que este proceso afecta de forma considerable

a la posterior hidrolisis de los polisacaridos y proteinas.

Todo ello permite concluir, que el proceso de biorrefineria
microalgal es prometedor, aunque se encuentre en sus inicios. Hace falta
mas estudios para que se pueda implementar de distintas formas, con el
fin de optimizar todos los pasos del proceso para obtener un mayor

rendimiento tanto econémico como de obtencidn de productos.
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1.1. Introduccién general

Se estima que el 90% de nuestro consumo actual de energia proviene del
carbon, del gas natural y del petréleo, y menos del 10% se obtiene a partir de
energias renovables (Yen et al., 2013). Ademaés, basandonos en los consumos
actuales, es muy probable que para el afio 2050 las reservas de petréleo
desaparezcan (Campbell y Laherrere, 1998) (Figura 1.1). Por otro lado, aunque las
reservas de petroleo sigan siendo suficientes, la contaminacion ambiental asociada
(como la liberaciéon de CO2 y NOy) representa una gran amenaza a nivel mundial
(Hoetal., 2011).
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Figura 1.1: Demanda y descubrimientos de petréleo y gas durante 100 afios. Estimacion hasta 2020. La
demanda de ambos compuestos aumenta a medida que disminuyen los descubrimientos de fuentes de gas y
petroleo (Longwell, 2002).

Este aumento en la demanda de energia durante décadas ha propiciado
la busqueda de combustibles renovables. Entre estas fuentes alternativas hay
una que ha ido cogiendo cada vez més importancia, la biomasa de microalgas
(Chew et al., 2017). Pero la produccion unicamente de biocombustibles a partir

de microalgas es un proceso muy costoso, tanto energéticamente, como
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econdmicamente (Wijffels y Barbosa, 2010; Norsker et al., 2011). Las
microalgas contienen una gran cantidad de lipidos, proteinas y carbohidratos,
por lo que, ademas de en el sector energético, pueden emplearse en otros
sectores como en el alimenticio, el quimico o el farmacéutico. Por lo tanto,
para obtener el mayor rendimiento y disminuir los costes, se debe enfocar el
proceso en la explotacion maxima de la biomasa microalgal. O lo que es lo
mismo, realizar un proceso de biorrefineria que abarque todos los compuestos

de interés que contienen las microalgas.

1.1.1. Biorrefineria de microalgas

Se define la biorrefineria como un proceso de obtencién de
biocombustibles, energia y productos de alto valor, a través de la
transformacion y el procesado de la biomasa (Chew et al., 2017). Puede ser,
ademas, un proceso prometedor para mitigar las emisiones de los gases de
efecto invernadero. Sin embrago, una de las mayores dificultades de la
biorrefineria es la separacion de los distintos compuestos de interés sin causar
dafio a las otras fracciones.

La biorrefineria de microalgas permite obtener distintos productos de
interés, siendo los méas importantes: biodiesel, bioetanol, biometano, quimicos
organicos y suplementos alimenticios (Harun et al., 2010). Estos compuestos
se obtienen a partir de distintos componentes de la biomasa microalgal

microalgas.

1.1.1.1. Lipidos

Las microalgas acumulan gran cantidad de lipidos, que rondan entre el

30y el 50% de su peso seco total, dependiendo del tipo de microalga y de las
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condiciones del cultivo. Los principales usos potenciales de estos lipidos son
la produccidn de biodiésel o moléculas de alto valor alimenticio (como &cido

linolénico, acido eicosapentanoico...) (Chew et al., 2017).

1.1.1.2. Proteinas

Las proteinas son el componente mayoritario de las microalgas (50-70%
de su peso total). La obtencidn de proteinas a partir de microalgas tiene un gran

valor en la nutricion tanto humana como animal (Chew et al., 2017).

1.1.1.3. Carbohidratos

Las microalgas presentan un gran contenido en carbohidratos que
aproximadamente un 50% mas alto que su peso en seco. Estos carbohidratos
pueden presentarse como glucosa, almidones, celulosa y otros polisacaridos.
La hidrolisis de estos carbohidratos permite obtener azlcares fermentables,
empleados generalmente para la produccién de bioetanol o biometano (Harun
etal., 2010).

Otra de las ventajas que presenta la biorrefineria, es la capacidad de las
microalgas para fijar el CO, atmosférico mas rapidamente que las plantas
terrestres (Ho et al., 2011). De esta forma, la biorrefineria al permitir obtener
productos de interés de distintos sectores, por su capacidad de fijar el COy,
cerraria el ciclo del carbono disminuyendo la contaminacion atmosférica
(Figura 1.2). Ademaés, también tienen capacidad para eliminar otros

compuestos toxicos como el NH4*, NOsy PO* en aguas contaminadas.
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Figura 1.2: Resumen del proceso de biorrefineria de microalgas. Compuestos de interés de las microalgas y
productos obtenidos. EI CO2 liberado por los biocombustibles es reabsorbido por las microalgas.

1.1.2. Las microalgas

El término microalga no representa ningun grupo bioldgico determinado,
si no que representa a varias cepas de distintos filos. Por tanto, este término
comprende a aquellas plantas microscépicas que viven en habitats acuaticos.
En este sentido, el término microalga comprende también a las cianobacterias
procariotas (Posten y Chen, 2015). Las microalgas eucaridticas son
organismos de 2-200 pm eucariotas fotosintéticos capaces de crecer
rapidamente y vivir en condiciones adversas, gracias a su estructura unicelular
o multicelular simple (Mata et al., 2010). Presentan organulos similares a los

de las plantas terrestres, como cloroplastos y nucleo, pero presentan una mayor
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eficiencia en la produccion de biomasa, debido a su mayor rendimiento en la
captacion y utilizacion de luz, CO», agua, etc. (Panahi et al., 2019). Las
microalgas estan presentes en todos los ecosistemas terrestres, no solo
acuaticos, si no también, terrestres. Existen cerca de 50.000 especies
diferentes, pero Unicamente se han analizado y estudiado cerca de 30.000
(Richmons, 2004).

En este trabajo se empled la microalga Chlorella vulgaris.

1.1.2.1. Chlorella vulgaris

Chlorella es un genero de microalgas verdes unicelulares del filo
Chlorophytay de la clase Chlorophyceae. Son estructuras celulares eucariotas,
de forma esférica, cuyo tamafio puede variar entre los 2 y 15 pm. son
organismos fotosintéticos que presentan como pigmentos clorofila a y b. Se
encuentra ampliamente distribuida en diversos habitats como: agua dulce, agua
marina, en el suelo o en simbiosis con liquenes y protozoos. Este tipo de
microalgas presentan un gran interés en el &mbito nutricional ya que contienen
una gran cantidad de proteinas, vitaminas y minerales. Ademas, se consideran
grandes candidatas como sustitutas del petrdleo, debido a la gran cantidad de
lipidos que son capaces de sintetizar (Posten y Chen, 2016).

Las diferentes especies de Chlorella son: C. autotrophica, C. coloniales,
C. lewinii, C. minutissima, C. pituita, C. pulchelloides, C. pyrenoidosa, C.

rotunda, C. singularis, C. sorokiniana, C. variabilis, C. volutis, C. vulgaris.
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Chlorella vulgaris (Figura 1.3) fue
descrita por primera vez en 1890 por M.
W. Beijerinck. Presenta forma esférica y
un diametro entre 2 y 10 um, y puede

encontrarse en habitats diversos. Se

reproduce de forma asexual mediante

Figura 1.3: Chlorella vulgaris. NIES culture
collection.

autoesporas. Presenta una pared celular
rigida de celulosa, en su interior
encontramos cloroplastos, mitocondrias, el nucleo, la vacuola, almidén y
cuerpos lipidicos (Posten y Chen, 2016). La composicion bioquimica de C.
vulgaris se presenta en la Figura 1.4. Esta composicidn bioguimica presenta
gran variacion segun las condiciones de cultivo empleadas, que pueden
fomentar el aumento de unos compuestos otros, y el método de deteccion
empleados. Generalmente, el porcentaje de proteinas es el que menos suele
verse afectado por estas variaciones, mientras que lipidos y carbohidratos

pueden variar ampliamente (Abalde et al., 1995; Safi et al., 2014).

Chlorella es una fabrica unicelular, impulsada por luz solar, para obtener
proteinas, lipidos, carbohidratos, pigmentos, vitaminas y minerales. Durante
mucho tiempo se ha empleado como alimento humano como suplemento
nutricional y como alimento animal en acuicultura. Se ha demostrado también
su capacidad en la biorremediacién de gases de combustion industrial y de
aguas residuales. Recientemente, esta alga ha atraido el interés en la

produccién de biocombustibles.
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Figura 1.4: Composicion bioquimica de C. vulgaris. (A) Composicion bioquimica en condiciones normales
(Abalde et al., 1995). (B) Alteraciones en la composicidn bioquimica en funcion del medio de cultivo y las técnicas
de deteccion empleadas (Safi ef al., 2014). Los datos se representan en % de materia seca.

1.1.1. Los biocatalizadores enzimaticos

Los enzimas se emplean como biocatalizadores en una amplia gama de
aplicaciones industriales. Estos biocatalizadores son altamente especificos y
estereoselectivos para catalizar una gran variedad de reacciones quimicas
(Rehm et al., 2016). Los biocatalizadores presentan diversas ventajas frente a
los métodos clasicos como la catélisis quimica. La catalisis enzimética permite
reacciones mucho mas especificas, en condiciones de reaccion mas suaves y
un menor gasto, tanto energético como de agua. Ademas, su empleo se
combina con materias primas obtenidas de forma sostenible a partir de fuentes
renovables. Pero presentan inconvenientes tales como la pérdida de su
estabilidad a altas temperaturas y/o pHs extremos o su alto coste que pueden
ser solventados mediante la inmovilizacion de los enzimas. La inmovilizacion

de los enzimas permite disminuir el nimero de pasos necesarios en una
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reaccion gracias a su facil separacion de la mezcla de reaccion manteniendo su
actividad enzimatica y permitiendo su reutilizacién (Chapman et al., 2018)
(Tabla 1.1).

Tabla1.1: Ventajas y limitaciones de la inmovilizacién enzimatica

v" Aumento de la estabilidad % Disminucion de la actividad
v’ Posibilidad de reutilizacién x  Posibilidad de problemas de difusién
v Posibilidad de separacién del producto y transferencia de masa

del enzima % Posibilidad de modificacion de
v Reacciones en continuo y multietapa propiedades cataliticas

x

v Anulacioén de la inmunogenicidad Incremento del precio y complejidad
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1.2. Objetivos

Como se ha descrito anteriormente, actualmente el empleo de microalgas

para la produccion de biodiesel esté limitado por su elevado coste. Para obtener

un mayor rendimiento de este proceso, es necesaria la obtencion y el posterior

tratamiento de otros bioproductos de interés como polisacaridos y proteinas.

Para ello se emplearan métodos enzimaticos, que reducen el posible dafio

ambiental que provocarian los métodos quimicos, y se realizard tanto con

enzimas solubles como enzimas inmovilizados. Para conseguir este objetivo

principal, las tareas a desarrollar en este trabajo se desglosan en los siguientes

subobijetivos:

Cultivar y cosechar C. vulgaris de forma rapida e inocua para las células
empleando MNPs. Seleccionar del tipo de MNP a emplear y
optimizacion del proceso de adsorcion y desorcion.

Extraer de los bioproductos de interés de C. vulgaris empleando métodos
fisicos para una extraccién completa de la biomasa, sin que se produzca
una pérdida de aquellos productos de interés.

Caracterizar con sustratos modelo los enzimas libres e inmovilizados en
MCLEAs. Se empleara almidones y dextrinas para glucosidasas, y
caseina para proteasas, con el fin de seleccionar las condiciones éptimas
de hidrolisis enzimatica.

Caracterizar con extracto microalgal la actividad de los enzimas libres y
en mCLEAs: glucosidasas (a-amilasa y glucoamilasa) y proteasas
(Alcalase® y Neutrase®). Se empleara extracto microalgal soluble para
determinar las condiciones Optimas de actividad para la hidrdlisis
mediante glucosidasas de polisacaridos microalgales, y mediante
proteasas de proteina microalgal soluble.

Deslipidizar las microalgas de forma quimica empleando disolventes

organicos para comprobar el efecto que tienen en los compuestos no
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lipidicos, proteinas y polisacaridos, restantes presentes en el extracto

microalgal.
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2.1 Reactivos y Productos

En este capitulo se emplearon los reactivos y productos que aparecen en
latabla 2.1.

Tabla 2.1: Reactivos y productos empleados Se indica el proveedor, asi como la ciudad y el pais de origen.
Todos los reactivos quimicos eran de calidad para andlisis 0 en su caso de grado para biologia molecular. Los
compuestos empleados para preparar los medios de cultivo eran de calidad purisimo o equivalente.

Casa comercial, ciudad, pais Producto

Bio-Rad 30% Acrilamida/Bisacrilamida

. _ o
Hercules, PA, EEUU Bio-Rad Protein Assay
Mini-PROTEAN TGX; Stain-Free gels

Precision Plus ProteinTM Standards

GE Healthcare Bio-Sciences Azul de Coomassie

AB Uppsala, Suecia Columnas de desalinizacion desechables
PD-10
Merck 2-Propanol

2-Mercaptoetanol

Acetato sodico

Acido sulfurico

Acido tricloroacético
Bicarbonato sddico
Carbonato sodico

Citrato sodico

Cloruro célcico - 2H,0
Cloruro potéasico

Cloruro sodico

Dicloruro de manganeso - 4H.O
Fosfato sédico monobaésico
Glutaraldehido

N,N,N’,N’- Tetrametiletilendiamina
(TEMED)

n-Hexano

Darmstadt, Alemania
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Nitrato potasico
Persulfato amonico

Panreac Cloruro potéasico

Dicloruro de cobalto - 6H20
Dihidrogenofosfato de potasio
Etanol

Fosfato monopotasico

Fosfato sodico dibasico
Glicerol

Glucosa

Hidroxido sddico

Metanol

Sulfato aménico

Sulfato cuprico - 5H20
Sulfato de magnesio - 7H.0
Tris(hidroximetil)aminometano

Barcelona, Espafa

Quimivita Acido acético
Acido citrico
Acido clorhidrico
Hidréxido aménico

Barcelona, Espafa

Sigma-Aldrich 1-Butanol
St. Louis, MO, EEUU Acido 3,5-dinitrosalicilico (DNS)
Acido borico

Acetato de etilo

Alcalase ® Proteasa (EC 3.4.21.62) de
Bacillus licheniformis

Almidén soluble
Aminopropiltrietoxisilano (APTS)
Azul de bromofenol

Borohidruro de sodio

Carbazol

Caseina de leche de vaca

Citrato férrico - H20
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TCL Europe, Zwijndrecht,
Bélgica

Cloruro férrico

Cloruro ferroso

Dextrina

Dodecilsulfato sodico (SDS)
Glicina

Glucoamilasa (EC 3.2.1.3) de Aspergillus
niger

Hidroxido amonico
L-Tirosina
Molibdato sodico - 2H,0

Neutrase ® Proteasa (EC 3.4.24.28) de
Bacillus amiloliquefaciens

Reactivo de Folin & Ciocalteu
Seroalbumina bovina (BSA)
Sulfato aménico

Sulfato cincico - 7H20

Sulfito sédico

Tiosulfato sodico

Triton X-100

a-Amilasa (EC 3.2.1.1) de Aspergillus
oryzae

Acido esteérico

Acido miristico

Acido oleico

Acido palmitico
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2.2 Cultivo vy cosecha de microalgas

Medio de cultivo

Se obtuvo una cepa de Chlorella vulgaris de Neiker (Teknalia, Arkaute,
Alava). Para su cultivo, tanto sobre agar solido como en medio liquido en
matraces Erlenmeyer de 1 I, se emple6 el medio Chul3 modificado (Chu,
1942). Como macronutrientes se emplearon: KNOz 3.95 mM, K:HPO4 0.458
mM, CaClz-2H,O 0.725 mM y MgSO4-7H0 0.81 mM. Como
micronutrientes: CoClz-6H20 0.202 uM, H3zBO3 92.5 uM, MnCl,-4H,0 18.29
MM, ZnS0O4-7H20 1.5 pM, CuSO4-5H20 0.64 pM y Na2MoO4-2H.0 0.408
UM, Ademas, se afiadi6 acido citrico 0.52 mM vy citrato férrico-H20 64.44 uM
(solucion madre 19.96 mM y NaOH 1 M). Finalmente, el pH se ajusté a 7.5.
Los cultivos se autoclavaron a 1 bar de presion y 121°C durante 30 minutos.
Para el mantenimiento del cultivo se realizaron resiembras, a partir de cultivos
en medio liquido, sobre agar sélido al 1.5% (p/v) con medio Chu 13 (Chu,

1942) empleando asas de siembra estériles.
Condiciones de cultivo

Los cultivos, tanto en medio liquido como en agar sélido, se incubaron a
25°C con agitacion orbital de 150 rpm (Climo-Shaker ISF1X, Khuner) y con

iluminacion continua de 760 HE-s™ proporcionada con lamparas fluorescentes.

2.2.1 Seguimiento del cultivo

Para determinar la evolucion del crecimiento de los cultivos se midio
tanto la densidad celular como la concentracion de pigmentos fotosintéticos,
determindndose también el estado fisiologico del cultivo. Se emplearon
cultivos celulares discontinuos por su relativo facil manejo (Abalde et al.,
1995).
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2.2.1.1  Seguimiento por turbidez

Se realizd el seguimiento de la turbidez de los cultivos
espectrofotométricamente (Spectrophotomete DU 800, Beckman Coulter)

midiendo la absorbancia a 680 nm.

2.2.1.2  Seguimiento por pigmentos fotosintéticos

Para calcular la concentracién de pigmentos fotosintéticos, se colectaron
muestras de 1 ml del cultivo en tubos Eppendorf y se centrifugaron durante 10
minutos a 13000 rpm (Microfuge 18 Centrifuge, Beckman Coulter). El
sedimento se lavod 2 veces con agua destilada por centrifugacion durante 10
minutos a 13000 rpm (Microfuge 18 Centrifuge, Beckman Coulter). A
continuacidn, se afiadié al sedimento 1.5 ml de metanol, los tubos se agitaron
en un agitador de tubos (Heidolph, REAX 2000) 15 segundos y se incubaron
a 80°C durante 10 minutos. Finalmente, las muestras se centrifugaron durante
20 minutos a 13000 rpm (Microfuge 18 Centrifuge, Beckman Coulter). La
absorbancia de los sobrenadantes se midi6 a 450, 650 y 665 nm
(Spectrophotometer DU 800, Beckman Coulter) para determinar la
concentracion de clorofila a (Ecuacién 1), clorofila b (Ecuacién 2) y

carotenoides (Ecuacion 3) (Horii et al., 2007).

Chl a (pg/ml) = (16.5 - Ases) — (8.3 - Aeso) 1)

Chl'b (ng/ml) = (33.8 - Asso) — (12.5 - Ases) (2
) Asso

Carotenoides (pug/ml) = — 3

250
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2.2.1.3  Estado fisiologico del cultivo: Indice de Margalef

Con el fin de obtener la mayor cantidad de bioproductos de los extractos
microalgales se tuvo en cuenta el valor del indice de Margalef (IM) de los
cultivos, que indica el estado fisioldgico de las células (Ecuacion 4). Cuando
el cultivo es joven el valor de IM varia entre 1 y 1.5 mientras que si el valor
asciende a 5 se trata ya de un cultivo viejo con baja tasa de renovacion
(Margalef, 1983).

_ Ase0
IM = Ao 4)

2.2.2 Cosecha de las microalgas

Las células se cosecharon empleando tanto nanoparticulas magnéticas

(MNPs) como centrifugacion.

2.2.2.1  Cosecha por adsorcion a nanoparticulas magnéticas (MNPSs)

Para la cosecha de las microalgas se emplearon MNPs de dos tipos:
MNP-OH (nanopaticulas desnudas) y MNP-NH> (funcionalizadas con grupos
amino). Para la adsorcion de las microalgas a las MNPs se empled un volumen
determinado de cultivo del que se calculé su contenido en Chl a para
determinar la cantidad de biomasa microalgal. Las MNPs, que estaban
almacenadas en PBS, se lavaron 3 veces con agua MilliQ y finalmente se les
expuso a un volumen determinado de cultivo microalgal. Las microalgas se

incubaron con las MNPs a temperatura ambiente, durante 5 minutos en un
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brazo agitador (RM-2L Intelli-Mixer, ELMI) a 30 rpm en el programa F1. Con
ayuda de un imén se retuvieron las MNPs con las microalgas adsorbidas para
retirar el sobrenadante y cuantificar la cantidad de células no adsorbidas

mediante el calculo de la concentracion de Chl a (Apartado 2.2.1.2).

Se determinaron distintos pardmetros que podrian afectar al proceso de
adsorcion, como el tipo de MNPs a emplear, el volumen de la incubacion, la

cantidad de biomasa a emplear o el pH del medio.

2.2.2.1.1 Seleccion del tipo de MNPs

Para seleccionar el tipo de MNPs idoneo se emplearon distintas
cantidades de MNPs-OH y MNPs-NHz: 0.5, 1, 1.5 y 2 mg. Las MNPs se
lavaron previamente con agua MilliQ. Después, se les expuso a la cantidad de
cultivo de microalgas correspondientes a 19 pg/ml de Chl a y se incubaron
como se ha indicado anteriormente (Apartado 2.2.2.1). Finalmente, con ayuda
de un iman se retuvieron las MNPs con microalgas adsorbidas y se midio la
cantidad de Chl a presente en la fase liquida para calcular el porcentaje de
adsorcién (Apartado 2.2.1.2).

2.2.2.1.2 Efecto del volumen de incubacién

Se afladieron 200 pl de cultivo microalgal, con una concentracion de 3.5
pg/ml de Chl a, a distintas cantidades (0.5, 1 y 1.5 mg) de MNP-OH lavadas
previamente 3 veces con agua MilliQ. El volumen final de incubacion se llevd
a 0.3, 0.5, 1 y 1.5 ml afiadiendo medio de cultivo fresco (sin células). Las
muestras se incubaron durante 5 minutos como se ha indicado previamente
(Apartado 2.2.2.1) y, después, se recogi6 el sobrenadante con ayuda de un iman

para separar las MNPs con microalgas adsorbidas. Se calculd la cantidad de
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Chl a presente en la fase liquida para determinar el porcentaje de adsorcion
(Apartado 2.2.1.2).

2.2.2.1.3 Efecto de la cantidad de microalgas

Se expusieron 200 (3 pg/ml de Chl a), 500 (10.5 pg/ml de Chl a) y 800
pl (14.25 pg/ml de Chl a) de cultivo microalgal a 1.5 mg de MNP-OH lavadas
previamente 3 veces con agua MilliQ. Los volimenes finales de incubacion se
llevaron a 0.3, 0.5, 1 y 1.5 ml afladiendo medio de cultivo fresco (sin células)
en todos los casos. Las muestras se incubaron como se ha indicado
anteriormente (Apartado 2.2.2.1). Finalmente, se determind la cantidad de Chl
a presente en la fase liquida (Apartado 2.2.1.2), tras retirar con un iman las

MNPs con microalgas adsorbidas, calculando asi el porcentaje de adsorcion.

2.2.2.1.4 Efecto del pH

Se expusieron 1.5 mg de MNP-OH, lavadas previamente 3 veces con
agua MilliQ, con 200 ul de volumen de cultivo microalgal (3.4 pg/ml de Chl
a) en un volumen final de 1 ml. Para ajustar el pH se centrifug6é durante 10
minutos el volumen de cultivo celular (13000 rpm, Microfuge 18 Centrifuge,
Beckman Coulter) y se resuspendié el sedimento en 1 ml del tampon

correspondiente al pH de interés (Tabla 2.2)
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Tabla 2.2. Tampdn o medio empleado para la adsorcion de microalgas a MNP-OH y sus respectivos pH.

Glicina-HCI 50 mM 3
Acético-Acetato sédico 50 mM 45
Medio de cultivo fresco 7.5

Carbonato-Bicarbonato sédico 0.1 M 10

Tras la incubacién, se separd la fase liquida con ayuda de un imén para
retener las MNPs con microalgas adsorbidas, y se midio la cantidad de Chl a
presente en la fase liquida con el fin de determinar el porcentaje de adsorcion
(Apartado 2.2.1.2).

2.2.2.1.5 Desorcién

Para desorber las microalgas adsorbidas a las MNPs-OH se emplearon

dos estrategias.

En la primera se adsorbieron 200 ul de cultivo (2 pg/ml de Chla) a 1
mg de MNP-OH, en un volumen final de 1 ml, y se midi6 el porcentaje de
adsorcion mediante el calculo de Chl a contenida en la fase liquida (Apartado
2.2.1.2). Una vez realizada la adsorcion (Apartado 2.2.2.1), se decanto la fase
liquida y se afiadio 1 ml de &cido sulfurico al 10% (v/v). A continuacion, las
muestras se incubaron en uno de los tres siguientes procedimientos
(Prochazkova et al., 2013):

e 1 hora en un brazo agitador (RM-2L Intelli-Mixer, ELMI) en el

programa F1 a 45 rpm a temperatura ambiente
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e 1 hora en un bafio (Unitronic 320 OR, P. Selecta) a 40°C agitando las
muestras manualmente cada 15 minutos

e 1 hora en un sonorreactor (UTR 200, Hielscher Ultrasound
Technology) a 32 kHz y 40°C.

Para la segunda estrategia de desorcion se vario el pH del medio. Para
ello, se adsorbieron 200 pl de cultivo (2 pg/ml de Chl a) con 1.5 mg de MNP-
OH en un volumen final de 1 ml a pH 7 (afiadiendo medio de cultivo fresco sin
células) y se calcul6 el porcentaje de adsorcion midiendo la cantidad de Chl a
presente en la fase liquida (Apartado 2.2.1.2). Después, se retir¢ la fase liquida
y se afiadié 1 ml de tampon glicina/HCI (50 mM) pH 3.0, tampdn fosfato (50
mM) pH 7.0 o tampdén KCI/NaOH (50 mM) pH 12.7 y se incub6 1 hora en un
brazo agitador (RM-2L Intelli-Mixer, ELMI) a 35 rpm en el programa F1 y a

temperatura ambiente.

Una vez incubadas las muestras con los distintos tipos de desorcion se
retiraron las MNP-OH con la ayuda de un imén y se midié la cantidad de Chl
a presente en la fase liquida (Apartado 21.2.1.2) para calcular el porcentaje de

desorcion (Ecuacion 5).

[Chl a desorbida]
[Chl a inicial]-[Chl a no adsorbida]

Desorcion % = %X 100 (5)

2.2.2.2  Cosecha por centrifugacion

La cosecha microalgal por centrifugacion se emple6 para el posterior
estudio de hidrdlisis tanto de polisacaridos como de proteinas. Los cultivos

recogidos tenian una Aessonm entre 2.5 - 4 y un IM entre 1.5 - 2. Primero, se
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calculd la cantidad de biomasa presente en el cultivo en peso seco. Para esto
se emplearon filtros de microfibra de vidrio (Filter-Lab, 90 mm), por los que
se filtraron distintos volumenes conocidos de cultivo, y se dejaron secar a 60°C
toda la noche. Una vez secos, se pesaron para relacionar la cantidad de biomasa
con el volumen del cultivo filtrado. Conociendo ya la cantidad de biomasa y el
estado fisiolégico del cultivo, se centrifug6 1 | de cultivo 5 minutos a 9000 rpm
y 5°C (Kubota 7820). Se realizaron 2 lavados (con el tampdn de interés)
durante 10 minutos a 5°C y 7000 rpm (AllegraTM X-22R Centrifuge,
Beckman Coulter). La biomasa se resuspendié en el tampdn seleccionado a
una concentracion de 20 mg (p/s)/ml.

2.3 Obtencién de biomasa microalgal

Se ensayaron distintos métodos para obtener biomasa microalgal y la

posterior ruptura de las envueltas celulares.

2.3.1 Liofilizado

El cultivo fresco con una Aessonm entre 2.5 - 4 y un IM de 1 - 1.5 se
concentro en frascos de cristal de 8 ml. Posteriormente, se liofilizé a 10 atm
y -50°C (Laboratory Freeze Dryer, FD-Series). Las microalgas liofilizadas se

almacenaron a -20°C para su posterior uso.

