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Resumen 

Las arribazones masivas de sargazo pelágico a las costas del Caribe mexicano, se han 

convertido en un problema ecológico y socio-económico que requiere atenderse de forma 

integral. En este estudio, se realizó una caracterización exhaustiva del Sargassum spp. y se 

evaluaron diferentes pretratamientos químicos y enzimáticos, para obtener compuestos de alto 

valor agregado, bajo un esquema de cero residuos. Uno de los compuestos identificados en el 

sargazo fue el ácido p-coumárico, con una concentración de 3.14 mg/g de sargazo, este 

compuesto es el precursor de los monolignoles en la síntesis de la lignina. Sobre los procesos 

de deslignificación, el mejor tratamiento fue el de peróxido de hidrógeno al 2.5%, logrando una 

remoción de más del 50% de lignina presente en la biomasa inicial, mientras que los 

tratamientos enzimáticos, no lograron porcentajes altos de remoción de lignina, pero 

incrementaron su relación de carbohidratos en base seca. En cuanto a la búsqueda de 

compuestos con valor agregado, se evaluó un proceso de extracción de alginato, el cual logró la 

disminución en la concentración de cinco metales por debajo del límite de detección, así como 

la reducción en la concentración del Zinc y Aluminio en un 95 y 75%, respectivamente. La 

biomasa residual de este proceso, contiene una relación C:N de 20.35 que la hace viable para 

la obtención de biogás. De esta manera, bajo este esquema de cero residuos, se pueden 

obtener varios productos con valor agregado a partir del Sargassum spp, lo que permitiría 

convertir a esta biomasa en una materia prima de interés y no una problemática ambiental y 

socioeconómica. 
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Abstract 

Massive arrivals of Sargasso on the Mexican Caribbean has been become an ecological and 

socioeconomic problem that needs to be addressed in an integral way. In this study, an 

exhaustive characterization of Sargassum spp., was carried out and different enzymatic and 

chemical treatments were evaluated to obtained value added compounds under a zero waste 

scheme. One of the compounds identified on Sargasso was p-coumaric acid on a concentration 

of 3.14 mg/g of Sargasso, this is a precursor of monolignols on lignin biosinthesys. About 

delignification treatments, the best treatment was peroxide of hydrogen at 2.5%, achieving 50% 

of lignin remotion compared with the initial biomass, meanwhile, enzymatic treatmeant did not 

accomplish high lignin remotion, but obtained an increment in the carbohydrates rate. In order to 

get value added compounds, an alginate extraction process was evaluated and reached the 

reduction in concentration of five metal under their detection limit and the decreased of the 95 

and 75% of zinc and aluminum, respectively. The residual biomass of the process has a carbon-

nitrogen ratio of 20.35, which makes it viable to use on biogas production. In this way, under the 

zero waste scheme, it is possible to obtained several value added compounds from Sargassum 

spp., that may allow to turn this biomass into a feedstock of interest instead of a socioeconomic 

and environmental issue. 
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Introducción 

La proliferación de sargazo que se ha presentado en el Caribe en los últimos años, representa 

un reto importante por las afectaciones ambientales, sociales y económicas que conlleva. Las 

arribazones masivas de sargazo comenzaron a presentarse a partir del 2011, hasta ese 

momento se desconocían las causas que originaron el fenómeno y si éste sería permanente. La 

tendencia sugiere que este fenómeno continuará e incluso podría ir en aumento [1]. 

Las arribazones representan un problema ecológico y socioeconómico en la región [2]; la 

acumulación de esta biomasa en las playas y su posterior descomposición afecta los 

ecosistemas costeros, la industria turística y representa un riesgo para la salud humana [3]. 

A pesar de que el sargazo sirve como hábitat para numerosas especies, las cantidades 

extraordinarias representan un factor de estrés en los ecosistemas marinos [4] ya que los 

grandes volúmenes presentes en el mar impiden el paso de la luz solar, reduciendo los niveles 

de oxígeno disuelto y pH; también se han observado mayores concentraciones de nitrógeno y 

fósforo debido a la presencia de esta macroalga, lo que puede originar la eutrofización del agua 

[5]. 

Durante 2018, se registró la mortalidad masiva de numerosas especies de fauna, que se 

atribuyó a la descomposición del sargazo en las playas [6] por la generación de amonio y 

sulfuro de hidrógeno; además de las afectaciones a peces y crustáceos, se originan malos 

olores y una coloración marrón en el mar, si estos eventos continúan, la calidad del agua en la 

región y los arrecifes cercanos podrían tener daños irreversibles. Así mismo, el sulfuro de 

hidrógeno es tóxico y puede ocasionar problemas de salud pública. 

La región del Caribe posee múltiples sitios de anidación de tortugas marinas, a pesar de que el 

sargazo que se encuentra mar adentro beneficia el desarrollo de tortugas jóvenes al proveerles 

un medio de transporte y alimentación, las grandes cantidades que se acumulan en la arena 

pueden representar una amenaza, ya que actúa como una barrera impidiendo el paso de las 

tortugas al mar, en algunas regiones del Caribe se han reportado disminución en la anidación 

[7]. 

Las algas que arriban a las costas de México provienen del nuevo mar de los sargazos, que en 

2018 contaba con veinte millones de toneladas de biomasa [8]. México no cuenta con la 
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infraestructura necesaria para recolectar y disponer de manera adecuada esas cantidades de 

sargazo [1]. 

Las acciones para mitigar este problema tienen una visión a corto plazo y están enfocadas a la 

recolección en las playas, sobre todo en las de mayor importancia turística; para la recolección 

en tierra se ha optado por el uso de maquinaria, estas causan la compactación de la arena, 

también pueden ser responsables de la destrucción de nidos de tortugas y provocar la erosión 

de las playas. 

Hasta el momento, no existen sitios en el estado capaces de recibir todo el sargazo que arriba; 

en un inicio se optó por enterrar o disponer el sargazo en manglares, camellones, tiraderos 

clandestinos, zonas con menos importancia turística y en menor medida en rellenos sanitarios; 

esto puede causar afectaciones al manto freático por los lixiviados generados. 

Es necesario transformar la problemática del sargazo en oportunidades de aprovechamiento de 

este recurso. Se han explorado alternativas para valorizar el material, desde la elaboración de 

libretas, zapatos, fertilizantes, forrajes, la extracción de alginatos y fucoidanes, hasta la 

producción de biocombustibles, su uso en la industria alimentaria y como fertilizante se ve 

limitado por la presencia de metales pesados [9]. 

Los carbohidratos presentes en el sargazo se pueden utilizar para la obtención de 

biocombustibles, contribuyendo a disminuir el uso de combustibles fósiles y a diversificar la 

matriz energética de la región. Así como para la producción de alginatos, este proceso ha sido 

ampliamente estudio en algas pardas, sin embargo, la presencia de metales en el sargazo 

podría limitar su uso. 

Este trabajo busca explorar alternativas para el aprovechamiento integral de esta macroalga, 

poniendo en marcha procesos con cero generación de residuos, que permitan la obtención de 

biocombustibles y productos con valor agregado, logrando así reducir los impactos negativos 

asociados a las arribazones de sargazo y al uso de combustibles fósiles. 
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Capítulo 1 

Antecedentes 

1.1. El sargazo en el Caribe mexicano 

Las macroalgas son organismos eucariontes, se pueden dividir en tres grupos taxonómicos de 

acuerdo a la composición de sus pigmentos fotosintéticos, algas verdes Chlorophyta, rojas 

Rhodophyta y cafés Phaeophyta [10]. El sargazo presente en el Caribe mexicano se conforma 

por grupos de algas marinas pardas (Phaeophyta), con subgrupo pelágico, estas algas flotan 

libremente en el océano [2].  

Las algas pertenecientes a la división Phaeophyta se caracterizan por su color café pálido-

amarillento, su diámetro es de 20-80 cm, poseen un tallo ramificado con abundante follaje y 

filoides acerrados, además de numerosos nematocitos que funcionan como flotadores [4]. 

La reproducción del sargazo pelágico se realiza por fragmentación vegetativa, sus 

requerimientos nutricionales son mínimos, el crecimiento óptimo se lleva a cabo a temperaturas 

entre 24-30°C; en condiciones óptimas de crecimiento puede duplicar su masa en diez días [4].  

Las arribazones que se han presentado en el estado de Quintana Roo son excepcionalmente 

ricas en términos de diversidad y abundancia; en punta Cancún y Puerto Morelos se 

encontraron las especies Chlorophyta, Phaeophyta y Rhodophtya, con tallas que van de 10 a 

más de 40 cm, el taxón más importante es del género Sargassum con más del 80% de peso 

seco por kilogramo recolectado [11].   

En los eventos observados entre 2018 y 2019, se encontró que la biomasa que arribó está 

formada por componentes pelágicos, y estos varían en función de la localidad y la 

estacionalidad, en la figura 1.1 se presentan las especies más representativas y abundantes 

encontradas en esos eventos, las cuales son Sargassum fluitans, S. natans y un morfo tipo S. 

natans VIII [12]. 
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Figura 1.1. Especies de sargazo encontradas en el Caribe mexicano durante los eventos de 

2018-2019 [15] 

 

Las especies de S. fluitans y S. natans poseen aerocistos que favorecen su flotación y 

transporte por las corrientes marinas, la presencia de estas especies en el Atlántico se ha 

relacionado con el Mar de los Sargazos, región presente en el Atlántico norte con una extensión 

de 3 millones de kilómetros cuadrados y una biomasa aproximada entre 4 y 11 millones de 

toneladas flotantes [13].  

1.2. El nuevo mar de los sargazos 

Las especies del género Sargassum se asocian con el mar de los sargazos, delimitado por las 

corrientes oceánicas del Golfo de México, de regiones ecuatoriales y de las Canarias; esta 

extensa área, caracterizada por estar cubierta de esta especie marina flotante, fue descubierta 

en el siglo XVI por Cristóbal Colón. Este ecosistema es rico en diversidad marina, representa 

una zona de alimentación y refugio para muchas especies [8]. 

