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RESUMEN 

En los últimos años, la cantidad de algas marinas que arriban a las costas de los 

países que comparten el Caribe ha aumentado considerablemente. Esta macroalga 

representa un desastre ambiental, económico y también amenaza a la salud 

humana. Las algas marinas representan una rica fuente de biomasa y biopolímeros 

a la que pueden darse diversas aplicaciones, por ejemplo, en el ámbito de 

materiales o en el de energía. Entre los componentes poliméricos más abundantes 

presentes en las algas marinas se encuentra el alginato. Éste, es un polímero 

ramificado que se encuentra en la pared celular de las algas pardas, su función 

principal es otorgarles fuerza y flexibilidad. Entre las áreas de aplicación del alginato, 

destacan la biomedicina, la industria alimenticia, la farmacéutica y la textil. La 

extracción industrial del alginato genera un residuo orgánico que se utiliza 

principalmente como abono o fertilizante. Entonces, debido a la problemática que 

causan los arribazones de algas marinas y que de estas se pueden obtener 

productos con un amplio campo de aplicaciones, el presente trabajo de tesis se 

enfocó en la obtención y caracterización fisicoquímica del alginato de sodio 

proveniente del Sargassum spp. así como en el aprovechamiento del subproducto 

generado de la extracción como sustrato para la producción de biogás mediante 

digestión anaerobia. El alginato se extrajo con base en metodologías descritas en 

la literatura realizando algunos cambios en las metodologías para optimizar el 

proceso. El residuo orgánico generado por la extracción se colocó en un biodigestor 

que contenía un inóculo proveniente del agua residual de la industria cervecera y al 

finalizar se cuantificó la cantidad de biogás generado por el residuo. El alginato de 

sodio obtenido y los productos de la despolimerización se caracterizaron por 

resonancia magnética nuclear (RMN) de 1H y 13C, espectroscopía infrarroja, 

difracción de rayos X (DRX) y microscopía electrónica de barrido (SEM, por sus 

siglas en inglés). El biogás se caracterizó por espectroscopía infrarroja. Los 

resultados muestran que la cantidad de biogás generado, al utilizar el residuo 

orgánico de la extracción, fue mayor que al emplear sacarosa como sustrato. Con 

los resultados obtenidos de este trabajo, se concluye que es posible conferir un 

valor agregado al sargazo de arribazón al extraer productos naturales de valor 

industrial como el alginato de sodio y aprovechar el residuo de la extracción como 

sustrato para la generación de biogás.  
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ABSTRACT 

In recent years, the amount of seaweed reaching the coasts of the countries that 

share the Caribbean has considerably increased. This macro-alga represents an 

environmental, economic disaster and threatens human health. Marine algae 

represent a rich source of biomass and biopolymers that can be used for a variety 

of applications, for example, in the field of materials or energy. Among the most 

abundant polymeric components present in marine algae is alginate. Alginate is a 

branched polymer found in the cell wall of brown algae, being its primary function to 

give them strength and flexibility. The areas of application of alginate include 

biomedicine, the food industry, pharmaceuticals, and textiles. The industrial 

extraction of alginate generates an organic waste that is mainly used as a fertilizer. 

Therefore, due to the problems caused by the arrival of marine algae and the fact 

that such products with a wide range of applications can be obtained from them, the 

present thesis focused on the obtaining and physicochemical characterization of 

sodium alginate from Sargassum spp. Also, on the use of by-product generated from 

the extraction as a substrate to produce biogas through anaerobic digestion. The 

alginate was extracted based on methodologies described in the literature, 

performing some changes to optimize the process. The organic waste generated by 

the extraction was placed in a biodigester containing inoculum from the wastewater 

of the brewery industry. At the end, the amount of biogas produced by the waste was 

quantified. The sodium alginate and its depolymerization products obtained were 

characterized by nuclear magnetic resonance (NMR) of 1H and 13C, infrared 

spectroscopy, X-ray diffraction (XRD) and scanning electron microscopy (SEM). The 

biogas was characterized by infrared spectroscopy. These results show that the 

amount of biogas produced employing the organic residue of the extraction was 

higher than using sucrose as a substrate. With the results obtained from this work, 

it is concluded that it is possible to confer an added value to the seaweed washed 

ashore by extracting natural products of industrial value such as sodium alginate and 

utilizing the extraction residue as a substrate for biogas production. 
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LISTA DE ABREVIATURAS Y SÍMBOLOS 

DRX   Difracción de rayos X 

g   Gramo 

Hz   Hercio 

MHz   Megahercio 

IR   Infrarrojo 

ml   Mililitro 

ppm   Partes por millón 

RMN 13C  Resonancia magnética nuclear de carbono 13 

RMN 1H  Resonancia magnética nuclear de protón 

SEM   Microscopia electrónica de barrido (por sus siglas en ingles) 

h   Horas 

min   Minutos 

3,6-AG  3,6-anhidro-galactosa 

DCM   Diclorometano 

Hex   Hexano 

MM   Bloque homopolimérico de ácido β-D-manurónico 

GG   Bloque homopolimérico de ácido α-L-gulurónico 

MG  Bloque heteropolimérico ecuatorial-axial    

 de ácido α-L-gulurónico y ácido β-D-manurónico  

GM   Bloque heteropolimérico axial-ecuatorial   

 de ácido α-L-gulurónico y ácido β-D-manurónico  
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1 INTRODUCCIÓN 

Las algas marinas se han aprovechado en las comunidades costeras durante 

siglos, proporcionando una fuente de alimento, combustibles, fertilizantes, aditivos 

para la alimentación animal además de sus aplicaciones médicas y 

biotecnológicas.1 Se conocen aproximadamente 9000 especies de macroalgas, las 

cuales se clasifican, a grandes rasgos, en tres grupos principales en función de su 

pigmentación: feofíceas (algas pardas), rodófitas (algas rojas) y clorófitas (algas 

verdes). Las algas pardas o marrones son el segundo grupo más abundante con 

alrededor de 2000 especies, que alcanzan sus niveles máximos de biomasa en las 

costas rocosas de las zonas templadas.2 En México hay una reserva de feofíceas, 

entre las cuales destacan por su abundancia las especies Macrocystis pyrifera, 

Egregia laevigata, Eisenia arborea y Sargassum spp.3 Esta última se encuentra en 

las costas del Golfo de México, a lo largo del Golfo de California y en el Mar Caribe.4–

6  

En los últimos años, se ha incrementado la cantidad de algas marinas de 

arribazón en las costas de los países del Caribe. La presencia de esta macroalga 

no sólo representa un desastre ambiental y económico, sino también una amenaza 

a la salud humana debido a que producen gases como sulfuro de hidrógeno y 

amónico después de 48 h en la orilla del mar.7 En la actualidad, hay muchos 

procesos industriales para extraer los productos naturales presentes en las algas. 