2.3.2 Molino de bolas

La biomasa liofilizada se resuspendié a 20 mg (p/s)/ml en el tampon a
emplear. A continuacion, la biomasa se homogeneizé durante 5 minutos con
esferas de vidrio (Glass Beads 4 mm de diametro, Sigma-Aldrich.) a una
frecuencia de 27 s** (Homogeneizador, RETSCH MM400).
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2.3.3 Prensa de French

Se realizaron 5 ciclos de prensado a 1250 PSIG (French® Pressure cell
press SIM AMINCO, SLM INSTRUMENT INC) del cultivo liofilizado y
resuspendido a 20 mg (p/s) /ml en el tampdn a emplear y del cultivo fresco
cosechado mediante centrifugacion y resuspendido a 20 mg (p/s)/ml en el
tampon seleccionado. La biomasa obtenida, que se empled para estudiar la
hidrolisis de proteina soluble, se centrifugd durante 10 minutos a 7000 rpm y
10°C (AllegraTM X-22R Centrifuge, Beckman Coulter), recogiendo el
sobrenadante y desechando el sedimento.

2.4 Métodos analiticos

2.4.1 Meétodos analiticos para la determinacion de productos de

hidrolisis de glucosidasas

Para la determinacion de los productos de hidrdlisis de glucosidasas se

emplearon los métodos siguientes.

24.1.1 Determinacién de azUcares totales

La determinacion de los azlcares totales en la biomasa microalgal se
llevo a cabo mediante el método del fenol-sulfurico (Dubois et al., 1951). Se
realizé una recta de calibrado con cantidades conocidas de glucosa. A 4 ul de
muestra de biomasa microalgal (20 mg (p/s)/ml) se les afiadié 396 ul de tampon
acético/acetato sodico (50 mM) pH 4.6 y 400 pl de fenol al 5% (p/v). Las
muestras se agitaron y se les afiadio 2 ml de acido sulfurico al 99% (v/v)

repitiéndose la agitacion. Las preparaciones se enfriaron 30 minutos a
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temperatura ambiente. Finalmente, se midieron las absorbancias a 490 nm

(Spectrophotometer DU 800, Beckman Coulter).

24.1.2 Determinacién de azucares reductores

La aparicion de azucares reductores se siguio empleando el método del
DNS (3,5-dinitrosalicilico) o método de Miller (1959). Se obtuvo una recta de
calibrado con cantidades conocidas de glucosa. Se retiraron de la mezcla de
hidrolisis de polisacaridos alicuotas de 0.25 ml y se afiadieron 0.75 ml del
reactivo DNS (3,5-dinitrosalicilico 1% (p/v), NaOH 1% (p/v) y Na.SOz 0.05%
(p/v)) parandose la reaccion. Las muestras se incubaron durante 10 minutos a
100°C. Por ultimo, las muestras se diluyeron en 4 ml de agua destilada y se
dejaron enfriar a temperatura ambiente para que se estabilizara el color. Se
midieron las absorbancias de las muestras a 540 nm (Spectrophotometer DU
800, Beckman Coulter).

2.4.1.3  Cromatografia en capa delgada (TLC)

Se tomaron alicuotas de 100 ul de la mezcla de reaccion empleada para
la hidrdlisis enzimética de polisacaridos del homogeneizado de microalgas.
Las alicuotas se concentraron por evaporacion al vacio (Savant Automatic
Enviromental SpeedVac Apparatus) hasta 1/3 de su volumen inicial. Se
depositaron 10 pl de la muestra concentrada en placas de TLC de 20 cm x 20
cm (TLC Silica gel 60, Merck). La placa se desarrollé en una cubeta cerrada
con una fase maévil de n-Butanol, 2-Propanol y agua destilada 20:25:20 (v:v:v)
(Chiba and Shimomura, 1965) durante 4 horas. Tras evaporar la fase mévil de
las placas a temperatura ambiente, éstas se tifieron mediante pulverizacion con

una mezcla de carbazol (0.5 g), etanol al 96% (v/v) (95 ml) y &cido sulfarico
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99% (v/v) (5 ml) y se dejaron secar. Una vez secas, las placas se mantuvieron
en una estufa a 120°C durante 10 minutos (Adachi, 1965).

2.4.2 Meétodos analiticos para la determinacién de productos de

hidrdlisis de proteasas

A continuacién, se detallan los métodos empleados para la

determinacion de proteina y para el seguimiento de la hidrolisis de éstas.

2.4.2.1  Determinacion de la concentracion de proteina

La concentracion de proteina presente en las preparaciones empleadas de
los enzimas comerciales se cuantificoO mediante el método de Bradford
(Bradford, 1976). Se realiz6 una recta de calibrado utilizando cantidades
conocidas de seroalbumina bovina (BSA). Para el analisis del enzima
comercial se afiadieron 100 pl de muestra a 700 pl de agua destilada y 200 pl
de reactivo de Bradford. Se analizé también la proteina soluble presente en las
preparaciones de biomasa de microalgas (20 mg (p/s)/ml) obtenidas por
liofilizacion, molino de bolas tras liofilizacion, prensado (Prensa de French)
tras liofilizacion y prensado (Prensa de French) de células frescas. Para ello se
afiadieron 10 pl de muestra, 790 pl de tampdén KCI/NaOH (50 mM) pH 12.7 y
200 pl del reactivo de Bradford. Las muestras se agitaron y se dejaron reposar
durante 30 minutos agitandolas cada 15 minutos. Finalmente, se midié la

absorbancia a 595 nm (Spectrophotometer DU 800, Beckman Coulter).
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2.4.2.2  Determinacion de compuestos fendlicos

Para medir la actividad hidrolitica de las proteasas se emple6 el método
modificado de Anson (Anson, 1938) y Folin-Ciocalteu (Folin y Ciocalteu,
1927). Se obtuvo una recta de calibrado de cantidades conocidas de tirosina.
De cada reaccion de hidrdlisis enzimatica de proteina se extrajeron alicuotas
de 0.5 ml que se afiadieron a 0.5 ml de &cido tricloroacético (TCA) 0.67 M.
Después de agitar se paré la reaccion, insolubilizando la proteina sustrato no
hidrolizada y manteniéndose en disolucion los péptidos y aminoacidos
solubles. Las muestras se centrifugaron durante 10 minutos a 5°C y 13000 rpm
(Sigma 1-15PK). Del sobrenadante se tomaron alicuotas de 250 pl que se
afiadieron a 625 pl de Na2COsz (0.5 M). Por ultimo, se afiadieron 125 pul del
reactivo de Folin & Ciocalteu (0.2 N) que reaccion6 con los compuestos
fendlicos presentes. La absorbancia a 660 nm de las muestras agitadas se midio
espectrofotométricamente (Spectrophotometer DU 800, Beckman Coulter).

2.4.2.3  Andlisis electroforéticos (SDS-PAGE)

Los andlisis electroforéticos en geles de poliacrilamida en condiciones
desnaturalizantes se realizaron segun Laemmli (1970), tanto para detectar la
presencia de proteinas contaminantes presentes en los preparados de enzimas
comerciales, como para seguir la hidrdlisis enzimatica de proteinas solubles en

el extracto de microalgas. Se emplearon dos tipos de geles:

e Geles de 1 mm de espesor con poliacrilamida al 10% (p/v) en el
gel separador y 4% (p/v) en el concentrador, que se habian
obtenido con persulfato amonico y TEMED como agentes

polimerizantes
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e Geles comerciales en gradiente de poliacrilamida 4-20 % (Mini-
PROTEAN TGX stain-free gels, BioRad)

El tampdn de electrodos empleado contenia Tris 3.03% (p/v), glicina
14.4% (p/v) y SDS 1% (p/v). También se empled un tampdn de electrodos
compuesto por Tris/HCI 0.5 M 13.3% (v/v), glicerol 26.6% (v/v), SDS 2.1%
(v/v) y azul de bromofenol 1.6% (v/v), que se suplementd con 2-
mercaptoetanol en proporciéon 1:19 (v/v) antes de su uso, y se afiadi6 a la
muestra en una proporcion 1:1 (v/v). Esta mezcla se calentd a 100°C durante
10 minutos. En los geles al 10% de poliacrilamida se cargaron 5 pl de marcador
de proteinas de baja masa molecular (Precision Plus Protein Standars- All blue,
BioRad) y 20 pl de muestra. Por otro lado, en los geles en gradiente de
poliacrilamida se cargaron 10 ul de marcador de proteinas de baja masa
molecular (Precision Plus Protein Standars- All blue, BioRad) y 40 ul de
muestra. La separacion electroforética se realiz6 empleando una fuente de
alimentacion (Power Pac 300, Bio-Rad, Hércules, PA, EEUU) a 60 V durante
30 minutos y més tarde de 100 V hasta la migracion del frente al final del gel.
Para realizar la tincion con Azul de Coomassie, en un recipiente de 25 ml de
volumen se afiadieron 22,5 ml de solucidn de destincién (agua destilada 60%
(v/v), metanol 30% (v/v), acido acético 10% (v/v)) y 2,5 ml de Coomassie
madre (pastilla de Blue R, metanol 60% (v/v)) para incorporar después el gel.

Después de 2 h de tincidn, se realizo la destincion y se escaned el gel.

2.4.3 Deteccion de las proteinas mayoritarias mediante LC-MS/MS

Se realizé un analisis electroforético mediante SDS-PAGE (apartado
2.4.2.3) de 50 pl de extracto microalgal prensado (20 mg(p/s)/ml) y
centrifugado en tampdn Tris/HCI (50 mM, pH 8.0). Se recortaron las bandas
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mayoritarias (50 kDa y 25 kDa) tafiidas con Azul de Coomassie para

analizarlas mediante LC-MS/MS (servicio de protedmica SGlker).

Las bandas seleccionadas se extrajeron manualmente del gel y se
sometieron a digestion con endopeptidasas segin Shevchenko et al. (1996) con
modificaciones menores. Con el fin de reducir y alcalinizar las proteinas, las
fracciones del gel se incubaron con DTT (10 mM en 50 mM de NHsHCOg, a
56°C durante 45 minutos) e iodoacetamida (25 mM en 50 mM de NH4HCOs,
a temperatura ambiente en oscuridad durante 30 minutos). A continuacion, los
trozos del gel se hincharon en tampdn de digestion (NHsHCO3 50 mM con
12.55 ng/ul de tripsina de grado protedbmico, Roche Diagnostics) a 37°C
durante la noche. Se recupero el sobrenadante y se extrajeron los péptidos del
gel dos veces: primero, con NHsHCOz3 (25 mM) y acetonitrilo y despues con
0.1% de acido trifluoroacético y acetonitrilo. Se agruparon los sobrenadantes
recuperados y los péptidos extraidos, se secaton en un SpeedVac (Thermo
Fisher Scientific) y, posteriormente, se desalaron con puntas caseras C18 (3M
Empore C18).

Los andlisis espectrométricos de masas se realizaron en un sistema de
cromatografia liqguida EASY-nLC 1200 en interfaz con un espectrometro de
masas Q Exactive HF-X (Thermo Scientific) a través de una fuente de iones
flexibles de nanoaspersion. Los péptidos desalados se cargaron en una
precolumna Acclaim PepMap100 (75 pm x 2 cm, Thermo Scientific)
conectada a una columna analitica Acclaim PepMap RSLC (75 pm x 25 cm,
Thermo Scientific). Los péptidos se eluyeron de la columna usando un
gradiente lineal de acetonitrilo del 2,4 al 24% en &cido férmico al 0,1% a una
velocidad de flujo de 300 nl min* durante 18 min. El espectrometro de masas
se hizo funcionar en modo de iones positivos. Se obtuvieron escaneos
completos de MS de m/z 375 a 1800 con una resolucion de 120,000 a m/z 200.

Los 10 iones mas intensos fueron fragmentados por una disociacién de C-trap
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de mayor energia con energia de colision normalizada de 28 y se registraron

espectros de MS/MS con una resolucion de 15,000 a m/z 200. El tiempo
maximo de inyeccion de iones fue de 100 ms para levantamiento y 120 ms para
escaneos MS/MS, mientras que los valores objetivo de AGC de 3 x 106 y 5 x
105 se usaron para levantamiento y MS/MS escaneos, respectivamente. Los
iones cargados individualmente, o los iones con estado de carga no asignado,
también se excluyeron de MS/MS. Los datos fueron adquiridos utilizando el

software Xcalibur (Thermo Scientific).

Los archivos se procesaron con Proteome Discoverer 2.2 (Thermo
Scientific) y la lista de picos resultante se buscé en la base de datos NCBInr
2020 06 restringida a Chlorella vulgaris usando el motor de busqueda
MASCOT v. 2.2.03 (Matrix Science). Las tolerancias de masa de precursores
y fragmentos se ajustaron a 10 ppm y 0,05 Da, respectivamente, y se permitié
hasta 1 escision perdida. La carbamidometilacion de Cys se establecié como

modificacion fija y la oxidacion de Met como modificacion variable.
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2.5 Sintesis y caracterizacion de las nanoparticulas magnéticas

Figura 2.1: Montaje experimental para la sintesis de las MNPs. (1) N2 para burbujear las disoluciones de cloruros
de hierro (2) y NHsOH (3). Los cloruros de hierro se afiaden gota a gota, mediante una bomba peristéltica (4) a la
preparacion de NH4OH agitada mecanicamente (5) (Cruz-lzquierdo, 2013).

Para la sintesis de MNPs se coprecipitaron sales de hierro en medio
alcalino (Morales et al., 1999). Para ello, una disolucion de FeCl; (0.33 M) y
FeClz (0.66 M) se bombe6 a 5 ml/min sobre 450 ml de NH4sOH (0.42 M)
agitada mediante una varilla de vidrio a 400 rpm (Agitador RZR 2102,
Heidolph) a temperatura ambiente (Figura 2.1). Posteriormente, se mantuvo la
agitacion durante 30 minutos mas. Los cloruros de hierro al hidrolizarse y
transformarse en hidréxidos coprecipitan gracias a la presencia de iones
amonio formandose, asi, la magnetita. Las reacciones del proceso se presentan

a continuacion (Racuciu, 2009) (Ecuaciones 6-9):
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Hidrolisis 1: FeCl, + 2H,0 > 2CI- + 2H* + Fe(OH), (6)
Hidrolisis 2: FeCls + 3H,0 > 3CI + 3H* + Fe(OH)3 )
Combinacién de iones: NH.* + ClI = NH4CI (8)
Nucleacion: 2Fe(OH);3 + Fe(OH)2 + 20H" + 2H* = Fe304 + 6H,0 9

Mediante el proceso de coprecipitacion se obtuvo un precipitado negro
que se lavd 3 veces con agua desionizada y 2 veces con tampon PBS
(Phosphate buffer saline) (150 mM, pH 7.4) con la ayuda de un iman. Todas

las disoluciones fueron burbujeadas con N2 para desplazar el aire disuelto.

Las MNPs obtenidas se denominan nanoparticulas desnudas (MNP-OH)
y presentan en su superficie grupos —OH (Liu et al., 2002; Shen et al., 2004).
La funcionalizacion de las MNP-OH se llevé a cabo incubando 300 mg de
éstas con 3-aminopropiltriétoxisilano (APTS al 2%, v/v) durante 24 horas
a 70°C. Se obtuvieron, de esta forma, nanoparticulas funcionalizadas con
grupos -NH: en la superficie (MNP-NH) (Cruz-lzquierdo et al., 2012).

La concentracion tanto de MNP-OH como de MNP-NH: se calculd
mediante secado al vacio en un equipo Savant (Automatic Environmental
Speedvac Apparatus), de un volumen conocido de MNPs. Finalmente, las
MNPs se almacenaron en PBS a 4°C hasta su empleo.

2.5.1 Caracterizacion morfologica de las MNPs

La caracterizacion cristalografica y la identificacion de las fases se

realizaron mediante un difractomero (PANanalytical Xpert PRO). La anchura
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a media altura de los méaximos de difraccion permitié calcular el tamafio del
cristalito empleando la ecuacion de Scherrer (Ecuacion 10) que relaciona el

ensanchamiento neto del pico de difraccion (B) con el tamafio del cristalito (D).

K-
D= B-cos (10)

Al considerarse las nanoparticulas esféricas, K toma el valor de 0.89; la
longitud de onda de la radiacion X utilizada (0.54 nm) seria A; el
ensanchamiento neto del pico de difraccién expresado en radianes 26 seria 3

que puede determinarse de las siguientes formas:
Seguin Warren B2 = B2,s — Bis (11)
Segun Scherrer B = Bobs — Bins (12)

donde Pobs correspondia a la anchura observada (experimental) y Bins @ la

anchura instrumental.

Mediante microscopia electronica de transmision (TEM), en un

microscopio JEOL 1010, se comprobo el tamafio y la forma de las MNPs.

2.5.2 Caracterizacion magnética de las MNPs

La caracterizacién magnética de las MNPs se realiz6 mediante ciclos de
magnetizacion empleando magnometria de muestra vibrante (VSM) en un
electroiman hasta campos moderados (1.8 T) a temperatura ambiente. Estos
ciclos de magnetizacién permitieron obtener los valores de saturacion

magnética (Ms), coercitividad (Hc) y remanencia (MRg).
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2.5.2.1  Tamafio del ntcleo magnético de las MNPs

Las curvas de magnetizacién dan una aproximacion del tamafio del
nucleo magnético de las MNPs empleando la ecuacién de Langevin (Ecuacion

13) ajustada mediante el modelo superparamagnético no interaccionante.

M(H) = Mg (%) fOT L (qus(Am;)TVH(Am—i)) f(D)dD (13)

donde, la distribucién de diametros de la poblacion de particulas f (D) es una
funcién del tipo log-normal; la imanacién de saturacion macroscopica Ms
(emu/g); laimanacion de la particula Ms (Am); la permeabilidad magnética

en el vacio po; y la constante de Boltzmann k.

El volumen critico Vc se determino para cada temperatura mediante (Ecuacion
14):

Ve =—— (14)

siendo K la constante de anisotropia efectiva.
Se considerd que la forma de las MNPs es esférica y el componente
mayoritario es magnetita (magnetizacion a 480 kA/m).

2.5.3 Estabilidad

El andlisis del potencial Zeta (&) permitio determinar la estabilidad de las
MNPs en un coloide. Este pardmetro, que esta relacionado con la carga
superficial y con el entrono local de la MNP, permite determinar el potencial
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electrostatico del plano de corte de la nanoparticula. Para determinar el
potencial Zeta (§) se empled un equipo ZetaSizer Nano ZS (Malvern
Instruments, Worcestershire), midiendo a 25°C con cubetas tipo “Folded
Capillary cel” (DTS 10600) una suspension de MNPs en agua destilada (50
pg/ml).

A partir de la movilidad electroforética, basada en la ecuacion de

Smoluchowski (Ecuacidn 15), se calcul6 el potencial Zeta (&).

v=(Z)g (15)

donde la velocidad electroforética es v, la viscosidad 1, la permitividad
eléctrica de la solucion electrolitica es £ y el campo eléctrico es E (Zhang

et al., 2008).

2.6 Sintesis de mCLEASs de proteasas v glucosidasas

La inmovilizacion de proteasas (Alcalase® y Neutrase®) y glucosidasas
(o-amilasa y glucoamilasa) en MNP-NH2 se realizO mediante enlaces
covalentes, obteniéndose agregados magnéticos enzimaticos entrecruzados
(Magnetic Cross-Linked Enzyme Aggregates, mMCLEAS).

La inmovilizacion se realizd segun Cruz-lzquierdo et al. (2014) a
temperatura ambiente para los cuatro tipos de enzimas. A 30 mg de MNP-NH>
se afladieron 3 mg de enzima soluble y 42 ml de sulfato aménico (3.6 M) como
insolubilizante. Se mantuvo en agitacion durante 5 minutos a 30 rpm (RM-2L
Intelli-Mixer, ELMI) y, tras ello, se afiadio 3.72 ml de glutaraldehido (2.5 M)
como agente entrecruzante. La preparacion se incub6 durante 24 horas con un
brazo agitador a 30 rpm (RM-2L Intelli-Mixer, ELMI) y temperatura ambiente.

Pasado el tiempo de incubacidn se realizaron tres lavados con PBS.
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Una vez realizada la inmovilizacion se incubd la preparacion con NaBH4
(1 mg/ml) en tampon carbonato-bicarbonato (100 mM, pH 10) durante 2 horas.
De esta forma se redujeron las bases de Schiff y los grupos aldehido que
pudieran quedar libres. Se lavaron nuevamente tres veces con PBS.
Finalmente, para eliminar las interacciones inespecificas, se realizaron dos
lavados consecutivos de 10 minutos a temperatura ambiente con NaCl, (2 M
en PBS) y Triton-X100 (1%, v/v en PBS) (Mateo et al., 2000).

Tras cada etapa de inmovilizacidn se realizaron tres lavados con PBS con
el fin de eliminar el reactivo sobrante y el enzima que no se habia inmovilizado.
Todo el proceso se realizé a temperatura ambiente con agitacion rotatoria a 30
rpm en un brazo agitador (RM-2L Intelli-Mixer, ELMI).

Las mCLEAs se almacenaron en tampdn PBS a 4°C a una concentracion

de 2 mg (p/s)/ml.

2.7 Obtenciéon de hidrolizados de polisacaridos con

glucosidasas

Para la obtencidon de hidrolizados de polisacaridos con sustratos modelo
y con homogeneizados de microalgas sin centrifugar se emplearon dos tipos
de glucosidasas: a-amilasa de Aspergillus oryzae (EC 3.2.1.1) (Novozymes) y

glucoamilasa de Aspergillus niger (EC 3.2.1.3) (Novozymes).

2.7.1 Caracterizacion de los enzimas solubles empleando sustratos

modelo

Se determind la concentracion de proteina presente en las preparaciones

de los enzimas comerciales mediante el método de Bradford (1976) (Apartado
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2.4.2.4), realizandose un andlisis de la pureza mediante SDS-PAGE (Apartado
2.4.2.3).

Para caracterizar los enzimas solubles se realizaron modificaciones en
los protocolos de Bernfeld (1955) y Chang et al. (1995) para la a-amilasa, y
Jebor et al. (2014) para la glucoamilasa. Se empled almidon como sustrato
modelo para ambos enzimas. Se realizd una gelificacion previa del almidon
hirviéndolo en tampon acético-acetato sodico (50 mM) al pH necesario en cada

ocasion, durante 10 min a 100°C.

Las reacciones de hidrolisis se incubaron a la temperatura
correspondiente (Climo-Shaker ISF1X, Khuner) con agitacion rotatoria en un
brazo giratorio a 35 rpm (RM-2L Intelli-Mixer, ELMI). Se recogieron
muestras a distintos tiempos y se analizaron mediante el método del DNS
(Miller, 1959) (Apartado 2.4.1.2).

2.7.1.1  Determinacion del pH éptimo de actividad

Para determinar el pH Optimo de actividad de la a-amilasa (1 nl de E/ml)
y glucoamilasa (10 nl de E/ml) se emple6 almidon (10 mg/ml) gelificado y las
reacciones se incubaron a 40 y 45°C, respectivamente, durante 30 minutos. Se
empled tampon acético-acetato sodico (50 mM) ajustado a los valores de pH
3.6,4.1,4.6 y 5.25 y tampédn &cido citrico-citrato soédico (50 mM) a pH 6.0.

2.7.1.2  Determinacion de la temperatura optima de actividad

Para determinar la temperatura 6ptima de actividad se emple6 almiddn
(10 mg/ml) gelificado en tampon acético-acetato sodico (50 mM) a pH 4.5. Se

afiadieron 10 nl de E/ml de mezcla de incubacion de a-amilasa o de
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glucoamilasa. Las reacciones se incubaron durante 30 minutos a 35, 40 y 45°C
para la a-amilasa y 40, 45 y 50°C para la glucoamilasa.

2.7.1.3 Determinacién de la cantidad de enzima

Se varid la concentracion de a-amilasa o glucoamilasa empleada para
hidrolizar almidén (10 mg/ml) gelificado en tampdn acético-acetato sodico (50
mM) pH 4.5. La cantidad de enzima comercial afiadido fue 0.01y 0.1, 1y 10
nl de E/ml de mezcla de incubacién. Las temperaturas de incubacion
empleadas fueron 40°C para a-amilasa y 45°C para la glucoamilasa (Climo-
Shaker ISF1X, Khuner) durante 30 minutos

27.14 Determinacioén de la actividad enzimatica

Para determinar los pardmetros cinéticos (Vm y Km) se varid la
concentracion de sustrato en las reacciones de hidrolisis. Tanto para a-amilasa
y glucoamilasa se emple6 tampon acético-acetato sédico (50 mM) a pH 4.5.
Las temperaturas de incubacion empleadas fueron 40°C para a-amilasa y 45°C

para la glucoamilasa (Climo-Shaker ISF1X, Khuner) durante 20 minutos.

2.7.1.4.1 Distinta concentracion de sustrato

Se vari6 la concentracion de almidon gelificado de 1 a 10 mg/ml en
tampon acetico-acetato sodico (50 mM, pH 4.5). Las cantidades de enzima
empleadas fueron 10 nl de E/ml de mezcla de incubacion para la a-amilasa y

100 nl de E/ml de mezcla de incubacion para la glucoamilasa.
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2.7.1.4.2 Determinacion de los pardmetros cinéticos

Se estudio la saturacion del enzima representando las velocidades
iniciales de reaccion frente a la concentracion de sustrato. Los parametros
cinéticos, Km (mg/ml) y Vmax (Mg azdcar reductor/min), se determinaron por
regresion lineal, a una representacion doble reciproca, y por regresion no
lineal, a una hipérbola al representar v vs [S]. Para los calculos se empled el
SOLVER de Microsoft Excel.

Las actividades de los enzimas se expresaron en unidades de actividad
(U), es decir, como la cantidad de enzima necesaria para liberar 1 pmol de

azucar reductor por minuto en condiciones estandar.

2.7.1.5  Combinacion de enzimas para la hidrdlisis de sustratos modelo

Se estudié mediante TLC (Apartado 2.4.1.3) la hidrolisis de almidon
catalizada por la a-amilasa y glucoamilasa individualmente y, posteriormente
se hidroliz6 almidén (10 mg/ml) gelificado en tampdn acético-acetato sodico
(50mM, pH 4.5) empleando primero la a-amilasa y a continuacion la
glucoamilasa. En todos los casos se empled almidén (10 mg/ml) gelificado y
10 nl de E/ml de mezcla de incubacidn. Las reacciones se incubaron a 42.5°C

durante 5 horas.

2.7.1.5.1 Estequiometria enzimatica en la hidrolisis de almidon

Se emplearon distintas combinaciones de a-amilasa y glucoamilasa para
hidrolizar almidon (10 mg/ml) gelificado en tampdn acético-acetato sédico (50

mM, pH 4.5). Las reacciones se incubaron a 42.5°C durante 30 minutos.



Materiales y Métodos

En la relacion estequiométrica el valor 1 corresponde a 15 nl de E/ml de
mezcla de incubacion. Se realizaron las siguientes combinaciones enzimaticas
(Tabla 2.3).

Tabla 2.3: Estequiometria enzimatica empleada en la hidrélisis de almidén (10 mg/ml) siendo 1= 15 nl de
E/ml de mezcla de incubacion.

1:1
1:2 2:1

1:3 3:1

2.7.2 Caracterizacion de las mCLEAs empleando sustratos modelo

Se sintetizaron mCLEAs de a-amilasa y glucoamilasa (Apartado 2.6). La
caracterizacion se llevo a cabo empleando almidén y dextrina como sustratos.
El almidon se gelificd en tampdn acético-acetato sédico (50 mM) a 100°C
durante 10 minutos al pH indicado. La dextrina se hirvio en tampdn acético-
acetato sodico (50 mM) a 90°C durante 10 minutos al pH indicado. Las
reacciones se incubaron a la temperatura correspondiente (Climo-Shaker
ISF1X, Khuner) con agitacion rotatoria a 35 rpm en un brazo agitador (RM-
2L Intelli-Mixer, ELMI). Se recogieron muestras en tubos Eppendorf
dispuestos en una gradilla imantada. Una vez retenidas las mCLEAs al iman
se recogieron las fases liquidas, que se analizaron por el método del DNS
(Miller, 1959) (Apartado 2.4.1.2).
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2.7.2.1  Determinacion de la temperatura 6ptima de actividad

Para determinar la temperatura éptima de las MCLEAs de a-amilasa y
glucoamilasa se empled dextrina como sustrato. Se afadieron 4 mg (p/s) de
mCLEAs, previamente lavadas con el tampdn a emplear, en un volumen final
de 7 ml de dextrina (5 mg/ml) en tampon acético-acetato (50 mM, pH 4.6). Las

reacciones se incubaron en un intervalo de 30-60°C durante 50 minutos.