A partir del arribazón ocurrido en 2011, gracias a observaciones satelitales, se registraron 

cantidades importantes de sargazo en el océano Atlántico, esta nueva área fue denominada 

como en “el gran cinturón de sargazo del Atlántico” o “el nuevo mar de los sargazos”, en la 

figura 1.2 se observa la ubicación geográfica del mar de los sargazos y del nuevo mar de los 

sargazos [8]. 
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La evidencia apunta a que el nuevo mar de los sargazos se originó en la costa de África 

occidental y se ha desplazado por corrientes marinas hacia América [8], su crecimiento 

probablemente se ha favorecido debido al exceso de nutrientes en las aguas del Amazonas y 

en las costas de Brasil [14], así como a aumentos en la temperatura en la superficie del océano 

[15]. 

 

 

Figura 1.2. El mar del sargazo y el nuevo mar de los sargazos [19] 

 

Diversos autores han intentado explicar qué fue lo que originó la presencia de sargazo en la 

región del nuevo mar de los sargazos, una teoría es que durante el invierno 2009-2010, 

inusuales y fuertes corrientes de viento desplazaron especies de Sargassum desde el mar de 

los sargazos hasta el extremo este del Atlántico norte, donde su crecimiento se vio favorecido 

por las grandes cantidades de nutrientes vertidos en la desembocadura del Amazonas, este 

incremento de nutrientes se puede deber a la actividad humana y a la pérdida de vegetación en 

la zona [16]. 

Aún no se ha llegado a un acuerdo sobre las causas de este fenómeno y por qué ha seguido 

siendo recurrente con el paso de los años, todo indica que el sargazo seguirá proliferando y 

causando afectaciones en el Caribe. 
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La costa del Caribe mexicano comprenden 865 km de playas, durante el evento de 2015, se 

recolectaron 71,353 m3 de sargazo en cinco municipios; en promedio se removieron 318.9 m3 

de sargazo por kilómetro de playa, se estima que durante el mes de septiembre se tuvieron 

valores de hasta 19,603 m3 de sargazo por kilómetro de playa [3]. 

En la mayoría de las playas, el sargazo no fue recolectado por la falta de infraestructura, 

maquinaria y mano de obra, por lo tanto éste comenzó a descomponerse en la playa emitiendo 

olores fuertes por la formación de ácido sulfhídrico (H2S), se ha demostrado que una exposición 

prolongada a este compuesto es nocivo para la salud [17]. Se han reportado dolores de cabeza, 

náuseas y problemas respiratorios en la población de la zona a causa de la inhalación de este 

compuesto [3]. 

En la figura 1.3, se observa el incremento en la cobertura de sargazo en el océano Atlántico a 

partir del año 2011, en el año 2018 el sargazo se extendió por más de 8,850 km, abarcando un 

área de 6,000 km2 y alcanzando un peso mayor a veinte millones de toneladas de biomasa 

húmeda [8]. 

 

 

Figura 1.3. Cobertura de sargazo en km2 en el océano Atlántico a lo largo de los años [8] 

 

En los años posteriores al 2011, se observaron incrementos significativos en la densidad y en el 

volumen de sargazo presente en la región denominada el nuevo mar de los sargazos (figura 

1.4). El único año donde no se presentó el fenómeno fue en 2013, sin embargo, en 2015 y 2018 

se reportaron los mayores registros de densidad del alga hasta ese momento.  
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Figura 1.4. Presencia de sargazo en el mes de julio a partir del 2011 [8]  

 

Johns et al. [16], realizaron un estudio sobre el comportamiento del sargazo en la última década 

y las repercusiones que podría traer, expusieron el comportamiento observado en la zona 

denominada el nuevo mar de los sargazos abarcando desde el 2010 hasta el 2018. Los 

promedios mensuales de densidad de sargazo se encuentran en la figura 1.5. La tendencia 

muestra que, durante los primeros meses del año, la biomasa presente en la región 

corresponde a la población remanente del evento del año anterior, durante el mes de marzo 

comienza la acumulación de nueva biomasa y la mayor densidad de sargazo generalmente se 

presenta en los meses de mayo hasta septiembre. 
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Figura 1.5. Promedios mensuales de la densidad de sargazo registrada de 2010 a 2018 [20] 

 

Además de los impactos socioeconómicos del sargazo en el Caribe y los posibles impactos a la 

salud pública; su presencia se relaciona con afectaciones ecológicas; como la reducción de luz 

y oxígeno creando zonas de hipoxia en el mar, la acidificación del suelo por la producción de 

ácido sulfhídrico, daño a los corales, aumento en concentraciones de nitrógeno y fósforo 

favoreciendo la eutrofización, incremento en la concentración de materia orgánica particulada, 

pérdida de pastos marinos, afectaciones a la población de tortugas marinas, impacto a la fauna 

asociada al sargazo por la remoción en mar, erosión y pérdida de playas por la remoción en 

tierra, entre muchos otros. 

Las playas del Caribe son ricas en términos de diversidad; la región del Caribe mexicano por 

sus características geomorfológicas e hidrológicas es especialmente vulnerable a la 

acumulación y mala disposición de este material. 
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1.3. Composición de las macroalgas 

La pared celular de las macroalgas generalmente se compone de alginatos, agar, carragenano, 

fucoidan, proteínas y celulosa; a partir de estos compuestos se pueden obtener productos con 

valor comercial [18]. 

Las algas marrones poseen entre un 30-50% de carbohidratos en peso seco, entre los cuales 

están presentes alginatos, laminarina, fucoidan, celulosa, hemicelulosa, glucosa, galactosa, 

ácido uronico, fucosa, manosa, xilosa y manitol [19].  

Cuando las algas pardas están secas, los carbohidratos son el elemento dominante, 

representando entre el 40-60% del contenido de la célula; estos compuestos pueden ser 

utilizados para la producción de bioenergía [20]. 

1.3.1. Alginatos 

Algunos compuestos extraídos de las algas tienen la propiedad de formar soluciones viscosas, 

a estos se les llama ficocoloides. Los principales ficocoloides de importancia comercial son el 

alginato, que se extrae de las algas pardas; el agar y la carragenina que se extraen de las algas 

rojas [21]. 

Los alginatos son polisacáridos encontrados en la matriz de la pared celular de algas pardas, se 

componen de moléculas de ácido β-(1→4)-D-manurónico (M) y ácido α-L-gulurónico (G) en 

proporciones heterogéneas, unidos por enlaces glucosídicos, en la matriz celular se encuentra 

como una sal insoluble [22]. 

Los alginatos son los polisacáridos más abundantes en las algas, durante el verano se observa 

una mayor concentración de este compuesto, esto se puede explicar por el aumento en la 

temperatura del agua [20]. 

La aplicaciones del alginato son muy variadas, se utiliza en la industria alimenticia como 

emulsionante, espesante y agente estabilizante; también es un componente en la fabricación de 

pastas dentales; puede funcionar como microencapsulador en las ciencias médicas; presenta 

propiedades prebióticas, algunas muestras de alginatos han presentado actividades 

anticancerígenas [23]. 



10 

Las algas poseen alginatos en su estructura, una de las especies con mayores contenidos de 

alginatos es el Sargassum natans [24]. En la tabla 1.1 se presentan rendimientos obtenidos de 

alginato usando algas del género Sargassum.  

 

Tabla 1.1. Rendimientos de alginatos en especies de Sargassum 

Especie Ubicación 
Rendimiento 

alginato (%) 
Ref. 

S. fluitans Cuba 24.5 [25] 

S. fluitans México 34.6 [25] 

Sargassum sp. Colombia 21.6 [25] 

Sargassum spp. Malasia 35 [26] 

 

1.3.2. Celulosa 

Es un polisacárido lineal de elevado peso molecular y un grado alto de polimerización, es el 

compuesto orgánico de mayor abundancia en la naturaleza, está formado de moléculas D-

glucosa que se unen por medio de enlaces β-1,4 (figura 1.6); disposición que la hace estable, 

además de poseer enlaces de hidrógeno que une sus moléculas entre sí, confiriéndole sus 

conocidas propiedades como material estructural de la pared celular [27]. 

Las cadenas de celulosa son lineales y tienden a formar puentes de hidrógeno intra e 

intermoleculares. Estas uniones con otras cadenas que están en el mismo plano, así como con 

cadenas en planos superiores e inferiores, dan lugar a la formación de microfibrillas. La unión 

de las microfibrillas da lugar a la formación de macrofibrillas, y la unión de éstas entre sí a la 

fibra de celulosa [28]. 

La celulosa se encuentra en mayor medida en forma cristalina, aunque una cantidad menor se 

encuentra desorganizada (amorfa); de esta manera es más susceptible a la degradación 

enzimática [29]. 
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Figura 1.6. Estructura química de la celulosa [36] 

 

1.3.3. Hemicelulosa 

La hemicelulosa es un heteropolímero compuesto por pentosas (D-xilosa y L- arabinosa), 

hexosas (D-glucosa, D-galactosa, L-galactosa, D-manosa, L- ramnosa y L-fucosa) y ácidos 

urónicos (ácido D-glucurónico y ácido D- galacturónico) [30] (figura 1.7). 

 

 

Figura 1.7. Estructura molecular de la hemicelulosa [36] 

 

La hemicelulosa es el segundo polisacárido más abundante en la pared celular vegetal después 

de la celulosa, comprenden alrededor del 30-35% del peso seco de pared celular de los 

vegetales. Los xiloglucanos y los galactomananos son algunos tipos de hemicelulosas, los 

cuales tienen una composición heterogénea de varios monómeros de azúcares. 

Algunas hemicelulosas están asociadas a la porción celulósica, mientras que otras lo están a la 

lignina, actuando como matriz soporte para las microfibrillas de celulosa en la pared celular [31], 

son de menor masa molecular, más accesibles, más fácilmente degradables y más fáciles de 
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disolver que la celulosa. En la tabla 1.2 se presentan los contenidos de carbohidratos en las 

algas pardas. 

 

Tabla 1.2. Composición de las algas pardas (ND: No determinado) 

Especie % Humedad % Ceniza % Carbohidratos Ref. 