Un ejemplo son los ficocoloides, polisacáridos hidrosolubles empleados para formar 

geles. Entre los tres tipos principales de ficocoloides están, el agar, la carragenina 

y los alginatos.8 Los alginatos tienen como función principal dar fuerza y flexibilidad 

a las algas, siendo uno de los principales componentes en la estructura de la pared 

celular de las algas feofíceas. En la naturaleza, los alginatos se encuentran 

presentes en forma de ácido algínico con sales de los cationes presentes en el agua 

de mar, principalmente Ca2+, Mg2+ y Na+.9 El término alginato se refiere comúnmente 

a una familia de polisacáridos lineales que contienen cadenas de ácidos β-D-

manurónico (M) y α-L-gulurónico (G), unidos mediante enlaces β(1,4).10 Los 

alginatos muestran diversas aplicaciones en biomedicina y las industrias alimenticia, 

farmacéutica y textil, esto se debe principalmente a cuatro de sus propiedades. la 

habilidad como espesante al ser disuelto en agua, produciendo un aumento en la 

viscosidad de la solución en la que se disuelve; la capacidad de formar geles a partir 
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de reacciones químicas de intercambio iónico dando lugar a formación de enlaces 

entre cadenas adyacentes del polímero; la capacidad de retención de agua y por 

último la formación de películas de alginato con metales, como el sodio o el calcio.9  

Los rendimientos de extracción de alginato oscilan entre 16-29% en peso de 

la materia seca, dependiendo de la especie de alga.11 Debido a esto, una cantidad 

sustancial de residuos de algas es generada anualmente. En principio, estos 

residuos se podrían emplear como alimento para animales y biofertilizantes, pero 

los procesos químicos industriales utilizados los hacen desfavorables para dichos 

propósitos.12 Es decir, para aprovechar este residuo, se requiere de una reutilización 

sostenible, y la digestión anaerobia podría ofrecer una vía ambiental para esta 

materia prima.13,14  

La digestión anaerobia de algas además de producir biogás de forma 

económica, genera un subproducto que puede ser aprovechado como fertilizante, 

acondicionador de suelos y otras aplicaciones ambientales.15 El biogás es una 

fuente de energía renovable, constituido principalmente por una mezcla de metano 

(CH4) y dióxido de carbono (CO2) con pequeñas cantidades de otros gases.16 Puede 

ser recuperado de los desechos orgánicos que se descompusieron en ausencia de 

oxígeno y se le considera una fuente de energía renovable debido a su alto 

contenido de metano.17 La demanda energética, en su mayoría proveniente de 

combustibles fósiles, va en aumento debido al crecimiento poblacional e industrial. 

El biogás se perfila como una opción para poder disminuir la dependencia de los 

combustibles fósiles, debido a su origen biológico, es renovable y ampliamente 

aplicable.18  

El presente trabajo se enfocó en el aprovechamiento de Sargassum spp. 

como fuente de materia prima para la extracción de alginato de sodio, su 

caracterización y el empleo de la biomasa generada de la extracción como sustrato 

para la producción de biogás mediante digestión anaerobia.  
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2 ANTECEDENTES 

 

2.1 Algas marinas 

Las algas marinas son abundantes biomasas marinas renovables, que se 

encuentran prácticamente en todo el mundo. Han sido una parte importante de la 

dieta humana en muchos países asiáticos, y también se han empleado en la 

medicina tradicional desde la antigüedad.19 Las algas marinas son organismos 

capaces de realizar la fotosíntesis y obtener el carbono orgánico necesario 

aprovechando la energía de la luz solar.20 Las algas marinas, también denominadas 

macroalgas, abarcan un extenso grupo de organismos marinos macroscópicos que 

comprenden aproximadamente unas 250 especies.21,22 De acuerdo con las 

diferencias en su pigmentación, las macroalgas se clasifican en tres grupos: 

feofíceas (algas pardas), que incluyen los pigmentos fucoxantina y clorofilas a y c; 

clorófitas (algas verdes), con los pigmentos clorofilas a y b junto con varias xantófilas 

características y rodófitas (algas rojas), que poseen pigmentos de ficoeritrina y 

ficocianina.23 

Tradicionalmente, las algas marinas se consumen por su alto valor nutricional 

y farmacéutico, es decir, se emplean como medicina herbaria para tratar cálculos 

biliares, dolencias estomacales, trastornos renales, sarna, arteriosclerosis, 

enfermedades cardiacas y enfermedades pulmonares, entre otras.24–27 Además, se 

utilizan como fertilizantes, fungicidas, herbicidas, condimentos, suplementos 

dietéticos y como recurso de ficocoloides, como el agar, la carragenina y el alginato 

para diversas aplicaciones industriales.28–30  

 

2.1.1 Agares 

En Japón, desde el siglo XVII se ha utilizado el agar, el cual se extrae de las 

algas rojas.31 Las fuentes de algas más explotadas para la extracción del agar 

(agarofitas) pertenecen a los géneros Gelidium, Gracilaria y Pterocladia. El género 

Gelidium se encuentra en Japón, Sur de África, Nueva Zelanda, México, Estados 

Unidos y Chile; el género Gracilaria en Sur de África y Canadá; el género Pterocladia 

en Japón y Nueva Zelanda.32 La pared celular de la especie Gelidium contiene entre 

un 20-30% de agar,33 mientras que la especie Gracilaria un 15-20%.34 El agar es un 
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polisacárido lineal de cadenas de galactosa ligadas mediante enlaces β(1,3) y α(1,4) 

alternados, por lo que las unidades de repetición son disacáridos (Figura 1). El agar 

difiere de las carrageninas, la otra clase importante de polisacáridos de algas rojas, 

en la cadena ligada α(1,4) en el agar es el L-enantiómero, mientras que en las 

carrageninas es el D-enantiómero.32,35 Pueden estar presentes esteres de sulfato, 

ácido pirúvico y ácido D-gulurónico. El agar puede dividirse en dos subgrupos: la 

agarosa y la agaropectina. El primero es un polisacárido neutro y lineal, mientras 

que el segundo es un polímero ácido portador de grupos sulfato, metilo y piruvato 

de metilo.35–37 

  

Figura 1.-Estructura general de un agar.38 

 

2.1.2 Carrageninas 

 Las carrageninas se extraen de las rodófitas. Las especies empleadas 

comercialmente son Kappaphycus alvarezii y Eucheuma denticulatum, las cuales 

se encuentran distribuidas en las costas de Indonesia, Filipinas y otras islas del 

Lejano Oriente.39 La carragenina está formada por unidades alternas de D-galactosa 

y 3,6-anhidro-galactosa (3,6-AG) con uniones glucosídicas α(1,3) y β(1,4). Las 

carrageninas se clasifican en varios tipos, entre ellos están λ, κ, ι, ε y μ, los cuales 

presentan de 22-35% de sulfatación. Los nombres no reflejan estructuras químicas 

definidas, solo se diferencian de manera general en la composición y el grado de 

sulfatación en lugares específicos del polímero. Las principales diferencias que 

influyen en el tipo de carragenina son el número y la posición de los grupos de 

R= H o Me 
R1= H, Me o β-D-Xylp 
R2= H o 𝑆𝑂3

− 
R3= H o 𝑆𝑂3

− 
R4= H, Me, 𝑆𝑂3

−, β-D-Xylp o 
4-O-Me-α-L-Galp 
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sulfato, así como el contenido de 3,6-AG. Las cantidades de sulfato y de 3,6-AG 

para cada tipo de carragenina se muestran en la Tabla 1 y las estructuras en la 

Figura 2.  