2.7.2.2  Determinacion del pH éptimo de actividad

Para determinar el pH éptimo de las mMCLEAS se empled dextrina como
sustrato. Se afiadieron 4 mg (p/s) de mCLEAs, previamente lavadas con el
tampon a emplear, en un volumen final de 7 ml de dextrina (5 mg/ml) en
tampon acético-acetato sodico (50 mM) variando el pH entre 3.5 a 5.5. Las
reacciones se incubaron a 40°C para la a-amilasa y 45°C para la

glucoamilasa durante 1 hora.

2.7.2.3  Seleccion de la cantidad de mCLEAs y del sustrato

Para determinar la cantidad de mCLEAs vy el sustrato a emplear para
caracterizar la actividad de las mCLEAs, se realizaron reacciones de hidrolisis
con almidén gelificado y con dextrina hervida en tampdn acético-acetato
sodico pH 4.5 (50 mM).

Se emplearon tres cantidades de mCLEAs con ambos sustratos: 0.3, 0.6
y 0.9 mg (p/s)/ml de mezcla de incubacion. Para ambos enzimas se afiadieron
2.5 mg/ml de almiddn gelificado o de dextrina hervida en tampon acético-
acetato pH 4.5 (50 mM). Las reacciones se incubaron a 40°C para la a-amilasa

y 45°C para la glucoamilasa entre 1 y 40 horas.
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Para seleccionar el sustrato se afiadieron 0.6 mg (p/s) de mCLEAs/ml de
mezcla de incubacion a preparaciones de almidon (2.5 mg/ml) gelificado o
dextrina hervida en tampon acético-acetato sédico pH 4.5 (50 mM). Las
reacciones se incubaron entre 1 y 25 horas, aproximadamente, a 40°C para la

a-amilasa y 45°C para la glucoamilasa.

2.7.24  Combinacion de las mCLEAs para la hidrolisis de sustratos

modelo

Se combinaron en distintas proporciones las MCLEAs de a-amilasa y de
glucoamilasa para la hidrolisis de dextrina hervida. Se afiadieron mCLEASs a
dextrina (10 mg/ml) hervida en tampon acético-acetato sédico (50 mM) pH

4.5. Las reacciones se incubaron a 45°C durante 1 hora.

En relacion a la estequiometria entre mCLEAs el valor 1 corresponde a
0.3 mg (p/s) de mCLEAs/ml de mezcla de incubacion. Se realizaron las

siguientes combinaciones (Tabla 2.4).

2.7.3 Hidrolisis de polisacaridos de biomasa microalgal empleando

a-amilasa y glucoamilasa solubles.

El homogeneizado de microalgas empleado se obtuvo por prensado del
cultivo de microalgas a una concentracion de 20 mg (p/s)/ml con una prensa
de French en tampon acético-acetato sédico (50 mM) al pH correspondiente.
Las reacciones se incubaron a la temperatura indicada (Climo-Shaker ISF1X,
Khuner) con agitacion rotatoria a 35 rpm en un brazo agitador (RM-2L Intelli-
Mixer, ELMI). Las muestras se analizaron por el método del DNS (Miller,
1959) (Apartado 2.4.1.2) y por TLC (Apartado 2.4.1.3).
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Tabla 2.4: Estequiometria enzimatica empleada en la hidrélisis de dextrina (10 mg/ml) siendo 1= 0.3 mg (p/s)
de mCLEAs/ml de mezcla de incubacion.

1:0 0:1

2:0 0:2

3:0 0:3
1:1

1:2 2:1

1:3 3:1

2.7.3.1  Determinacion del pH éptimo de actividad

Para determinar el pH dptimo de actividad enzimatica se empleé tampon
acético-acetato sddico (50 mM) a pH 4.5y 6.0, y tampdn Tris/HCI (50 mM)
para pH 8.0. Se afiadieron 450 nl E/mg (p/s) de microalga de a-amilasa y 200
nl E/mg (p/s) de microalga de glucoamilasa. Las reacciones se incubaron a

40°C para a-amilasa y 45°C para glucoamilasa durante 1 hora.

2.7.3.2  Determinacion de la temperatura optima de actividad

Para determinar la temperatura 6ptima de actividad enzimética se empled
homogeneizado crudo de microalgas, sin centrifugar, en tampdn acético-
acetato sodico (50 mM) a pH 4.5. Se afadieron 45 nl de E/mg (p/s) de
microalgas de a-amilasa y 20 nl de E/mg (p/s) de microalgas de

glucoamilasa. Las reacciones se incubaron entre 35y 50°C durante 20 minutos.
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2.7.3.3  Optimizacion del proceso de hidrolisis

Se estudio el posible efecto activador del CaCl> en la actividad de la a-
amilasa (Dojnov et al., 2008). También se realizé un pretratamiento térmico
del sustrato a 90°C durante 5 minutos para gelificar los almidones presentes en

la biomasa microalgal (Souilah et al., 2015).

2.7.3.3.1 Efecto del pretratamiento térmico del sustrato

Se utiliz6 como sustrato homogeneizado de microalgas sin centrifugar
(20 mg (p/s)/ml) sin tratamiento térmico y biomasa microalgal pretratada a
90°C durante 5 minutos. En todos los casos el homogeneizado de microalgas

se realiz6 en tampon acético-acetato sodico (50 mM) pH 4.5.

En el caso de la a-amilasa se emplearon 4.5, 45 y 450 nl de E/mg (p/s)
de microalga y para la glucoamilasa se emplearon 20 y 200 nl de E/mg (p/s)
de microalga. Las reacciones se incubaron a 40°C para la a-amilasa y 45°C

para la glucoamilasa durante 1 hora.

2.7.3.3.2 Efecto de los iones de calcio en la actividad de la a-amilasa

Se anadieron 4.5 nl de E/mg (p/s) de microalga al homogeneizado de
microalgas (20 mg (p/s) /ml) pretratada a 90°C durante 5 minutos.
Posteriormente se afiadiéo CaCl> a2, 5y 8 mM en las mezclas de reaccion, y se
incluyo un control sin CaCl,. Las mezclas de reaccion se incubaron a 40°C
durante 1 hora. Se emple6 como control una reaccion con almidon (10 mg/ml)
gelificado al que se le afiadieron 10 nl de E/ml de mezcla de_incubacion y otra
empleando a-amilasa dializada empleando una columna PD 10 (GE
Healthcare). En ambos casos se afiadié CaCl> 2 mM y se incubaron a 40°C

durante 1 hora.
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2.7.3.4  Combinacion de glucosidasas para la hidrolisis de polisacaridos
de la biomasa microalgal

Se realizaron distintas combinaciones estequiométricas de a-amilasa y
glucoamilasa con el fin de optimizar el grado de hidrélisis de los polisacaridos.
Se utiliz6 homogeneizado de microalgas (20 mg (p/s)/ml) en acético-acetato
sodico (50 mM pH 4.5) pretratado térmicamente a 90°C durante 5 minutos.
Se afiadieron distintas proporciones de los enzimas (Tabla 2.5), el valor 1 en

la estequiometria corresponde a 4.5 nl de E/mg (p/s) de microalga.

Tabla 2.5: Estequiometria enzimatica empleada en la hidrolisis de biomasa microalgal (20 mg (p/s)/ml)
pretrada a 90°C durante 5 minutos 1= 4.5 nl de E/mg (p/s) de microalga.

1 1 0.1 0.1 0.1 0.1

1 4 0.6 0.2 0.1 0.05

Las reacciones se incubaron a 42.5°C durante 1 hora. Se incluyeron
controles en la estequiometria 1:1 y 1:4 con homogeneizado de microalgas sin

pretratamiento térmico.

2.7.4 Hidrolisis de polisacaridos del homogeneizado de microalgas
empleando mCLEAs

Se emplearon mCLEAs de a-amilasa y glucoamilasa para la hidrdlisis de
los polisacaridos presentes en el homogeneizado de microalgas (20 mg
(p/s)/ml) obtenido por prensado en prensa de French al pH de interés. Las
reacciones se incubaron a la temperatura indicada (Climo-Shaker ISF1X,
Khuner) con agitacion rotatoria a 35 rpm en un brazo agitador (RM-2L Intelli-
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Mixer, ELMI). Las muestras se analizaron mediante el método del DNS
(Miller, 1959) (Apartado 2.4.1.2) y mediante TLC (Apartado 2.4.1.3).

2.7.4.1  Efecto del pretratamiento térmico del sustrato

Se emplearon homogeneizados de microalgas (20 mg (p/s)/ml) en
tampon acético-acetato sodico (50 mM, pH 4.5) sin pretratar y pretratado
térmicamente a 90°C durante 5 minutos. Se afadieron 50 pg (p/s) de
mMCLEAs/mg (p/s) de microalga. Las reacciones se incubaron a 55°C durante
24 horas.

2.7.4.2  Determinacion de la temperatura 6ptima

Se afiadieron 50 pg (p/s) de mCLEAs de glucoamilasa/mg (p/s) de
microalga al homogeneizado de microalgas (20 mg (p/s)/ml) en tampdn
acetico-acetato sodico (50 mM, pH 4.5) pretratada térmicamente a 90°C
durante 5 minutos. Las reacciones se incubaron entre 35 y 55°C durante 24
horas.

2.7.4.3  Determinacion de la cantidad oOptima de mCLEAs de

glucoamilasa

Se afadieron 25, 50 y 75 ug (p/s) de mCLEAs/mg (p/s) de microalga al
homogeneizado de microalgas (20 mg (p/s)/ml) en tampon acético-acetato
sodico (50 mM, pH 4.5) pretratada térmicamente a 90°C durante 5 minutos.

Las reacciones se incubaron a 50°C durante 24 horas.
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2.8 Obtencidén de hidrolizados de proteinas con proteasas

Para la obtencion de hidrolizados de proteinas con sustratos modelo y
con biomasa microalgal se emplearon dos preparaciones comerciales de
proteasas distintas: la Alcalase® de Bacillus licheniformis (EC 3.4.21.62)
(Novozymes) y la Neutrase® de Bacillus amyloliquefaciens (EC 3.4.24.28)
(Novozymes). Previamente se caracterizaron los parametros cinéticos

empleando sustratos modelo.

2.8.1 Caracterizacion de los enzimas libres empleando sustratos

modelo

Se determind la cantidad de proteina presente en los enzimas comerciales
mediante el método de Bradford (Bradford, 1976) (Apartado 2.4.2.4) y se
analizo la pureza por SDS-PAGE (Apartado 2.4.2.3).

Para la caracterizacion de los enzimas libres se empled caseina como
sustrato previamente desnaturalizada a 80°C durante 10 minutos en el tampén

de interés (Ferrero et al., 1996).

Las reacciones se incubaron a la temperatura indicada (Climo-Shaker
ISF1X, Khuner) con agitacion rotatoria a 35 rpm en un brazo agitador (RM-
2L Intelli-Mixer, ELMI). Los aminoacidos presentes se cuantificaron por el
método de Anson y Folin-Ciocalteu (1927) (Apartado 2.4.2.2).

2.8.1.1  Determinacion del pH éptimo de actividad

Para la determinacion del pH optimo de actividad enzimatica se preparo
caseina (10 mg/ml) en distinto tampones (Tabla 2.6). La cantidad de enzima

afiadido en la reaccion fue 4 pl de E/ml de mezcla de incubacion para Alcalase®
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y 9 pl de E/ml de mezcla de incubacion para Neutrase®. Las reacciones se

incubaron a 37°C durante 30 minutos.

Tabla 2.6: Tampones e intervalos de pH empleados para la determinacion del pH de las proteasas
empleando caseina (10 mg/ml) como sustrato. La concentracién del tampon era 50 mM en todos los casos.

Fosfato 5.7-8.0
Neutrase® Tris/HCI 8.0-8.5

Carbonato/Bicarbonato 9.0-11.0

Fosfato 75
Alcalase®  Tris/HCI 8.0
Carbonato/Bicarbonato 9.0-11.0

KCI/NaOH 12.0-13.0

2.8.1.2  Determinacion de la temperatura 6ptima de actividad

Para determinar la temperatura éptima de actividad enzimética se
prepard caseina (10 mg/ml) en tampon Tris/HCI (50 mM) pH 8 para Neutrase®
y en tampén KCI/NaOH (50 mM) pH 12.7 para Alcalase®. En ambos casos se
afiadieron 280 nl de E/ml de mezcla de incubacion del enzima correspondiente.
Las reacciones se incubaron en un intervalo de temperatura de 30 a 50°C

durante 30 minutos.
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2.8.1.3 Determinacién de la cantidad de enzima

Se afiadié a una preparacion de caseina (10 mg/ml) distintas cantidades de
Alcalase® 50-500 nl E/ml de mezcla de incubacion y de Neutrase® 0.1 - 1 pl
de E/ml de mezcla de incubacion. Para la Alcalase® se empled tampoén
KCI/NaOH (50 mM) a pH 12.7 a una temperatura de incubacion de 35°C
durante 20 minutos, y para la Neutrase® tampén Tris/HCI (50 mM) a pH 8.0 a

una temperatura de incubacion de 40°C durante 20 minutos.

28.14 Determinacioén de la actividad enzimética

Para determinar los pardmetros cinéticos se vario la concentracion de
sustrato en la hidrolisis de caseina. Para la Alcalalse® se empled caseina en
tampon KCI/NaOH (50 mM) pH12.7 y para la Neutrase® en tampon Tris/HCI
(50 mM) pH 8.0. Las temperaturas de incubacion fueron 35°C para la
Alcalase® y 40°C para la Neutrase® durante 30 minutos.

2.8.1.4.1 Distinta concentracion de sustrato

Se varid la concentracion de caseina entre 0.5 y 3 mg/ml para una
concentracion fija de Alcalase® de 28 nl de E/ml de mezcla de incubacion y de

Neutrase® de 100 nl de E/ml de mezcla de incubacion.

2.8.1.4.2 Determinacion de los parametros cinéticos

Se estudio la saturacion del enzima representando las velocidades
iniciales de reaccion frente a la concentracion de sustrato. Los parametros
cinéticos, Km (mg/ml) y Vmax (Umol Tyr/min), se determinaron por regresion

lineal, a una representacion doble reciproca, y por regresion no lineal, a una
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hipérbola al representar v vs [S]. Para los célculos se emple6 el SOLVER de

Microsoft Excel.

Las actividades de los enzimas se expresaron en unidades de actividad
(U), es decir, como la cantidad de enzima necesaria para liberar 1 pmol de

azucar reductor por minuto en condiciones estandar.

2.8.2 Caracterizacion de las mCLEAs empleando sustratos modelo

Se sintetizaron mCLEAs de Alcalase® y Neutrase® (Apartado 2.6). La
caracterizacion de la actividad se llevd a cabo empleando caseina
desnaturalizada a 80°C durante 10 minutos en el tampon de interés. Las
reacciones se incubaron a la temperatura correspondiente en cada caso (Climo-
Shaker ISF1X, Khuner) con agitacion rotatoria a 35 rpm en un brazo agitador
(RM-2L Intelli-Mixer, ELMI). Las muestras se analizaron por el método de
Anson y Folin-Ciocalteu (1927) (Apartado 2.4.2.2).

2.8.2.1  Determinacion del pH éptimo de actividad

En el caso de la Alcalase® se preparé caseina (10 mg/ml) en tampdn con
un intervalo de pH entre 9.5 y 12.75 (Tabla 2.7) con 0.3 mg (p/s) de
mCLEAs/ml de mezcla de incubacion. Para la Neutrase® se prepard caseina (5
mg/ml) en tampo6n con un intervalo de pH entre 7.0 y 10.0 (Tabla 2.7) con 0.4
mg (p/s) de mCLEAs /ml de mezcla de incubacion. Las reacciones se
incubaron a 55°C, durante 30 minutos para la Alcalase® y durante 3 horas para

la Neutrase®.
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2.8.2.2  Determinacion de la temperatura 6ptima

Para determinar la temperatura Optima de actividad se incubaron las
mezclas de reaccion entre 40 y 65°C durante 1 hora. Se afiadieron 0.3 mg (p/s)
de mCLEAs de Alcalase®/ml de mezcla de incubacion a 10 mg/ml de caseina
(KCI/NaOH 50 mM, pH 12.5), y 0.4 mg (p/s) de mCLEAs de Neutrase®/ml de

mezcla de incubacion a 5 mg/ml de caseina (Tris/HCI 50 mM, pH 7.5).

Tabla 2.7: Tampones y pH empleados para determinar el pH dptimo de actividad para mCLEAs de Neutrase®

y Alcalase®, La concentracion del tampdn era 50 mM en todos los casos.

95

9.65
Carbonato- 10.0
Bicarbonato sédico 105

10.8

12.0
KCI/NaOH 12.4

12.75

Tris/HCI

Carbonato-Bicarbonato

sodico

2.8.2.3 Seleccion de la cantidad de mCLEAs

Se determing la cantidad de mCLEAs de Alcalase® y Neutrase® dptima
para hidrolizar caseina a 10 mg/ml y 5 mg/ml, respectivamente. Con las
mMCLEAs de Alcalase® se empled caseina en tampon KCI/NaOH (50 mM) pH

7.0

7.5

8.0

8.5

9.0

10.0
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12.5, empleandose entre 0.1 y 0.6 mg (p/s) de mCLEAs/ml de mezcla de
incubacion. Las mCLEAs de Neutrase® se afiadieron a caseina en tampon
Tris/HCI (50 mM) pH 7.5 en un intervalo de 0.2 a 0.5 mg (p/s)/ml de mezcla

de incubacion. Ambas reacciones se incubaron a 55°C entre 10 y 60 minutos.

2.8.2.4  Seleccion del tipo de agitacion

Se incubaron MCLEAs de Alcalase® (0.3 mg (p/s)/ml de mezcla de
incubacion) con caseina (10 mg/ml) en tampon KCI/NaOH (50 mM) a pH
12.5 y de Neutrase® (0.4 mg (p/s)/ml de mezcla de incubacion) con caseina (5
mg/ml) en tamp6n Tris/HCI (50 mM) a pH 7.5 a 55°C durante 20 minutos o 1
hora, respectivamente. Se emplearon dos tipos de incubacién: agitacién en un
brazo giratorio a 35 rpm (RM-2L Intelli-Mixer, ELMI) y mecanica con un

iman (reactor Radleys).

2.8.3 Hidrolisis de proteina del extracto soluble de microalgas

empleando Alcalase® y Neutrase® solubles

El extracto soluble de microalgas empleado se obtuvo por prensado del
cultivo de microalgas frescas a una concentracion de 20 mg (p/s)/ml, en el
tampon seleccionado, mediante la prensa de French y posteriormente
centrifugado a 7000 rpm a 10°C (AllegraTM X-22R Centrifuge, Beckman
Coulter) para emplear la proteina soluble presente en el sobrenadante. Las
reacciones se incubaron a la temperatura indicada en cada caso (Climo-Shaker
ISF1X, Khuner) con agitacion rotatoria a 35 rpm en un brazo agitador (RM-
2L Intelli-Mixer, ELMI). Las muestras se analizaron por el método de Anson
y Folin-Ciocalteu (1927) (Apartado 2.4.2.2) y mediante SDS-PAGE (Apartado
2.4.2.3).
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2.8.3.1  Determinacion del pH éptimo de actividad

Para determinar el pH 6ptimo de actividad enzimatica se empleo una fase
soluble del extracto de microalgas prensadas en tampon KCI/NaOH (50 mM)
para la Alcalase® y pH entre 12.4 y 12.8 y tampdn Tris /HCI (50 mM) pH 7.0
- 8.5 para la Neutrase®. Se afiadieron de Alcalase® 0.5 pl de E/mg (p/s) de
microalga y de Neutrase® 1 ul de E/mg (p/s) de microalga. Las reacciones se

incubaron a 37 y 55°C, respectivamente, durante 1 hora.

2.8.3.2  Determinacion de la temperatura 6ptima de actividad

Se afiadieron 50 nl de E/mg (p/s) de microalga de Alcalase® al extracto
soluble de microalgas en tampon KCI/NaOH (50 mM) pH 12.7, y por otro lado
1 pl de E/mg (p/s) de microalga de Neutrase® en tampon Tris/HCI (50 mM)
pH 8.0. Las reacciones transcurrieron de 30 - 40°C para la Alcalase® y de 35 -
50°C para la Neutrase® durante 1 hora.

2.8.3.3  Determinacion de la cantidad 6ptima de enzima

Se afiadieron 1, 2, 3y 5 nl de E/mg (p/s) de microalga de Alcalase® a 20
mg (p/s)/ml del extracto soluble de microlagas prensado en tampon KCI/NaOH
(50 mM) pH 12.7 y se incubo la reaccion a 35°C durante 1 hora. De Neutrase®,
se afnadieron 1, 2 y 4 ul de E/mg (p/s) de microalga a 20 mg (p/s)/ml del
extracto soluble de microalgas prensado en tampon Tris/HCI (50 mM) pH 8.0
y se incubd a 40°C durante 5 horas.
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2.8.4 Hidrolisis de proteinas solubles del extracto de microalgas

empleando mCLEAs

Para la hidrolisis con mCLEAs se emple6 extracto soluble de biomasa
microalgal prensada (20 mg (p/s)/ml) en el tampdn de interés y posteriormente
centrifugado a 7000 rpm y 10°C (AllegraTM X-22R Centrifuge, Beckman
Coulter) para emplear la proteina soluble presente en el sobrenadante. Las
reacciones se incubaron a la temperatura indicada en cada caso (Climo-Shaker
ISF1X, Khuner) con agitacion rotatoria a 35 rpm en un brazo agitador (RM-
2L Intelli-Mixer, ELMI). Las muestras se analizaron por el método de Anson
y Folin-Ciocalteu (1927) (Apartado 2.4.2.2) y mediante SDS-PAGE (Apartado
2.4.2.3).

2.8.4.1  Determinacion de la temperatura 6ptima de actividad

Se afiadieron 0.57 mg (p/s) de mCLEAs/mg (p/s) de microalga en ambos
casos. Para la Alcalase® se empled extracto soluble de microalgas prensado en
tampdn KCI/NaOH (50 mM) pH 12.7 y para la Neutrase® en tampon Tris/HCI
(50 mM) pH 8.0. Las reacciones se llevaron a cabo entre 37 y 55°C durante 24

horas.

2.8.4.2  Determinacion del pH 6ptimo de actividad

Se emplearon 1.14 mg (p/s) de mCLEAs/mg (p/s) de microalga tanto
para la Alcalase® como para la Neutrase®. En el caso de la Alcalase® se emple6
tampon carbonato-bicarbonato sodico (50 mM) pH 10.0 y 10.8, tampdn
KCI/NaOH (50 mM) pH 12.0y 12.7. Para la Neutrase® se empled tampon Tris
/HCI (50 mM) pH 7.0, 7.5, 8.0 y 8.5. Las reacciones se incubaron a 50°C para

la Alcalase® y 45°C para la Neutrase® durante 24 horas.
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2.9 Deslipidacion de las microalgas

Se estudio el efecto de la deslipidacion de las microalgas en la estabilidad

de los demés productos de interés, proteinas y carbohidratos.

2.9.1 Proceso de deslipidacion

Los procesos de deslipidacion empleados se realizaron segtn Pic6 et al.
(2018), con pequefias modificaciones, ajustandolos a escala de laboratorio. En
ambos procesos la biomasa de C. vulgaris se cosech6 por centrifugacion a 9000
rpm durante 5 minutos a 5°C (Kubota 7820) y se decant0 el sobrenadante. Las

células se resuspendieron es la mezcla de deslipidizacién adecuada.

2.9.1.1  Extraccién en matraz agitado

La biomasa de C. vulgaris resuspendida en cloroformo:metanol (2:1,
v/v) se calenté durante 30 minutos a 72°C con agitacion magnética (reactor
Radleys). Se utiliz6 una proporcion de 75 mg (p/s) de muestra por ml de
disolvente binario. Se centrifugd la muestra durante 10 minutos a 7000 rpm y
5°C (AllegraTM X-22R Centrifuge, Beckman Coulter) y se decant6 la mezcla
de disolvente. Se dejaron evaporar los restos de disolvente, y el sedimento se

sometid a un segundo proceso de extraccion en las mismas condiciones.

2.9.1.2  Extraccion por saponificaciéon

Empleando el método de saponificacion de Grima et al. (1994) y las
modificaciones realizadas por Pico et al. (2018), se extrajeron los acidos grasos
libres (FFAS) de C. vulgaris. La biomasa de C. vulgaris se saponifico a 65°C
con etanol (96%) en presencia de KOH (30 ml de etanol y 0.2 g de KOH por g

de biomasa) con agitacion magnética (Reactor Radleys) durante 3 horas. La
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mezcla se centrifugo durante 10 minutos a 7000 rpm y 5°C (AllegraTM X-22R

Centrifuge, Beckman Coulter), y se decant6 el sobrenadante. Se realizaron dos
lavados con hexano (50 ml cada vez) para extraer la fraccion insaponificable.
Una vez eliminado el hexano, se lavo el sedimento con agua destilada (50 ml)
y se centrifugd durante 10 minutos a 7000 rpm y 5°C (AllegraTM X-22R
Centrifuge, Beckman Coulter). Finalmente, las células deslipidizadas se

resuspendieron en el tampdn de interés a una concentracion de 20 mg/ml.

2.9.2 Analisis de los compuestos de interés
2.9.21  Lipidos

Se concentraron 2 ml de muestra de la fraccién saponificable (Thermo
Savant SPD 110V SpeedVac, con trampa refrigeradora) hasta un volumen final
de 0.5 ml, y més tarde 2 ml de cada extraccion con hexano hasta 0.5 ml
mediante evaporacion por temperatura (60°C). Las muestras (10 pul) se
analizaron por TLC (Cromatografia en capa delgada) en placas de 20 cm x 20
cm (TLC Silica gel 60, Merck), activadas previamente durante 30 minutos a
100°C, empleando como patrones aceite de oliva virgen extra (Carbonell®) (0.5
ul), &cido palmitico (10 ul), acido miristico (10 pl), &cido estearico (10 ul) y
acido oleico (10 ul). La fase mévil fue hexano:acetato de etilo:acido acético
(90:10:1, v/iv/v) (Samukawa et al., 2000). Tras 40 minutos de separacion, las
placas se dejaron secar a temperatura ambiente. Después, se tifieron por
inmersion durante 1 minuto en Coomassie Blue R-350 al 0.02% (p/v) en

metanol:acido acético:DW (3:1:6, v/V/v).
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2.9.2.2  Polisacaridos y proteinas

Se emplearon células deslipidizadas por saponificacion y células sin
deslipidizar que se prensaron durante 5 ciclos a 1250 psi (French® Pressure
cell press SIM AMINCO, SLM INSTRUMENT INC) a una concentracion de
20 mg (p/s)/ml en el tampon adecuado, tampon acido acético-acetato sodico
(50 mM, pH 4.5) para determinacion de azucares totales y tampon Tris/HCI
(50 mM, pH 8.0) para determinacion de proteinas. En ambos casos se analizo
el lavado con agua realizado antes de resuspender las células en tampdn.

Los polisacaridos se analizaron como azUcares totales mediante el
método del fenol-sulfirico (Dubois et al., 1951) (Apartado 2.4.1.1).

Las proteinas se analizaron por SDS-PAGE en geles de poliacrilamida
4-20% (Mini-PROTEAN TGX; Stain-Free gels) (Apartado 2.4.2.3).

2.9.3 Hidrdlisis de polisacaridos

Una vez deslipidizadas y prensadas las células, se comprobd la actividad
de las glucosidasas comerciales, a-amilasa y glucoamilasa, de forma soluble y
en forma de mCLEAs de glucoamilasa. Como controles se emplearon células
prensadas sin deslipidizar. En todos los casos, se empled como sustrato
homogeneizado de microalgas (20 mg/ml (p/s)) deslipidizadas o sin
deslipidizar en tampdn &cido acético-acetato sodico (50 mM, pH 4.5). Las
muestras se analizaron por el método del DNS (Miller, 1959) (Apartado
2.4.1.2).



Materiales y Métodos

2931 Glucosidasas solubles

Se afiadieron 4.5 nl de a-amilasa/mg de microalga (p/s) o 2 nl de
glucoamilasa /mg microalga (p/s). Las reacciones se incubaron con agitacion

rotatoria durante 1 hora a 40°C para la a-amilasa y 45°C para la glucoamilasa.

2.9.3.2 mCLEAs de glucoamilasa

Se afadieron 25 pg (p/s) de mCLEAs/mg de microalga (p/s). Las

reacciones se incubaron con agitacion rotatoria durante 30 horas a 50°C.