Sargassum sp. 9.8 ± 1.1 21.2 ± 1.5 ND [32] 

Sargassum spp. 11.16±0.001 26.19±0.07 41.81 [33] 

S. angustifolium 

(verano) 
ND 35.5±0.6 ND [34] 

S. angustifolium 

(invierno) 
ND 43.8±0.5 ND [34] 

Algas pardas ND ND 40-60 [35] 

Sargassum spp. 11.16 26.19 41.48 [26] 

Sargazo pelágico 81.98±0.89 46.94±1.31 11.68 [36] 

S. natans VIII 86.45±0.10 34.26±0.59 21.76 [36] 

S. natans I 87.41±0.23 35.71±1.27 18.97 [36] 

S. fluitans 86.32±0.02 33.63±4.14 27.4 [36] 

 

1.3.4. Lignina 

Es un polímero hidrofóbico compuesto de unidades fenilpropanoides también llamados 

monolignoles. Los monolignoles principales son los alcoholes p-coumárico, coniferílico y 

sinapílico (figura 1.8). Son precursores de las unidades de p-hidroxifenilo (H), guaiacilo (G) y 

siringilo (S) [37]. Contiene subunidades fenólicas y no fenólicas que representan del 10-30 y del 

70-90% respectivamente [38].  
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Figura 1.8. Monolignoles principales asociados a la biosíntesis de la lignina. a) alcohol p-

coumárico, b) alcohol coniferílico, c) alcohol sinapílico [39] 

 

Los monolignoles se generan por medio de reacciones de desaminación, hidroxilación, 

reducción y metilación, en el citoplasma; se originan a partir de fenilalanina por medio de la ruta 

general de fenilpropanoide y la ruta especifica de monolignoles [40], como se muestra en la 

figura 1.9. 

La polimerización de la lignina ocurre por medio de reacciones acopladas de oxidación 

catalizadas por peroxidasas y lacasas. Las peroxidasas utilizan el peróxido de hidrógeno (H2O2) 

para oxidar a los monolignoles, mientras que las lacasas usan oxígeno [41]. 

Su estructura forma redes basadas en unidades de p-hidroxifenilo (H), guaiacilo (G) y siringol 

(S), unidas por enlaces C-O y C-C [39]. El enlace más abundante en la estructura de la lignina 

es β-O-4, representando entre el 45-94% de los enlaces [38]. 

La lignina es producto de la condensación de varias moléculas, su estructura es altamente 

variable, dependiendo del tipo de planta, su estado fenológico y tasa fotosintética [42].  

El problema de una definición precisa para la lignina se asocia con la naturaleza de sus 

múltiples unidades estructurales, las cuales no suelen repetirse de forma regular, dado que la 

composición y estructura de la lignina varían también de su origen y el método de extracción o 

aislamiento utilizado [43]. 
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Figura 1.9. Biosíntesis de la lignina [40] (PAL: fenilalanina amoniacaliasa, C4H: cinamato 4-

hidroxilasa, 4CL: 4-cumarato: CoA ligasa, HCT: p-hidroxicinamoil-CoA: quinato/ shikimato p-

hidroxicinamoiltransferasa, CCR: cinamoil-CoA reductasa, CAD: alcohol cinamílico 

deshidrogenasa, C3H: p-cumarato 3-hidroxilasa, CCoAOMT: cafeoil-CoA O-metiltransferasa, 

F5H: ferulato 5-hidroxilasa, COMT: ácido cafeico O-metiltransferasa) 

 

La lignina es resistente a la hidrólisis ácida, fácilmente oxidable, soluble en bisulfito o soluciones 

alcalinas calientes, y fácilmente condensable con fenoles o tioles. En reacción con nitrobenceno 

en una solución alcalina caliente produce principalmente vainillina, siringaldehído y p-

hidroxibenzaldehído; en ebullición con una solución etanólica de ácido clorhídrico, forma una 

mezcla de cetonas aromáticas [43].  
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La presencia de lignina en la estructura de la pared celular generalmente se asocia a plantas 

terrestres, en algas se habla de compuestos fenólicos tipo lignina, estos compuestos cumplen el 

mismo rol que la lignina en las plantas vasculares, el cual es ofrecer soporte y protección [30]. 

Se ha reportado la presencia de lignina en la pared celular de las algas [44], al igual que 

materiales recalcitrantes como la lignina y compuestos polifenólicos en algas marinas [45]. 

La lignina se asocia a la biomasa terrestre; las macroalgas generalmente no contienen lignina 

[46], sin embargo, se ha encontrado la presencia de monolignoles asociados a la lignina en 

macroalgas recolectadas en Oaxaca, México [47]. Los compuestos fenólicos asociados a la 

lignina, se originan como un mecanismo de defensa en respuesta a condiciones de estrés [48]. 

Borines et al., [33] reportaron que el Sargassum puede ser usado para la generación de 

bioenergía, al ser una especie rica en carbohidratos y con bajos contenidos de lignina, a pesar 

de ello, existen otros trabajos que mencionan que algunas algas (sargazo pelágico) contienen 

cantidades apreciables de lignina. 

Antúnez-Argüelles et al., encontraron la presencia de guaiacilo (G), p-hidroxifenilo (H) y alcohol 

sinapílico en la lignina de Sargassum sp. Atribuyeron el bajo rendimiento en la producción de 

biocombustibles a la presencia de estos compuestos [47]. 

En la tabla 1.3, se encuentran los contenidos de lignina y holocelulosa en especies de 

Sargasuum, estos valores varían mucho dependiendo la zona y temporalidad del muestreo. 
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Tabla 1.3. Contenido de lignina, celulosa y hemicelulosa en especies Sargassum (ND: Valor no 

determinado) 

 Especie Ubicación 

Celulosa % 

Hemicelulosa 

% 

Lignina 

% 
Ref. Alfacelulosa 

% 

Holocelulosa 

% 

Sargassum sp. - 20.5 ND 43.2 7.4 [49] 

Sargassum sp. 
Oaxaca, 

México 
15.2 ND 10.2 24.1 [47] 

Sargassum 

spp 

Bolinao, 

Pangasinan, 

Filipinas 

20.35 46.08 25.73 >1 [33] 

S. 

angustifolium 

Golfo 

Pérsico 

(verano) 

ND ND ND 25.8±0.3 [34] 

Golfo 

Pérsico 

(invierno) 

ND ND ND 11.8±0.6 [34] 

 

1.4. Valorización del sargazo 

Es necesario transformar el problema en una oportunidad para aprovechar un recurso; se han 

explorado diferentes usos para extraer y crear productos de interés comercial a partir del 

sargazo [50]. 

Para el aprovechamiento integral de la biomasa, se deben separar los diferentes componentes 

del material y así obtener el mayor número de productos con valor agregado, a este tipo de 

modelo se le conoce como biorrefinería. Las biorrefinerías ayudan a mitigar el calentamiento 

global, por el balance neutro entre la fijación del dióxido de carbono y el liberado durante la 

utilización industrial de la biomasa [51]. 
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1.4.1. Obtención de alginato de sodio 

La obtención de geles a partir de algas ha sido ampliamente estudiada; sin embargo, los 

alginatos presentes en las algas del género Sargassum tienen una calidad poco aceptable, 

rendimientos bajos [52] y gran astringencia [53]. 

Se han encontrado metales pesados en la biomasa presente en el Caribe, es por ello que su 

uso para consumo humano se ha visto limitado [9]. 

La extracción de alginato (figura 1.10) consiste primeramente en un pretratamiento ácido el cual 

ayuda a solubilizar el alginato, para posteriormente realizar una extracción alcalina en donde el 

ácido algínico se transforma a alginato de sodio soluble el cual se separa por centrifugación o 

usando solventes, cuando el alginato de sodio/calcio se encuentre precipitado y separado, se 

seca con aire caliente para pulverizar y tamizarlo [23]. 

 

 

 

Figura 1.10. Diagrama del proceso de extracción de alginato [26] 
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1.4.2. Bioabsorción 

La biomasa presente en el nuevo mar de los sargazos tiene potencial en la biorremediación, ya 

que captura el CO2 de la atmosfera y lo transforma a carbonato que a largo plazo se convertirá 

en roca sedimentaria, Paraguay-Delgado et al., mencionan que sería un error retirar el sargazo 

del mar y recomiendan removerlo cuando se encuentre cercano a las costas [54]. Todavía no 

se conoce como ocurre el mecanismo de transformación del CO2 a calcita en las especies 

Sargassum. 

1.4.3. Biocombustibles 

Son recursos energéticos procesados a partir de la biomasa, creados con la finalidad de liberar 

la energía contenida en sus componentes químicos por medio de una reacción de combustión 

[55], son la mejor alternativa para sustituir a los combustibles fósiles y reducir la emisión de 

gases de efecto invernadero [56]. 

Durante muchas décadas los combustibles fósiles han sido la principal fuente de energía; no 

obstante, la creciente demanda energética, la volatilidad del precio de los combustibles 

tradicionales y los problemas ambientales relacionados con ellos han obligado a explorar 

nuevas tecnologías para diversificar la matriz energética, los biocombustibles son una 

alternativa promisoria para contribuir a la reducción del uso de combustibles fósiles [57]. 

La materia prima empleada para producir biocombustibles debe estar disponible en grandes 

cantidades para satisfacer los requisitos de producción, debe estar disponible durante todo el 

año o gran parte de él y se debe obtener de cultivos sostenibles para no ocasionar efectos 

adversos en el medio ambiente [26]. 

Para la obtención de biocombustibles, se emplean tecnologías como la fermentación, 

transesterificación y la digestión anaerobia para producir bioetanol, biodiesel y biogás 

respectivamente [55]. 

El uso de biocombustibles puede tener un efecto en los precios de algunos alimentos y 

ocasionar la disminución de las reservas alimenticias a nivel mundial por el desvío de estos 

recursos para la producción de energéticos. Es importante mencionar que la obtención de la 

materia prima para la producción de biocombustibles puede emitir cantidades mayores de 

dióxido de carbono (CO2) como consecuencia de convertir hábitats naturales en zonas de 

cultivos energéticos [58]. Es por ello que se impulsa el uso de biocombustibles avanzados, que 
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son los que se obtienen a partir de materiales lignocelulósicos como los residuos 

agroindustriales y forestales [59]. 