 

Tabla 1.-Composición de los diferentes tipos de carragenina.40 

 κ ι λ 

Sulfato 25-30% 28-30% 32-39% 

3,6-AG 28-35% 25-30% - 

 

 

 

Figura 2.- Estructura de la carragenina.40 
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2.2 Alginatos 

El alginato fue descrito por primera vez por el químico británico E.C.C 

Stanford en 1881.41 Los alginatos son abundantes en la naturaleza como un 

componente estructural de las feofíceas y comprenden hasta 40% de la biomasa 

seca. Estos se encuentran presentes en la matriz intercelular de las algas marrones 

brindándoles flexibilidad, impide la desecación y participa en el intercambio de iones 

de sodio, calcio, magnesio, estroncio y bario con el agua de mar.32 Varias especies 

se cultivan para la extracción de alginatos, entre ellas están: Ascophyllum nodosum, 

Durvillaea antarctica, Durvillaea potatorum, Laminaria digitata, Laminaria 

hyperborea, Saccharina latissima, Laminaria japonica, Ecklonia maxima, 

Macrocystis pyrifera, Lessonia nigrescens, Lessonia trabeculata, y Sargassum 

spp.32,36,42 En América del Norte, se encuentran las especies Ascophyllum 

nodosum, Laminaria, Sargassum spp. y Macrocystis pyrifera; en Sudáfrica, Nueva 

Zelanda y Australia se recolecta la Ecklonia spp.; en Chile, la Lessonia spp.; la 

Laminaria spp. se encuentra en Japón y Europa septentrional.36,43 

 

2.2.1 Estructura de los alginatos 

El alginato es un polisacárido lineal formado por dos ácidos urónicos 

monoméricos, ácido β-D-manurónico (M) y ácido α-L-gulurónico (G). Los dos ácidos 

urónicos están dispuestos en patrones asimétricos de proporciones variables de 

bloques de secuencias homopoliméricas (MM o GG) y heteropoliméricas (MG o 

GM).44 Estas variaciones en los bloques se deben a la técnica de extracción, el 

tiempo de recolección, la edad y la especie de alga, así como la estación y el lugar 

de cosecha.45,46 La estructura de los bloques y su relación M/G tiene un gran 

impacto en las propiedades fisicoquímicas del alginato. El aumento en el contenido 

de G, puede inducir a geles de alginato más rígidos y quebradizos, mientras que 

una mayor cantidad de bloques M puede formar geles más flexibles.47,48 De acuerdo 

con la disposición de los segmentos del enlace glucosídico se denomina diecuatorial 

(MM), diaxial (GG), ecuatorial-axial (MG) o axial-ecuatorial (GM) (Figura 3).32 Las 

cavidades electronegativas formadas por dos moléculas consecutivas de GG 

pueden albergar cationes, los cuales actúan como zona de unión entre cadenas 
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adyacentes a través de interacciones electrostáticas, permitiendo la interacción 

entre cadenas.49–51 

 

Figura 3.- Estructura del alginato.32 

2.2.2 Hidrogeles de alginato 

Los hidrogeles son redes tridimensionales compuestas por alto contenido de 

agua y polímeros hidrófilos.52,53 Los hidrogeles suelen ser biocompatibles debido a 

que son estructuralmente similares a los componentes de base macromolecular del 

cuerpo y a menudo se pueden administrar en concentraciones relativamente 

bajas.54 Entre los métodos empleados para la preparación de los hidrogeles de 

alginato, se encuentran el entrecruzamiento iónico, transición de fase, 

entrecruzamiento celular, polimerización de radicales libres y la reacción “clic”.55 El 

método más común para preparar hidrogeles de alginato es combinar el alginato 

con cationes multivalentes, los cuales producen un intercambio de iones con los 

bloques G, estos se apilan de tal forma que su estructura tiene forma característica 

de “caja de huevos”, como se muestra en la Figura 4.56 Como se mencionó en la 

sección anterior, los geles de alginatos con alto contenido del monómero G tienden 

a formar estructuras más fuertes, más rígidas y más porosas. Además, a mayor 

contenido de G, mayor es la restricción al transporte en solutos.57  

 

Figura 4.- Formación de geles de alginato con cationes de calcio, formando la estructura "caja de 

huevo".57 
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2.2.3 Extracción de alginatos 

Comercialmente, los alginatos se encuentran en diferentes tipos, el más 

común es el alginato de sodio. De forma general la extracción de los alginatos se 

realiza a partir de algas molidas que se agitan en una solución caliente de carbonato 

de sodio. La Figura 5 muestra un diagrama general para la obtención del alginato 

de sodio.58  

 

Figura 5.-Procedimiento para la extracción del alginato de sodio.58 

 

 En 2010 Fenoradosoa et al.,59 extrajeron alginato de la especie Sargassum 

turbinarioides con un rendimiento del 10% w/w, para el proceso de extracción 

realizaron un pretratamiento con formaldehido y HCl durante 24 h, para la extracción 

alcalina se utilizó Na2CO3 durante 3 h a 100 °C, precipitaron con etanol el alginato, 

purificaron con acetona y finalmente secaron a 65 °C.  

En 2017 Fertah et al.,48 extrajeron alginato de sodio proveniente de la especie 

Laminaria digitata con un rendimiento entre el 44-51% w/w, en el proceso de 

extracción alcalina utilizaron Na2CO3 durante 5 h a temperaturas variables (25-60 
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°C), obtuvieron que la temperatura con mayor rendimiento para esta especie fue de 

40 °C. Posteriormente se indujo la precipitación del alginato presente en la solución 

con etanol repitiendo el proceso con metanol y acetona. El secado final se realizó a 

temperatura ambiente.  

En 2014 Bertagnolli et al.,11 utilizaron un proceso de extracción de alginato 

en el cual el tiempo de pretratamiento fue menor y obtuvieron un rendimiento del 

17.2% w/w. Los autores reportaron que para la especie Sargassum filipendula se 

realizó un pretratamiento que consistió en remojar las algas previamente 

deshidratadas en una solución de formaldehido durante 30 min, después se vertió 

en una solución de HCl para permanecer así por 2 h. Para la extracción alcalina se 

utilizó una solución de Na2CO3 durante 5 h a una temperatura de 60 °C. La solución 

líquida se mezcló con etanol para inducir la precipitación del alginato. Finalmente, 

el alginato fue lavado con agua y se secó a 60 °C.  

El tratamiento previo a la extracción alcalina en los artículos reportados por 

Fenoradosoa et al. y Fertah et al., es el mismo, mientras que para el reportado por 

Bertagnolli et al., varió tanto en concentración como en tiempo, reportando que el 

tiempo que se requiere para este pretratamiento es menor del que está reportado 

en la literatura. Esta diferencia en el tiempo depende mucho de la especie y es 

proporcional al grosor del estipe. Estos procesos representan los métodos más 

comunes para la extracción del alginato. 

 

2.2.4 Aplicaciones industriales de los alginatos 

El alginato actúa como estabilizador y espesante en alimentos, bebidas, 

gelatinas, helados, postres, entre otros. Esto debido a sus propiedades quelantes 

con los iones metálicos para formar soluciones altamente viscosas.60 Las soluciones 

de alginato pueden formar geles estables al calor en presencia de iones de calcio a 

temperatura ambiente. El alginato, al ser hidrofílico, con olor y sabor agradable, su 

facilidad para mezclarse, su bajo costo y con uso efectivo en presencia de saliva, 

es adecuado para su aplicación en materiales de impresión dental.61 También 

presenta aplicaciones en el área biomédica como la ingeniería de tejidos debido a 

que posee características como biodegradabilidad, biocompatibilidad, no es 

inmunógeno y es de bajo costo.62 Algunos estudios reportan que los materiales de 

curación de heridas basados en alginato (como el Kaltostat®) pueden mejorar la 
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cicatrización de las heridas al estimular a los monocitos como la interleucina-6 y el 

factor de necrosis tumoral-α.63 De acuerdo con Wang et al.,64 las membranas 

complejas de alginato con quitosano facilitan la remodelación de tejido cicatrizado. 