Capitulo II

Obtencion de las mCLEAs
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3.1 Introduccion

El término “Nanotecnologia” como ‘el procesamiento de la separacion,
la consolidacion, y deformacion de materiales por un aomo o por una
molécula” fue introducido por Norio Taniguchi en 1974 (Taniguchi, 1974).
Previamente fue Richard Feynman quien en 1959 introdujo la idea de poder
“construir cosas pequefias”. La nanotecnologia es un campo de investigacion
multidisciplinar con aplicaciones emergentes en varias areas, como materiales,

fisica, quimica, ingenieria y medicina (Nunes et al., 2019).

Las particulas generadas a nanoescala (1-100 nm) (Figura 3.1), presentan
propiedades Unicas (Opticas, magnéticas, eléctricas...) debido a su gran area de
superficie especifica, su alta energia superficial y su confinamiento cuantico
(Hussain et al., 2016). Estas exclusivas propiedades fisicoquimicas de los
nanomateriales encuentran infinitas aplicaciones en medicina, cosméticos,

electronica, industria alimentaria e industria quimica (Pal et al., 2019).

Célula

Bacteria

1 pm 10 pm 100 pm

Figura 3.1: Diferentes objetos y su tamafio. Los objetos que se encuentran entre 0.1 y 100 nm son con los que
trabaja habitualmente la nanotecnologia.
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3.1.1 Las nanoparticulas

Las nanoparticulas se pueden definir como particulas cuyo tamafio se
encuentra entre 1 y 100 nm, y estan formadas, generalmente, por carbono,
metales, 6xidos metalicos o materia organica (Hasan, 2015). Como se ha
mencionado anteriormente, el tamafio nano de estas particulas les proporciona
caracteristicas unicas en comparacién con sus particulas respectivas de mayor
tamafo. Estos fendmenos se deben, principalmente, a que las particulas
presentan un &rea superficial relativamente grande para su volumen, un
aumento en la reactividad o estabilidad en los procesos quimicos, y una
resistencia mejorada, entre otros (Anu y Saravanakumar, 2017). No existe una
Unica clasificacion para las nanoparticulas. De hecho, se pueden clasificar
atendiendo a las dimensiones que presentan, su tamafio, su forma o el material

del que estan compuestas (Cho et al., 2013).

Las nanoparticulas magnéticas generalmente se clasifican segin su
respuesta magnética a un campo magnético externo. De acuerdo con esto, las
nanoparticulas pueden clasificarse como particulas ferrimagnéticas,
ferromagnéticas o superparamagnéticas (Jeong et al., 2007; Kolhatkar et al.,
2013).

Los materiales ferromagnéticos (como Fe, Ni y Co) presentan dominios
con un gran nimero de atomos con momentos magnéticos paralelos. Es decir,
cada dominio tiene un momento magnetico neto que apunta en una direccion
especifica, por lo que el momento magnético neto del material es nulo (Issa et
al., 2013). Al aplicarse un campo magnético externo, los dominios del material
ferromagnético se alinean a lo largo de la direccién del campo magnético
aplicado, lo que resulta en un gran momento magnético neto. Después de
eliminar el campo externo, queda un momento magnético residual (Buzea y
Pacheco 2017) (Figura 3.2).
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Los materiales ferrimagnéticos (magnetita-FesO4) contienen varios tipos
de 4tomos que ocupan diferentes sitios reticulares con momentos magnéticos
antiparalelos, pero con diferentes magnitudes. De esta forma los momentos
magnéticos no se anulan, resultando en un momento magnético neto
espontaneo. Cuando se aplica un campo magnético externo, estos materiales
se comportan del mismo modo que los ferromagnéticos (Buzea y Pacheco
2017) (Figura 3.2).

El superparamagnetismo es una consecuencia Unica de los
nanomateriales magnéticos. Se observa, solamente, cuando el tamafio y el
namero de dominios son suficientemente pequefios (particulas entre 10 y 150
nm de diametro) (Clemons et al., 2018). Estas particulas, en ausencia de un
campo magnético externo, muestran un momento magnético promedio nulo, y
en presencia de un iman se aumentan los momentos magnéticos (Buzea y
Pacheco 2017) (Figura 3.2).

(A) (B)
Hs0 H=0 Ferromagnetic NPs . Superparamagnetic NPs
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Figura 3.2: (A) Comportamiento de los dipolos magnéticos de particulas ferromagnéticas y ferrimagnéticas
sometidas a un campo magnético externo (Jeong et al, 2007), (B) magnetizacién de particulas ferromagnéticas y
superparamagnéticas sometidas a un campo magnético externo (Akbarzadeh et al., 2012).



Obtencién de mCLEAs

La Figura 3.2 B, muestra un claro ejemplo de las diferencias entre los
comportamientos ferromagnético y superparamagnetismo. En el primer, caso
al aplicar un campo magnético externo se produce la alineacion de los
dominios con el campo y, en consecuencia, la magnetizacion irreversible de la
particula denominada histéresis. Por otro lado, en las particulas
superparamagnéticas al retirar el campo magnético se produce una rapida
inversion del momento magnético, lo que provoca que su magnetizacion
residual sea cercana a cero (Kolhatkar et al., 2013). De esta forma, la medicion

de los ciclos de histéresis permite medir las caracteristicas magnéticas.

Para realizar estas mediciones se aplica un campo (H) hasta que todos
los spines estan orientados, o lo que es lo mismo, hasta alcanzar la saturacion
magnética (Ms). Se obtiene asi, una pendiente inicial que representa la
permeabilidad magnética del material. Al disminuir el campo eterno el material
alcanza un campo nulo en el que se mantiene un magnetismo residual o
remanencia (Mg). Cuanto més ferromagnético sea el material mayor serd Mr.
Posteriormente, se aplica un campo magnético opuesto, denominado campo
coercitivo (coercitividad, Hc), que permite anular el magnetismo remanente.
En esta ocasion los espines se orientan en sentido contrario hasta alcanzar,
nuevamente, la saturacion. El ciclo se reinicia al aumentar nuevamente el

campo (Cruz-lzquierdo, 2013) (Figura 3.3).
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(A) (B) L

Figura 3.3: Curvas de histéresis. (A) Compuesto ferromagnético. La linea discontinua muestra la pendiente del
primer ciclo. (B) Compuesto superparamagnético donde Mr y Hc son practicamente nulas. (Pic6, 2017).

En este trabajo se han obtenido nanoparticulas de magnetita que

presentan superparamagnetismo.

3.1.2 Sintesis de MNPs

Son varios los métodos empleados para la sintesis de nanoparticulas.
Pueden emplearse métodos fisicos, quimicos, bioldgicos o varios de ellos en
conjunto. Ademads, segun la forma en la que han sido sintetizadas, las

nanoparticulas muestran propiedades especificas (Villegas et al., 2019).

En este trabajo, la sintesis de las nanoparticulas se realizd6 mediante
coprecipitacion quimica de sales de hierro (Massart, 1981). Debido a su
sencillez, es uno de los métodos mas empleados para sintetizar nanoparticulas
de magnetita (Biehl et al., 2018).



Obtencion de mCLEAs [EIN

3.1.2.1  Coprecipitacion quimica

La coprecipitacion es un método que permite sintetizar nanoparticulas
mediante reacciones en condiciones suaves, los productos que se emplean son
econdmicos y no requieren de un equipo especializado. Ademas, es un proceso
escalable. Sin embargo, a pesar de estas ventajas, presenta una desventaja
importante, el deficiente control de la distribucion de tamafios, produciéndose
nanoparticulas de entre 4 y 20 nm (Clemons et al, 2018). Una agitacion
enérgica y el aumento de la velocidad de adicidn de los reactivos (Racuciu,
2009), asi como, el empleo de un ambiente no oxidante, mediante burbujeo del
medio con N2 para desplazar el oxigeno (Maity y Agrawal, 2007), permite una

disminucion del tamafio medio de las nanoparticulas.

3.1.2.2 Funcionalizacion de las MNPs

La funcionalizacion de las nanoparticulas ofrece distintas ventajas, como
evitar la aglomeracion de las mismas (Kickelbick y Schubert, 2003;
Grancharov et al., 2005), mejorar sus propiedades fisicas, quimicas y
mecéanicas (Moon et al., 2005) y conjugarlas con moléculas de interés mediante
enlaces secundarios (Thiruppathi et al., 2017).

Uno de los métodos mas empleados para funcionalizar las MNPs es el
uso de los oligosilanos (APTS), comunmente utilizados como agentes
enlazantes entre el soporte y la particula de interés (Kuzminska et al., 2015).
Los oligosilanos son moléculas bifuncionales que reaccionan con los grupos —
OH superficiales de las MNPs sustituyéndolos por grupos -NH2 (Wang et al.,
2008).

Como se ha mencionado anteriormente, la funcionalizacion evita la
agregacion de las MNPs. Este tipo de interaccion de una dispersion magnética

con el medio se mide a través del potencial Zeta (). Cuando el valor es
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elevado, tanto negativa como positivamente, indica que la suspension de
MNPs es estable y su agregacion menor (Goodarzi et al., 2003; Harris et al.,
2003; Ravi Kumar et al., 2004).

3.1.3 Inmovilizacion de enzimas

La inmovilizacion de un enzima es su confinamiento a una fase (matriz
/ soporte) diferente de la de los sustratos y productos (Datta et al., 2013). La
seleccién del tipo de soporte y del método de inmovilizacion a emplear es

determinante segun el uso y la aplicacién prevista (Hassan et al., 2016).

Los principales métodos de inmovilizacion de enzimas son: adsorcion,

unién covalente, atrapamiento e inclusion en membranas, y entrecruzamiento.
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Figura 3.4: Inmovilizacién de enzimas. (A) Adsorcion. (B) Union covalente. (C) Atrapamiento. (D) Inclusion en
membranas. (E) Entrecruzamiento. (Raman et al., 2008).
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3.131 Adsorcién

La adsorcién (Figura 3.4A) es uno de los métodos de inmovilizacién més
sencillos y permite la interaccion reversible entre el soporte y el enzima
(Wahba y Hassan, 2015). Se forman interacciones débiles principalmente
electrostaticas, por ejemplo, fuerzas de Van der Waals, interacciones de
enlaces idnicos o puentes de hidrogeno, aunque los enlaces hidrofobos pueden
ser significativos. Aunque estas fuerzas son muy débiles, son lo
suficientemente grandes como para permitir una union estable. Este método
apenas causa dafios en el enzima, pero éste puede liberarse facilmente del

soporte (Hassan et al., 2016).

3.13.2 Union covalente

La unién covalente (Figura 3.4A) consiste en la formacién de enlaces
covalentes (enlace fuerte), irreversibles, entre los grupos funcionales del
soporte y los del enzima (Porath y Axen, 1976; Toher et al., 1990). Estos
grupos funcionales en la superficie del enzima, pueden ser grupos amino (-
NH.) de arginina o lisina, grupo carboxilico (-COOH) de acido glutdmico o
acido aspartico, grupo hidroxilo (-OH) de treonina o serina, o grupo sulfhidrilo
(-SH) de cisteina. Los soportes mas empleados son los hidrofilicos como la
celulosa, el almidon, dextranos (Sephadex) y la agarosa (Sepharosa). Los
residuos de los azucares de estos polimeros contienen grupos hidroxilos

encargados de formar enlaces covalentes con el enzima (Gemeiner, 1992).

La inmovilizacion del enzima al soporte se realiza en dos pasos. Primero,
se activan los grupos funcionales del soporte, empleando un reactivo especifico
y, después, se agrega el enzima para formar los enlaces covalentes (Hassan et
al., 2016).
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3.1.3.3  Atrapamiento e inclusién en membranas

En la inmovilizacion por atrapamiento (Figura 3.4B) el enzima queda
encapsulado dentro de una matriz polimérica que permite el paso de los
sustratos y productos, pero no del enzima. Por otro lado, en la encapsulacion
(Figura3.4C) el enzima queda retenido dentro de un gel polimérico, a través
del cual las moléculas pequefias pueden difundir. Comparado con la adsorcion,
este método permite una inmovilizacion mas estable del enzima, pero presenta
problemas de difusion de la materia a través de la matriz (Sankaran et al.,
2016).

3.1.3.4  Entrecruzamiento (Cross-Linking)

En este método de inmovilizacion no se emplea soporte (Figura 3.4D).
Se realiza uniendo el enzima entre si creando una gran y compleja estructura
tridimensional. Generalmente, se insolubiliza el enzima, empleando agentes
como sales o disolventes organicos y, posteriormente, se entrecruza empleando
reactivos bifuncionales, como el glutaraldehido. Estos agregados reciben el
nombre de CLEAs (Cross-Linked Enzyme Aggregates). El entrecruzamiento
puede provocar cambios conformacionales en el enzima o la destruccion
parcial de su centro activo, disminuyendo su actividad. Por otro lado, debido a
las fuertes fuerzas de unién, el enzima no se puede soltar (Hassan et al., 2016;
Sankaran et al., 2016).

Actualmente, se estd empleando la nanobiotecnologia para la
inmovilizacion de enzimas. De esta forma, empleando MNPs vy
entrecruzamiento se generan biocatalizadores muy estables y de féacil

recuperacion. Estos nanobiocatalizadores magnéticos se denominan mCLEAs.
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3.2 Resultados vy Discusion

3.2.1 Caracterizacion morfoldgica de las MNPs

Mediante difractogramas de rayos X (DRX), se demostré que la
magnetita FesO4 (Fe?*(Fe®")O4) es la Unica fase presente en las MNPs que

cristaliza en el sistema cubico (Figura 3.5).
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Figura 3.5: Difractograma con rendija automatica (ADS) de las MNPs. Se estudiaron las MNP-OH (negro) y las
MNP-NHz (azul) y se estudiaron los maximos de difraccion de la magnetita (rojo).

La anchura a media altura de los méximos de difraccion permiti6 calcular
el tamafio del cristalito (Angstrom, A) (Tabla 3.1) empleando la ecuacion de
Scherrer que relaciona el ensanchamiento neto del pico de difraccién con el
tamanio del cristalito. El ensanchamiento neto del pico de difraccién se calculd

mediante la aproximacion de Warren y la de Scherrer.
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Tabla 3.1: Tamaiio medio del cristalito de las MNPs. El tamafio en Angstroms (A) se calculd mediante el
ensanchamiento de Warren y el de Scherrer.

Ensanchamiento de Warren  Ensanchamiento de Scherrer
MNP-OH 93 A 103 A
MNP-NH: 82 A 89 A

Se observo que las diferencias entre el tamafio de las muestras no eran
significativas, por lo que se determin6 en 100 A (10 nm) el tamafio medio del

cristalito.

Empleando microscopia electrénica de transmision (TEM) se comprob6
que la forma de las MNPs es mas o0 menos esférica y que su tamafio medio
corresponde al obtenido mediante DRX, esto es 10 nm. Se pudo también
observar, que las MNPs tienden a formar agregados de unos 80 nm, provocado

por las diversas interacciones que actuan entre ellas (Figura 3.6).

(A) f (B)

Figura 3.6: Microscopia electrénica de transmision (TEM) de las MNPs (x400000). (A) MNP-OH. (B) MNP-NH2.
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Se comprobaron estos resultados empleando DLS (Dynamic Light
Scattering). Esta técnica analiza los agregados formados y su tamafio. Los
resultados (Tabla 3.2) mostraron agregados de tamafios superiores a los 80 nm

observados por TEM.

Tabla 3.2: Tamafio medio de as MNPs determinado por DLS. El tamafio se representa en nmy SD corresponde
a la desviacion estandar.

MNP-OH 81.23 +19
MNP-NH:2 112.03 +20

3.2.2 Caracterizacion magnética de las MNPs

Se realizaron sucesivos ciclos de histéresis de las MNPs demostrandose

el comportamiento superparamagnético de las mismas (Figura 3.7).
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Figura 3.7: Curvas de histéresis de las MNP-OH y MNP-NH.. Los ciclos de histéresis se realizaron a 20°C. (H)
Fuerza del campo magnético medida en Oersted (Oe). (M) Magnetizacién media medida en unidades
elctromagnéticas por gramo (emu/g).
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Mediante el andlisis de los ciclos de histéresis se obtuvieron los
parametros cinéticos siguientes (Tabla 3.3): saturacion magnética (Ms),

coercitividad (Hc), remanencia (Mr) y el diametro promedio (D) en nm.

Tabla 3.3: Parametros magnéticos de las MNPs.

MNP-OH 83.3 0.7 8.6 6.7-8.5
MNP-NH:2 60.1 0.2 4.4 7.7-9.1

Se puede concluir, que el componente mayoritario de las MNPs es
magnetita. Ya que cuando la magnetita es el componente mayoritario, la
saturacion magnética (Ms) a temperatura ambiente es 89 emu/g. En nuestro
caso es 83.3 emu/g. Pero esta pequefia diferencia puede deberse a las
diferencias existentes entre la magnetita macroscépicay la nanoscopica (Maity
y Agrawal, 2007; Cruz-Izquierdo et al., 2014). Por otro lado, en el caso de las
MNP-NH> el valor de Ms es de 60.1 debido a la presencia de APTS en su
superficie, que le proporciona mayor cantidad de materia organica alrededor

de la magnetita.

Los valores proximos a cero de Hc y Mr demuestran el cardcter

superparamagnetico de las MNPs analizadas.

Finalmente, empleando la ecuacion de Langevin a partir de los datos
obtenidos en los ciclos de histéresis, se obtuvieron los tamafios medios del
didmetro de las MNPs. En ambos casos los resultados obtenidos son proximos

a 10 nm, tal como se obtenia en la caracterizacion morfolégica (Figura 3.8).
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Figura 3.8: Dispersion de los tamarios de las MNPs.

Como se observa en la Figura 3.8, existe una elevada desviacion en la
distribucion del tamafio de las MNPs, aunque la gran mayoria se encuentran
en torno a los 10 nm de didmetro. Como se ha mencionado anteriormente, el
método empleado para la sintesis de las MNPs es la coprecipitacion quimica,
cuya desventaja es el deficiente control en la distribucion de tamafios. A pesar
de esta dispersién en los tamafios, en todos los casos siguen estando dentro de

los limites del superparamagnetismo.
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3.2.3 Estabilidad de las MNPs

La estabilidad de las MNPs presente en un coloide se analiz6 mediante
el potencial Zeta (&) (Tabla 3.4).

Tabla 3.4: Andlisis del potencial Zeta () de las MNPs. Las unidades del potencial Zeta estan dadas en mV y SE
corresponde al error estandar.

MNP-OH +12.6 +1.35
MNP-NH:2 +14.8 +0.32

Como se observa en la Tabla 3.4, las MNPs presentan carga neta positiva
apH 7. Los valores del potencial Zeta cercanos a +15 sugieren que estas MNPs
se encuentran en la region umbral entre la estabilidad y la agregacion (Clogston
y Patri, 2011), aunque las MNP-OH tienden mas a la agregacion que las MNP-
NH>. Demostrandose que la funcionalizacién de las MNPs presenta como
ventaja el evitar la agregacion entre ellas mismas (Kickelbick y Schubert,
2003; Grancharov et al., 2005).

Finalmente, se puede deducir, como se demuestra en los analisis
realizados tanto por TEM como por DLS, que las MNPs presentan cierta
tendencia a agregarse obteniéndose, asi, los agregados de 80 nm mencionados
anteriormente. Esta agregacion podria deberse tanto a interacciones no
magnéticas (Goodarazi et al., 2003) que presentan las MNPs, como al
magnetismo residual (MR) que, aunque cercano a cero, es suficiente para

favorecerla.

3.2.4 Sintesis de las mCLEAs

La inmovilizacion en mCLEAs de las glucosidasas (a-amilasa y
glucoamilasa) y de las proteasas (Alcalase® y Neutrase®), se realizd segun
Cruz-lzquierdo et al. (2014).
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La actividad de los enzimas, bien sean solubles o0 como mCLEAs, se
midi6 empleando sustratos modelo (almidon o caseina) y mediante
cuantificacion del producto obtenido, azucares reductores o compuestos
fenolicos liberados.

Los resultados obtenidos se presentan en los Capitulos IV y V.
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Cultivo vy Cosecha de las
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4.1 Introduccion

Actualmente, se considera a las microalgas como una alternativa viable
a los combustibles fosiles, aunque aun existen numerosos obstaculos en el
proceso de biorrefineria para que éste sea posible econémicamente. Ademas
de obtener productos de valor afiadido, se estan estudiando otros factores para
abaratar el proceso, como pueden ser el método de cosecha o el de ruptura

celular.

4.1.1 Cosecha de las microalgas

Uno de los factores méas importantes a tener en cuenta en el proceso de
biorrefineria de microalgas, es el método de cosecha celular, ya que este
supone el 30% de la inversion econdmica del proceso (Jankowska et al., 2017)
(Milledge y Heaven, 2013). La cosecha de microalgas presenta,
principalmente, tres tipos de dificultades (Wang et al., 2015): la baja
concentracion de biomasa en los cultivos (0.5 g/l) (Grima et al., 2003), el
pequefio tamafio de las microalgas (entre 2 y 20 um) que dificulta el empleo
de técnicas de cosecha como la filtracion (Gultom y Hu, 2013) y la carga
electronegativa de la superficie célular que evita la formacion de agregados
haciendo que permanezcan de forma estable en suspension (Amaro et al.,
2011).

Actualmente se emplean varios métodos para la cosecha de las

microalgas (Mathimani y Mallick, 2018):

e Fisicos: centrifugacion, sedimentacion por gravedad, filtraciony
flotacion
e Quimicos: floculacion inorganica y floculacion organica

e Bioldgicos: autofloculacion y biofloculacion
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e Magnéticos: separacion magnética

41.1.1 Métodos fisicos
4.1.1.1.1 Centrifugacion

La centrifugacion permite separar dos particulas miscibles, segin su
densidad, mediante la fuerza centrifuga. Se han estudiado varios tipos de
centrifugacion con distintas eficiencias en la cosecha microalgal, pero,
tradicionalmente, las centrifugas tubulares o las multi-cAmara han sido las mas
empleadas. Pero, a pesar de la alta eficiencia de cosecha, la centrifugacion
requiere, aproximadamente, 1 MJ kg? de energia para la cosecha de las
microalgas, valores energéticos mayores que los empleados en la cosecha de
madera (0.7 — 0.9 MJ kg?) (Sawayama et al., 1999).

4.1.1.1.2 Sedimentacion por gravedad

La sedimentacion por gravedad es un método de separacion solido-
liquido empleando la fuerza de la gravedad hasta que las células sedimenten.
Segun los estudios de Choi et al. (2006) y Nurdogan y Oswald (1996) sobre
30 tipos distintos de microalgas, la sedimentacion por gravedad no es un

método adecuado para la recoleccion de microalgas de pequefio tamafio.

4.1.1.1.3 Filtracion

La filtracion es un proceso de separacion en el que se emplea una
membrana o filtro poroso por el que se hace pasar una suspension de
microalgas. El agua pasaria a través del filtro y las microalgas quedarian
retenidas en él. Existen numerosas técnicas de filtracion en funcion del tamafio

del poro empleado: macrofiltracion (10 um), microfiltracion (0.1 — 10 um),
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ultrafiltracion (0.02- 0.2 um) y dsmosis inversa (0.001 pm), entre otras
(Milledge y Heaven, 2013). Aunque todas estas técnicas son efectivas, ninguna
es adecuada para la filtracion de microalgas debido a la rapida obstruccién de

los filtros y el bajo rendimiento de cosecha (Mohn, 1988).

41.1.1.4 Flotacién

La flotacion es el proceso inverso a la sedimentacion. En este caso se
emplea un burbujeo de aire o gas para mantener las microalgas en suspension.
Debido al poco espacio y tiempo que requiere el proceso, la flotacion ha sido
reconocida como un método prometedor para la separacion de Chlorella
vulgaris (Liu et al., 1999). Pero a pesar de su eficacia, la energia necesaria para
realizarlo a gran escala no es rentable econémicamente (Milledge y Heaven,
2013).

4.1.1.2  Métodos quimicos (floculacion)

En la cosecha por floculacidn, la agregacion de las células del cultivo se
produce empleando un floculante o coagulante, que puede ser organico o
inorganico. Este método presenta varios inconvenientes que lo descartan como
método adecuado de cosecha. Uno de los floculantes empleados son las sales
metalicas, que son dependientes de pH y, ademas, pueden deteriorar la biomasa
y contaminar los productos finales (Chen et al., 2011). Por otro lado, un
floculante puede ser adecuado para un tipo de microalga, pero no para otro. Y,
finalmente, los floculantes inorganicos no coagulan bien las algas crecidas en
agua de mar, ya que tienden a contraerse cuando la fuerza idnica es alta
(Vandamme et al., 2013)
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4.1.1.3  Métodos bioldgicos (floculacion)

La floculacion biologica puede realizarse por autofloculacion o por
biofloculacién. La autofloculacion ocurre espontaneamente modificando las
condiciones del medio que provocan la agregacion de las células (Pragya et al.,
2013). Sin embargo, en la biofloculacion se provoca la secrecion de polimeros
por las microalgas, que actuaran como floculantes (Christenson y Sims, 2011).
Pero a pesar de ser un método ecoldgico y de bajo coste energetico, el tiempo
necesario es muy grande (Schenk et al., 2008) y no se ha podido realizar con

éxito a gran escala (Lee et al., 2009).

4.1.1.4  Métodos magnéticos: separacion magnética

En los Gltimos afios se ha prestado especial atencion a la cosecha de
microalgas empleando nanoparticulas magnéticas (MNPs), ya que permiten
ahorrar tiempo y son féciles de sintetizar y reutilizar (Hu et al, 2013;
Prochazkova et al., 2013). Los factores mas interesantes de las MNPs son su
biocompatibilidad, su capacidad de adherirse a la superficie de las microalgas
y su fécil extraccion del medio empleando un imén (Schwertmann y Cornell,
2007; Prochazkova et al., 2012).

La adsorcion de microalgas a las nanoparticulas se produce por una
atraccion electrostatica provocada por las cargas negativas presentes en la
superficie de las microalgas y las positivas que presentan las nanoparticulas.
Por lo tanto, la eficiencia de la adsorcion esta influida por el pH al que se
realiza (Xu et al., 2011). En funcion del tipo de microalga empleada se han
observado distintos efectos del pH. Segin Xu et al. (2011) empleando
Bortryococcus braunii el porcentaje de adsorcion disminuye con el aumento
del pH. Empleando Chlorella ellipsoidea la mayor eficiencia en la adsorcion

se obtiene a pH neutro, disminuyendo tanto a pH acidos como basicos. Por otro
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lado, Hu et al. (2013) empleando Nannochloropsis maritima obtuvieron una
eficiencia de adsorcién menor a pH neutro, seguida por pH acido y una mayor
eficiencia a pH basico. Para Chlorella vulgaris Zhu et al. (2019) determinaron
que a pH bajo resultaba una mayor eficiencia de cosecha y esta disminuia a
medida que aumentaba el pH.

El proceso de adsorcién también depende de la dosis de nanoparticulas
empleadas y de la concentracion de las células en el medio. En todos los casos,
se observo que, al aumentar la cantidad de nanoparticulas, la eficiencia en la
cosecha aumentaba (Xu et al., 2011; Hu et al., 2013; Guo et al., 2018).
También, al aumentar la concentracion de células se observa un aumento en la
eficiencia de adsorcién (Hu et al., 2014).

A pesar de la rapidez y eficiencia en la adsorcion celular existen, adn,
varios inconvenientes entre los que se encuentran la posterior desorcion de las
microalgas a las nanoparticulas para reutilizar estas ultimas. Se ha observado
que empleando &cidos, como HCl y H2SOs4, y aplicando distintos métodos de
agitacion se puede separar las nanoparticulas de las microalgas adsorbidas.
Este proceso es posible debido a que las nanoparticulas se desintegran y las
microalgas se lisan. Los compuestos que quedan en disolucion y que formaban
parte de las nanoparticulas son reutilizados para regenerarlas (Xu et al., 2011,
Prochazkova et al., 2013). Este método no permite la cosecha de las microalgas
enteras y, ademas, provoca la perdida de otros componentes de interés
presentes en las microalgas. Sin embargo, este método de desorcion no es el
mas adecuado para todos los compuestos de las microalgas. Por un lado, los
compuestos de interés pueden ser destruidos en el proceso de desorcién y, por
lo tanto, dejaria de ser un tratamiento suave (Wang et al., 2015).