Se espera que los biocombustibles lignocelulósicos tengan un papel importante en la reducción 

de la dependencia energética de los combustibles fósiles, sin embargo, aún no existen plantas 

a escala comercial que se dediquen a fabricar biocombustibles con materiales lignocelulósicos, 

una de las principales limitantes es la lignina, ya que dificulta el acceso a la celulosa y 

hemicelulosa [46]. 

Se han realizado estudios para saber si el sargazo, se puede utilizar como materia prima para la 

elaboración de biocombustibles; los carbohidratos presentes se pueden transformar para 

generar energía en forma de biocombustibles como biogás [60][26][61][62] y bioetanol [33][34], 

sin embargo es necesario aplicar pretratamientos [63]. 

Los biocombustibles obtenidos de macro y micro algas son una opción prometedora para 

disminuir la dependencia a combustibles fósiles [59], gracias a su rápido crecimiento y a su alta 

densidad energética almacenada [55].  

Utilizar biomasa acuática para obtener biocombustibles presenta numerosas ventajas, entre las 

que se encuentran: el no competir con el mercado alimenticio, no requieren extensiones de 

tierra, tienen la capacidad de remover cantidades considerables de CO2 de la atmosfera al 

crecer por lo que el balance de emisión de gases de efecto invernadero es positivo [64], el 

rendimiento por unidad de área es mayor y no necesitan el uso de agua potable ya que crecen 

en el mar [19]. Además se menciona que la mayoría de las algas contienen cantidades bajas de 

lignina, lo que facilitaría su aprovechamiento [33]. En la figura 1.11, se presentan métodos que 

se pueden emplear para el aprovechamiento de las macroalgas en la generación de energía. 
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Figura 1.11. Métodos más usados para la extracción de energía en las macroalgas  

 

 Bioetanol 

El bioetanol es un combustible líquido con un número de octano de 108 [65], puede ser usado 

en motores de combustión interna, emite menores sustancias tóxicas respecto a la gasolina y 

tiene un alto contenido de oxígeno, mejorando el rendimiento de los vehículos [19]. 

La producción de bioetanol de primera generación ha sido ampliamente estudiada; sin 

embargo, debido a que las reservas de alimentos han disminuido, las estrategias para la 

generación de este biocombustible han comenzado a girar en torno al uso de biomasa como 

materia prima y a la integración de tecnologías de tercera generación [66]. 

El uso de biomasa residual presenta varios retos, uno de ellos es el fraccionamiento de los 

polímeros de celulosa en azúcares fermentables, así mismo, se le deben aplicar 

pretratamientos para eliminar la lignina y la hemicelulosa [19]. 
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La producción de bioetanol lignocelulósico se compone por diversas etapas (figura 1.12), las 

cuales son el pretratamiento, la hidrolisis o sacarificación, la fermentación y la destilación. La 

sacarificación y la fermentación se pueden llevar a cabo de manera simultánea [67]. 

 

 

Figura 1.12. Proceso para la producción de bioetanol lignocelulósico [72] 

 

El departamento de energía de los Estados Unidos estima que para producir 19,000 litros de 

etanol por hectárea por año, se requieren 59 toneladas secas por hectárea al año de algas 

pardas [19]. En la tabla 1.4, se muestran rendimientos de bioetanol obtenidos a partir de 

Sargassum, utilizando diferentes procesos para la obtención de este biocombustible. 
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Tabla 1.4. Rendimientos de bioetanol a partir de Sargassum 

Especie Proceso 
Rendimiento 

bioetanol 
Referencia 

S. sagamianum Licuefacción térmica 

0.386 g/ g 

azúcares 

reductores 

[68] 

S. sagamianum Licuefacción térmica 

0.43-0.44 g/ g 

azúcares 

reductores 

[69] 

Sargassum sp. 
Tratamiento con ácido y 

enzimático 
19.9±0.3 g/L [70] 

Sargassum spp. 
Pretratamiento ácido y 

sacarificación enzimática 

0.159 g/ g 

azúcares 

reductores 

[33] 

S. angustifolium 

Biomasa recolectada en 

verano 
3.6-4.0 g/L 

[34] 
Biomasa recolectada en 

invierno 
2.2-3.1 g/L 

 

 Biogás  

Es una mezcla de gases, contiene en mayor cantidad metano (55-65%) y dióxido de carbono 

(35-45%), aunque pueden estar presentes otros gases como sulfuro de hidrógeno y amoníaco; 

se puede quemar para obtener calor y electricidad, esto contribuye a la reducción de las 

emisiones de gases de efecto invernadero. 
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Los materiales usados para la producción de biogás son residuos agrícolas, excretas de 

animales, lodos residuales, entre otros; las macroalgas pueden ser utilizadas para este fin por 

su bajo contenido de lípidos y altos contenidos de carbohidratos [19]. 

Se obtiene a través de la digestión anaerobia  [71], se involucran cuatro procesos [26] en la 

producción de metano (figura 1.13):  

 Hidrólisis, bacterias anaeróbicas secretan enzimas extracelulares que rompen los 

polímeros a compuestos orgánicos como proteínas, polisacáridos y lípidos; los polímeros 

lignocelulósicos son difíciles de degradar debido a sus complejas estructuras, es por ello 

que requieren pretratamientos, la lignina no puede despolimerizarse anaeróbicamente, ya 

que las enzimas involucradas en este proceso requieren oxígeno.  

 Acidogénesis, los productos finales de la hidrolisis se consumen por acidógenos 

(anaerobios), los sustratos que se producen en esta fase son acetato, hidrógeno, dióxido de 

carbono, ácidos grasos y alcoholes. 

 Acetogénesis, los sustratos formados en la acidogénesis son usados por 

homoacetógenos, que reducen el CO2 a acetato usando hidrógeno como donador de 

electrones, y acetógenos sintróficos para la conversión de acetato 

 Metanogénesis, se involucran diversos tipos de organismos metanógenos: los 

metanógenos hidrogenotróficos y aceticlásticos, se clasifican según el sustrato que utilizan. 

La hidrólisis es la etapa limitante en la velocidad de la digestión anaerobia, cuando los 

compuestos estructuralmente complejos como la lignina y la celulosa se convierten en unidades 

monoméricas, se generan partículas recalcitrantes que dificultan las etapas posteriores de la 

producción de metano [35]. 

El alto contenido de humedad facilita la transferencia de masa entre el sustrato y los 

microorganismos, acelerando el crecimiento microbiano y la bioconversión [72]. 

La bioconversión de algas pardas es baja, esto se atribuye a la presencia de polisacáridos 

complejos que no son fácilmente fermentables; así como a los altos niveles de sulfuro, 

polifenoles y salinidad [35]. Para contrarrestar la baja productividad de formación de metano, se 

han explorado diversos pretratamientos. 
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Figura 1.13. Producción de biogás a partir de algas [24] 

 

El Sargazo posee una alta proporción de carbono-nitrógeno, por lo que es un excelente sustrato 

para la obtención de biogás, no obstante, se debe tomar en cuenta que es necesario reducir el 

contenido de sales antes de iniciar el proceso. 

Concentraciones bajas de sales pueden favorecer el crecimiento de bacterias, pero 

concentraciones superiores a los 10 g/L inhiben los sistemas anaeróbicos por el aumento en la 

presión osmótica y la deshidratación de organismos metanogénicos. La concentración óptima 

de sodio para bacterias metanogénicas mesofílicas es de 230 mg de Na/L [46]. 

La presencia de polifenoles en el sargazo inhibe la función de los organismos metanogénicos, 

produciendo una inestabilidad durante el proceso de generación de metano [20]. 

El bajo rendimiento de producción de metano usando algas se podría explicar por la presencia 

de polifenoles en el sustrato, los fenoles se caracterizan por poseer un grupo hidroxilo unido a 

un anillo de benceno, se encuentran ampliamente distribuidos en plantas y algas, estos 

compuestos pueden afectar a las células microbianas al alterar la permeabilidad de su 

membrana, así mismo pueden provocar inhibición de sistemas enzimáticos esenciales. Algunos 

compuestos fenólicos encontrados en S. muticum han mostrado una actividad antimicrobial en 
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bacterias aerobias, sin embargo son pocos los estudios que han caracterizado los polifenoles 

presentes en las algas [73]. 

La gasificación es otra vía para la obtención de biogás; consiste en un proceso termoquímico 

que descompone el material al calentarlo a altas temperaturas (800-1000°C), el producto de 

este proceso es una mezcla de gases entre los que se encuentran el hidrógeno, monóxido de 

carbono, metano, etileno, nitrógeno, dióxido de carbono y vapor de agua [19]. 

Para iniciar el proceso mencionado anteriormente, se realiza una pirolisis usando la biomasa 

seca para obtener carbón, que posteriormente se gasifica generándose un gas de síntesis.  

La principal limitación para realizar la gasificación es el contenido de humedad de las algas, 

valores altos de agua pueden disminuir la eficiencia del gasificador  y el contenido total de 

energía [74]. 

La licuefacción hidrotermal, consiste en usar un reactor presurizado a temperaturas menores a 

400°C, se requiere un catalizador, es un método adecuado para las macroalgas, ya que no se 

requiere eliminar toda el agua, el proceso no requiere solventes y las sales del sustrato pueden 

incrementar el rendimiento de biogás; no es utilizado para la producción de metano, ya que el 

biogás resultante se compone en su mayoría de hidrógeno [75]. 

1.5. Deslignificación 

Se estima que cada año se producen 8x108 ton de lignina en el planeta, sin embargo este 

polímero no se acumula en la tierra gracias a los hongos y bacterias que degradan los 

componentes de la biomasa vegetal, estos microorganismos tienen un papel muy importante en 

el ciclo de carbono y su reciclaje [42]. 

Se han desarrollado procesos químicos para la deslignificación, sin embargo, hay una 

tendencia en el uso de métodos biotecnológicos de despolimerización de la lignina [76]. 