Además, el alginato se ha utilizado en bioimpresiones en 3D para fabricar sustitutos 

de tejidos vasculares, hueso y cartílago.65 El alginato ha sido adoptado como 

portador para inmovilizar o encapsular drogas, moléculas bioactivas, proteínas y 

células por su naturaleza biodegradable y biocompatible.66,67  

 

2.3 Procesos de digestión anaerobia 

Los tratamientos biológicos presentan una alternativa para los desechos 

orgánicos. Estas tecnologías pueden maximizar el reciclaje y la recuperación de 

componentes de los residuos. Entre los diversos tratamientos biológicos se 

encuentra la digestión anaerobia, la cual se reporta como la más rentable, debido a 

la alta recuperación de energía y el menor impacto ambiental que genera.68 La 

digestión anaerobia es un proceso biológico de degradación de la materia orgánica 

proveniente de residuos (animales y vegetales) por microorganismos específicos en 

ausencia de oxígeno. Los productos generados por digestión anaerobia son el 

biogás y el digestato. El primero es una mezcla de dióxido de carbono (CO2) y 

metano (CH4) con elementos minoritarios como hidrógeno (H2), nitrógeno (N2) y 

sulfuro de hidrógeno (H2S), mientras que el segundo son los residuos sólidos y 

líquidos estabilizados de la digestión, los cuales contienen nitrógeno mineral en alta 

proporción en forma de amonio.69,70 El proceso de degradación depende de las 

características fisicoquímicas del sustrato, así como de la concentración y calidad 

del consorcio microbiano responsable de cada paso de la digestión anaerobia.71 La 

microbiología de la digestión anaerobia comprende varios procesos complicados, 

pero se distinguen cuatro pasos principales: hidrólisis, acidogénesis, acetogénesis 

y metanogénesis.72 Los pasos requieren de tres grupos principales de bacterias, las 

hidrolíticas-fermentativas, las acetilénicas y las metanogénicas.73 La Figura 6, 

señala los pasos durante la conversión del material orgánico complejo en CH4.74  
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Figura 6.- Principales pasos de la digestión anaerobia.74 

 El proceso de hidrólisis hace referencia a la solubilización de materia 

insoluble y a la descomposición biológica de materia orgánica compleja particulada 

(por ejemplo, biopolímeros, proteínas, carbohidratos, lípidos) en moléculas simples 

(monómeros o dímeros), que pueden atravesar la membrana celular.75,76 Los 

productos de la hidrólisis son azúcares, aminoácidos, ácidos grasos de cadena larga 

y glicerol.77 Estas moléculas al ser más simples se solubilizan más fácilmente en el 

medio. Los compuestos solubles resultantes de la etapa de hidrolisis se transforman 

por la acción de microrganismos y bacterias fermentativas a través del proceso de 

acidogénesis. A este proceso también se le conoce como fermentación. En la 

acidogénesis, los ácidos grasos volátiles son los principales productos obtenidos y 

provienen de la conversión de las bacterias sintetizadoras de ácidos.78 Las bacterias 

convierten los azúcares, aminoácidos y ácidos grasos en ácidos orgánicos y 

alcoholes.79 La etapa de acidogénesis se considera generalmente la más rápida de 

las etapas individuales del proceso anaerobio.77 En la acetogénesis los compuestos 

intermedios resultantes de la etapa acidogénica son transformados por las bacterias 

acetogénicas, convierten los ácidos orgánicos y los alcoholes principalmente en 

acetato (CH3CO2
-), CO2 y H2, los cuales son los sustratos para las bacterias 

metanogénicas.80 Con la presencia del acetato, H2 y CO2 se forman en el medio los 

microorganismos encargados de la metanogénesis. Esta etapa se considera la 

etapa limitante de las reacciones metabólicas de la digestión anaerobia, debido a la 
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lenta tasa de crecimiento de las bacterias metanogénicas. 80 Las bacterias 

metanogénicas dependen de las acetogénicas para proporcionarles acetato, H2 y 

carbonato, mientras que las bacterias acetogénicas dependen de las 

metanogénicas para eliminar el H2.81 

 

2.4 Digestión anaerobia empleando algas marinas 

En 2013, Vanegas y Bartlett obtuvieron biogás empleando como sustrato 

cinco especies de algas marinas de las aguas irlandesas: Saccorhiza polyschides, 

Ulva sp., Laminaria digitata, Fucus serratus y Saccharina latissima.82 Los autores 

utilizaron purines de bovino como inóculo y se incubaron a 35 °C. También 

reportaron que la especie Saccharina latissima brindó el mayor rendimiento de CH4, 

seguido de Saccorhiza polyschides y Laminaria digitata, con un porcentaje de CH4 

y CO2 entre el 50-72% y 10-45%, respectivamente. En 2015, Barbot et al.,83 

obtuvieron biogás utilizando como sustrato residuos sin procesar de baja calidad de 

la especie Laminaria japonica en la cual el porcentaje de CH4 fue del 55% y de CO2 

fue del 38%. Además, sugirieron que el digestato que se obtiene posee un atractivo 

potencial para ser utilizado como biofertilizante. En 2018, Tedesco y Daniels 

reportaron que los residuos de algas marinas exhiben un gran potencial para 

producir CH4.84 En 2019, Osman et al.,85 realizaron una comparación entre el CH4 

producido utilizando residuos de la extracción del alginato y residuos a los cuales 

no se le extrajo el alginato, ambos de la especie Laminaria japonica, Los resultados 

obtenidos mostraron que el mayor rendimiento de biogás fue a partir de residuos 

extraídos del alginato en combinación con un 67% de paja de arroz. El rendimiento 

de CH4 para el residuo de la extracción del alginato con paja de arroz y el residuo 

sin extraer con paja de arroz fue de 78 y 88%, respectivamente, agregándole mayor 

valor al residuo del alga laminaria de la extracción del alginato.  

La mayoría de los estudios examina el residuo de las algas sin la extracción 

del alginato, mientras que muy pocos reportan como sustrato el residuo de la 

extracción del alginato. Debido a esto, en este trabajo de tesis se propone el empleo 

de los residuos de la extracción del alginato de la especie Sargassum spp. como 

sustrato para la digestión anaerobia dando así un valor agregado a una especie que 

se encuentra de manera abundante en los arribazones de las costas del Caribe y 

que además contamina severamente las playas del Caribe mexicano.   
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3 OBJETIVOS 

 

3.1 Objetivo general 

Extraer el alginato de sodio presente en algas de arribazón Sargassum spp. 

y aprovechar el residuo de la extracción del alginato para generar biogás mediante 

el proceso de digestión anaerobia.  

 

3.2 Objetivos específicos 

• Extraer alginato de sodio del alga feofícea (parda) Sargassum spp. 