La cosecha mediante MNPs no solo esta influenciada por el tipo de
nanoparticula que se emplea, sino también lo est4, por el tipo de microalga y

por los compuestos presentes en el medio de cultivo. Ademas, las técnicas de
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desorcién no permiten obtener microalgas vivas de forma rentable. Por tanto,
son necesarios mas estudios sobre el tipo de interaccion que se establece entre
las nanoparticulas y las microalgas para poder emplearlo a nivel industrial
(Wang et al., 2015).

La mayoria de los métodos descritos anteriormente solo se han empleado
a escala de laboratorio, por lo que son necesarios estudios a mayor escala para
determinar cual es el método mas adecuado y rentable en el proceso de
biorrefineria (Mathimani y Mallick, 2018).

4.1.2 Obtencién de biomasa microalgal

Chlorella vulgaris contiene proteinas, azucares y lipidos de interés, entre
otros productos. Su pared celular, compuesta mayoritariamente por celulosa,
acta como barrera para la extraccion de sus compuestos intracelulares,
restringiendo la entrada de disolventes organicos en la célula y limitando la
extraccion de estos compuestos (Kim et al., 2016; Bernaerts et al., 2018). Por
lo tanto, es necesario optimizar los métodos de ruptura celular para obtener de
forma adecuada todos, o la mayoria, de sus productos bioactivos, ya que la
mayoria de los métodos empleados Unicamente se han centrado en la obtencion
de lipidos (Stirk et al., 2020).

Los métodos de ruptura celular pueden clasificarse como métodos

mecanicos 0 N0 Mecanicos.

e Mecanicos: molienda con perlas, homogeneizacién a alta
presion, ultrasonidos, pulsos eléctricos, termdlisis.
e No mecéanicos: hidrdlisis quimica, hidrolisis enzimatica y

choque osmadtico.
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Se han realizado estudios sobre distintos métodos de ruptura celular
analizando diferentes factores. Los métodos mecénicos ofrecen, generalmente,
los mejores resultados tanto en proteina extraida (Safi et al., 2015) como en

porcentaje de células rotas (Stirk et al., 2020).

Estos métodos necesitan un alto gasto energético, por lo que la hidrdlisis
enzimatica esta adquiriendo mayor interés, ya que evitaria emplear disolventes
contaminantes y reduciria el gasto energético. Se ha observado que ciertas
combinaciones de enzimas aumentan la permeabilidad de las paredes de las
células empleando microalgas intactas, pero son procesos que aun necesitan

mucha optimizacion (Gerken et al., 2013).

Actualmente, no existe un método adecuado y rentable para la ruptura de
las paredes celulares de las microalgas. Existen métodos que facilitan la
extraccion de ciertos compuestos, pero no de la totalidad de la biomasa

microalgal.
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4.2 Resultados y Discusion

4.2.1 Seguimiento del cultivo para su cosecha

Como la composicién bioquimica de C. vulgaris varia en funcién del
estado de crecimiento en el que se encuentren, se realiz un seguimiento del
crecimiento celular, tanto por turbidez como por medida de los pigmentos
fotosinteticos (clorofila a, clorofila b y carotenoides). Asi, los cultivos se
cosecharon en el mismo estado fisiol6gico para que los experimentos fuesen

mas reproducibles.

4211 Turbidez

La medida celular por turbidez permite observar el paso de la fase
exponencial a estacionaria del cultivo. El crecimiento celular era lento debido
a que no se aporté fuente de carbono externa (atmdsfera enriquecida en CO3)
(Figura 4.1).

4.2.1.2  Pigmentos fotosintéticos

También se sigui6 durante el desarrollo del cultivo la evolucion de los
pigmentos fotosintéticos, en especial, de Chl a y de carotenoides (para el
célculo del indice de Margalef) (Figura 4.2). El contenido de Chl a y
carotenoides es un buen indicador del estado fisiologico del cultivo, ya que
indican de forma previa a la turbidez, la entrada de cultivo a fase estacionaria
0 de muerte. Una disminucién de la Chl a y un aumento de los carotenoides

son indicadores del inicio de la fase estacionaria.
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Figura 4.1: Curva de crecimiento de C. vulgaris. El crecimiento celular se midié durante 135 dias midiendo la
turbidez del cultivo a 680 nm.
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Figura 4.2: Variacion del contenido de (A) Chl a y (B) carotenoides durante el cultivo de C. vulgaris.
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4.2.1.3  Indice de Margalef (IM)

La dltima medida que se empled para el seguimiento del cultivo fue el
indice de Margalef (Figura 4.3), que indica el estado fisiolégico en el que se
encuentra el cultivo, al relacionar el contenido celular de Chl a con los

carotenoides.
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Figura 4.3: Variacion del indice de Margalef (IM) durante el cultivo de C. vulgaris.

Como se observa, tras 120 dias de incubacion, el cultivo se encontraba
en fase estacionaria segun la medida por turbidez. Por otro lado, la medida de
los pigmentos fotosintéticos y de IM muestran que el estado fisiologico de las
células estaria envejeciendo. Por lo tanto, lo adecuado seria cosechar el cultivo
antes de 120 dias. Aun asi, cada cultivo evoluciona de forma distinta por lo
que se calcularon estos parametros en cada cultivo, realizando seguimientos

individuales y cosechando siempre en las condiciones mas similares posibles.
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4.2.2 Cosecha del cultivo

Se estudiaron dos métodos de cosecha para C. vulgaris: mediante

adsorcion a MNPs y mediante centrifugacion.

4.2.2.1  Cosecha por adsorcion a MNPs

Al presentar C. vulgaris una pared celular cargada negativamente, se
realiz6 una cosecha afiadiendo al cultivo celular MNPs con grupos —OH y
funcionalizadas con grupos —NH2. Ambos tipos de MNPs son capaces de
establecer interacciones polares con la pared celular de las microalgas.
Ademaés, las MPN-NH, también pueden establecer interacciones idnicas. Se
estudid que tipo de MNPs adsorbia mejor las células de las microalgas.

4.2.2.1.1 Seleccion del tipo de MNP
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Figura 4.4: Adsorcién de microalgas (19 pg/ml Chl a) con distintas cantidades de MNP-OH y MNP-NH:
después de incubar con agitacion el cultivo durante 5 minutos. El porcentaje de adsorcion celular se midié
determinando la presencia de clorofilas en el sobrenadante.
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Como se observa (Figura 4.4), el error experimental era menor en el caso
de las MNPs-OH. Por otro lado, no se observo diferencia de adsorcion
significativa empleando un tipo u otro de MNPs. Por lo tanto, se eligieron las
MNPs-OH para realizar los siguientes experimentos, al ser mas faciles y méas

baratas de sintetizar.

4.2.2.1.2 Efecto del volumen en la incubacién

Al tratarse de una adsorcidn por multiples interacciones de las MNPs con
las microalgas, se dedujo que podia ser un factor relevante el volumen final en
el que se realizaba la incubacién. Por lo tanto, se fij6 una misma cantidad de
celulas (calculada por el contenido de clorofilas) y se vario el volumen final de
incubacidn (Figura 4.5).
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Figura 4.5: Efecto del volumen final de incubacion en la adsorcion de las microalgas a MNPs-OH. Se fijo 200
Ml de células (Chl a 3.5 ug/ml) y se vario el volumen final (afiadiendo medio de cultivo fresco sin células) y la
cantidad de MNPs (mg (p/s)).
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Se comprobdé que el volumen final de la incubacién parece critico en el
proceso de adsorcién. Como se observa, aunque se afiadan mas MNPs si el
volumen final de incubacion aumenta, la probabilidad de interaccion MNP-

célula disminuye.

4.2.2.1.3 Efecto de la cantidad de microalgas

Sabiendo que el volumen final de incubacion era un factor importante
para la adsorcién celular, se probd a variar para un mismo volumen de medio
la cantidad de microalgas (Figura 4.6). Ya que, al tratarse de una adsorcion por
interaccion fisica, al aumentar la cantidad de microalgas para un mismo

volumen también deberia aumentar la interaccion.
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Figura 4.6: Efecto del volumen final y la cantidad de células en la adsorcion de MNPs-OH a microalgas. Se
fijo la cantidad de MNPs (1.5 mg (p/s)) y se afiadieron 200, 500 y 800 pl de volumen celular en distintos volumenes
finales afiadiendo medio de cultivo fresco sin células.
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Quedd demostrado, que no solo el volumen celular afecta, sino que
también lo hace la cantidad de células presentes en ese volumen final. Se puede
observar que, al afiadir mas células al mismo volumen, aumenta la adsorcion,

ya que la posibilidad de interaccion es mayor.

4.2.2.1.4 Efecto del pH

Al estar las células cargadas negativamente, y las MNPs de forma
positiva, las interacciones que se producen, son interacciones electrostaticas
(polares), por lo que el pH deberia ser un factor determinante que afecte al
proceso de adsorcion. Por ello, se realiz6 un estudio del proceso de adsorcion
variando el pH al que se realizaba, alcalinizando o acidificando el pH del medio
de cultivo (7.5) (Figura 4.7).
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Figura 4.7: Efecto del pH del medio en la adsorcion de 200 l de cultivo celular (Chl a 3.4 pg/ml) en un volumen
final de 1 ml al pH indicado y empleando 1.5 mg (p/s) de MNPs-OH.
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Se observé que a pH acido la adsorcion era practicamente del 100% vy, a
medida que se alcalinizaba, disminuia el porcentaje de adsorcion, tal como
indican Zhu et al. (2019). Como se ha mencionado anteriormente, el pH es un
factor que depende del tipo de microalga que se emplee (Xu et al., 2011) (Hu
et al., 2013), dado que la composicion de las envolturas celulares varia

significativamente de un tipo a otro de microalga.

4.2.2.1.5 Desorciéon

El interés de la cosecha por adsorcion a MNPs es poder reutilizar esas
MNPs después de desorberlas de las microalgas. Por ello, se probaron distintos

métodos de desorcion.

En el primer caso, se emple6 acido sulfarico (al 10% v/v) durante 1 hora

con distintos tipos de agitacion.

Como se observa en la Figura 4.8 (A) el tratamiento con sonorreactor era
el mas eficiente segin la medicion de Chl a en el sobrenadante. Pero en la
Figura 4.8 (B) se comprobd que, tras el tratamiento, las MNPs se disolvieron
y las microalgas se lisaron. En este caso, este método de desorcion no es
adecuado, ya que los compuestos de interés quedan destruidos en el proceso,
como indican Wang et al. (2015).

Comprobado que el pH afecta al proceso de adsorcidn, se estudio6 variar
el pH del medio de las células adsorbidas como método de desorcién (Figura
4.9).
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Figura 4.8: (A) Desorcion de microalgas adsorbidas en MNPs-OH empleando H2804 (10% v/v) durante 1 hora
en brazo agitador a temperatura ambiente, bafio agitado a 40°C o en un sonorreactor (32 kHz) a 40°C. (B)
Desorcion mediante sonorreactor antes de tratarlas (1) y tras 1 hora con H2SO4 (2).
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Figura 4.9: Desorcion de las MNPs a las microalgas empleando tampdn glicina/HCI (pH 3.0), tampén fosfato (pH
7.0) y tampdn KCI/NaOH (pH 12.7) mediante agitacién mecanica en un brazo agitador a temperatura ambiente.
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En ningulin caso se obtuvo mas del 10% de desorcion de microalgas. Por
lo tanto, se puede concluir que el pH es un factor crucial para adsorber las
células. Una vez adsorbidas las microalgas a las MNPs, no se sabe qué tipo de
interacciones se estan produciendo, por lo que serian necesarios mas estudios
para que la cosecha de C. vulgaris con MNPs sea factible, tal como indican
Wang et al. (2015).

Por otro lado, las células adsorbidas a MNPs se pudieron volver a

cultivar, por lo que se demuestra que esta interaccion no afecta a su viabilidad.

4.2.3 Extraccion de biomasa microalgal

Al ser de interés en este trabajo la extraccion de biomasa microalgal lo
mas intacta posible, se estudiaron distintos métodos de extraccion de biomasa
a partir de cultivo liofilizado y de cultivo fresco: molino de bolas del cultivo
liofilizado, prensado del cultivo liofilizado resuspendido en tampén, y
prensado de cultivo fresco obtenido por centrifugacion y resuspendido en

tampon.

Para comprobar cual era el mejor método, se determind la cantidad de
proteina presente en las muestras (20 mg/ml) analizadas por el método de
Bradford (1976) (Tabla 4.1).

En las muestras de biomasa microalgal liofilizada no se detect6
extraccion de proteina. Debido a que las paredes celulares estan compuestas
por celulosa, es dificil la extraccion del contenido celular, por lo que se
necesitd emplear metodos de ruptura més agresivos. Como se observa, la
utilizacion del molino de bolas para romper las células permiti6 extraer algo
de proteina, pero en menor cantidad que tras prensar las muestras utilizando la

prensa de French. Se descarto asi la liofilizacion y el empleo del molino de
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bolas como métodos de extraccion. La cantidad de proteina (mg/ml) extraida
por prensado del cultivo liofilizado y del cultivo fresco analizada por el método
de Bradford (1976) presentd valores muy similares. Al ser un método
colorimétrico, la presencia de clorofilas interfiere en el analisis, por lo que se
decidio realizar una comprobacion de la proteina extraida mediante SDS-
PAGE (Figura 4.10), empleando como control negativo el cultivo liofilizado.

Tabla 4.1: Cantidad de proteina inicial presente con los diferentes métodos de tratamiento microalgal. La
proteina (mg/ml) obtenida mediante Bradford. También se siguid la hidrélisis de proteinas por SDS-PAGE.

Liofilizado 0 V4

Ruptura con molino de bolas de 35.55 ND
células liofilizadas

Ruptura por prensado de las 72.09 V4
células liofilizadas

Ruptura por prensado de 78.92 v
células frescas

Mediante SDS-PAGE se demostr6 que el método que permitia obtener
mayor cantidad de proteina era el prensado de células frescas. Esto indicaba
que, a pesar de que la liofilizacién permitia un facil manejo y almacenamiento

del cultivo, el proceso dificultaba la obtencion de proteina soluble.

Por ultimo, se comprobO por microscopia optica la imagen de una
muestra representativa de los cultivos fresco, liofilizado y prensado (Figura
4.11).
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Figura 4.10: Analisis por SDS-PAGE de la proteina presente en C. vulgaris empleando distintos métodos de
extraccion. Se analizaron 20 yl de extracto de microalgas por calle. (A) Proteina obtenida tras liofilizacion, (B)
proteina obtenida mediante prensado del cultivo liofilizado (20 mg (p/s)/ml) y (C) proteina obtenida por prensado
del cultivo fresco centrifugado (20 mg (p/s)/ml). (M) Marcadores de baja masa molecular.
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Figura 4.11: Imégenes obtenidas por microscopia dptica de la biomasa microalgal sometida a distintos
tratamientos. (A) Cultivo fresco, (B) cultivo liofilizado resuspendido y (C) cultivo sometido a 5 ciclos de prensa de
French.

De esta forma se comprob6 que tras la liofilizacion del cultivo las células
formaban agregados, e incluso se podia ver cambios de color y forma. Ademas,
se comprobd que, tras el empleo de la prensa de French, las células estaban

completamente rotas.

Finalmente, viendo los resultados obtenidos en los distintos procesos de

ruptura y extraccion, se selecciono el prensado de células frescas como mejor
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método para obtener extractos de microalgas para su posterior hidrolisis

enzimatica.



Capitulo V

Obtencion de Hidrolizados de
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5.1 Introduccion

El almidon es uno de los polisacaridos mas empleados, tanto en la
industria alimentaria como en la farmacéutica. En la industria alimentaria, el
almidon se hidroliza principalmente empleando a-amilasa (EC 3.2.1.1) y
glucoamilasa (EC 3.2.1.3) para obtener glucosa (Bian et al., 2018). Pero,
actualmente, el aumento del consumo energético y la reduccion de aceites
asequibles para obtener biodiesel ha provocado un creciente interés en el
almidon como alternativa energética (Shokrkar y Ebrahimi, 2018). Al ser
necesario para la alimentacion humana, el almidon obtenido de la agricultura,
no es una fuente adecuada para la produccion de bioetanol (Bezerra y
Ragauskas, 2016).

Las microalgas son capaces de acumular grandes cantidades de almidén,
y por ello estd aumentando su interés para la produccién de bioetanol como
una alternativa al material procedente de la agricultura (Brényikova et al.,
2011; Jhon et al., 2011). Una de las ventajas que presentan las microalgas
frente a otros materiales fuente, es que, generalmente, los carbohidratos no
contienen lignina, por lo que puede hidrolizarse mas facilmente en
monosacéaridos (Bibi et al., 2017). Estos azUcares son empleados en la industria
farmacéutica y en la alimentaria, pero también como azUcares fermentables

para la obtencién de bioetanol.

5.1.1 Hidrolisis de polisacaridos en microalgas

Existen diversos métodos para la sacarificacion de los polisacaridos
microalgales que permiten la obtencion de monosacaridos fermentables.
Actualmente, los mas empleados son la hidrdlisis acida y la enzimatica (Kahn
etal., 2018).
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5.1.11 Hidrdlisis acida

La hidrdlisis acida es muy efectiva para transformar los polisacéridos de
las microalgas en monomeros, pero la temperatura necesaria en el proceso,
entre 120 y 200°C, es demasiado elevada para que el tratamiento sea rentable.
El rendimiento del proceso esta determinado por la fuerza del &cido, el tiempo
de tratamiento y la temperatura. Los acidos empleados habitualmente son
acidos fuertes, como el acido clorhidrico, el sulfarico y el nitrico. En este
proceso es muy importante la seleccion del tipo de acido, ya que un acido
demasiado débil no seria efectivo y uno demasiado fuerte puede convertir los
azucares en furfural, inhibiendo la fermentacion (Park et al., 2013).

51.1.2 Hidrodlisis enziméatica

La hidrdlisis enziméatica es, actualmente, el proceso méas productivo y
ventajoso (Choi et al., 2010; Yanagisawa et al., 2011). Los catalizadores
comunmente empleados son las amilasas, celulasas e invertasas, que permiten
hidrolizar enlaces glicosidicos de los polisacaridos para la obtencion de
monosacaridos. Sin embargo, el empleo de enzimas a gran escala encarece

demasiado el proceso.

5.1.2 Glucosidasas

Las glucosidasas son enzimas que catalizan la hidrdlisis de los enlaces
glucosidicos de azucares complejos, transformandolos en oligosacaridos y
monosacaridos. Por lo general, este tipo de enzimas se obtiene de bacterias o
de hongos, y estan presentes de forma intra o extracelular. Son comiunmente
muy utilizadas en distintas industrias, como la textil, alimentaria y papelera,

entre otras. Sin embargo, cabe destacar a la a-amilasay a la glucoamilasa como
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las glucosidasas més empleadas para la hidrdlisis de almidones. Estos dos
enzimas, obtenidos a partir de fuentes fangicas, como Aspergillus, han ganado
mucho interés debido a su facil obtencion y al sencillo crecimiento y

mantenimiento del hongo (Shruti et al., 2013).

5121 a-amilasa

La a-amilasa (EC 3.2.1.1) es un enzima extracelular con actividad
endohidrolasa que hidroliza al azar enlaces 10 = 4 glucosidicos entre unidades
de glucosa, obteniéndose oligosacaridos de distinto tamafio. Estos enzimas
presentan, al menos, un atomo de calcio por molécula de enzima, pero no actda
como coenzima, sino que son calcio metalo dependientes (Stein et al., 1960).
La a-amilasa de Aspergillus orizae presenta un centro de unién al calcio entre
dos dominios que se encarga de estabilizar el bucle que conforma el centro de
unién del sustrato (Brzozowski y Davies, 1997; Sahnoun et al., 2016) (Figura
5.1).

5.1.2.2 Glucoamilasa

La glucoamilasa (amiloglucosidasa) (EC 3.2.1.3) es un enzima desramificante
que presenta actividad exohidrolasa, hidrolizando enlaces la > 4y la 2> 6
glucosidicos, de manera no secuencial desde el extremo no reductor, liberando

monomeros de glucosa (Figura 5.1).
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Figura 5.1: Estructura tridimensional obtenidas por difraccion de rayos X de (A) a-amilasa de Aspergillus
oryzae (Sugahara et al., 2013) y (B) glucoamilasa de Apergillus niger (Lee y Paetzel, 2011).

5.1.2.3 Empleo de las glucosidasas en la hidrolisis de polisacaridos

microalgales

Actualmente las glucosidasas, principalmente a-amilasa y glucoamilasa,
son los enzimas méas empleados en la hidrolisis de polisacaridos microalgales
para la obtencidn final de bioetanol. El proceso de sacarificacion es uno de los
mas importantes en la obtencion de monosacaridos fermentables en la
produccion de bioetanol (Milano et al., 2016). Para ello, se emplean las endo-
amilasas como la a-amilasa para hidrolizar los enlaces 1a = 4 glicosidicos,
produciéndose dextrinas que posteriormente se hidrolizan con glucoamilasas
obteniéndose glucosa u otros monosacaridos fermentables (Ometto et al.,
2014; Hernandez et al., 2015). Este proceso de hidrolisis enzimatica presenta
muchas ventajas frente a los procesos quimicos anteriormente empleados,
siendo los més destacados la eliminacion de productos toxicos y una mayor

obtencion de carbohidratos simples (Velazquez-Lucio et al., 2018).
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Viendo la gran efectividad de estos enzimas en las hidrélisis de
polisacéaridos microalgales, se han realizado distintos estudios con el fin de
optimizar el proceso. Uno de los mayores problemas al trabajar con almidon
es su insolubilidad, que conlleva la formacion de granulos de almidon que
disminuyen el rendimiento de la actividad hidrolitica de los enzimas, al no
poder acceder a todos los enlaces hidrolizables. Mediante un tratamiento
térmico del sustrato (a 90°C) se facilita su disolucidn, y se evita la formacion
de estos granulos aumentando el rendimiento de las glucosidasas solubles
(Souilah et al., 2015). Ademas, también se indica en la literatura que un
aumento del Ca?* aumentaria el rendimiento de la a-amilasa (Dojnov et al.,
2008). Este aumento puede ser de hasta un 40% en el rendimiento en ciertos

tipos de a-amilasas (Peng et al., 2018).

A pesar de que se ha visto un alto rendimiento por parte de las
glucosidasas en la hidrolisis de polisacaridos microalgales, son pocos los
estudios en los que se ha empleado extracto microlgal completo, ya que
principalmente se extrae el almidon presente en las microalgas y después se
trata enziméaticamente. El tratamiento de la biomasa completa permitiria un
mayor rendimiento del proceso de biorefineria, es por ello, que en este estudio
se ha empleado biomasa microalgal completa, y se han estudiado todos estos

factores con el fin de optimizar al méximo el proceso a microescala.
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5.2 Resultados y discusion

Una vez cosechadas las microalgas, y sintetizadas las mCLEAs de a-
amilasa de Aspergillus oryzae (EC 3.2.1.1) (Novozymes) y de glucoamilasa de
Aspergillus niger (EC 3.2.1.3) (Novozymes), se optimizo la hidrdlisis de
polisacaridos. Para ello, se caracterizaron los enzimas solubles y sus mCLEAs,
empleando sustratos modelo como el almidon gelificado y la dextrina hervida.
Posteriormente, se estudié la hidrolisis de polisacaridos en biomasa
microalgal, tanto con enzimas solubles como inmovilizados en mCLEAs,
ajustando los pardmetros necesarios para obtener el mayor rendimiento posible

en la obtencion de monosacaridos.

Para facilitar la comprensién, a lo largo de este Capitulo se asignan los
siguientes simbolos: A a-amilasa soluble, A a-amilasa en mCLEAs, O

glucoamilasa y @ glucoamilasa en mCLEAs.

5.2.1 Caracterizacion de los enzimas solubles empleando sustratos

modelo

Al tratarse de preparaciones de enzimas comerciales (tanto a-amilasa
como glucoamilasa), se analizaron ambas preparaciones por SDS-PAGE en
geles de poliacrilamida al 10%. Este analisis permitio detectar la presencia de
otros enzimas y/o proteinas contaminantes presentes en el preparado comercial
(Figura 5.2).

Ademas, de la banda correspondiente a la proteina de interés, se observa
que los enzimas comerciales no presentan una contaminacion muy elevada, de
otras proteinas. Generalmente, estas contaminaciones no afectan a la actividad
de los enzimas, a los que también se les afladen otros compuestos que actlan

como estabilizantes para mantener la actividad.

136




137

Obtencion de Hidrolizados de Polisacaridos
empleando Glucosidasas

Figura 5.2: Analisis por SDS-PAGE de las glucosidasas comerciales. (M) Marcador de baja masa moléculas,
(A) a-Amilasa de Aspergillus oryzae (EC 3.2.1.1), (B) Glucoamilasa de Aspergillus niger (EC 3.2.1.3). Las bandas
correspondientes a los enzimas comerciales aparecen enmarcadas en un recuadro.

En ambos casos, la banda principal corresponde al enzima de interés,

siendo 51 kDa para a-amilasa y 63 kDa para glucoamilasa.

Finalmente, se analizd con el reactivo de Bradford la concentracion
(mg/ml) total de proteina presente en ambas preparaciones comerciales siendo

110.91 mg/ml en a-amilasa y 81.93 mg/ml en glucoamilasa.

5.2.1.1  Determinacién del pH 6ptimo de actividad

El pH de los enzimas solubles se determin6 en un intervalo de 3.5 a 6
empleando tampon acético-acetato sodico y tampén acido citrico-citrato
sodico (Figura 5.3).
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Figura 5.3: Determinacion del pH 6ptimo de actividad de la a-amilasa y glucoamilasa. Se emple6 almidén (10
mg/ml) gelificado en tampén acético-acetato sodico (50 mM) a pH 3.6, 4.1, 4.6, y 5.25, y tamp6n &cido citrico-citrato
sodico (50 mM) pH 6.0. Se afadieron 10 nl de E/ml de mezcla de incubacién y se incubaron con agitacion rotatoria
a 40°C para a-amilasa y 45°C para glucoamilasa. Los azlcares reductores obtenidos se analizaron mediante el
método del DNS.

La actividad de ambos enzimas era mayor a pH 4cidos. En el caso de a-
amilasa, a pH 4.6 se obtenian los mejores resultados, mientras que con
glucoamilasa la actividad 6ptima ocurria por debajo de 4.5. Se seleccion6 un
pH intermedio de 4.5 para poder trabajar posteriormente cuando se combinaron
ambos enzimas.

52.1.2 Determinacion de la temperatura 6ptima de actividad

Se estudiaron tres temperaturas para cada enzima en un intervalo de 35
a 50 °C (Figura 5.4).
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Figura 5.4: Determinacion de la temperatura 6ptima de actividad de a-amilasa y glucoamilasa. Se empled
almidén (10 mg/ml) gelificado en tampdn acético-acetato sédico (50 mM, pH 4.5) y se afiadieron 10 nl de E/ml de
mezcla de incubacion. Las muestras se incubaron con agitacion rotatoria y los azucares reductores obtenidos se
analizaron mediante el método del DNS.

Se determin0 la temperatura Optima de actividad para a-amilasa y

glucoamilasa, siendo 40°C para la primera y 45°C para la segunda enzima.

5.2.13 Determinacioén de la cantidad de enzima

Una vez seleccionados el pH y la temperatura 6ptima de trabajo, se
determind la cantidad de enzima minima necesaria para obtener la mayor
cantidad de azucares reductores (Figura 5.5).

En ambos casos, empleando 10 nl de E/ml de mezcla de incubacion, se
obtuvo el mayor grado de hidrolisis. También se observé que glucoamilasa, al

tratarse de una exohidrolasa, origina menor cantidad de azucares reductores
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para la misma cantidad de enzima y almiddn. Al hidrolizar dnicamente
por los extremos terminales la reaccion es mas lenta que con a-amilasa que es

una endohidrolasa.
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Figura 5.5: Determinacion de la cantidad de enzima. Como sustrato se empled almidén (10 mg/ml) gelificado en
tampon acético-acetato sddico (50 mM pH 4.5) y se afiadieron distintas cantidades de enzima comercial. La
reaccion se llevd a cabo con agitacion rotatoria a 40°% para a-amilasa y 45°C para glucoamilasa. Los azlcares
reductores obtenidos se analizaron mediante el método del DNS.
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5.2.14 Determinacioén de la afinidad enziméatica

Para determinar la afinidad de ambos enzimas, se estudié la velocidad

(v) frente a la concentracion de sustrato (almidon gelificado mg/ml) empleada

o
N
|
}

(Figura 5.6).
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Figura 5.6: Representacion directa de v frente [S]. Se vari¢ la concentracion de almidon de 1 a 10 mg/ml en
tampon acético-acetato sadico (50 mM, pH 4.5) empleando 10 nl de a-amilasa/ml de mezcla de incubacién y 100
nl de glucoamilasa/ml de mezcla de incubacion. Las reacciones se llevaron a cabo con agitacion rotatoria a 40 y
45°C, respectivamente. Los azucares reductores obtenidos se analizaron mediante el método del DNS.