Para llevar a cabo procesos de bioconversión de la biomasa lignicelulósica, son necesarios 

pretratamientos, la lignina es el principal factor limitante en la degradación enzimática de los 

materiales lignicelulósicos [77]. Los pretratamientos tienen como objetivo remover la lignina y la 

hemicelulosa, reducir la cristalinidad de la celulosa e incrementar la porosidad de la biomasa 

para facilitar su sacarificación [78]. 
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Durante la deslignificación, la lignina es modificada estructuralmente y parcialmente separada 

de la celulosa y la hemicelulosa; para el aprovechamiento de la celulosa y la hemicelulosa, la 

deslignificación es el paso crítico y que presenta mayores retos [39].  

En los procesos que involucran el aprovechamiento de la biomasa lignocelulósica el enfoque se 

da principalmente en la celulosa, mientras que la lignina y la hemicelulosa son consideradas 

desechos. No obstante, se pueden obtener químicos aromáticos y polímeros a partir de la 

lignina [51].  

1.5.1. Procesos químicos 

Se utilizan procesos termoquímicos para pretratar a la biomasa lignocelulósica  con el fin de 

romper la estructura de material y separar a la lignina, algunos de los procesos más utilizados 

son la explosión de vapor, lavados alcalinos, hidrólisis ácida, expansión de fibra con amoniaco, 

oxidación húmeda con agua caliente, entre otros [29]. 

Entre los métodos químicos para despolimerizar a la lignina se encuentra la degradación 

térmica dando como resultado una lignina pirolítica, compuesta por un alquitrán marrón con 

compuestos de alto peso molecular derivados de la lignina [79]. 

El proceso de despolimerización de lignina por hidrogenólisis o hidrogenación consiste en 

someter a la lignina a una reacción de reducción en presencia de hidrógeno en un medio 

reactivo, los enlaces estructurales de la lignina sufren rupturas, la reacción se puede acelerar 

añadiendo catalizadores ácidos, se puede llevar a cabo en una o dos etapas, se obtienen 

compuestos aromáticos e hidrocarburos altamente hidrogenados [80]. 

Para la obtención de compuestos monoméricos polifuncionales se puede usar la 

despolimerización oxidativa, que consiste en tratar la lignina a presiones y temperaturas 

moderadas en presencia de un agente oxidante y un catalizador de oxidación [81]. 

 Deslignificación oxidativa 

En este tratamiento se obtiene un residuo rico en celulosa, ya que la hemicelulosa junto con la 

lignina son removidas. El peróxido de hidrogeno (H2O2) es un agente oxidante económico.  

El peróxido de hidrógeno ha sido ampliamente utilizado para el blanqueamiento de la madera, 

en condiciones alcalinas se generan aniones de hidroperóxido (HOO-), los cuales eliminan 

grupos cromofóricos de la lignina. Tiene la capacidad de reaccionar con las estructuras 
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coloreadas de los grupos carbonilos formando fragmentos de compuestos carboxilos [82]. Sin 

embargo, es inestable en medios alcalinos y en presencia de algunos metales como el 

manganeso, hierro y cobre [83]. 

El peróxido de hidrógeno en presencia de iones metálicos, se descompone a iones hidroxilo, 

que son altamente reactivos, los cuales son responsables de la despolimerización de la lignina, 

obteniendo productos solubles en agua de bajo peso molecular, en algunas ocasiones además 

de la deslignificación este proceso puede causar degradación de la celulosa, por esa razón se 

deben encontrar las variables de operación óptimas que permitan la degradación de la lignina y 

la máxima retención de carbohidratos [84].  

 Tratamientos alcalinos 

Los tratamientos alcalinos son ampliamente utilizados para separar la lignina de la biomasa y 

modificarla con el fin de facilitar la hidrolisis enzimática de los carbohidratos. En este tipo de 

tratamientos, la lignina se separa de los carbohidratos, se reduce la recalcitrancia del material al 

actuar en la matriz lignocelulósica y se limitan las reacciones de degradación de azúcares [84]. 

Los tratamientos alcalinos que se llevan a cabo con temperaturas y presiones bajas causan una 

menor degradación de azúcares y remueven sustancias amorfas como la lignina y la 

hemicelulosa [85]. 

Los procesos químicos generalmente requieren temperatura y presiones elevadas, el uso de 

solventes y valores extremos de pH, estos factores pueden llevar a la generación de inhibidores 

en la sacarificación, haciendo el proceso insostenible económica o ambientalmente, es por ello 

que el uso de enzimas es cada vez más estudiado [39]. 

1.5.2. Procesos biológicos 

Se ha observado la capacidad de algunos hongos de degradar la lignina, el uso de hongos en la 

deslignificación de la biomasa lignocelulósica presenta numerosas ventajas, los procesos 

requieren menores gastos energéticos, tienen un menor impacto ambiental respecto a los 

tratamientos fisicoquímicos, tienen una alta especificidad respecto al sustrato. Sin embargo, la 

aplicación de tratamientos biológicos a escala industrial aún se encuentra limitada por los 

tiempos del proceso que van desde 13 hasta 50 días [39]. 
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La degradación de esta biomasa involucra la acción sinérgica de un gran número de enzimas 

extracelulares, la deslignificación enzimática ha cobrado gran interés al ser más rápida que la 

biológica y al operar en rangos amplios de pH (3-8) y temperatura (25-80°C) [39].  

Las enzimas involucradas en la degradación de la lignina catalizan reacciones oxidativas, estas 

enzimas modificadoras de lignina comprenden peroxidasas específicamente la lignina 

peroxidasa (LiP) y manganeso peroxidasa (MnP), así como fenol-oxidasas del tipo lacasas 

(figura 1.14) [86]. 

La deslignificación se lleva a cabo por un proceso oxidativo en el que el peróxido de hidrógeno 

extracelular generado por enzimas fúngicas oxidasas, oxidan al polímero de la lignina en una 

reacción catalizada por enzimas con alto potencial redox como la lignina peroxidasa, 

manganeso peroxidasa, entre otras [51].   

Por otra parte, los hongos son pieza clave en el ciclo del carbono y se han usado como 

vehículos de sobreexpresión de enzimas de interés industrial [87]. Las mayores cantidades de 

lacasas se obtienen de hongos de la podredumbre blanca, estos organismos son capaces de 

degradar todos los componentes de la lignina a CO2 y agua, los hongos secretan las lacasas en 

el medio donde crecen gracias a los micelios, algunos microorganismos que producen estas 

enzimas son Trametes pubescens (740,000 U/L), Coriolus hirsutus (83,830 U/L), Trametes 

hirsuta (19,400 U/L), T. versicolor (16,000 U/L), Pycnoporus cinnabarinus (10,000 U/L), 

Neurospora crassa (10,000 U/L), Pleurotus ostreatus (3,500 U/L) [29]. 

 

 

Figura 1.14. Estructura de las principales enzimas involucradas en la deslignificación. a) Lacasa 

obtenida de Trametes versicolor, b) Lignina peroxidasa obtenida de Phanerochaete 

chrysosporium, c) Manganeso peroxidasa obtenida de P. chrysosporium [39] 
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Algunas ventajas que presenta el uso de extractos enzimáticos para la deslignificación de la 

biomasa son la presencia de enzimas accesorias y mediadores en el extracto que ayudan en la 

degradación, también pueden contener enzimas celulasas que hidrolicen las fibras expuestas 

de celulosa facilitando la sacarificación de la biomasa deslignificada. Se pueden utilizar 

extractos enzimáticos lignolíticos y celulósicos de manera simultánea para ahorrar tiempo y 

energía [88]. 

La degradación de la lignina se da únicamente en condiciones aerobias [42]. Además de los 

hongos de la podredumbre blanca y marrón, también se han estudiado bacterias Gram positivas 

y negativas con capacidad para degradar lignina [43]. 

La adición de compuestos de bajo peso molecular capaces de intervenir en las reacciones 

redox, también llamados mediadores, ayuda en la oxidación de estructuras fenólicas y no 

fenólicas de la lignina [89]. Normalmente los mediadores tienen un potencial redox mayor a 0.9 

V, los mediadores actúan como un portador de electrones entre la enzima y el sustrato [37]. 

Debido al tamaño molecular de las enzimas involucradas en la deslignificación, se dificulta el 

acceso a la pared celular secundaria, por ello se requieren mediadores, ya que en ausencia de 

ellos, solo se da la modificación de las fibras superficiales de la biomasa [89]. 

El mediador oxidado penetra en el sustrato oxidándolo; al oxidar el sustrato, el mediador se 

reduce a su forma original [37]. La elección del mediador tiene un rol importante en la 

efectividad del sistema enzima-mediador [90]. 

El uso de mediadores sintéticos en los sistemas enzimáticos conlleva altos costos y son 

potencialmente tóxicos, recientes estudios han explorado el uso de fenoles derivados de la 

lignina como mediadores en la deslignificación enzimática como una alternativa menos costosa 

y más amigable con el medio ambiente [51]. Los mediadores deben ser un buen sustrato para 

la enzima, su forma oxidada y reducida debe ser estable, adicionalmente, la conversión redox 

debe ser cíclica [91]. 

Las enzimas más estudiadas y utilizadas en los tratamientos enzimáticos son las lacasas y 

lignina peroxidasas. 

 Lacasas 

Las lacasas son oxidasas multicobre de compuestos aromáticos, reducen el oxígeno formando 

dos moléculas de agua a la vez que oxidan compuestos aromáticos [90], se caracterizan por 
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poseer 3 centros catalíticos, un centro mononuclear, donde el sustrato es oxidado y dos centros 

que forman un centro trinuclear donde el oxígeno molecular es reducido a agua [87].   

Algunos sustratos para las lacasas son fenoles, polifenoles, anilinas, aril diaminas, 

hidroxindoles, benzenotioles y compuestos metálicos orgánicos e inorgánicos [92]. Por su 

potencial redox bajo (0.5-0.8 V), solo se oxidan las estructuras fenólicas de la lignina; las 

estructuras aromáticas no fenólicas (que representan el 80% de la estructura de la lignina) no 

son oxidadas por las lacasas [37]. 

Al tener un potencial redox bajo, no hay una degradación directa de la lignina, sin embargo, en 

presencia de compuestos que forman radicales estables, que actúan como mediadores, pueden 

oxidar a la lignina y a otros compuestos recalcitrantes [51].  