• Caracterizar el alginato de sodio obtenido por espectroscopía infrarroja, 

microscopía electrónica de barrido con detector de energía dispersa, 

difracción de Rayos X y resonancia magnética nuclear. 

• Despolimerizar el alginato de sodio extraído para evidenciar su extracción y 

caracterizar los productos obtenidos. 

• Cuantificar la cantidad de biogás empleando el método de desplazamiento. 

• Caracterizar el biogás obtenido por espectroscopía infrarroja. 
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4 RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

4.1 Extracción del alginato de sodio 

Para la extracción del alginato de sodio de Sargassum spp. se utilizó el 

método de extracción reportado por Fertah et al.,48 con algunas modificaciones. 

Este método se eligió debido a que está reportado que se pueden obtener 

rendimientos hasta de 44%. El primer paso consistió en secar 30 g de Sargassum 

spp. en una estufa a 60 °C durante 24 h. El pretratamiento de la muestra seca 

consistió en hidratar en solución de formaldehido al 4% durante 30 h, con la finalidad 

de ablandar los tejidos y evitar la pigmentación del alginato. El formaldehido 

reacciona con los compuestos fenólicos que se encuentran en el alga generando 

productos insolubles. Al terminar la hidratación, se realizó una extracción en medio 

ácido empleando una solución 0.2 M de HCl durante 2 h con la finalidad de eliminar 

las sales externas presentes en las algas. La extracción alcalina se llevó a cabo 

utilizando una solución de Na2CO3 al 2% durante 3 h a 90 °C. El sobrenadante se 

filtró al vacío y la solución filtrada se precipitó con etanol al 96%. El alginato obtenido 

finalmente se lavó con etanol, acetona y se secó a temperatura ambiente.  

La Tabla 2 muestra los parámetros en los que varió la metodología y las 

muestras a los que estos cambios pertenecen. La muestra 4 fue la que presentó 

mayor rendimiento. 

 

Tabla 2.-Experimentos y sus variaciones en los parámetros 

Muestra CH2O HCl Na2CO3 

Tiempo 

(min) 

Tiempo 

(min) 

Tiempo 

(h) 

Temperatura 

(°C) 

1 30 30 5 60 

2 30 120 3 80 

3 1800 1800 3 80 

4 30 120 3 90 

 

 

 



25 

 

El alginato de sodio que se extrajo de la muestra 4 después del secado a 

temperatura ambiente se obtuvo con un rendimiento del 12.3% w/w. El espectro de 

IR del alginato de sodio extraído del Sargassum spp. se muestra en la Figura 7. En 

este espectro se observa una banda ancha a 3462 cm-1 la cual se debe a las 

vibraciones de los enlaces O-H. En 3051 cm-1 se observa una banda que 

corresponde a las vibraciones de los enlaces C-H alifáticos y en 1685 cm-1 las 

vibraciones asimétricas del carboxilato O-C-O. La banda en 1410 cm-1 se asignó a 

la vibración de deformación C-OH con la contribución de la vibración simétrica de 

O-C-O del grupo de carboxilato. La banda en 947 cm-1 corresponde a la vibración 

del C-O de los residuos del ácido urónico. De acuerdo con Faidi et al.,86 las bandas 

1685-1457 cm-1 pertenecen a los grupos carboxilato.  

 

 

Figura 7.- Espectro IR del alginato de sodio (muestra 4) 

 

Las muestras de alginato de sodio se analizaron por microscopía electrónica 

de barrido (SEM) para determinar su morfología. La Figura 8 muestra las 

micrografías SEM del alginato de sodio a diferentes magnitudes. En general, se 

observan partículas definidas alargadas en forma predominantemente de barra con 

bordes lisos. Akin e Isiklan reportan la estructura del alginato de sodio por SEM en 

la que observan estructuras rugosas (Figura 8).87 Es muy importante observar la 

morfología del alginato debido a que si se presentan secciones con estructura 

compacta y lisa esto podría indicar la presencia de material de biomasa 

lignocelulósica proveniente de la macroalga.88 
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Figura 8.- Micrografías SEM de la muestra 4 a 2000x (A), 5000x (B), 10000x (C) y 20000x (D). 

Micrografías SEM del alginato de sodio a 500x (E), 2500x (F), 5000x (G).87 

 

 El análisis elemental de diversas regiones de la muestra 4 se obtuvo de la 

micrografía que se muestra en la Figura 9. En esta figura se resaltan 3 regiones, A, 

B y C que presentan pequeñas diferencias en su morfología. La región A muestra 

una estructura mucho más grande que las demás en esa misma región, con bordes 

lisos, las regiones B y C muestran partículas de menor tamaño, pero igualmente 

alargadas y lisas. Estas tres regiones se eligieron para el análisis de composición 

elemental por ser representativas de las diferencias observadas en esta micrografía. 

El análisis determinó la presencia de carbono, oxígeno y sodio en proporciones 

similares (Tabla 3) en las regiones A, B y C por lo que se determina que a pesar de 

las diferencias morfológicas todas las regiones presentan los mismos elementos 

que conforman la estructura del alginato de sodio. 
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Tabla 3.- Porcentaje en peso de la muestra 4 en las zonas A, B y C 

Elemento % Peso 

Zona A Zona B Zona C 

C 33.38 21.67 20.02 

O 43.31 46.86 46.85 

Na 23 31.35 33.13 

 

 

 

Figura 9.-Micrografía SEM de la muestra 4 de alginato de sodio donde se muestran las tres 

regiones (A, B y C) en donde se realizó el análisis EDS. 

 

Otras muestras de alginato de sodio (2 y 3) presentaron morfología esférica 

o de hilos, probablemente por la recristalización en etanol y acetona (ver Figuras A1 

y A2 en el anexo) 

 Para continuar con la caracterización del sólido, se empleó la técnica de 

difracción de rayos X de polvos (DRX). En la Figura 10, se observa el difractograma 

de la muestra 4 de alginato de sodio extraído de Sargassum spp. En ella se 

observan los patrones de rayos X para el alginato de sodio comparados con la 
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biblioteca del difractómetro. El alginato de sodio se caracteriza por dos picos 

cristalinos aproximadamente en 2θ a 13 y 22.87,89  

 

 

Figura 10.- Patrón de difracción de la muestra 4 de alginato de sodio. 

 

Los alginatos son copolímeros lineares binarios de ácido β-D-manurónico y 

ácido α-L-gulurónico con uniones 1⟶4. En la Figura 11 se observa la presencia de 

los desplazamientos en 67.4 ppm, 70.3 ppm, 80.4 ppm, 101.1 ppm y 175.7 ppm que 

se asignaron al C-3 de GG, C-3 de MM, C-4 de GG, C-1 de MM y C-6 de MM 

respectivamente (ver Figuras A3, A4 y A5 en los anexos). Gómez et al.,90 reportan 

espectros de RMN de 13C para el alginato de sodio los cuales fueron divididos en 

tres regiones: carbonos base OH de las piranosas (60-90 ppm), carbonos 

anoméricos (90-110 ppm) y carbonilos (170-180 ppm). En la Tabla 4 se comparan 

los desplazamientos obtenidos con los reportados en la literatura. 

 

Tabla 4.- Asignación de carbonos de RMN de 13C de la muestra 4 de alginato de sodio. 