A partir de la representacion de Michaelis-Menten por regresion no
lineal, y de la representacion de doble reciproca por regresion lineal se pudo
calcular la Km y la Vmax de ambos enzimas comerciales. Los pardmetros se
determinaron después de ajustar los datos por iteracion usando el SOLVER de
Excel (Tabla 5.1).



Obtencion de Hidrolizados de Polisacaridos
empleando Glucosidasas

142

Tabla 5.1: Vmax y Km de a-amilasa y glucoamilasa calculadas por regresion lineal y no lineal.

No lineal Lineal No lineal Lineal
Vm (Mg azdcar reductor/min) 0,8743 0,6492 0,1829 0,1893
Km (mg/ml) 7,9124 8 0,8274 1,0123
MSSE 0,0032 5,8266 0,0005 1,0407

En el caso de glucoamilasa, la baja actividad esta provocada por la
viscosidad del almiddn tras gelificarse. No ocurre lo mismo al emplearse a-
amilasa, ya que al tratarse de una endohidrolasa la reaccion ocurre mas

rapidamente reduciendo la viscosidad del medio.

5.2.1.5  Combinacion de enzimas para la hidrolisis de sustratos modelo

Como se ha mencionado anteriormente, a-amilasa es una endohidrolasa
y glucoamilasa una exohidrolasa, por lo que la hidrdélisis del almidén y la

obtencion de monosacaridos ocurre de forma distinta.

Patrones Glucoamilasa o-Amilasa

o... aaan

G F 4h 0 1h 2 3h 4h
Figura 5.7: Hidrélisis de almidén por glucoamilasa y a-amilasa analizada por TLC. Como patrones se
emplearon (G) glucosa, (F) fructosa, (S) sacarosa, (M) maltosa y (A) almidén. Como sustrato se empled almidon
(10 mg/ml) gelificado en tampdn acético-acetato sodico (50 mM, pH 4.5) y se afiadieron 10 nl de E/ml de mezcla
de incubacién en ambos casos. La reaccion se llevé a cabo con agitacion rotatoria a 40°C para a-amilasa y 45°C
para glucoamilasa.
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Mediante la TLC (Figura 5.7) se comprueban las diferencias entre la
hidrélisis de glucoamilasa, en la que el producto principal obtenido fueron
monosacaridos, y a-amilasa, donde inicialmente se obtenian oligosacaridos de

distintos tamafios, y posteriormente monosacaridos.

Una vez caracterizado el tipo de hidrolisis que catalizaba cada enzima,
se pensd que la combinacion de ambos podria permitir una obtencion de
monosacaridos mas rapida. Por ello, se hidrolizé primeramente el almidon
empleando o-amilasa para obtener oligosacaridos de distintos tamarios
facilitando la posterior hidrélisis mediante glucoamilasa al disponer de un

mayor nimero de extremos accesibles (Figura 5.8).
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Figura 5.8: Analisis por TLC de la hidrélisis de almidén (10 mg/ml) gelificado en tamp6n acético-acetato sodico
(50 mM, pH 4.5) empleando primero a-amilasa (10 nl de E/ml de mezcla de incubacién) y posteriormente
glucoamilasa (10 nl de E/ml de mezcla de incubacién) a 42.5°C con agitacion rotatoria.

De esta forma, quedd demostrado que una primera hidrolisis del almidén

llevada a cabo por a-amilasa facilitaba la posterior hidrélisis con glucoamilasa.
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5.2.1.5.1 Estequiometria enzimética en la hidrolisis de almiddon

Para combinar ambos enzimas en la misma mezcla de reaccion, y
acelerar la hidrolisis del almidon, se estudiaron combinaciones en distinta
proporcién de cada uno de ellos. Ya que a-amilasa facilitaba la hidrolisis se
fijo como el valor 1 la cantidad de enzima correspondiente a 15 nl de E/ml de
mezcla de incubacion (Figura 5.9).
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Figura 5.9: Hidrolisis de almidon (10 mg/ml) gelificado en tampdn acético-acetato sdédico (50 mM, pH4.5)
combinando a-amilasa y glucoamilasa con agitacion rotatoria a 42.5°C. Se emplearon distintas relaciones
estequiométricas donde 1= 15 nl de E/ml de mezcla de incubacion. Los azucares reductores obtenidos se analizaron
por el método del DNS.

Se observo que la mejor opcidn era aumentar la cantidad de glucoamilasa
frente a una cantidad constante de o-amilasa. En la estequiometria 1:2
(aA:GA) la cantidad de glucoamilasa es el doble que la de a-amilasa. Al
compararla con la estequiometria 1:1 (aA:GA) se dedujo que, al liberarse mas

oligosacéridos de distinto tamafio, y por lo tanto mas extremos accesibles.
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Aumentar la cantidad de glucoamilasa permitia una hidrdlisis més répida de
estos productos. La proporcion 1:3 (aA:GA) demuestra que la proporcion 1:2
(aA:GA) es suficiente para estas condiciones de hidrolisis. Por otro lado, la
estequiometria 2:1 (aA:GA) liberaba mas oligosacaridos hidrolizables por
glucoamilasa, aumentando asi la velocidad de reaccion. Sin embargo, como se
observo en la condicion 3:1 (aA:GA), un exceso de a-amilasa provocaba una

disminucion del rendimiento de hidrélisis.

5.2.2 Caracterizacion de mCLEAs empleando sustratos modelo

Para la caracterizacion de las mCLEAs de a-amilasa y glucoamilasa se
emplearon como sustratos almidén gelificado y dextrina hervida. Al gelificar
el almidon, aumentaba mucho la viscosidad del medio, y las mCLEAs no
difundian facilmente por lo que se sustituy6 el almidon por dextrina para

disminuir la viscosidad del medio.

5.2.2.1  Determinacién de la temperatura 6ptima de actividad

La determinacion de la temperatura Optima de actividad se realizo
empleando dextrina como sustrato para facilitar la hidrélisis al disminuir la

viscosidad (Figura 5.10).

La temperatura Optima de a-amilasa era de 35°C, mientras que la de
glucoamilasa era a 55°C. Debido a la diferencia entre ambos enzimas, y
teniendo en cuenta que posteriormente se iban a emplear conjuntamente en la
misma mezcla de reaccion, se selecciond la temperatura de 45°C para

glucoamilasa.
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Figura 5.10: Determinacion de la temperatura 6ptima. Se emplearon 4 mg (p/s) de mCLEAs para la hidrélisis de
7 ml de dextrina (0.5% p/v) en tampdn acético-acetato sédico (50 mM) a pH 4.6. Las reacciones se incubaron con
agitacion rotatoria y los azlcares reductores obtenidos se analizaron por el método del DNS.
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Figura 5.11: Determinacion del pH optimo de actividad. Se emplearon 4 mg (p/s) de mCLEAs para 7 ml de
dextrina (0.5% p/v) en tampon acético-acetato sédico (50 mM). Las reacciones se llevaron a cabo con agitacion
rotatoria a 40°C para a-amilasa y 45°C para glucoamilasa. Los azlcares reductores obtenidos se analizaron por el
método del DNS.
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5.2.2.2  Determinacion del pH éptimo de actividad

Se estudiaron distintos pH, entre 3.5y 5.5, para determinar el pH 6ptimo

de actividad de las mCLEAs de a-amilasa y glucoamilasa (Figura 5.11).

Los pH dptimos en ambos casos se determinaron entre 4 y 4.5. Para
posteriores estudios se selecciond como pH de trabajo 4.5.

5.2.2.3  Seleccion de la cantidad de mCLEAs y del sustrato

Se emplearon distintas cantidades de mCLEAs de oa-amilasa y de
glucoamilasa para hidrolizar almidon gelificado (Figura 5.12) y dextrina
hervida (Figura 5.13).
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Figura 5.12: Efecto de la cantidad de mCLEAs en la hidrélisis de almidén. Se empled almidon (2.5 mg/ml)
gelificado en tampdn acético-acetato sodico (50 mM) pH 4.5. Se emplearon 0.6 y 0.9 mg (p/s) de mCLEAs/ml de
mezcla de incubacion para a-amilasa y 0.3, 0.6 y 0.9 mg (p/s) de mCLEAs/ml de mezcla de incubacion de
glucoamilasa. Las reacciones se incubaron con agitacion rotatoria a 40 y 45°C, respectivamente. Los azlcares
reductores obtenidos se analizaron por el método del DNS.
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Figura 5.13: Efecto de la cantidad de mCLEAs en la hidrélisis de dextrina. Se empled dextrina (2.5 mg/ml)
hervida en tampon acético-acetato sddico (50 mM) pH 4.5. Se emplearon 0.6 y 0.9 mg (p/s) de mCLEAs/ml de
mezcla de incubacion para a-amilasa y 0.3, 0.6 y 0.9 mg (p/s) de mCLEAs/ml de mezcla de incubacién para
glucoamilasa. Las reacciones se incubaron con agitacion rotatoria a 40 y 45°C, respectivamente. Los azlcares
reductores obtenidos se analizaron por el método del DNS.

En ambos casos, es suficiente 0.6 mg (p/s) de mCLEAs/ml de mezcla de
incubacion. En el caso de a-amilasa, con 0.3 mg (p/s) de mCLEAs/ml de
mezcla de incubacion se obtenia una hidrdlisis de sustrato muy baja. La
hidrolisis obtenida con 0.6 y 0.9 mg (p/s) de mCLEAs/ml de mezcla de
incubacién con ambos enzimas era similar, por lo que se optd por seleccionar
0.6 mg (p/s) de mMCLEAs/mI de mezcla de incubacién como la cantidad 6ptima.
Para glucoamilasa 0.3 mg (p/s) de mCLEAs/ml de mezcla de incubacion era
suficiente para la hidro6lisis de los sustratos, no obstante, se seleccion6 0.6 mg
(p/s) de mCLEAs/ml de mezcla de incubacion para realizar estudios

comparativos con a-amilasa.
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Figura 5.14: Comparacion de la hidrélisis de almidon y dextrina empleando mCLEAs (0.6 mg (p/s)/ml de
mezcla de incubacion) de a-amilasa y glucoamilasa. Se emplearon 2.5 mg/ml sustrato en tampoén acético-
acetato sodico (50 mM, pH 4.6). Las reacciones se incubaron con agitacion rotatoria a 40 y 45 °C, respectivamente.
Los azlcares reductores obtenidos se analizaron por el método del DNS.

En ambos casos, se obtuvo mayor rendimiento de hidrélisis empleando
dextrina como sustrato en vez de almidon (Figura 5.14). La dextrina
proporcionaba menor viscosidad al medio, y al estar menos ramificada que el
almidon, facilita una hidrdélisis mas rapida. La hidrdlisis, afiadiendo almiddn
como sustrato, era mas eficiente con las mCLEAs de a-amilasa, principalmente
porque permitia mas puntos de corte que glucoamilasa. La estructura
ramificada del almidén impedia que glucoamilasa tuviera acceso a muchos de
los extremos hidrolizables. Ademas, en el caso de la glucoamilasa empleando
dextrina como sustrato, la produccién de azucares reductores era casi el doble
que con o-amilasa. Se dedujo, que la estructura menos ramificada de la
dextrina presenta mas extremos accesibles e hidrolizables por glucoamilasa.
No ocurri6 asi en el caso de a-amilasa.

Quedo claro, que el empleo de almidon gelificado y mCLEAS no era

eficiente debido, principalmente a la viscosidad que se generaba. Por otro lado,
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el empleo de dextrina como sustrato, facilitaba su hidrélisis, ya que la
viscosidad se reducia y al presentar menos ramificaciones que el almidén
permitia un mejor acceso del enzima a los extremos hidrolizables.
Finalmente, el bajo rendimiento de hidrolisis de las mCLEAs de a-
amilasa, empleando como sustrato tanto almidén como dextrina, indicaba que
al inmovilizar el enzima se producia una disminucion de su actividad. Esto se
debia, posiblemente, por el bloqueo de alguno de sus centros activos y por la
dificultad que presenta el agregado enzimatico para difundir a través de las

ramificaciones del sustrato.

5.2.2.4  Combinacion de las mCLEAs para la hidrolisis de sustratos

modelo

Como sucedia con los enzimas solubles, la combinacion de las mMCLEAs
de ambos enzimas permitiria un mejor rendimiento de la hidrdlisis. Ademas,
la actividad de los enzimas inmovilizados era mucho menor que la de los
enzimas solubles, por lo que la combinacién de ambos podria aumentar la

velocidad de hidrolisis.

Se establecieron una serie de relaciones estequiométricas entre las
mCLEAs de a-amilasa y glucoamilasa para hidrolizar dextrina hervida. Se
compar6 el empleo de las mCLEAs en esa proporcion en solitario y en

combinacion (Figura 5.15).
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Figura 5.15: Hidrolisis de dextrina (10 mg/ml) hervida en tampon acético-acetato sddico (50 mM, pH 4.5)
empleando mCLEAs de a-amilasa y glucoamilasa. Las reacciones se incubaron con agitacion rotatoria a 45°C y los
azlcares reductores obtenidos se analizaron por el método del DNS. El valor 1=0.3, 2=0.6 y 3=0.9 mg (p/s)/ml de
mezcla de incubacion de mCLEASs.

En todos los casos, el aumento de cantidad de mCLEAs provoca un
aumento en el rendimiento de la hidrolisis de dextrina. La cantidad maxima de
azucares reductores se obtuvo empleando 0.9 mg (p/s) de mCLEAs/ml de

mezcla de incubacion de glucoamilasa.

A continuacién, se realizaron reacciones de hidrolisis de dextrina

combinando ambos tipos de mCLEAs en distintas proporciones (Figura 5.16).

Comparando ambas Figuras (5.15 y 5.16) se concluye que las mCLEAs
de glucoamilasa son las que practicamente hidrolizan completamente el
sustrato. Al aumentar las mCLEAs de a-amilasa no se observo ninguna
diferencia con los resultados de glucoamilasa sola. La cantidad de azlcares

reductores obtenidos era similar.

Se puede concluir que, a diferencia de lo que sucedia con los enzimas

solubles, la combinacion de ambos enzimas inmovilizados no supone ningun
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aumento en el rendimiento de la hidrdlisis. Incluso se podria, decir que la

participacion de las mCLEAs de a-amilasa es practicamente nula.
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Figura 5.16: Combinacion de mCLEAs de a-amilasa y glucoamilasa para la hidrélisis de dextrina (10 mg/ml)
hervida en tampdn acético-acetato sodico (50 mM, pH 4.5). Las reacciones se incubaron con agitacion rotatoria a
45 °C. Los azucares reductores obtenidos se analizaron por el método del DNS. El valor 1 corresponde a 0.3 mg
de mCLEAs (p/s)/ml de mezclad e incubacion.

5.2.3 Hidrolisis de polisacaridos de biomasa microalgal empleando

a-amilasa y glucoamilasa solubles

Se estudid la hidrolisis de los polisacaridos presentes en la biomasa
microalgal, obtenida por prensado de células frescas, empleando a-amilasa y
glucoamilasa solubles ya caracterizados con sustratos modelo. Para ello, se
optimizo el proceso basandose en lo obtenido anteriormente, y caracterizando

de nuevo los enzimas con el sustrato a emplear.
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5.2.3.1  Determinacion del pH éptimo de actividad

Se emplearon distintos tampones a distinto pH para determinar el pH
optimo de trabajo. En este caso, los azlcares reductores no se pudieron analizar
por el método del DNS, ya que tras la centrifugacion del homogeneizado
microalgal, el sobrenadante quedaba de color verde, con mayor intensidad a
medida que se aumentaba el pH. Por lo tanto, se realiz6 un seguimiento del
proceso por TLC (Figura 5.17).
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Figura 5.17: Determinacion de pH 6ptimo para la hidrélisis de polisacaridos de la biomasa microalgal
prensada. Se emplearon tampén acético-acetato sddico (50 mM) a pH 4.5y 6.0, y tampon Tris/HCI (50 mM) para
pH 8.0. Se afiadieron 450 nl E/mg (p/s) de microalga de a-amilasa y 200 nl E/mg (p/s) de microalga de glucoamilasa.
Las reacciones se incubaron con agitacion rotatoria a 40°C para a-amilasa y 45°C para glucoamilasa.

A la vista de los resultados obtenidos por TLC, se selecciond el tampdn
acetico-acetato sddico (50 mM) a pH 4.5 como pH de trabajo. Ademas, a este
pH el sobrenadante de la preparacion se mantenia transparente, evitando asi las
interferencias con el método del DNS.



Obtencion de Hidrolizados de Polisacaridos

empleando Glucosidasas L

5.2.3.2  Determinacion de la temperatura 6ptima

La temperatura en este caso era un factor importante. Se analizaron
distintas temperaturas (Figura 5.18) y se tuvo en cuenta que no se produjera

hidrolisis espontaneas del sustrato de forma térmica.
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Figura 5.18: Determinacion de la temperatura 6ptima. Se empleo homogeneizado de microalgas sin centrifugar
en tampon acético-acetato sodico (50 mM) a pH 4.5. Se afiadieron 45 nl de E/mg (p/s) de microalgas de a-amilasa
y 20 nl de E/mg (p/s) de microalgas de glucoamilasa. Las reacciones se incubaron con agitacion rotatoria entre 35
y 50°C. Los azucares reductores se analizaron por el método del DNS:

La temperatura a la que se obtuvo mayor cantidad de azUcares reductores
era a 45 °C para a-amilasa y 50°C para glucoamilasa. Se seleccionaron como
temperaturas optimas 40 y 45°C, respectivamente, comprobandose que la

hidrolisis térmica del sustrato era nula o despreciable.

5.2.3.3  Optimizacion del proceso de hidrolisis

Para optimizar el proceso de hidrdlisis, se estudié el efecto del

pretratamiento térmico del sustrato y la adicién de iones de calcio a la mezcla
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de reaccién. La mayor fuente de carbohidratos en las microalgas se encuentra
como almidén, que se presenta formando granulos compactos e insolubles. El
pretratamiento térmico del sustrato permite desestabilizar esta estructura solida
y facilitar la obtencidn de oligo 0 monosacaridos, catalizada por los enzimas.
Ademas, se estudio el efecto que produce la adicion de iones calcio en la a-
amilasa, ya que estos iones tienen una funcion estructural y activadora del

enzimay activan la catalisis enzimatica.

5.2.3.3.1 Efecto del pretratamiento térmico del sustrato

Se realizo, durante 5 minutos, un pretratamiento térmico a 90°C de la
biomasa microalgal de células frescas prensadas. Se comparé el rendimiento
de hidrdlisis de la biomasa sin pretratar y pretratada termicamente, empleando

a-amilasa y glucoamilasa (Figura 5.19).

Se observo, que el pretratamiento térmico, provocaba un aumento
notable en el rendimiento de hidrdlisis de los polisacaridos presentes en el
homogeneizado microalgal. En el caso de glucoamilasa este aumento era tres

Veces superior.

Se dedujo que la perdida de la estructura rigida de los almidones,
permitia a a-amilasa acceder mejor a los distintos puntos de corte. Por otro
lado, a pesar de que glucoamilasa presenta actividad exohidrolitica, esta
pérdida, de estructura debida al pretratamiento térmico, podria facilitarle el

acceso a mas extremos susceptibles de ser hidrolizados.
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Figura 5.19: Efecto del pretratamiento térmico del sustrato. Se empleé biomasa microalgal de células frescas
prensadas en tampoén acético-acetato sodico (50 mM, pH 4.5) sin pretratamiento y pretratadas a 90°C durante 5
minutos. En el caso de a-amilasa se emplearon 450, 45y 4.5 nl de E/mg (p/s) de microalga y para glucoamilasa se
emplearon 200 y 20 nl de E/mg (p/s) de microalga. Las reacciones se incubaron con agitacion rotatoria a 40°C para
a-amilasa y 45°C para glucoamilasa. Los azlcares reductores obtenidos se analizaron por el método del DNS. El
rendimiento de hidrolisis se calcul6 a partir de la cantidad total de azucares reductores presentes en la biomasa.

Estas conclusiones se pueden deducir a partir de la Figura 5.20, donde
por analisis en TLC se ve como cambia la hidrélisis empleando biomasa

microalgal sin pretratar y pretratada.
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Figura 5.20: Analisis por TLC de las reacciones de la Figura 5.19. (A) Reacciones catalizadas por a-amilasa (450,
45y 4.5 nl de E/mg (p/s) microalga) y (B) reacciones catalizadas por glucoamilasa (200 y 20 nl de E/mg (p/s)
microalga).

En el caso de a-amilasa, se observa mayor presencia de oligosacaridos
de distinto tamafio empleando homogeneizado microalgal pretratado,
corroborando asi, que el pretratamiento térmico facilita el acceso del enzima a
distintos puntos de corte. Con glucoamilasa se aprecia un aumento notable de
los monosacéaridos obtenidos al emplear homogeneizado microalgal pretratado
térmicamente. En este caso, no se observa un aumento de los oligosacaridos,
por lo que el pretratamiento, no parece hidrolizar el almidén en oligosacéridos
de menor tamafo que faciliten la actividad hidrolitica de glucoamilasa, sino
que, se demuestra que la pérdida de la rigidez del almiddn permite acceder a

puntos de corte, que no serian accesibles sin este pretratamiento.
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5.2.3.3.2 Efecto de los iones de calcio en la actividad de la a-amilasa

Para estudiar el efecto de los iones de calcio en la a-amilasa se empled

biomasa microalgal pretratada a 90°C durante 5 minutos (Figura 5.21).
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Figura 5.21: Efecto de los iones calcio en la actividad de a-amilasa. Se empled homogeneizado microalgal (20
mg/ml (p/s)) en tampdn acético-acetato sodico (50 mM, pH 4.5) pretratado térmicamente y se afiadieron 4.5 nl de
E/mg (p/s) de microalga. Se afiadieron 0, 2, 5 u 8 mM de CaCl.. La reaccién se llevo a cabo con agitacion rotatoria
a 40°C. Los azUcares reductores obtenidos se analizaron por el método del DNS.

Los iones de calcio aumentaban minimamente el rendimiento de
hidrolisis de los polisacaridos cuando se empleaba biomasa microalgal
prensada. En los controles (Figura 5.22), se observo que el efecto de los iones
calcio era mas significativo aumentando en 1 mg/ml la cantidad de azucares
reductores obtenidos. Si se dializaba el enzima este aumento era casi de 1.5
mg/ml.

La adicion de iones calcio a a-amilasa, cuando se emplean sustratos
modelo, provoca un aumento del rendimiento siendo mayor cuando el enzima

esta dializado. Esto, es debido a que el Ca?* acttia como activador esencial del
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enzimay al eliminarlo, por didlisis, la actividad del enzima disminuye. Pero si

se aflade de nuevo recupera practicamente su actividad inicial.

el QA
efe=aA + Ca2+

aA dializada
=fe=gA dializada + Ca2+

Azucares reductores (mg/ml)

O I I I 1

0 20 40 60 80
Tiempo (min)

Figura 5.22: Control del efecto de los iones calcio en a-amilasa empleando almidén como sustrato. Se
empled almidén (10 mg/ml) gelificado en tampdn acético-acetato sodico (50 mM, pH 4.5) y se afiadieron 10 nl de
E/ml de mezcla de incubacién dializada y sin dializar. Los iones calcio se afiadieron como CaClz a 0y 2 mM. Las
reacciones se incubaron con agitacion rotatoria a 40°C. Los azlcares reductores obtenidos se analizaron por el
método del DNS.

La adicién de iones calcio no tenia un efecto significativo en el aumento
del rendimiento de la hidrolisis de polisacaridos del homogeneizado
microalgal. Se puede suponer, que el propio homogeneizado contiene
suficientes iones de calcio, y por ello su adicion no provoca un aumento
significativo de la actividad del enzima.

Por lo tanto, empleando un homogeneizado microalgal pretratado
térmicamente aumenta la actividad de ambos enzimas. Sin embargo, la adicion

de iones calcio no es relevante en la actividad.
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5.2.3.4  Combinacion de glucosidasas para hidrolizar polisacaridos de
la biomasa microalgal

La combinacion de a-amilasa como endohidrolasa y de glucoamilasa
como exohidrolasa, deberia aumentar el rendimiento de hidrolisis de los
polisacéridos presentes en el homogeneizado de microalgas pretratadas

térmicamente, como ocurria con el almidon gelificado.

Para comprobar esta hipdtesis, se estudié la hidrdlisis de estos
polisacaridos empleando ambos enzimas en combinacion, afiadidos en

distintas proporciones (Figura 5.23).
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Figura 5.23: Combinacion de a-amilasa y glucoamilasa para la hidrélisis de polisacaridos de la biomasa
microalga pretratada térmicamente. Se utilizo homogeneizado de microalgas (20 mg (p/s)/ml) en acético-acetato
sodico 50 mM a pH 4.5. Las reacciones se incubaron con agitacion rotatoria a 42.5°C. Los azlcares reductores
obtenidos se analizaron por el método del DNS. El valor 1 corresponde a 4.5 nl de E/mg (p/s) microalga.

Como se observd empleando almidén gelificado, el aumento de
glucoamliasa es el factor principal para obtener un mayor rendimiento de

hidrolisis. Por lo tanto, la mayor parte de la hidrolisis de estos polisacaridos la
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cataliza glucoamilasa. Ademaés, en funcion de la cantidad de glucoamilasa

empleada la a-amilasa era prescindible.

Sin pretratramiento Pretratadas
(A),

L ——— 1 1 1 I
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Figura 5.24: Analisis por TLC de las combinaciones 1:1y 1:4 (aA:GA) con y sin pretratamiento térmico del
homogeneizado microalgal (20 mg/ml (p/s)) en tampdn acético-acetato sédico (50 mM, pH 4.5). (A) 1:1(aA:GA) y
(B) 1:4(aA:GA). Las reacciones se llevaron a cabo con agitacion rotatoria a 42.5°C. El valor 1 corresponde a 4.5 nl
de E/mg (p/s) microalga.

En ambos casos, se aprecia un aumento de monosacaridos libres al
emplear biomasa pretratada térmicamente. Cuando se emplea la
estequiometria 1 : 4 (aA:GA), al aumentar la cantidad de glucoamilasa era
I6gico que aumentaran también los monosacaridos. Pero al emplear la
proporcion 1: 1 (aA:GA) deberia verse también un aumento de oligosacaridos,
ya que el pretratamiento afectaba al rendimiento de los dos enzimas. La Figura

5.24 muestra, que tras el pretratamiento térmico y la combinacion de ambos
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enzimas la funcion de a-amilasa en este proceso hidrolitico era practicamente

despreciable.

5.2.4 Hidrodlisis de polisacaridos del homogeneizado microalgal

empleando mCLEAs

Finalmente, una vez caracterizados los enzimas con sustratos modelo, y
los enzimas solubles con el homogeneizado de microalgas, se estudid la
hidrélisis de los polisacaridos presentes en los extractos microalgales
empleando mCLEAs de a-amilasa y glucoamilasa.

A la hora de seleccionar el pH, ocurria lo mismo que al emplear enzimas
solubles, tras la centrifugacion el sobrenadante adquiria color verde a pH
superiores a 5, impedimento la medicidn. Por ello, se seleccion6 pH 4.5 como
pH optimo.

5.24.1  Efecto del pretratamiento térmico del sustrato

Al igual que con los enzimas solubles, se estudio el pretratamiento
térmico del homogeneizado microalgal, ya que con los enzimas solubles habia
sido un paso crucial para aumentar notablemente el rendimiento de hidrélisis

del sustrato.

Conociendo los problemas que habian presentado la mCLEAs en la
hidrolisis del almidén gelificado, este paso podia solventar los impedimentos
qgue se producian al hacer mas accesible el almidén presente en el

homogeneizado.
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Figura 5.25: Efecto del pretratamiento térmico del sustrato. Se empled homegeneizado microalgal (20 mg/m)
en tampon acético-acetato sddico (50 mM, pH 4.5) sin pretratar y pretratado a 90°C durante 10 minutos. En todos
los casos se afiadieron 0.05 mg (p/s) de mCLEAs/mg (p/s) microalga. La reaccion se incubd con agitacién rotatoria
a 55°C. Los azUcares reductores obtenidos se analizaron por el método del DNS.