El ácido 2,2 azino bis (3-etilbenzo tiazolin-6 sulfónico) (ABTS) es el mediador de las lacasas 

más estudiado por su alta estabilidad y su química redox conocida, este compuesto, transfiere 

un electrón a la enzima para activarla, actuando como un co-oxidante [90]. 

La oxidación del ABTS por acción de las lacasas ocurre en dos pasos, como se muestra en la 

figura 1.15; el primero es el más rápido y consiste en la formación del radical catiónico ABTS+·, 

para después ser oxidado al dicatión ABTS2+ [91].  

 

 

Figura 1.15. Oxidación del ABTS en presencia de la lacasa [91] 
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El ABTS+· interactúa con los grupos fenólicos de la lignina, es necesaria la presencia del ABTS2+ 

para la degradación de los grupos no fenólicos presentes en la lignina [91]. 

 Peroxidasas 

Estas enzimas se clasifican en oxidorreductasas cuya función es hacerle frente a la 

recalcitrancia y heterogeneidad de la lignina. Su alto potencial de óxido-reducción le permite 

oxidar los anillos bencénicos sin importar su grado de metoxilación y los enlaces presentes. 

[51]. 

Las lignina peroxidasas y manganeso peroxidasas usan el peróxido de hidrógeno (H2O2) como 

cofactor para catalizar reacciones de oxidación del anillo aromático hasta cationes radicales o 

radicales fenóxido [43]. 

Tienen un potencial redox entre 1.15-1.25 V, lo cual le permite oxidar grupos fenólicos y no 

fenólicos de la lignina [37]. 
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Justificación 

Las afectaciones relacionadas al fenómeno de las arribazones de sargazo no tienen 

precedentes, su mala disposición puede causar problemas no solo en la economía de la región, 

sino en el medio ambiente y en especies vulnerables, el sargazo debe abordarse como un 

recurso que puede ser aprovechado y del cual se pueden obtener beneficios. Sin embargo, 

algunas limitantes en cuanto a su uso es la presencia de metales pesados y de polifenoles 

asociados a la lignina, los cuales dificultan el acceso a compuestos aprovechables. 

Por otra parte, debido a la creciente demanda energética y para reducir las emisiones de gases 

de efecto invernadero asociadas al uso de combustibles fósiles, se ha impulsado la producción 

de biocombustibles, en especial los de segunda y tercera generación, no obstante, su mayor 

inconveniente es la recalcitrancia que presentan los sustratos estudiados, la cual se explica por 

la presencia de lignina. La lignina generalmente es una problemática, ya que dificulta el acceso 

a compuestos que pueden ser transformados en productos de alto valor. 

Los grandes volúmenes de sargazo que arriban al Caribe y los altos costos asociados a su 

recolección y disposición, logran que sea factible convertir esta biomasa pasiva a un sustrato 

potencial en la generación de biocombustibles y productos con valor agregado, aun así, es 

necesario estudiar y desarrollar procesos para deslignificar sustratos con potencial para la 

generación de energía, en esta investigación se estudiaron tratamientos químicos y enzimáticos 

de deslignificación. 

En reportes previos se han encontrado compuestos fenólicos en macroalgas presentes en el 

Caribe, a pesar de que pueden ser vistos como una problemática, éstos pueden ser utilizados 

como precursores en la síntesis verde de compuestos de interés, así mismo, los carbohidratos 

se pueden utilizar para la producción de fucoidanos, alginatos y biocombustibles. No obstante, 

antes de definir una ruta de valorización es necesario identificar los compuestos presentes en el 

sargazo, para lograr el máximo aprovechamiento, en esta investigación la identificación de 

dichos compuestos se realizó mediante técnicas cromatograficas. 
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Hipótesis 

La deslignificación de Sargassum spp., usando tratamientos químicos y/o biológicos facilitará la 

obtención de compuestos con alto valor en paralelo con la generación de biocombustibles. 

 

Objetivos 

Objetivo general 

Deslignificar el Sargassum spp., mediante métodos químicos y enzimáticos, para obtener 

compuestos con alto potencial en la generación de biocombustibles. 

Objetivos particulares 

a) Caracterizar el Sargassum spp., para conocer su composición estructural y fisicoquímica. 

b) Demostrar la presencia de lignina en el sargazo proveniente del Caribe mexicano y 

cuantificarla. 

c) Caracterizar los compuestos polifenólicos asociados a la lignina mediante HPLC y 

cromatografía gases-masas. 

d) Proponer un método para despolimerizar la lignina presente en el sargazo, usando métodos 

químicos y enzimáticos. 

e) Plantear una estrategia para el aprovechamiento del Sargassum spp., bajo un concepto de 

cero residuos.  

  



34 

Capítulo 2 

Materiales y métodos 

2.1. Estrategia experimental 

 

Figura 2.1. Diagrama de flujo de la estrategia experimental 
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2.2. Colecta y acondicionamiento de la materia prima 

El sargazo fue recolectado en el municipio de Puerto Morelos, Quintana Roo, México (figura 

2.2), el muestreo se realizó en septiembre 2020, a 150 metros de la orilla de la playa. Las 

muestras están constituidas por un consorcio de macroalgas de la especie Sargassum spp. 

 

Figura 2.2. Costas del Caribe mexicano [11] 

 

Se realizaron lavados de la materia prima utilizando agua potable, hasta alcanzar una 

conductividad de 100 µS/cm, después se secó al sol. El material seco se molió utilizando un 

molino Pagani Serie 25 (figura 2.3) para posteriormente tamizarlo usando una malla No.50 y 20 

con el fin de obtener partículas entre 300 y 850 micras.  



36 

 

Figura 2.3. Lavado del sargazo y molino Pagani Serie 25  

 

2.3. Caracterización de la materia prima 

2.3.1. Contenido de humedad y cenizas 

La determinación del contenido de cenizas se realizó mediante el protocolo de la NREL/TP-510-

42622 [93]. 

Se utilizó un crisol de porcelana, el cual se colocó durante 4 horas a 103°C en un horno “Binder” 

para alcanzar el peso constante, el peso se registró usando una balanza analítica “Ohaus 

Pioneer Mod. PA124C”, seguidamente se colocaron 0.5 gramos de sargazo en el crisol y se 

repitió el paso anterior para obtener el peso constante del crisol más la muestra, con dicho valor 

se puede obtener el contenido de humedad de la muestra siguiendo la siguiente ecuación. 

𝐻𝑢𝑚𝑒𝑑𝑎𝑑 (%𝐻) =
𝑀1 − 𝑀2

𝑀
𝑥100 

Donde: 

M1= Peso del crisol + muestra húmeda 

M2= Peso del crisol + muestra seca 

M= Peso de la muestra 
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Para obtener el contenido de cenizas el crisol con la muestra, se introdujo a una mufla “Vulcan 

3-550” equipada con programa de rampas, la muestra se calentó a 105°C la temperatura 

permaneció constante durante 12 minutos, luego se incrementó a 250°C donde se mantuvo 30 

minutos, para finalmente alcanzar una temperatura de 575°C, la muestra se mantuvo en esas 

condiciones durante 180 minutos más (figura 2.4). 

 

 

Figura 2.4. Rampa de calentamiento 

 

El crisol se dejó enfriar en un desecador por aproximadamente una hora y posteriormente se 

registró el peso de las cenizas usando la balanza analítica. El proceso se realizó por triplicado. 

El porcentaje total de cenizas viene dado por la siguiente ecuación: 

 

% 𝐶𝑒𝑛𝑖𝑧𝑎𝑠 𝑡𝑜𝑡𝑎𝑙𝑒𝑠 =
(𝑃𝑒𝑠𝑜 𝑐𝑟𝑖𝑠𝑜𝑙 + 𝑐𝑒𝑛𝑖𝑧𝑎𝑠) − 𝑃𝑒𝑠𝑜 𝑐𝑟𝑖𝑠𝑜𝑙

𝑔 𝑚𝑢𝑒𝑠𝑡𝑟𝑎
× 100 

 

2.3.2. Contenido de fenoles totales 

La concentración de fenoles totales se determinó por el método Folin-Ciocalteu [94], en el que 

se mide la formación de color azul, la técnica se basa en que los compuestos fenólicos 

reaccionan con el reactivo de Folin, a pH básico, dando lugar a una coloración azul susceptible 

de ser determinada espectrofotométricamente a 765 nm [95].  

Este reactivo contiene una mezcla de wolframato sódico y molibdato sódico en ácido fosfórico y 

reacciona con los compuestos fenólicos presentes en la muestra. El ácido 

fosfomolibdotúngstico, de color amarillo, al ser reducido por los grupos fenólicos da lugar a un 
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complejo de color azul intenso, cuya intensidad es la medida para evaluar el contenido en 

polifenoles [96].  

La oxidación de los polifenoles presentes en la muestra, causa la aparición de una coloración 

azulada que presenta un máximo de absorción a 765 nm, y que se cuantifica por 

espectrofotometría con base a una recta patrón de ácido gálico con concentraciones de 0.02, 

0.04, 0.06, 0.08 y 0.1 mg/mL [95]. 

Se agregaron 50 μL de muestra a un tubo de ensayo con capacidad de 10 mL, junto con 1550 

μL de agua destilada y 100 μL de reactivo Folin al 10% (v/v), se dejó reposar a temperatura 

ambiente durante 5 minutos en la oscuridad, después se añadieron 300 μL de carbonato de 

sodio (Na2CO3) al 7.5% (p/v), la mezcla se agitó suavemente y se incubó en la oscuridad 

durante 30 minutos a 40°C. La absorbancia se leyó usando un espectofotómetro 

“BioSpectrometer Eppendorf” a 765 nm. 

2.3.3. Análisis de elementos orgánicos (CHNS) 

El análisis elemental se realizó en un equipo Thermo Scientific modelo Organic Elemental 

Analyzer Flash 2000, usando un Software Eager Xperience versión 1.4, con el fin de conocer la 

composición elemental orgánica de las muestras, se colocó entre 7 y 8 mg de muestra molida y 

tamizada a un tamaño de partícula entre 300 y 850 micras, se cuantificó el contenido porcentual 

de carbono, hidrógeno, nitrógeno y azufre, cada muestra se procesó por duplicado. 