δ ppm Asignación de carbono 

67.4 (67.3)91 C-3 de GG 

70.3 (70.1)91 C-3 de MM 

80.4 (80.8)91 C-4 de GG 

101.1 (100.7)91 C-1 de MM 

175.7 (176.4)91 C-6 de MM 
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Es importante analizar el espectro de RMN de 13C debido a que los 

desplazamientos de los carbonos nos ayudan a identificar las correspondientes 

unidades atribuibles a G y M del alginato.89 Fertah et al., reportan que la temperatura 

de análisis afecta positivamente a la viscosidad reduciendo la amplitud del pico, por 

lo que en la literatura reportan el análisis del alginato a una temperatura de 80 

°C.48,59  

 

Figura 11.-Espectro de RMN de 13C de la muestra 4 de alginato de sodio. 

 

En la Figura 12 se presenta el espectro de RMN de 1H del alginato a 

temperatura ambiente en él se observan las señales principales que conforman a 

los grupos de cadenas M y G. En este espectro se observan las señales 

características del protón anomérico del ácido gulurónico en 4.94 ppm, el H-5 del 

ácido gulurónico en 4.33 ppm y el protón anomérico del ácido manurónico en 4.72 

ppm.92 Salomonsen et al.,93 reportan los espectros de RMN de 1H en los cuales se 

observa en 5.07 el protón anomérico de ácido gulurónico, en 4.70 ppm el protón 

anomérico del ácido manurónico y en 4.46 ppm el H-5 de las unidades G adyacentes 

a M.10,48  
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Figura 12.- Espectro de RMN de 1H de la muestra 4 de alginato de sodio.  

 En la Figura 13 se presentan los espectros de RMN de 1H del alginato de 

sodio a temperatura variable desde 40 hasta 70 °C. En esta figura se observa que 

las señales presentan una mayor definición al aumentar la temperatura, esto se 

vuelve más evidente a 70 °C. La importancia de la espectroscopia de RMN radica 

en que representa un método fiable para la determinación de las estructuras del 

polímero y la composición de los bloques de moléculas del alginato.92 A 70 °C se 

observan la señales en 4.51, 4.61, 4.94 y 5.15 ppm que se asignaron al protón G-5 

del ácido gulurónico, al protón anomérico del ácido manurónico M-1, al protón de 

bloques alternos GM-5 y al protón anomérico del ácido gulurónico G-1.48 (Ver 

anexos, Figura A6) 

Los resultados que se discutieron previamente nos indican la presencia de 

bloques heteropoliméricos G y M. Además, en el espectro de la Figura 12 de RMN 

de 1H se observa la presencia de bloques alternos GM-5 (en 5.15 ppm), indicativo 

de que la muestra de alginato de sodio presenta dichas uniones heteropoliméricas 

de bloques GM. 
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Figura 13.- Espectro de RMN de 1H de la muestra 4 de alginato de sodio a temperatura variable.  

 

4.1.1 Despolimerización del alginato de sodio 

El proceso de despolimerización del alginato de sodio se utiliza para 

caracterizar la composición y la distribución de los dos residuos de ácidos, es útil 

para el trabajo cuantitativo cuando solo se dispone de pequeñas cantidades de 

material. Chandía et al.,94 realizaron la despolimerización por medio de hidrolisis 

total con H2SO4, la cual consistió en mezclar el alginato de sodio con H2SO4 al 80% 

en frío y dejarlo en agitación durante 18 h a temperatura ambiente, posteriormente 

enfriar a 0 °C, para añadir agua a la mezcla resultante y finalmente llevar a reflujo 

durante 6 h. Panikkar y Brasch realizaron la hidrolisis total con ácido fórmico, para 

este procedimiento disolvieron el alginato de sodio en ácido fórmico al 90% en tubos 

sellados y se calentaron durante 2, 4 o 6 h a 100 °C en un horno, posteriormente se 

diluyeron en agua destilada y se hidrolizaron durante 2 h a 100 °C. La solución se 

evaporó en vacío y el exceso de ácido se eliminó mediante evaporaciones repetidas 

con agua destilada, el residuo se redisolvió en agua destilada y se le agregó 

trietilamina.95 Para la hidrolisis parcial, Chandía et al., utilizaron una solución acuosa 

de alginato de sodio al 1% y agregaron HCl 3 M, calentaron durante media hora a 
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100 °C. El precipitado se recuperó por centrifugación, se suspendió en agua y 

finalmente se disolvió hasta una concentración final de 1%. La solución se ajustó a 

un pH de 2.85 por adición de HCl 1M.94 Salomonsen et al., realizaron una hidrólisis 

parcial en la cual disolvieron alginato de sodio humedecido con etanol en HCl, 

ajustaron el pH a 5 mediante la adición de NaOH e hidrolizaron a 100 °C bajo reflujo 

durante 10 min, la mezcla se enfrío y el pH se ajustó a 3 con HCl para calentar 

nuevamente a reflujo durante 20 min. Finalmente, la mezcla se neutralizó a pH 7 

mediante la adición de NaOH y se precipito en etanol. Para este trabajo se realizó 

la despolimerización por hidrólisis parcial ácida como se reportan comúnmente en 

los estudios descritos.59,93–96 

En la despolimerización del alginato se obtuvieron 8 fracciones las cuales 

tienen la nomenclatura de F1 a F8, etc. Las fracciones que presentan las señales 

que destacan la presencia de fragmentos de alginato fueron F3, F4, F5, F7 y F8. En 

la Figura 14 se observa la comparación de los espectros entre los fragmentos en la 

región de los carbonilos, en ellos se aprecia una señal en 167.8 ppm en F3, F4, F5 

y F8 a esta señal se le asigna C-6 del ácido gulurónico91 y el pico en 165.8 ppm no 

ha sido reportado en la literatura. En la Figura 15 se observa la comparación entre 

las regiones de carbonos base OH, la señal en 64.8 ppm en F4, F5, F7 y F8 se 

asigna al C-2 del bloque GG del ácido gulurónico91, las señales en 65.8 y 62.0 ppm 

no han sido reportadas en la literatura. 

 

Figura 14.- Espectros apilados de RMN de 13C de los fragmentos F3, F4, F5, F7 y F8 región 163-

170 ppm. 
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Figura 15.- Espectros apilados de RMN de 13C de los fragmentos F3, F4, F5, F7 y F8 región 60-67 

ppm. 

 

Figura 16.- Espectros apilados de RMN de 1H de los fragmentos F3, F4, F5, F7 y F8 región 4-6 

ppm.  

De acuerdo con Kam et al., las señales que se presentan entre 5.2 y 5.3 ppm 

representan restos del ácido gulurónico del carbono anomérico,90,97 mientras que 

las señales cercanas a 4.60 ppm denotan la señal del protón anomérico de un 

residuo de ácido manurónico que tiene como vecino a otro ácido manurónico en un 
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bloque MM, la señal cercana a 4.40 ppm representa el H-5 protón central del ácido 

gulurónico en una triada GGG.97 Salomonsen et al., reportan la señal cercana a 4.40 

ppm como la señal del protón anomérico del ácido gulurónico.94,98 En la Figura 16 

podemos observar los picos que representan a los protones característicos de los 

ácidos manurónico y gulurónico. 