Como ocurria al emplear almidon como sustrato, la hidrolisis era
minima. En este caso, ademas, parece que la hidrolisis dependia del tiempo y
de la temperatura de incubacion. Sin embargo, al realizar el pretratamiento
térmico, se triplicaba la actividad de las mCLEAs de glucoamilasa (Figura
5.25).

Se concluyd, que las mCLEAs de a-amilasa, no eran eficientes para
hidrolizar los polisacaridos del homogeneizado microalgal. Por lo tanto, se

descartd su empleo y se trabajé Gnicamente con las mCLEAs de glucoamilasa.
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5.2.4.2  Determinacion de la temperatura 6ptima

Se caracterizd, nuevamente, la temperatura 6ptima de las mCLEAs de
glucoamilasa, empleando homogeneizado de algas frescas pretratado

térmicamente como sustrato (Figura 5.26).
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Figura 5.26: Determinacion de la temperatura 6ptima. Se empled como sustrato homogeneizados microalgales
(20 mg (p/s)/ml) en tampdn acético-acetato sodico (50 mM, pH 4.5). Las reacciones se llevaron a cabo con agitacion
rotatoria y los azucares reductores obtenidos se analizaron por el método del DNS.

Empleando homogeneizado microalgal como sustrato, se determind
50°C como la temperatura éptima para las mCLEAs de glucoamilasa al. Por

esto, la temperatura de trabajo de los siguientes experimentos se mantuvo en
50°C.
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5.2.4.3  Determinacion de la cantidad de mCLEAs de glucoamilasa

Una vez determinados los parametros experimentales, se estudio la
cantidad minima de mCLEAs necesarias para conseguir el mayor rendimiento

en la obtencidn de azlcares reductores (Figura 5.27).
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Figura 5.27: Determinacion de la cantidad 6ptima de mCLEAs. Se emplearon 0, 0.025, 0.05, 0.075y 0.1 mg
(p/s) de mCLEAs/ml de mezcla de incubacion. Se empled como sustrato homogeneizado microalgal (20 mg (p/s)/ml)
pretratado térmicamente en tampon acético-acetato sdico (50 mM, pH 4.5). Las reacciones se incubaron con
agitacion rotatoria a 50°C. Los azlcares reductores obtenidos se analizaron por el método del DNS.

Se observd hidrolisis espontdnea en muestras en las que no se habia
afiadido enzima, debida, probablemente al efecto de la temperatura de
incubacion, a la agitacion y al tiempo. Ademas, la cantidad de mCLEAs
necesaria para obtener el mayor rendimiento era con 0.025 y 0.05 mg (p/s) de
mCLEAs/ml de mezcla de incubacion. Por otro lado, a medida que se
aumentaba la cantidad de mCLEAs, disminuia la obtencion de azucares

reductores, probablemente debido a problemas de difusion.
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6.1. Introduccion

Se define como hidrolizado de proteina a la mezcla de polipéptidos,
oligopéptidos y aminodcidos que se obtienen a partir de fuentes de proteinas
por hidrolisis parcial de estas (Schaafsma, 2009). Actualmente, los
hidrolizados de proteinas tienen distintas aplicaciones. En alimentacién
humana se emplean en forma de bebidas energéticas, suplementos deportivos
y suplementos dietéticos, entre otros (Frokjaer, 1994). También se estan
empleando los hidrolizados proteicos en aplicaciones clinicas para tratar
distintas enfermedades, asi como, herbicidas en la industria agricola y como
suplemento en los piensos de la industria ganadera, principalmente (Clemente,
2000; Christians et al., 1994). En los ultimos afios ha aumentado mucho la
demanda de hidrolizados proteicos para consumo humano de fuentes vegetales
(McCarthy et al., 2013).

Se ha identificado a las microalgas como una fuente proteica alternativa,
en respuesta a la oferta insuficiente de proteinas de fuentes convencionales,
provocada por el aumento de la poblacion mundial (Becker, 2007). Ademas,
contienen proteinas de alto valor nutricional y presentan cantidades similares
de proteina al huevo, la soja, la carne y la leche (Fleurence et al., 1999;
Gouveia, et al., 2008).

6.1.1. Obtencidn de proteinas de microalgas

La obtencién de las proteinas microalgales supone un proceso largo que
abarca desde el cultivo celular hasta la purificacion de los metabolitos de
interés (Show et al., 2015). Pero, el punto critico del proceso, se da en el
momento de la extraccidn de las proteinas. Para ello, es necesario romper las

envolturas celulares microalgales para permitir el acceso a los componentes
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internos (Safi et al., 2014). Como se describe en el Capitulo 1V, existen
diversos métodos que permiten la ruptura de la pared y envolturas celulares y
la obtencidn de proteinas intracelulares. Finalmente, éstas proteinas pueden ser
purificadas mediante precipitacion en el punto isoeléctrico, concentracion por
ultrafiltracion tangencial, HPLC o por cromatografia de afinidad (Chiong et
al., 2016).

Uno de los factores mas importantes, al analizar las proteinas para
consumo alimenticio, es su digestibilidad. En el caso de la proteina microalgal
este factor es muy pobre (Bleakley y Hayes, 2017). Para aumentar la
digestibilidad, se recomienda hidrolizar las proteinas obtenidas de microalgas
(Morris, 2008).

6.1.2. Proteasas

Las proteasas son enzimas que catalizan la hidrolisis de enlaces
peptidicos presentes en las proteinas, obteniéndose péptidos pequefios y/o
aminoéacidos libres. Al emplear moléculas de agua en la ruptura de éstos
enlaces, las proteasas se clasifican como hidrolasas y pertenecen a la Clase 3.
Las proteasas se encuentran en animales, plantas y microorganismos y
participan en un gran nimero de procesos bioldgicos. Las proteasas se dividen
en dos grandes grupos: exopeptidasas y endopeptidasas. Las exopeptidasas
actan Gnicamente en los extremos de la cadena polipeptidica, mientras que las
endopeptidasas tienen preferencia por los enlaces peptidicos de las regiones
internas (Rao et al., 1998) (Tabla 6.1).

Actualmente, las proteasas se emplean en distintos sectores industriales
como pueden ser la industria farmacéutica, actuando como dianas de farmacos
(Saeki et al., 2007), o la industria biotecnoldgica como los detergentes (Turk,
2006).
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Tabla 6.1: Clasificacion de las proteasas (Rao et al., 1998).
Aminopeptidasas

Carboxipeptidasas

Omega peptidasas

Serin proteasas
Cistein proteasas
Aspértico proteasas
Metaloproteasas

Endopeptidasas de mecanismo catalitico desconocido

En éste trabajo se estudiard la hidrélisis de proteinas empleando
preparaciones de los enzimas comerciales Alcalase® y Neutrase®

(Novozymes).

6.1.2.1. Alcalase®

La Alcalase® de Bacillus licheniformis (Subtilisina A) (EC 3.4.21.62)
pertenece a las serin-endopeptidasas (Figura 6.1). Presenta una especificidad
muy amplia, por lo que es capaz de hidrolizar cualquier enlace peptidico
(Novozymes). Sin embargo, presenta cierta especificidad, dividida
equitativamente, entre el sitio P1 (aminoacido del sustrato que aporta el grupo

carbonilo) y el P4.

La Alcalase® se emplea desde 1960 en la formulacion de detergentes
para eliminar las manchas de base proteica (grasa, sangre...) (National Center
for Biotechnology Education; Sigma-Aldrich). Este enzima se ha utilizado,
también, para preparar hidrolizados de proteinas ¢seas de pollo (pierna) con el
fin de evaluar los péptidos con actividad inhibidora de la ACE (Angiotensin-I
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Converting Enzyme), (Cheng et al., 2009), y en la hidrdlisis de extractos de
proteinas de Chlorella pyrenoidosa durante un estudio de sus actividades

antitumorales (Wang y Zhang, 2013).

6.1.2.2.  Neutrase®

La Neutrase® de Bacillus amyloliquefaciens (Bacilolisina) (EC
3.4.24.28) es una zinc metalo endopeptidasa (Figura 6.1). Es una proteasa
relativamente inespecifica que prefiere hidrolizar el extremo amino de
aminoacidos hidrofobicos en el sitio P1. Por otro lado, también facilita la
sintesis enzimatica de oligopéptidos mediante protedlisis inversa empleando el

zinc como catalizador (Novozymes).

La Neutrase® se emplea industrialmente para mejorar las proteinas de
origen animal y vegetal, como el reblandecimiento del gluten del trigo

(National Center for Biotechnology Education).

(B)

Figura 6.1: Estructura tridimensional obtenida por difraccion de rayos X de (A) Alcalase®, subtilisin serin
proteasa de Bacillus licheniformis (Luo et al., 2019) y (B) Neutrase®, metaloproteasa expresada en Bacillus
amyloliquefaciens (Ruf et al., 2013).
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6.1.2.3. Empleo de proteasas con las microalgas

Actualmente, el empleo de proteasas en microalgas esta enfocado en la
ruptura de la pared celular para la obtencion de los productos intracelulares de
las microalgas, principalmente lipidos, como método alternativo a la ruptura
empleando disolventes. Aunque se ha demostrado que el empleo de otros
enzimas, como la celulasa o la snailasa, son mas efectivos a la hora de romper
las paredes celulares (Liang et al., 2012; Chen et al., 2016). Ademas, los
métodos fisicos como la ultrasonacion, muestran mejores resultados que los
enzimaticos (Wang y Wang, 2012). Por lo tanto, el empleo de proteasas, como

método de ruptura celular, no es el mas adecuado.

Sin embargo, se ha observado que un pretratamiento de la biomasa
microalgal mediante el empleo de proteasas, muestra el mejor rendimiento para
solubilizar los compuestos organicos de las microalgas, para la produccion de

metano por digestion anaerobia (Magdalena et al., 2018).
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6.2. Resultados y discusion

Una vez cosechadas las microalgas y obtenidas las mCLEAs de
Alcalase® Bacillus licheniformis (EC 3.4.21.62) (Novozymes) y de Neutrase®
de Bacillus amyloliquefaciens (EC 3.4.24.28) (Novozymes), se optimizé la
hidrolisis de proteinas. Para ello, se caracterizaron los enzimas solubles y sus
mCLEAs empleando como sustrato modelo caseina desnaturalizada.
Posteriormente, se estudid la hidrdlisis de proteinas de la fraccion soluble del
homogeneizado microalgal, tanto con enzimas solubles como inmovilizados
en mCLEAs, ajustando los pardmetros necesarios para obtener el mayor

rendimiento.

Para facilitar la comprension, a lo largo del Capitulo se asignaran los
siguientes simbolos: < Alcalase® soluble, ® Alcalase® en mCLEAs, [J
Neutrase® y B Neutrase® en mCLEAs.

6.2.1. Caracterizacion de los enzimas solubles empleando sustratos

modelo

Se realiz6 un analisis por SDS-PAGE, de los preparados comerciales de
Alcalase® y Neutrase®, para conocer la presencia de otros enzimas y/o
proteinas contaminantes (Figura 6.2).

Mediante este analisis se puede observar que los enzimas comerciales no
presentan una contaminacion muy elevada de otras proteinas. Las bandas
principales que aparecen en el gel coinciden con la masa molecular de los
enzimas de trabajo, siendo Alcalase® 29,5 kDa y Neutrase® 46 kDa (Vasantha
etal., 1984).
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Figura 6.2: Analisis por SDS-PAGE de los enzimas comerciales. (M) Marcador de baja masa molecular, (A)
Alcalase® de Bacillus licheniformis (EC 3.4.21.62) y Neutrase® de Bacillus amyloliquefaciens (EC 3.4.24.28).

Finalmente, se analizé con el reactivo de Bradford la concentracion
(mg/ml) total de proteina presente, siendo 48.09 mg/ml en la Alcalase® y

14.82 mg/ml en la Neutrase®.

6.2.1.1. Determinacion del pH 6ptimo de actividad

El pH de los enzimas solubles se determin6 en un intervalo de 5.7 a 11.0
para la Neutrase® y de 7.5 a 13.0 para la Alcalase® (Figura 6.3).

La actividad optima de los enzimas se determin6 a pH 8.0 en tampén
Tris/HCI (50 mM) para la Neutrase® y pH 12.7 en tamp6n KCI/NaOH (50 mM)

para la Alcalase®.
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Figura 6.3: Determinacion del pH 6ptimo de actividad de la Neutrase® y de la Alcalase®. Se empleé caseina
(10 mg/ml) desnaturalizada en tampén fosfato 850 mM) pH 5.7-8.0, Tris/HCI (50 mM) pH 8.0-8.5 y tampdn
carbonato/bicarbonato (50 mM) pH 9.0-11.0 para la Neutrase® y en tampon fosfato (50 mM) pH 7.0, tampén Tris
HCI (50 mM) pH 8.0, tampdn carbonato/bicarbonato (50 mM) pH 9.0-11.0 y tampén KCI/NaOH (50 mM) pH 12.0-
13.0 para la Alcalase®. Se afiadieron 9 pl de E/ml de mezcla de incubacion de Neutrase® y 4 ul de E/ml de mezcla
de incubacion para la Alcalase®. Las reacciones se incubaron a 37°C durante 30 minutos y se analizaron por el

método de Anson y Folin-Ciocalteu.
6.2.1.2. Determinacion de la temperatura 6ptima de actividad

Para determinar la temperatura éptima de actividad de ambas proteasas

se estudiaron distintas temperaturas en un intervalo de 30 a 50°C (Figura 6.4).

La temperatura Optima de actividad se determind en 35°C para la
Alcalase® y en 40°C para la Neutrase®.
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Figura 6.4: Determinacion de la temperatura 6ptima de actividad de Alcalase® y Neutrase®. Se empled como
sustrato caseina (10 mg/ml) desnaturalizada en tampén KCI/NaOH (50 mM, pH 12.7) para la Alcalase® y en tampon
Tris/HCI (50 mM, pH 8.0) para la Neutrase®. Se afiadieron 280 nl de E/ml de mezcla de incubacion en ambos casos
y se incubaron las reacciones durante 30 minutos. Las muestras se analizaron por el método de Anson y Folin-
Ciocalteu.

6.2.1.3. Determinacion de la cantidad de enzima

Tras seleccionar el pH y la temperatura 6ptima de trabajo, se determind
la cantidad 6ptima de enzima (Alcalase® o Neutrase®) para obtener la mayor

hidrolisis de proteina (Figura 6.5).

Se determin6 que la cantidad Optima de enzima para la obtencién del
mayor grado de hidrolisis de proteina era 500 nl de E/ml de mezcla de
incuabcion para la Alcalase® y 1 pl de E/ml de mezcla de incubacion para la

Neutrase®.
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Figura 6.5: Determinacion de la cantidad optima de enzima. Se empled caseina (10 mg/ml) en tampon
KCI/NaOH (50 mM, pH 12.7) para la Alcalase® y en tampén Tris/HCI (50 mM, pH 8) para la Neutrase®. Se afiadieron
entre 50-500 nl de E/ml de mezcla de incubacion o 0.1-1 pl de E/ml de mezcla de incubacion, respectivamente. Las
muestras se incubaron 20 minutos a 35°C para la Alcalase® y 40°C para la Neutrase®. Las muestras se analizaron
por el método de Anson y Folin-Ciocalteu.

Se necesita casi el doble de Neutrase® que de Alcalase® para obtener una
cantidad similar de pumoles de Tirosina. Esto se debe a la amplia especificidad
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que presenta ésta Gltima, mientras que la Neutrase® presenta mayor
inespecificidad y prefiere hidrolizar por los extremos amino de aminoacidos

hidrofébicos, reduciendo asi su rendimiento.

6.2.1.4. Determinacion de la actividad enziméatica

Para determinar la afinidad de las proteasas se estudié la velocidad (V)
frente a la concentracion de sustrato (caseina hervida mg/ml) empleada (Figura
6.6)
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Figura 6.6: Representacion directa de v frente a [S]. Se vari6 la concentracion de caseina de 0.5 a 3 mg/ml en
tampon KCI/NaOH (50 mM, pH 12.7) y 28 nl de E/ml de mezcla de incubacién para la Alcalase®, y en tampén
Tris/HCI (50 mM, pH 8) y 100 nl de E/ml de mezcla de incubacion para la Neutrase®. Las muestras se incubaron a
35y 40°C, respectivamente y se analizaron por el método de Anson y Folin-Ciocalteu.

A partir de la representacion directa v vs [S] por regresion no lineal a una
hipérbola, y por regresion lineal a una doble reciproca (1/v vs 1/[S]) se
determinaron los pardmetros cinéticos Km y la Vmax de ambos enzimas

comerciales (Tabla 6.2).
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Tabla 6.2: Vinax y Km de Alcalase®y Neutrase® calculada por regresion lineal y no lineal.

No lineal Lineal No lineal Lineal
Vm (nmol Tyr/min) 16.6 17 6.8 8.3
Km (mg/ml) 5.44 5.44 2.26 2.61

Con estos datos queda demostrado que la Neutrase® presenta menor
actividad que Alcalase®, esto es debido a las distintas especificidades de los
enzimas. Asi, la Alcalase® puede hidrolizar los mismos enlaces, y en los
mismos lugares que Neutrase®, y otros mas. De esta forma, la Alcalase®
permite hidrolizar més enlaces por lo que la hidroélisis del sustrato se da mas

rapidamente.

6.2.2. Caracterizacion de mCLEAs empleando sustratos modelo

Para la caracterizacion de las mCLEAs de Alcalase® y Neutrase® se
empled dextrina hervida como sustrato. Al hervir la dextrina aumentaba su
viscosidad que suponia un problema para la correcta difusion de las mCLEAs

en la mezcla de reaccion.

6.2.2.1. Determinacion del pH 6ptimo de actividad

Se determiné el pH Optimo de actividad de las mCLEAs de ambas
proteasas empleando distintos tampones y pH (Figura 6.7).
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Figura 6.7: Determinacion del pH éptimo de actividad. Se prepar6 caseina (10 mg/ml) en tampén carbonato-
bicarbonato sodico (50 mM, pH 9.5-10.8) o en tampon KCI/NaOH (50 mM, pH 12-12.75) y se afadieron 0.3 mg
(p/s)/ml de mezcla de incubacion de mCLEAs de Alcalase® y se incubaron durante 30 minutos. Y caseina (5 mg/ml)
en tampén Tris/HCI (50 mM, pH 7.0-9.0) o carbonato-bicarbonato sodico (50 mM, pH 10.0) con 0.4 mg (p/s)/ml de
mezcla de incubacion de mCLEAs de Neutrase® y se incubaron durante 3 horas. Todas las reacciones se
mantuvieron a 55°C y se analizaron por el método de Anson y Folin-Ciocalteu.

La viscosidad del medio, que impide la correcta difusion de las
mCLEAs, y la poca especificidad de la Neutrase® reducen atin méas su actividad
con respecto a la Alcalase®. Por ello, las mMCLEAs de Neutrase® se incubaron

durante 3 horas para poder determinar correctamente su pH 6ptimo de

actividad.

Se determind el pH optimo de Alcalase® en 12.5 y de la Neutrase® en

7.5.

6.2.2.2.  Determinacion de la temperatura éptima

Se estudiaron distintas temperaturas entre 40 y 60°C para determinar la

temperatura optima de actividad de ambas proteasas comerciales (Figura 6.8).
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Figura 6.8: Determinacion de la temperatura 6ptima de actividad. Se empleo caseina (10 mg/ml) en tampon
KCI/NaOH (50 mM, pH 12.5) y 0.3 mg (p/s)/ml de mezcla de incubacion de Alcalase®, y caseina (5 mg/ml) en
tampén Tris/HCI (50 mM, pH 7.5) con 0.4 mg (p/s)/ml de mezcla de incubacion de Neutrase®. Las reacciones se
incubaron durante 1 hora entre 40 y 65°C. Las muestras se analizaron por el método de Anson y Folin-Ciocalteu.

La temperatura Optima de actividad se determiné en 55°C para la
Neutrase® y en 60°C para la Alcalase®. Al considerarse 60°C una temperatura

demasiado alta se decidid incubar las reacciones de Alcalase® a 55°C.

6.2.2.3.  Seleccién de la cantidad de mCLEAs

Se emplearon distintas cantidades de mCLEAs de Alcalase® vy
Neutrase®, para la hidrdlisis de caseina desnaturalizada por ebullicion, con el
fin de determinar la cantidad minima de mCLEAs necesarias para la hidrolisis
méaxima del sustrato (Figura 6.9).

Para la Alcalase®, 0.3 mg (p/s)/ml de mezcla de incubacion, se obtenia
la mayor cantidad de nmol de Tyr/min y aumentando mas la cantidad de
mMCLEASs no aumentaba la cantidad de Tyr. Por lo tanto con 0.3 mg (p/s)/ml

de mezcla de incubacidn era suficiente. En el caso de la Neutrase®, la cantidad
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de caseina (mg/ml) era la mitad con el fin de disminuir la viscosidad y
aumentar la difusion de las mMCLEAs. Aun asi, la cantidad de Tyr/min obtenida
al de 15 minutos, era mucho menor que con la Alcalase®, debido a la falta de

especificidad del enzima mencionada anteriormente.
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Figura 6.9: Efecto de la cantidad de mCLEAs en la hidrdlisis de caseina. Se emple6 caseina (10 mg/ml) en
tampdn KCI/NaOH (50 mM) a pH 12.7 para la Alcalase® y caseina (5 mg/ml) en tampén Tris/HCI (50 mM) a pH 7.5
para la Neutrase®. La cantidad de mCLEAs se vari6 entre 0.1 y 0.6 mg (p/s)/ml de mezcla de incubacion. Las
muestras se incubaron entre 10 y 60 minutos a 55°C y se analizaron por el método de Anson y Folin-Ciocalteu.

Las reacciones con Neutrase® se incubaron durante 1 hora para observar
diferencias aceptables en la obtencion de Tyr. La cantidad éptima de mCLEAs
de Neutrase® que proporcionaba mayor cantidad de Tyr/min era 0.5 mg
(p/s)/ml de mezcla de incubacidon. Pero afiadir una cantidad tan alta de
mCLEAs, puede provocar problemas de difusion de éstas, mas adn, si se
aumenta la concentracion de caseina. Por lo tanto, se seleccion6 0.4 mg
(p/s)/ml de mezcla de incubacion para la Neutrase® para evitar éstos

problemas.
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6.2.2.4.  Seleccién del tipo de agitacion

Para evitar los problemas de difusion de las mMCLEAs en la mezcla de
reaccion y aumentar su rendimiento de hidrdlisis, se probo a variar el tipo de
agitacion. Se compardé la agitacion mecanica en un brazo agitador con una

agitacion magnética més fuerte (Figura 6.10).
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Figura 6.10: Seleccion del tipo de agitacion. Se emplearon 0.3 mg (p/s)/ ml de mezcla de incubacion de mCLEAs
de Alcalase® y 0.4 mg (p/s)/ ml de mezcla de incubacién de mCLEAs de Neutrase® para hidrolizar caseina (10
mg/ml) en tampon KCL/NaOH (50 mM, pH 12.7) y caseina (5 mg/ml) en tampon Tris/HCI (50 mM, pH 7.5),
respectivamente. Las reacciones se incubaron a 55°C en un brazo agitador o en el reactor Radleys, durante 20
minutos para la Alcalase® y 1 hora para la Neutrase®. Las muestras se analizaron por el método de Anson y Folin-
Ciocalteu.

El reactor Radleys, al tratarse de una agitaciébn magnética, provoca una
agitacion mas vigorosa facilitando la difusion de las mCLEAs. En el caso de
las MCLEAs de Neutrase® no se obtuvo ningin resultado relevante. Por otro
lado, se observé que la agitacion magnética aumentaba al doble el rendimiento
de las mCLEAs de Alcalase®. Pero tras la reaccion, las mCLEAs quedaban

dafiadas o adheridas al iman, por lo que, posteriormente no podrian ser
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reutilizadas. Se determind, asi, que era méas importante la recuperacion de las

MCLEASs que el aumento del rendimiento de la hidrdlisis.

6.2.3. Hidrolisis de proteina del extracto soluble de microalgas

empleando  Alcalase® y Neutrase® solubles

Se estudid la hidrolisis de las proteinas solubles presentes en el
homogeneizado de microalgas centrifugado, empleando Alcalase® y Neutrase®
solubles ya caracterizadas con sustratos modelo. Para ello, se optimizo el
proceso, basdndose en lo obtenido anteriormente, y caracterizando nuevamente

los enzimas con el sustrato a emplear.

6.2.3.1.  Deteccidon de las proteinas mayoritarias mediante LC-MS/MS

Se analizaron por LC-MS/MS las bandas de proteina mayoritarias en el
extracto microalgal soluble. Las bandas seleccionadas fueron las
correspondientes a 25 kDa y 50 kDa (Figura 6.11).
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Figura 6.11: Analisis por SDS-PAGE del extracto soluble de microalgas. Los recuadros marcan las bandas
mayoritarias a 50 y 25 kDa después de tefiirse con Azul de Coomassie.
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Mediante el andlisis por LC-MS/MS, se determind que la proteina
presente mas abundante a 50 kDa correspondia a la subunidad grande de la
ribulosa-1,5-bisfosfato carboxilasa/oxigenasa (Rubisco) tanto del cloroplasto,
como de plastidos. También se detectaron distintas ATP sintasas y proteinas
del sistema fotosintético. La banda correspondiente a 25 kDa presentaba una
mayor cantidad de proteinas diversas con una presencia mayoritaria de ATP

sintasas y proteinas del sistema fotosintético.

6.2.3.2.  Determinacion del pH éptimo de actividad

Considerando los resultados obtenidos anteriormente con caseina, se
estudio el pH 6ptimo de actividad de ambas proteasas comerciales empleando

homogeneizado microalgal centrifugado como sustrato (Figura 6.12).

Se determind el pH 6ptimo de actividad para la Alcalase® en 12.7 y para
la Neutrase® en 8.0. Los valores de Tyr/min de la Neutrase® estan
sobreestimados debido al color verde que presentan los sobrenadantes de las

muestras y que interfieren en la medicion.

6.2.3.3.  Determinacion de la temperatura éptima de actividad

Se estudid la temperatura Optima de actividad de ambas proteasas
comerciales con el fin de seleccionar la temperatura adecuada para que se
produzca el mayor rendimiento en la hidrélisis enzimatica del sustrato, sin que
se produzca una participacion significativa de hidrolisis quimica provocada

por la temperatura (Figura 6.13).

En el caso de la Alcalase® se aprecia un aumento notable en la hidrolisis
a 35°C, seleccionandose ésta temperatura como éptima para el enzima. En el

caso de la Neutrase®, las diferencias de hidrélisis no son tan significativas,
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aungue se aprecia un ligero aumento a 40°C, por lo que se selecciond este valor

como su temperatura 6ptima de actividad.
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Figura 6.12: Determinacion del pH optimo de actividad. Se emple6 homogeneizado microalgal (20 mg (p/s)/ml)
centrifugado en tampon KCI/NaOH (50 mM) a pH entre 12.4 y 12.8 para la Alcalase®, o tampon Tris/HCI (50 mM) a
pHentre 7.0y 8.5 para la Neutrase®. Se afiadieron 0.5 pl de Alcalase®mg (p/s) de microalga o 1 pl de Neutrase®mg
(p/s) y se incubaron durante 1 hora a 37 y 55°C, respectivamente. Las muestras se analizaron por el método de

Anson y Folin-Ciocalteu.
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Figura 6.13: Determinacion de la temperatura optima de actividad. Se empled como sustrato biomasa
microalgal (20 mg (p/s)/ml) centrifugada en tampdn KCI/NaOH (50 mM, pH 12.7) para la Alcalase® y en tampon
Tris/HCI (50 mM, pH 8.0) para la Neutrase®. Se afiadieron 50 nl de E/mg microalga (p/s) o 1 ul de E/mg microalga
(pfs), respectivamente. Las reacciones se incubaron durante 1 hora entre 30 y 50°C. Las muestras se analizaron

por el método de Anson y Folin-Ciocalteu.
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6.2.3.4.  Determinacion de la cantidad 6ptima de enzima

Para seleccionar la cantidad optima de enzima se estudiaron distintas
cantidades de Alcalase® y de Neutrase® en la hidrolisis del homogeneizado

soluble de biomasa microalgal (Figura 6.14).