2.3.4. Espectrometría Infrarroja con Transformada de Fourier (FTIR) 

Las muestras se molieron y secaron antes de analizarlas. Los espectros infrarrojos se 

obtuvieron usando un espectrofotómetro Bruker modelo FT-IR Tensor II (Milton, ON, Canadá). 

Las muestras se analizan en Platinum ATR (Reflexión Total Atenuada) y los espectros se 

obtienen en la región de 4000–500 cm−1, a una resolución de 4 cm−1 con 32 escaneos [97]. 

2.3.5. Cuantificación de lignina y carbohidratos 

La extracción y cuantificación de lignina se realizó siguiendo el protocolo NREL/TP-510-42618 

[98], descrito a continuación: 

Se realizó una hidrolisis con ácido sulfúrico (H2SO4) al 72% (v/v), la cantidad de muestra seca 

usada fue de 500 ± 10 mg a la cual se le agregó 5 mL de ácido en tubos de ensayo de vidrio 
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con capacidad de 25 mL, se agitó manualmente con varilla de vidrio durante una hora en un 

baño de agua a 30 ± 3°C, el proceso se realizó por triplicado. 

Las muestras se transfirieron a frascos de vidrio con tapa y se añadió agua destilada hasta 

alcanzar un peso de 148.7 gramos, los frascos se llevaron a una autoclave durante una hora a 

121°C. 

Se utilizaron filtros Gooch con poro “M” a peso constante para recuperar la fracción sólida 

(lignina), ésta se lava como mínimo tres veces sobre el filtro para retirar los residuos de ácido. 

Los filtros con muestra se secan en un horno “Binder” a 105°C hasta alcanzar el peso 

constante. El contenido de lignina se calcula por diferencia de pesos, usando la siguiente 

ecuación: 

 

% 𝐿𝑖𝑔𝑛𝑖𝑛𝑎 =
(𝑃𝑒𝑠𝑜 𝑓𝑖𝑙𝑡𝑟𝑜 + 𝑚𝑢𝑒𝑠𝑡𝑟𝑎 𝑠𝑒𝑐𝑎) − (𝑃𝑒𝑠𝑜 𝑓𝑖𝑙𝑡𝑟𝑜)

𝑔 𝑚𝑢𝑒𝑠𝑡𝑟𝑎
× 100 

 

El análisis de carbohidratos presentes en el sargazo se llevó a cabo mediante cromatografía 

líquida de alta resolución (HPLC-High Performance Liquid Chromatography), se analizó la 

fracción líquida obtenida en la extracción ácida [99]. 

La separación cromatográfica se realizó usando una columna Metacarb 87H 300 × 7.8 mm 

(Agilent) bajo las siguientes condiciones: fase móvil H2SO4 (0.005 M), velocidad de flujo 0.4 

mL/min, y temperatura de la columna 50 °C, la temperatura del detector se mantuvo a 35°C. Se 

inyectaron 20 μl de muestra previamente filtrada con membrana 0.45 µm (Agilent) [100].  

2.4. Identificación de compuestos fenólicos en la lignina 

La lignina obtenida del punto anterior fue sometida a una despolimerización para identificar 

compuestos fenólicos, para ello, se llevó a cabo una reacción con nitrobenceno, según el 

procedimiento descrito por Reyes-Rivera [101], en el cual se agregan 200 mg de lignina a un 

vial de vidrio con tapa junto con 0.5 mL de nitrobenceno y 7 mL de una solución de hidróxido de 

sodio 2 M a un reactor hidrotérmico de acero inoxidable (figura 2.5), el reactor se calentó a 

170°C usando una mufla “Vulcan 3-550” durante dos horas y media, la solución obtenida de la 

reacción se almacenó en un vial ámbar a temperatura ambiente. 
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Figura 2.5. Reactor hidrotérmico 

 

Posteriormente se realizaron tres extracciones con 60 mL de cloroformo, después de la primera 

extracción, se agregaron 2.5 mL de HCl (4M), las fases orgánicas recuperadas se mezclaron y 

se concentraron usando un rotoevaporador “IKA RV10” (figura 2.6), a 50 revoluciones por 

minuto y con un baño de agua “IKA HB 10” a 40°C.  

 

 

Figura 2.6. Extracción con cloroformo y rotoevaporador IKA RV10 

 

La muestra concentrada se filtró, usando pipetas Pasteur rellenas con silica gel 60 “Fluka” 

(figura 2.7) antes de ser analizadas usando técnicas cromatográficas. 
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Figura 2.7. Columna utilizada para filtrar las muestras 

 

2.4.1. Cromatografía de Gases-Espectrometría de Masas (CG-EM) 

El equipo utilizado fue un cromatógrafo de gases marca Agilent 7890B GC (figura 2.8), 

acoplado a un espectrómetro de masas Agilent, modelo 5977B GC/MSD. Para la separación de 

los compuestos se utilizó una columna marca Agilent Technologies HP-5MS (30 m x 0.25 mm x 

0.25 micras). 

Se utilizó hidrógeno como gas acarreador en la columna, a un flujo de 1 mL/min. Las 

condiciones del horno fueron: una temperatura inicial de 70 °C en isoterma durante 5 minutos, 

seguida de una rampa de calentamiento de 10 °C/min hasta 200 °C manteniendo en isoterma 

durante otros 5 minutos, seguida por una última rampa de 20 °C/min hasta 290 °C manteniendo 

en isoterma durante 15 minutos. La temperatura del inyector fue de 300 °C. Se inyectó 1 

microlitro de muestra al 10% w/v en cloroformo. 
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Figura 2.8. Cromatógrafo de gases Agilent 7890B GC acoplado a un espectro de masas Agilent 

5977B GC/MSD 

2.4.2. Cromatografía Líquida de Alta Resolución (HPLC) 

La muestra se diluyó a una concentración de 1 mg/mL, usando una fase de Acetonitrilo (ACN) y 

agua grado HPLC en relación 1:1, posteriormente se pasaron por un filtro Agilent de 0.45 µm. 

Se usó una columna Agilent Zorbax Eclipse C18 (4.6 x 150 mm, 3.5 µm) (figura 2.9), la fase 

móvil utilizada se constituyó de una mezcla de A (Acetonitrilo) y B (Ácido fórmico al 1% v/v) en 

relación 14:86, la temperatura de la columna fue de 40°C, se usó un flujo constante de 1 

mL/min, el volumen de inyección de la muestra fue de 20 µL, se usó un detector UV a 290 nm, 

el tiempo de cada corrida fue de 22 minutos en total. 

Se elaboró una curva de calibración usando mezclas de estándares a diferentes 

concentraciones, los estándares grado HPLC (SigmaAldrich) usados fueron ácido gálico, ácido 

vainíllinico, ácido p-coumárico y siringaldehido, las mezclas de estándares se prepararon con 

una mezcla de acetonitrilo y agua en relación 1:1, las concentraciones usadas para la curva de 

calibración variaron entre 0.125 y 0.015 mg/mL. 
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Figura 2.9. Cromatógrafo líquido de alta resolución HPLC con columna Zorbax Eclipse C18 

 

2.5. Deslignificación del sargazo 

El sargazo se sometió a diferentes tratamientos con el objetivo de retirar la lignina presente, y 

facilitar el acceso a los carbohidratos para ser aprovechados posteriormente. Se utilizaron 

tratamientos químicos y enzimáticos. A la fracción sólida obtenida de los tratamientos, se le 

determinó el contenido de lignina y fue analizada por espectrometría infrarroja (FTIR) para 

observar los cambios estructurales que sufre la biomasa. 

2.5.1. Tratamiento con hidróxido de sodio 

Se siguió la metodología propuesta por Soares et al., [85], en donde la solución alcalina 

utilizada es el hidróxido de sodio (NaOH) al 1% y 3%, el proceso se llevó a cabo en matraces 

Erlenmeyer a temperatura ambiente (25°C) durante 24 horas con agitación de 150 rpm, la carga 

de sólidos fue de 15% (w/v).  

Este tratamiento ocasiona una menor degradación de azúcares y remueve sustancias como la 

lignina y la hemicelulosa [85], al finalizar el tratamiento, la solución obtenida se filtró, el sólido se 

lavó con agua purificada y se secó en un horno Binder a 70°C. 
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2.5.2. Oxidación con peróxido de hidrógeno 

En este tratamiento se utiliza peróxido de hidrógeno (H2O2), se alcanza una alta remoción de 

lignina y recuperación de celulosa y hemicelulosa. El mecanismo de acción consiste en la 

saponificación de los enlaces éter y éster α-bencilo que unen a la lignina y la hemicelulosa, 

logrando su solubilización [102]. 

Se utilizó la metodología propuesta por Su et al., con modificaciones [103], la muestra se 

mezcló con una solución de H2O2 al 2.5 y al 3.5%, se utilizó una carga de 1:20 (w/v), la 

suspensión se incubó a 35°C, con una agitación de 150 rpm y un tiempo de reacción de tres 

horas. 

Después del tiempo de incubación, la solución se filtró, la parte sólida se lavó y secó a 60°C 

para su posterior análisis. En la fracción líquida se encuentra soluble la lignina.  

2.5.3. Hidrólisis enzimática  

La carga enzimática empleada en los pretratamientos fue de 170 U de lacasa/g sustrato seco, 

la carga de sólidos usada fue del 12% (w/v), se utilizó buffer de acetatos como medio para 

realizar el tratamiento, las soluciones se incubaron durante 48 horas a 40°C con una agitación 

de 150 rpm. Se utilizó un extracto enzimático (EE) obtenido a partir de un hongo Trametes 

hirsuta, así como lacasas reactivas (SigmaAldrich). También se midió el efecto de la adición de 

un mediador en el proceso de deslignificación enzimática, el mediador utilizado fue ABTS (5 

µM). 

2.5.3.1. Cuantificación de actividad lacasa 

La actividad lacasa se determinó utilizando ácido 2,2’-azino-bis (3-etilbenzotiazolina-6-sulfónico) 

(ABTS SigmaAldrich). Una unidad de actividad lacasa se define como la cantidad necesaria 

para catalizar la formación de 1 mmol de ABTS oxidado por minuto [97]. 