 

4.2 Digestión anaerobia del residuo de Sargassum spp. 

Para la digestión anaerobia se consideró un biodigestor tipo Batch a una 

temperatura de 37 °C y se ensambló el sistema como lo reportan Lozada y Perez.99 

El reactor tipo Batch es el tipo de reactor que se utiliza comúnmente en la literatura 

como biodigestor.100–104 Los experimentos consistieron en utilizar como inóculo 

agua residual de la industria cervecera y tres diferentes sustratos, la Tabla 5 

muestra los experimentos realizados.  

 

Tabla 5.- Experimentos de la digestión anaerobia. Blanco (B), control positivo (C+) y el residuo de 
la extracción de alginato (S) 

Muestra Sustrato Inóculo 

B - Agua residual cervecera 

C+ Sacarosa Agua residual cervecera 

S 
Residuo de la extracción de alginato de 

sodio 
Agua residual cervecera 

 

 

La cantidad de biogás generado se evaluó por el método volumétrico en cada 

uno de los experimentos que se realizaron. Las ventajas de esta técnica son la 

precisión y la sencillez para la cuantificación del biogás.99  
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Figura 17.- Volumen generado por diferentes sustratos. Blanco (B), control positivo (C+) y residuo 

de la extracción de alginato del Sargassum spp. (S). (Anova 1 vía, α=0.05) 

 El blanco (B) se empleó para poder determinar el biogás que genera el 

consorcio microbiano cuando no contiene un sustrato. El control positivo (C+) se 

realizó para la comparación entre un sustrato “simple” en este caso la sacarosa y el 

residuo de la extracción del alginato del Sargassum spp (S). De acuerdo con los 

resultados que se presentan en la Figura 17 la muestra S fue la que produjo más 

biogás, ya que mostró una diferencia significativa (Anova 1 vía, post hoc Tukey) en 

comparación con el C+. Por lo que se puede determinar que el volumen generado 

por la muestra compleja es mayor que un sustrato de fácil degradabilidad 

bacteriana, dando indicios de ser una materia prima promisoria para la generación 

de biogás.  

 Un método eficaz para el análisis de componentes múltiples y análisis 

espectral de especies desconocidas es la espectroscopía infrarroja, ya que este 

método permite la detección in situ de gas con alta sensibilidad y resolución 

espectral.105 Además de que es una técnica no destructiva con menor o ningún 

requisito de preparación y proporciona una rápida medición de las cantidades 

relativas de las especies.106,107 Por este motivo el biogás que se generó se 

caracterizó por espectroscopia infrarroja. En la Figura 18 se observan los enlaces 

característicos de algunos compuestos. 
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Figura 18.- Espectro IR del biogás generado a partir de la muestra S. 

 

El CO2 presenta dos picos fundamentales en las regiones de 2380-2350 cm-

1 y 2350-2310 cm-1 los cuales corresponden a los picos en 2358 y 2334 cm-1 

respectivamente. También se observa la presencia de vapor de agua debido a los 

picos en las regiones 3750-3530, 1805-1695, 1545 y 1395 cm-1. En 2900 cm-1 se 

observan las vibraciones típicas del enlace C-H. En la región 3500 a 4000 cm-1 se 

observan vibraciones O-H y N-H probablemente de tipo aromático, en la región 1990 

a 1338 cm-1 grupos carbonilo, posiblemente carboxilo y aminas primarias 

aromáticas, en 1257 y 1062 cm-1 fosfatos orgánicos, en 665 cm-1 una banda que 

también corresponde a CO2. Las bandas en la región 2830-2970 y 1338-1454 cm-1 

indican la presencia del CH4.108 
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5 DESARROLLO EXPERIMENTAL 

5.1 Generalidades 

Los espectros de infrarrojo para el alginato de sodio se registraron en un 

espectrofotómetro de infrarrojo Agilent Cary 630 utilizando la técnica ATR 

(Attenuated Total Reflection, por sus siglas en inglés), los espectros de infrarrojo 

para el biogás se registraron en un espectrofotómetro NEXUS 670 Thermo Nicolet 

utilizando IGS gas cells, ambos datos se expresan en cm-1 (número de onda). Los 

análisis elementales se realizaron por SEM-EDS en un microscopio electrónico de 

la marca JEOL JSM-7600 F. Las muestras fueron previamente colocadas en una 

cinta de cobre y se recubrieron de una mezcla de 80% oro/20% paladio durante 40 

s. Los análisis de difracción de rayos X de polvos se realizaron en un Difractómetro 

Bruker D-8 Advance con un ánodo de cobre en las siguientes condiciones: 40kV, 30 

mA, paso de 0.02° y tiempo de paso de 0.5 segundos. Los experimentos de 

resonancia magnética nuclear se realizaron en un espectrómetro Varían 600 MHz 

AR Premium Compact con sonda de líquidos OneNMR 1H/19F/15N-31P 5mm con 

gradiente de campo pulsado (PFG). El registro de 1H se llevó a cabo a 600 MHz, 

mientras que el de 13C se llevó a cabo a 150 MHz. Como disolventes se utilizaron 

cloroformo deuterado (CDCl3), acetona deuterada (CD3COCD3) y óxido de deuterio 

(D2O). Los desplazamientos químicos (δ) se expresan en partes por millón (ppm) y 

las constantes de acoplamiento (J) se expresan en Hertz (Hz). Los experimentos a 

temperatura variable se realizaron en un rango de 40 hasta 70 °C. El procesamiento 

de los espectros se realizó con ayuda del software MestReNova versión 12.0.0 de 

MestreLab Research S. L. Las muestras de Sargassum spp. se secaron en una 

estufa Lindberg Blue BF51842PBC marca Thermo Scientific. La cromatografía en 

capa fina se realizó con placas comerciales de gel de sílice grado 60 de 0.2 mm de 

espesor que contienen indicador de fluorescencia (F254), para su revelado se utilizó 

la calcinación, previo tratamiento con molibdato de amonio/sulfato de cerio. La 

cromatografía en columna se realizó en una columna de vidrio empacada con gel 

de sílice grado 60. El Sargassum spp. fue donado por la Dra. Leticia Olivera Castillo 

y el Mtro. César Puerto Castillo del Laboratorio de Nutrición Acuícola. Las aguas 

residuales de la industria cervecera fueron proporcionadas por la empresa “La 
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Ceiba” ubicada en Mérida, Yucatán. Los reactivos y disolventes empleados fueron 

adquiridos en Merck/Sigma-Aldrich y Conquimex en grado reactivo. 

 

5.2 Alginato de sodio 

5.2.1 Extracción del alginato de sodio 

Las muestras se lavaron con agua de grifo para eliminar los residuos de 

arena. Posteriormente, las algas se introdujeron en una máquina de lavado 

ultrasónico Branson 3800 marca Emerson con agua destilada durante 30 min. Al 

finalizar el lavado se secaron a 60 °C durante 24 h. Finalmente se trituraron y 

almacenaron en una bolsa de plástico a 3 °C. 