La inespecificidad de la Neutrase® también se observa en la hidrélisis de
la proteina soluble del homogeneizado microalgal, necesitdndose 250 veces
mas enzima que con Alcalase®. Por otro lado, la hidrolisis llevada a cabo por
esta Ultima es mas rapida, necesitandose menos horas para llegar a los mismos
valores de pumol Tyr/min. Por lo tanto, se seleccioné como cantidad 6ptima de
enzima 5 nl de E/mg (p/s) microalga para la Alcalase® y 2 pl de E/ mg (p/s)

microalga para la Neutrase®.
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Figura 6.14: Seleccion de la cantidad 6ptima de enzima. Se empled homogeneizado soluble de biomasa
microalgal (20 mg (p/s)/ml) en tampon KCI/NaOH (50 mM, pH 12.7) para la Alcalase® y en tampon Tris/HCI (50 mM,
pH 8.0) para la Neutrase®. Se emplearon distintas cantidades de E/mg (p/s) microalga y se incubaron entre 1y
horas a 35 y 40°C respectivamente. Las muestras se analizaron por el método de Anson y Folin-Ciocalteu.
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Para seguir la hidrélisis de la proteina soluble del homogeneizado
microalgal, se cargaron geles de poliacrilamida para separar por SDS-PAGE
muestras a distintos tiempos de reaccion. Se observd la desaparicion de la
banda de 50 kDa que corresponde, en su mayoria, a la subunidad grande de la
Rubisco (Figura 6.15).

Lo primero que se observa, es que durante el tiempo de reaccion no se
produce hidrolisis espontanea del sustrato. La banda correspondiente a 50 kDa,
desaparece mas rapidamente al afiadir Alcalase® que Neutrase®. Por otro lado,
en el gel de la Neutrase® se observa que, ademas de la hidrolisis de la proteina
sustrato se produce una hidrolisis del propio enzima. Por lo tanto, al analizar
la hidrolisis de proteina soluble del homogeneizado microalgal, empleando
Neutrase®, la cantidad de Tyr/min medida por el método de Anson y Folin-

Ciocalteu, se sobreestima la hidrolisis real del sustrato.

De ésta forma, se demostré que la actividad de la Alcalase®, para la
hidrolisis de la proteina soluble del homogeneizado microalgal, era mucho mas
eficiente que la Neutrase®, empleandose menor cantidad de enzima y

obteniendo mayor cantidad de producto en menos tiempo.
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Figura 6.15: Analisis por SDS-PAGE de la hidrélisis de la proteina soluble del homogeneizado de microalgas
en condiciones optimas de pH, temperatura y cantidad de enzima. La banda de 50 kDa corresponde, en su
mayoria, a la subunidad grande de la Rubisco. En el gel de la Neutrase® aparecen entre 37 y 50 kDa, y entre 50 y
75 kDa las bandas correspondientes al enzima. Los geles se tifieron con azul de Coomassie.
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6.2.4. Hidrolisis de proteinas del extracto soluble de microalgas

empleando mCLEAs

Finalmente, una vez caracterizados los enzimas con sustratos modelo y
los enzimas solubles con la fraccion soluble del homogeneizado microalgal, se
estudio la hidrdlisis de las proteinas solubles presentes en los sobrenadantes de

extractos microalgales empleando mCLEAs de Alcalase® y de Neutrase®.

6.2.4.1.  Determinacion de la temperatura 6ptima de actividad

Inicialmente, se determind la temperatura 6ptima de actividad de ambos
tipos de mCLEAs (Figura 6.16)
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Figura 6.16: Determinacion de la temperatura 6ptima de actividad. Se empled como sustrato la fraccion soluble
del homogeneizado de microalgas (20 mg/ml) en tampon KCI/NaOH (50 mM, pH 12.7) para la Alcalase®y en tampon
Tris/HCI (50 mM, pH 8.0) para la Neutrase®. Se afiadieron 0.57 mg (p/s)/mg (p/s) de microalga de cada tipo de
mCLEAs y se incubaron durante 24 horas entre 37 y 55°C. Las muestras se analizaron por el método de Anson y
Folin-Ciocalteu.
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Se determiné como temperatura Optima de actividad 50 °C para las
MCLEAs de Alcalase® y 45°C para as mMCLEAs de Neutrase®. En el caso de
las MCLEAs de Neutrase® la cantidad de Tyr/ml estaba sobreestimada, debido
a la coloracion verde que presentaban las muestras, tanto con mCLEAs como
los controles sin enzima, y que interferian en el método colorimétrico de

andlisis (Figura 6.17).

Como se observa en la Figura 6.17, la gran mayoria de la actividad del
enzima estad sobreestimada por la coloracion verde de las muestras. Los
controles sin enzima presentaban la misma coloracion, por lo que la actividad
real de las mCLEAs de Neutrase® corresponderia a la resta de la medicion sin
MCLEAs y con mCLEAs.
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Figura 6.17: Analisis de la temperatura 6ptima de actividad de las mCLEAs de Neutrase®y sus controles sin
enzima durante 1 hora. Las muestras se analizaron por el método de Anson y Folin-Ciocalteu.



193

Obtencidon de Hidrolizados de Proteinas
empleando Proteasas

6.2.4.2. Determinacion del pH 6ptimo de actividad

Finalmente, se determiné el pH 6ptimo de actividad de las mMCLEAs
(Figura 6.18). Muchas veces la coloracion verde de las muestras depende del
pH al que se encuentren, por lo que éste era un paso determinante a la hora de

analizar el rendimiento de hidrolisis catalizada por las mCLEAs.

Como se observa en la Figura 6.18, la cantidad de Tyr/min
correspondiente a las mCLEAs de Neutrase® no parece diferenciarse de la
obtenida en los controles sin mCLEAs. Por otro lado, las mCLEAs de
Alcalase® presentan actividad en comparacion con sus controles, aunque esta

actividad también parece sobreestimada.

0,3

0,25

02 +—F
TR
015 +F —  — J— &

FH
H

mSin E

o1+ — @ — | — E mCLEAs

pmol Tyr/min

0,05 - B— B— B—

1
7 7,5 8 8,5 10 10,8 12 12,7
Neutrase® Alcalase®

Figura 6.18: Determinacion del pH o6ptimo de actividad. Se empled como sustrato la fraccion soluble del
homogeneizado de microalgas (20 mg/ml) en tampon carbonato/bicarbonato sédico (50 mM) a pH 10.0y 10.8 y
tampdn KCI/NaOH (50 mM) a pH 12.0 y 12.7 para la Alcalase®, y en tampon Tris/HCI (50 mM) a pH entre 7.0y 8.5
para la Neutrase®. En ambos casos se afiadieron 1.14 mg (p/s)/mg (p/s) de microalga de mCLEASs y se incubaron
durante 24 horas a 50 y 45°C, respectivamente. Las muestras se analizaron por el método de Anson y Folin-
Ciocalteu.
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Para observar la actividad real se analizaron las muestras con mCLEAS
y sin ellas a los distintos pH mediante SDS-PAGE (Figura 6.19).

Como se observa en los geles, no existe diferencia entre la hidrolisis
obtenida con mCLEAs y sin ellas. Por lo tanto, se puede deducir que la
hidrélisis obtenida es consecuencia de la temperatura y el tiempo de

incubacion.

El empleo de mCLEAs de Alcalase® y de Neutrase® para la hidrolisis de
proteina soluble del homogeneizado microalgal no resulta util, ya que las
mMCLEASs no parecen presentar actividad, o es muy baja, hidrolizdndose la
proteina Unicamente por el efecto del tiempo y la temperatura.

Por tanto, se puede concluir, que la hidrolisis de la proteina soluble de
las microalgas es posible si el enzima se emplea en forma soluble, sobre todo
en el caso de Alcalase® ya que necesita muy poca cantidad de enzima. Se
observa también, que las mMCLEAs quedaban contaminadas con restos de
extracto microalgal, pudiendo ser ésta la razén de la pérdida de su actividad.
Ya que la actividad de las mCLEAs parece no verse afectada al emplear
sustratos modelo, podria ser una solucion extraer Unicamente la proteina de las

microalgas sin otros contaminantes que puedan interferir en su actividad.
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Figura 6.19: Analisis por SDS-PAGE de la hidrdlisis de la proteina soluble del extracto microalgal (20 mg/ml),
a distintos pH con mCLEAs de Alcalase® y de Neutrase® y sin mCLEAs durante 24 horas.
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7.1 Introduccion

EL biodiesel se ha convertido en uno de los biocarburantes de mayor
interés, debido a la disminucién de las reservas de los depoésitos de
combustibles fdsiles. Ademds, presenta varias ventajas respecto a los
combustibles convencionales: provienen de fuentes renovables, estan libres de
toxicos de azufre y presentan mayor lubricidad (Aransiola et al., 2014). El 69%
del biodiesel se produce a partir de aceites vegetales (Naylor y Higgins, 2017).
Esto genera un gran dilema al emplear fuentes comestibles para la produccién
de biodiesel que, ademas, necesitan grandes extensiones de cultivo que a la
larga no seran sostenibles. Todo esto, ha llevado a los investigadores a las
microalgas, cuyos aceites son considerados como el biodiesel de tercera

generacion (Goh et al., 2019).

Las microalgas contienen lipidos neutros que se pueden emplear para
producir biodiesel. Generalmente, estos organismos no producen una gran
cantidad de lipidos en condiciones normales, pero en condiciones de estrés esta

cantidad tiende a aumentar (Nogeira et al., 2015).

7.1.1 Extraccién de los lipidos microalgales

Existen un gran nimero de métodos para la extraccion de lipidos en
microalgas, que se pueden dividir en procesos mecanicos y no mecanicos.
Estos métodos permiten la ruptura de la pared celular para liberar las moléculas

de interés (Capitulo 1V).

A gran, escala el método méas empleado, es la extraccion con disolventes
(etanol, metanol, hexano y cloroformo) que permite la separacion especifica
de los lipidos de forma sencilla y con un bajo gasto energético. Por otro lado,

estos disolventes son productos de gran toxicidad, que afectan de forma
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negativa al medio ambiente y pueden afectar a la calidad y disolver otros
productos de interés (Mubarak et al., 2015; Kumar et al., 2017).

Se han estudiado varios procesos de extraccion lipidica con disolventes,
de los cuales los que mejores resultados han obtenido para la extraccién en

microalgas son los siguientes (Tabla 7.1) (Pic6 et al., 2018):

Tabla 7.1: Resumen de resultados de los métodos mas empleados para la extraccion de lipidos en
microalgas. Se muestran los disolventes empleados, asi como, la temperatura, el tiempo empleados en el proceso
y los rendimientos en porcentajes (Pico, 2017).

Matraz Cloroformo:metanol 72°C 1h 25% 12.8%
agitado (2:1, viv)
Saponificacion Etanol y KOH 65°C 3h 34.7%  96%
directa n-Hexano

Estos procesos presentan resultados prometedores para extraer los
lipidos en microalgas, sin prestar atencion al resto de productos de interés.
Dado que el proceso de biorrefineria busca la obtencion y el empleo de
proteinas y polisacaridos microalgales, conocer el efecto de estos procesos en
el resto de productos de interés parece crucial para considerarlos eficientes.
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7.2 Resultados y discusion

Se delipidizaron células de C. vulgaris mediante los procesos
anteriormente mencionados por Picé et al. (2018) para seguir el efecto que

tenian en proteinas y polisacaridos microalgales y su posterior hidrélisis.

7.2.1 Anadlisis de los lipidos extraidos

Se realizo un anélisis por TLC (Figura 7.1) de los lipidos extraidos en matraz
agitado y por saponificacion para determinar de forma cualitativa qué método

resultaba mas adecuado.

Figura 7.1: Cromatografia en capa delgada de los lipidos extraidos de las microalgas. La fase mdvil contenia
n-hexano:acetato de etilo:acido acético (90:10:1, viv/v) y las placas se tifieron por inmersion durante 1 minuto en
Coomassie Blue R-350 al 0.02% (p/v) en metanol:acido acético:DW (3:1:6, viviv). (C1) Aceite de oliva virgen extra
Carbonell® (C2) Acido palmitico (C3) Acido miristico (C4) Acido estedrico (C5) Acido oleico (M1; M2) Fraccion
saponificable de la saponificacion directa (M3; M4) Lipidos extraidos mediante matraz agitado.

Como se muestra en la Figura 7.1, empleando la saponificacion directa,

la extraccion lipidica era mas eficiente como indico Pico (2017). Por lo tanto,
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se selecciond esté método para estudiar su efecto en las proteinas y los

polisacaridos microalgales.

7.2.2 Analisis de proteinas

Una vez deslipidizadas las células, y tras prensarlas, se estudio el efecto
del proceso de deslipidacion en las proteinas. Para ello, se abalizaron por SDS-
PAGE extractos de células sin deslipidizar y deslipidizadas, asi como el lavado

con agua realizado a estas Gltimas (Figura 7.2).

M C DP DL

kDa

Figura 7.2: SDS-PAGE de las proteinas tras deslipidizar las células. Se empled la fraccion soluble de células
prensadas, tanto deslipidizadas como sin deslipidizar. Enmarcadas en rectdngulos aparecen las bandas
correspondientes a la proteina soluble del extracto microalgal. (M) Marcador de proteinas de baja masa molecular
(C) Fraccion soluble de células prensadas sin deslipidizar (DP) Fraccién soluble de células prensadas
deslipidizadas (DL) Lavado de las células deslipidizadas.

Mediante este analisis, se observo que tras deslipidizar las células las
bandas correspondientes a la proteina soluble del extracto microalgal
desaparecian. Como se observa en la Figura 7.2, la banda de Rubisco

desaparecia en ambas muestras de las células deslipidizadas. Se analizaron las
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muestras por el método Folin-Ciocalteu (1927) para observar la presencia de
compuestos fendlicos. Este analisis no detectd ninguno de estos compuestos,
por lo que la hipotesis de la hidrdlisis de las proteinas microalgales por el
empleo de disolventes quedod descartada. De esta forma, se dedujo que, las
proteinas microalgales se extrajeron en alguna de las fases de la extraccion
lipidica.

De esta forma, se demuestra que la extraccion de lipidos con disolventes

organicos afecta de forma negativa a las proteinas.

7.2.3 Analisis de polisacaridos

El andlisis de polisacaridos se llevé a cabo midiendo los azUcares totales
presentes en las células (Figura 7.3).
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Figura7.3: Azucares totales presentes en células tratadas medidos por el método del fenol-sulfurico (Dubois
et al., 1951). El control corresponde al homogeneizado de microalgas sin deslipidizar, el deslipidizado a la fraccion
soluble de las muestras deslipidizadas, el DW al lavado realizado a las células deslipidizadas y finalmente la suma
de las dos fracciones correspondientes a las células deslipidizadas.
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Segun laFigura 7.3, la deslipidacion no parece afectar significativamente
a los polisacaridos celulares. Por tanto, los polisacéaridos podrian emplearse en

un posterior proceso de hidrolisis enzimatica.

7.2.4 Hidrolisis de polisacaridos

Tras comprobar la presencia de polisacaridos en las células
deslipidizadas, se realizd la hidrolisis de estos mediante glucosidasas
optimizado en el Capitulo V. Para ello, se empled como sustrato el
homogeneizado de microalgas deslipidizado y sin deslipidizar.

7241 Glucosidasas solubles
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Figura 7.4: Hidrolisis de polisacaridos de células deslipidizadas y sin deslipidizar catalizada por
glucosidasas. Se afiadieron 4.5 nl de a-amilasa/mg (p/s) de microalgas y 2 nl de glucoamilasa/ mg (p/s) de
microalga. Las reacciones se incubaron durante 1 hora a 40° y 45°C, respectivamente. Las muestras se analizaron
por el método del DNS.

Como se observa en la Figura 7.4, la obtencion de azlcares reductores

empleando como sustrato homogeneizado de microalgas deslipidizadas es
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menor que empleando células sin deslipidizar. Parece que la cantidad de
azucares totales y la hidrolisis de estos polisacéridos no difiere mucho entre
las células deslipidizadas y las que contienen lipidos. De esta forma, se
comprueba que la hidrolisis de polisacaridos con glucosidasas solubles es

perfectamente viable empleando células deslipidizadas.

7.24.2  mCLEAs de glucoamilasa

Finalmente, tras comprobar que la hidrdélisis con enzimas solubles era
efectiva, se pasd a estudiar la hidrolisis de estos polisacaridos de células
deslipidizadas, empleando las mCLEAs de glucoamilasa, siguiendo los
parametros optimizados en el Capitulo V.
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Figura 7.5: Hidrolisis de polisacaridos del homogeneizado de microalgas deslipidizadas y sin deslipidizar
empleando mCLEAs de glucoamilasa. Se afiadieron 25 pg (p/s) de mCLEAs/mg (p/s) de microalga. Las
reacciones se incubaron durante 30 horas a 50°C. las muestras se analizaron por el método del DNS.

La Figura 7.5 muestra una disminucion importante de la obtencién de
azucares reductores empleando mMCLEAs de glucoamilasa en el

homogeneizado de microalgas deslipidizado.
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Durante el proceso de deslipidaciéon, el sedimento deslipidizado que se
obtiene al final es una pastilla muy compacta cuya resuspension en medio
acuoso es compleja. Es posible que esta compactacion final, también provoque
la compactacion de los almidones presentes. De esta forma, aun pretratando la
muestra térmicamente, los almidones no llegan a disolverse correctamente. Por
ello, la cantidad de azucares totales no varia mucho, pero la hidrélisis de los
polisacaridos si. Empleando enzimas solubles se aprecia una ligera
disminucion de la actividad debida, posiblemente, a que los enzimas no pueden
acceder a las cadenas del almidon de la misma forma que en las células no
deslipidizadas. En el caso de las mCLEAs, esta disminucion de actividad es
mucho mas notable, las MCLEAS son estructuras mas grades por lo que tendran

mayores problemas para acceder a estas cadenas del almidon.



Capitulo VIII

Discusion General







Discusion general

La crisis energética, el cambio climético y el agotamiento de fuentes

energéticas naturales ha llevado a la busqueda de nuevas fuentes energéticas
como pueden ser las microalgas. Pero el empleo de microalgas solo para la
produccién de biocombustibles no es viable econémicamente. Por lo tanto, la
extraccion de otros metabolitos de interés presentes en las microalgas, como
carbohidratos o proteinas, puede ser una solucion. Ademas, la optimizacién de
la cosecha de microalgas, la extraccion de sus productos de interés y su

tratamiento son factores cruciales para reducir los costes de la biorrefineria.

En este trabajo, se han cosechado células de C. vulgaris por
centrifugacion y se han extraido la biomasa intracelular mediante prensado. Se
han obtenido hidrolizados de proteinas y polisacaridos del homogeneizado
microalgal. La hidrdlisis se ha llevado a cabo mediante el empleo de las
proteasas comerciales Alcalase® (3.4.21.62) y Neutrase® (3.4.24.28) y de las
glucosidasas comerciales a-amilasa (3.2.1.1) y glucoamilasa (3.2.1.3). Se han
sintetizado mMCLEAs de estos enzimas, siendo las mMCLEAs de glucoamilasa
las Gnicas funcionales. Finalmente se ha demostrado que la extraccion lipidica
empleando disolventes organicos toxicos es muy eficiente para extraer los
lipidos microalgales, pero provoca la pérdida o destruccion de otros

metabolitos de interés disminuyendo, asi, la rentabilidad del proceso.

Uno de los factores mas importantes en la biorrefineria de las microalgas
es la cosecha celular, ya que supone el 30% de la inversién econdémica del
proceso (Jankowska et al., 2017) (Milledge y Heaven, 2013). Aunque se han
estudiado distintos métodos de cosecha, actualmente se ha prestado bastante
atencion a la cosecha de microalgas empleando nanoparticulas magnéticas
(MNPs), gue se unen rapidamente a las células y permiten su facil separacién
del medio (Schwertmann y Cornell, 2007; Prochazkova et al., 2012). Son
varios los factores que afectan a este proceso, como la concentracion celular

en el medio, el volumen final del medio, y la cantidad de MNPs empleadas,
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obteniendo una mejor cosecha cuando la concentracion celular es mayor para
el mismo volumen, cuando el volumen es menor para la misma concentracion
celular, y cuando se emplea mayor cantidad de MNPs. Por otro lado, el pH del
medio parece ser un factor crucial a la hora de cosechar las microalgas que,
ademas, varia dependiendo del tipo de microalga que se quiera cosechar (Xu
et al., 2011; Hu et al., 2013; Zhu et al., 2019). De esta forma, los pH éacidos
facilitan la cosecha de células de C. vulgaris. Sin embargo, la imposibilidad de
desorber las microalgas de las MNPs impide la reutilizacion de estas dltimas
lo que hace que este proceso no sea factible, ya que se necesitan méas estudios
para comprender el tipo de interacciones que ocurren entre las MNPs y las
microalgas (Wang et al., 2015). A escala de laboratorio la cosecha de
microalgas mediante centrifugacion, y la posterior extraccion de la biomasa
microalgal mediante prensado, permite obtener tanto las proteinas como los
polisacéridos intracelulares de las microalgas de forma éptima y sin dafios en

los compuestos. Pero, el proceso a mayor escala seria muy lento y costoso.

Las microalgas presentan gran cantidad de polisacaridos hidrolizables,
que pueden emplearse en distintos campos, pero, sobre todo, tienen gran
interés en la produccién de bioetanol (Bibi et al., 2017). La hidrdlisis
enzimatica de estos carbohidratos es mas productiva y ventajosa que los
métodos quimicos (Choi et al., 2010; Yanagisawa et al., 2011). EI empleo de
glucosidasas presenta un rendimiento muy alto en la hidrolisis de polisacéridos
como unico sustrato, y son pocos los estudios en los que se emplea extracto
microalgal completo que contiene diversos metabolitos que pueden interferir
en el proceso catalitico o de deteccion del producto. El tratamiento térmico del
extracto microalgal facilita el acceso de las glucosidasas a los distintos puntos
de corte del almiddn, permitiendo la hidrolisis completa de éstos. Por otro lado,
la dependencia de iones Ca?* de a-amilasa (Stein et al., 1960) no parece tener

ningun efecto cuando se emplea como sustrato homogeneizado microalgal,
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debido, posiblemente, a la presencia de iones Ca®** en el extracto. La

combinacion de la actividad endocatalitica de la a-amilasa y la exocatalitica de
la glucoamilasa en una proporcion 1: 2 (aA:GA, siendo 1=15 nl de E/mg (p/s)
de microalga) permite la hidrolisis practicamente completa de lo almidones
presentes en el extracto. De esta forma, la cantidad de enzima empleada para
la hidrdlisis completa de los polisacaridos presentes en el extracto es muy baja,
disminuyendo el coste del proceso. Finalmente, el empleo de mCLEAs de a-
amilasa para hidrolizar polisacaridos presentes en las microalgas no parece ser
efectivo, a pesar del pretartamiento térmico del sustrato. Posiblemente exista
algin tipo de interaccion con algin compuesto presente en el extracto que
inhibe su actividad. Por otro lado, el empleo de mMCLEASs de glucoamilasa tras
24 horas de incubacion, es bastante eficiente. La extraccion unicamente del
almidoén presente en las microalgas podria ser una solucion a los problemas de

actividad.

Las microalgas también contienen gran cantidad de proteinas, que se han
identificado como una fuente alternativa de proteinas de gran valor nutricional
(Fleurence et al., 1999; Gouveia, et al., 2008). Los estudios aqui realizados se
han centrado, Unicamente, en la extraccién de estas proteinas y no en su
hidrolisis. En este estudio se ha conseguido hidrolizar la proteina soluble
presente en el extracto de microalgas empleando proteasas comerciales
(Alcalase® y Neutrase®). Las mCLEAs de estas proteasas no presentan
actividad el emplear extracto microalgal como sustrato. Sin embargo, el
empleo de Alcalase® en forma soluble a muy baja concentracion, tras una hora
de incubacién, parece suficiente para hidrolizar las proteinas solubles
presentes. Este proceso a escala industrial resulta factible, pero habria que
estudiar a mayor escala si la cantidad de enzima a emplear resultara muy

costoso econémicamente.
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La saponificacion directa se los aceites de microalgas es un proceso de

extraccion adecuado y muy eficiente (Pico et al.,, 2018). La cantidad de
proteina presente en C. vulgaris corresponde al 50% de su peso seco, pero, tras
este proceso, las proteinas solubles microalgales se pierden al ser extraidas en
alguno de los pasos de la saponificacion. La pérdida de polisacaridos no parece
importante, pero si se observa una disminucion de la hidrolisis de éstos, al
emplear glucosidasas solubles y en mayor medida al emplear mCLEAs de
glucoamilasa. Parece que el proceso de deslipidacion provoca algin cambio en

la estructura de estos polisacaridos que impiden su hidrolisis.

Se puede concluir que el proceso de biorrefineria resulta méas rentable
econdémicamente si se emplean todos los compuestos que puedan ser de interés
y no Unicamente los lipidos. de esta forma, la extraccién de lipidos empleando
disolventes organicos no solo es perjudicial para el medio ambiente, sino que,
resulta perjudicial para otros metabolitos de interés. Por otro lado, el empleo
de extractos microalgales nos permite emplear la biomasa completa de las
microalgas, pero la hidrolisis de estos compuestos resultaria mas eficiente si se
separasen previamente. Existen distintos estudios empleando liquidos i6nicos
o ultrafiltracion que facilitarian esta separacion, pero resultan muy costosos
econdémicamente. Por lo tanto, tras demostrar que la hidrdlisis enzimatica es
factible la optimizacidn de la cosecha y la extraccion de los compuestos a gran
escalay la separacién de los metabolitos de interés serian un punto de inflexion

para optimizar el proceso de biorrefineria.
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De los resultados obtenidos en este trabajo, se pueden extraer, entre otras,

las siguientes conclusiones:

Se han cosechado células de C.vulgaris mediante adsorcion a MNPs.

a.

b.

e.

El empleo de MNP-OH o MNP-NH: resulta indiferente.

La adsorcion depende de la concentracion de células, del volumen
final y de la cantidad de MNPs empleados.

El pH del medio es un factor crucial en el proceso.
Las células de C. vulgaris se adsroben mejor a las MNPs a pH acido.

No se ha conseguido la desorcion de las microalgas de las MNPs.

La cosecha de células de C. vulgaris mediante centrifugacion y la

extraccion de la biomasa mediante prensado son muy eficientes.

a.

Permite la completa extraccion, tanto de proteinas como de

polisacéridos, sin resultar dafiados.

Se han caracterizado los enzimas comerciales, tanto solubles como en

mCLEAs, empleando sustratos modelo.

a.

Se han determinado las condiciones déptimas de actividad y los
pardmetros cinéticos de las glucosidasas comerciales en forma
soluble, empleando almiddn como sustrato modelo, y en mCLEAs,

empleando dextrina como sustrato modelo.

Se han determinado las condiciones déptimas de actividad y los
parametros cinéticos de las proteasas comerciales en forma soluble y

en mCLEAs empleando caseina como sustrato modelo.
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IV. Se ha logrado la hidrdlisis enzimatica de polisacaridos de extractos

microalgales empleando glucosidasas solubles y en mCLEAs.

a. El pretratamiento térmico del sustrato aumenta el rendimiento de
la hidrolisis, y permite disminuir la cantidad de biocatalizador,

tanto con enzimas solubles como en mCLEAs.

b. La combinacion de a-amilasa y glucoamilasa solubles aumenta el
rendimiento de la hidrélisis y disminuye la cantidad de

biocatalizador necesario.

c. El empleo de iones Ca®* en a-amilasa soluble no tiene efecto al

emplear extracto microalgal como sustrato.

d. Las mCLEAs de glucoamilasa permiten hidrolizar el sustrato

aumentando el tiempo de incubacién a 24 horas.

e. Las mCLEAs de a-amilasa no son activas con extracto microalgal

como sustrato.

V.  Se ha logrado hidrolizar enziméaticamente la proteina soluble de extracto

microalgal empleando proteasas solubles.

a. La Alcalase® soluble permite una hidrélisis mas eficiente del

sustrato que la Neutrase® soluble.

b. Las mCLEAs de ambas proteasas no parecen tener actividad con

extracto microalgal soluble como sustrato.

VI. La deslipidizacion de las microalgas es mas eficiente mediante

saponificacion directa.

a. El tratamiento provoca la pérdida de proteina soluble, al ser

extraida en el proceso por los disolventes organicos.



Conclusiones

b. Lacantidad de polisacaridos presentes en las microalgas no parece

verse alterada.

c. Tras el tratamiento, no es significativa la reduccion en el
rendimiento de hidrolisis de los polisacaridos empleando

glucosidasas solubles.

d. Tras el tratamiento se produce una disminucion notable del
rendimiento de hidrolisis de los polisacaridos empleando

mCLEAs de glucoamilasa.
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