El alginato se extrajo de acuerdo con el procedimiento descrito por 

Fenoradosoa et al.,59 con algunas modificaciones. Para el primer experimento, se 

pesaron 10 g de muestra y se colocaron en un vaso de precipitados que contenía 

una solución de formaldehido (CH2O) al 4%, esta mezcla se mantuvo en agitación 

constante a 350 rpm. La fase solida se extrajo filtrando al vacío y se lavó tres veces 

con agua destilada. Nuevamente, el sólido se colocó en un vaso de precipitados el 

cual contenía ahora una solución de ácido clorhídrico (HCl) 0.2 M. Las muestras 

fueron nuevamente filtradas al vacío y lavadas con agua destilada. El sólido 

resultante se colocó en una solución de carbonato de sodio (Na2CO3) al 2% a 

temperatura y tiempo variable (ver Tabla 2). Al finalizar este tiempo, se filtraron al 

vacío y se centrifugaron a 4500 rpm durante 30 min en una centrifugadora Sorvall 

ST 8 marca Thermo Fisher Scientific para eliminar el sobrenadante. La solución que 

se obtuvo se mezcló con etanol 96% v/v para precipitar el alginato de sodio. Tras 

este tratamiento, se realizó una filtración al vacío para la obtención del alginato de 

sodio y se lavó con etanol y acetona (1 x 100 ml). Finalmente, el producto se secó 

a temperatura ambiente. Otros experimentos fueron realizados modificando algunos 

de los parámetros de la extracción del alginato de sodio. En la Tabla 2 se muestran 

las variaciones de los parámetros en cada experimento.  

 

5.2.2 Despolimerización del alginato de sodio 

Para el experimento de despolimerización, se pesaron 30 mg de alginato de 

sodio obtenido de la metodología descrita en la sección 5.2.1 (muestra 4), se 

disolvieron en agua destilada hasta obtener una solución al 0.1% w/v y el pH se 
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ajustó a 5.6 adicionando HCl 0.1 M. La mezcla se llevó a reflujo a 100 °C durante 1 

h con agitación constante. Al finalizar el reflujo, se neutralizó a un pH de 7 utilizando 

solución saturada de bicarbonato de sodio. La fase orgánica se extrajo con 

diclorometano y acetato de etilo, por separado, en un embudo de separación. 

Ambas fases se secaron con sulfato de sodio anhidro, se filtraron y concentraron a 

presión reducida en un rotavapor. El crudo de reacción obtenido se secó a alto vacío 

y se purificó por cromatografía en columna empleando un sistema de disolventes 

Hex/AcOEt (1:1), DCM/MeOH (95:5) y DCM/MeOH (9:1). Los productos obtenidos 

se caracterizaron por RMN de 1H y 13C. 

 

5.3 Digestión anaerobia 

La cantidad de biogás generada se determinó empleando dos tipos de 

sustrato como fuentes de carbono. Para calcular la producción de biogás se empleó 

el método volumétrico el cual se basa en la cuantificación del volumen de gas 

producido mediante el uso de una sustancia que se desplaza, en este caso se 

empleó una solución acuosa de NaOH al 3%. El empleo de la solución de NaOH se 

debe a que reacciona con el CO2 presente en el biogás para formar Na2CO3, 

permitiendo una medición más aproximada del volumen del CH4 producido. 

El equipo experimental se elaboró como muestra la Figura 19. En el reactor 

1 (R1) se depositaron las muestras por triplicado como se señala a continuación: 

• Experimento 1. Blanco de agua cervecera (B). Sólo se utilizaron 10 ml de 

agua cervecera para poder cuantificar la cantidad de biogás que se produce 

sin ninguna modificación.  

• Experimento 2. Control positivo (C+). En esta condición, se utilizó 1 g de 

sacarosa como fuente de carbono y se agregaron 10 ml de agua residual 

cervecera. La finalidad de este experimento fue contar con un marco 

referencial de producción de biogás que se puede generar con una cadena 

de carbono corta (disacárido) y de fácil adquisición. 

• Experimento 3 (S). En esta condición, se utilizó como sustrato 1 g del residuo 

de la extracción del alginato del Sargassum spp. El sustrato se lavó con agua 

destilada y posteriormente se secó a 60 °C durante 48 h para finalmente ser 

molido.  
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Cada una de las muestras se agitó durante 30 min, posteriormente el pH se 

ajustó a 7 y se sellaron los viales.  

Una vez sellados los viales se calentaron a una temperatura constate de 37 

°C con agitación magnética a 500 rpm durante 5 días. El reactor 2 (R2) en todos los 

casos contenía 100 ml de una solución de NaOH al 3% con 20 gotas de 

fenolftaleína, la cual se emplea como revelador de la reacción de la base con el CO2 

presente en el biogás. 

 

Figura 19.-Sistema del montado para la captura del biogás.99 
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6 CONCLUSIONES 

El alginato de sodio se extrajo exitosamente del Sargassum spp. con un rendimiento 

de 12.3 w/w que es ligeramente inferior que el rendimiento de alginato obtenido de 

la especie Sargassum filipendula (referencia). El mayor rendimiento se obtuvo con 

la metodología que incluye la hidratación con una solución de formaldehído al 4% 

durante 30 minutos y una extracción en medio ácido con HCl (0.2 M) durante 2 h. 

Para la especie Sargassum spp., se encontró que el mayor rendimiento (12.3 w/w) 

en la extracción alcalina fue a 100 °C durante 3 horas. 

Los análisis de espectroscopia de IR, RMN, así como la difracción de rayos X 

resaltan la presencia de señales características de bloques de ácido gulurónico y 

ácido manurónico los cuales son indicadores de la presencia de alginato de sodio. 

El análisis de RMN de 1H y 13C del alginato de sodio despolimerizado presenta 

desplazamientos característicos que representan restos del ácido gulurónico del 

carbono anomérico y señales que denotan el protón anomérico del residuo de ácido 

manurónico indicando la presencia de los fragmentos que conforman al alginato de 

sodio evidenciando su extracción.  

Por otro lado, la espectroscopía de IR para el gas generado en la digestión 

anaerobia indicó la presencia de señales del metano junto con dióxido de carbono 

y vapor de agua, con esto se confirma que es posible obtener biogás a partir de los 

residuos de la extracción del alginato de sodio del Sargassum spp.  

Además, el agua residual de la industria cervecera mostró ser un medio idóneo para 

la degradación de residuos orgánicos dándole un valor agregado a un subproducto 

considerado desecho.  

En general, los residuos orgánicos de la extracción del alginato de sodio del 

Sargassum spp. mostraron ser una materia prima promisoria para la producción de 

energías alternas, ayudando a la formación de economías circulares.  
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7 PERSPECTIVAS 

A partir de los experimentos y discusiones presentados en la tesis, las perspectivas 

son las siguientes: 

• Probar distintas formas de extracción, purificación y cristalización del alginato 

de sodio. 

• Analizar el biogás por cromatografía de gases para realizar una 

caracterización cuantitativa de sus componentes. 

• Enriquecer el consorcio microbiano para aumentar la producción de metano 

y ensayar el uso de cosustratos para aumentar la generación de biogás. 
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8 ANEXOS 

 

 

Anexo A1.- Micrografías SEM de la muestra 2 a 5000x (izquierda) y 10000x (Derecha) 

 

 

Anexo A2.- Micrografías SEM de la muestra 3 a 2000x (A), 5000x (B), 10000x (C) y 20000x (D). 
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Anexo A3.-Espectros de RMN de 13C de la muestra 4 en la región 171-180 ppm. 

 

 

Anexo A4.-Espectros de RMN de 13C de la muestra 4 en la región 46-92 ppm 
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Anexo A 5.-Espectros de RMN de 13C de la muestra 4 en la región 90-110 ppm 

 

Anexo A6.- Espectros de RMN de 1H de la muestra 4 en la región 4-6 ppm 
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