La técnica consiste en agregar 100 µL de buffer de acetatos a un tubo de ensayo con capacidad 

de 10 mL, seguido de 100 µL de ABTS (5µM) y 700 µL de agua destilada, posteriormente la 

solución se incuba a 40°C en oscuridad durante 5 minutos, pasado el tiempo de incubación, se 

añaden 100 µL del extracto enzimático y se incuba por 20 minutos en la oscuridad a 40°C. La 

absorbancia se midió con un espectrofotómetro a 420nm. 

 



45 

𝐴𝑐𝑡𝑖𝑣𝑖𝑑𝑎𝑑 𝐿𝑎𝑐𝑎𝑠𝑎 =
(𝐴𝑏𝑠𝑜𝑟𝑏𝑎𝑛𝑐𝑖𝑎 ∗ 𝐷𝑖𝑙𝑢𝑐𝑖ó𝑛)(𝑉𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒𝑛 𝑑𝑒 𝑟𝑒𝑎𝑐𝑐𝑖ó𝑛

𝑉𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒𝑛 𝑚𝑢𝑒𝑠𝑡𝑟𝑎⁄ )

0.036
𝑇𝑖𝑒𝑚𝑝𝑜 𝑑𝑒 𝑖𝑛𝑐𝑢𝑏𝑎𝑐𝑖ó𝑛⁄

 

 

2.6. Extracción de alginato 

Se usó la metodología propuesta por Ardalan et al., con modificaciones [34], las modificaciones 

consisten en utilizar carbonato de sodio en lugar de bicarbonato de sodio durante la hidrolisis 

alcalina. El proceso consiste en una preextracción ácida en la que se agregaron 75 mL de ácido 

clorhídrico (HCl) 0.2M a 10 gramos de sargazo seco, la mezcla se agitó manualmente y se dejó 

reposar 15 minutos, después del tiempo de espera, se separó la fracción sólida de la líquida 

usando un filtro Gooch C. 

Finalizada la preextracción ácida, la fracción sólida se sometió a una hidrolisis alcalina 

agregando 250 mL de carbonato de sodio (Na2CO3) al 2% (p/v) y llevando la solución a un baño 

de agua con temperatura de 80°C durante 2 horas. La solución obtenida se filtró, la fracción 

líquida contiene ácido algínico soluble, que fue transformado a alginato de sodio. La fracción 

sólida denominada biomasa residual (BR) se secó por 24 horas a 45°C, esta fracción se 

considera un desecho en el proceso de extracción de alginato. La biomasa residual fue 

caracterizada para conocer su composición y encontrar alternativas para su aprovechamiento 

con el fin de obtener un proceso con cero residuos.  

A la fracción liquida con ácido algínico soluble se le agregaron 375 mL de ácido clorhídrico (HCl 

0.2M) para formar fibrillas insolubles de ácido algínico, las fibrillas se separaron y se le 

añadieron 250 mL de solución de carbonato de sodio al 2% (p/v) para transformar el ácido 

algínico insoluble a alginato de sodio soluble. El alginato de sodio se precipitó utilizando 250 mL 

de etanol anhidro, el líquido se descartó y el alginato de sodio insoluble se secó en un horno a 

45°C durante 24 horas.  

El rendimiento de alginato de sodio está dado por la siguiente ecuación: 

 

𝑅𝑒𝑛𝑑𝑖𝑚𝑖𝑒𝑛𝑡𝑜 𝑑𝑒 𝑎𝑙𝑔𝑖𝑛𝑎𝑡𝑜 𝑑𝑒 𝑠𝑜𝑑𝑖𝑜 (%) =
𝑃𝑒𝑠𝑜 𝑑𝑒𝑙 𝑎𝑙𝑔𝑖𝑛𝑎𝑡𝑜 𝑑𝑒 𝑠𝑜𝑑𝑖𝑜 𝑠𝑒𝑐𝑜

𝑃𝑒𝑠𝑜 𝑑𝑒 𝑙𝑎 𝑚𝑎𝑐𝑟𝑜𝑎𝑙𝑔𝑎 𝑠𝑒𝑐𝑎
 × 100 
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2.6.1. Trazabilidad de metales 

Se realizó un análisis del contenido de metales a las muestras de sargazo, biomasa residual y 

alginato de sodio, para conocer la trazabilidad de metales durante este proceso. Las muestras 

fueron digeridas por triplicado utilizando 0.5 gramos de muestra seca, a la cual se le añadieron 

7mL de ácido nítrico (HNO3), 1.5 mL de peróxido de hidrógeno (H2O2), 0.5 mL de fluoruro de 

hidrógeno (HF 40-45%) y 2 mL de agua desionizada, para el análisis se utilizó un espectrómetro 

de emisión óptica (ICP-OES) Perkin Elmer Optima 8000 [104]. 

2.7. Análisis estadístico 

Se utilizó el software STATISTICA 10.0 (Stat Soft Inc., Tulsa, USA) para determinar las 

desviaciones estándar de los datos obtenidos, así como para realizar un análisis de varianza 

(P<0.05) para determinar las diferencias estadísticamente significativas entre los tratamientos 

de deslignificación. 
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Capítulo 3 

Resultados y discusión 

3.1. Caracterización de la biomasa 

Los resultados obtenidos de la caracterización del sargazo, se presentan en la tabla 3.1. La 

humedad de trabajo usada fue de 15.98%. Las cenizas representan el material inorgánico 

presente en la muestra como sales y metales, el contenido en el Sargassum spp recolectado en 

Puerto Morelos en 2020 fue del 21.13% y es menor a lo reportado por Milledge et al. [36] 

(31.82%) y Thompson et al. [105] (46.94%) en la biomasa recolectada en las Islas Turcas y 

Caicos en el verano del 2019 y en Barbados en el verano de 2018, respectivamente. Sin 

embargo, los valores concuerdan por lo reportado por Paraguay-Delgado et al. [54] y Aparicio et 

al. [106] en el sargazo que arribó a Quintana Roo durante 2019; los cuales variaron entre 20.27 

y 23%. Esto significa que el contenido de cenizas depende de la localidad y la temporalidad en 

la que se realice el muestreo. Así mismo, Vazquez-Delfin et al. [107], reafirma las variaciones 

en función de la ubicación de muestreo, al analizar muestras colectadas en diferentes puntos de 

Quintana Roo, obteniendo valores entre el 18.1 y 23.9%. 

En cuanto al contenido elemental, el porcentaje de carbono (C), hidrógeno (H), nitrógeno (N) y 

azufre (S) fue de 31.87, 4.92, 1.16 y 0.98, respectivamente. El contenido de carbono y nitrógeno 

se encuentra dentro de los valores reportados por Vazquez-Delfin et al. [107], los cuales son del 

26.8 al 33% para carbono y de 0.9 a 1.2% para nitrógeno. Sin embargo, el contenido de 

carbono es mayor a lo encontrado en la biomasa recolectada en Barbados (27.50%) y en Islas 

Turcas y Caicos (27.41%) [105][36].  

La relación carbono-nitrógeno (C:N) en este estudio fue de 27.51 la cual se encuentra en el 

rango óptimo para la digestión anaerobia en la producción de biogás (20-30) [62] y coincide con 

lo reportado por Vazquez-Delfin et al. [107] para las muestras de Sargassum spp., colectadas 

en Puerto Morelos en Junio 2018. A diferencia de los valores obtenidos por otros autores en 

muestras de sargazo recolectadas en Barbados (2018) y Turks and Caicos (2019) [105][36] los 

cuales fueron de 21.16 y 16.08, respectivamente. Confirmando la variación proximal de las 

muestras de sargazo en dependencia del sitio de colecta y la temporalidad de la misma. 

El contenido de azufre es mayor a lo reportado por Milledge et al., [36] y Thompson et al., [105] 

cuyos resultados son 0.2% y 0.82%, el alto contenido de este elemento se pueden relacionar 
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con los reportes de la generación de ácido sulfhídrico (H2S) durante la descomposición del 

sargazo, este gas es tóxico y puede generar problemas medio ambientales y de salud pública 

[6], al igual que el contenido de cenizas, el contenido elemental también varía en función del 

sitio y temporalidad de muestreo. 

 

Tabla 3.1. Caracterización del Sargassum spp., en base seca. FT= Fenoles Totales 

Análisis Sargassum spp 

Humedad (%) 15.98 ± 0.31 

Cenizas (%) 21.13 ± 0.25 

C (%) 31.87 ± 1.82 

H (%) 4.92 ± 0.09 

N (%) 1.16 ± 0.02 

S (%) 0.98 ± 0.03 

C:N 27.51 ± 1.06 

FT (%) 1.81 ± 0.21 

Lignina (%) 29.52 ± 0.18 

Carbohidratos totales (%) 24.62 ± 1.21 

 

El contenido de fenoles totales (FT) es de 18.10 mg de GAE/g de sargazo, lo cual representa el 

1.8% del peso de la biomasa en base seca, Milledge et al. [36] reporta diferencias entre el 

contenido de fenoles en la mezcla de sargazo pelágico (2.9%) y entre especies de S. natans y 

S. fluitans (0.25-0.66%). Mientras que en estudios a nivel de especies realizados en sargazo 

colectado en Jamaica en 2019, los porcentajes de fenoles varían entre 0.12 y 0.43% en peso 

seco [108]. Este amplio rango de variación, en el contenido de fenoles totales puede estar 

asociado a la temporalidad y ubicación de muestreo, debido a las condiciones de estrés a las 

que está sometido el sargazo durante su trayecto a las costas, por ejemplo, la radiación 

ultravioleta, incrementos en la temperatura del océano, entre otras [104]. 
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El contenido total de carbohidratos en el sargazo analizado es de 24.62%, entre los cuales se 

encuentran glucosa, xilosa y fucosa. La presencia de fucosa y de azufre, generalmente se 

relacionan con la presencia de fucoidanos, los cuales tienen un valor comercial (figura 3.1). 

 

 

Figura 3.1. Contenido de carbohidratos en el Sargassum spp. 

 

Se puede apreciar que el contenido de glucosa y xilosa representan un 46 % del total de 

carbohidratos y los cuales pueden asociarse a la presencia de celulosa y hemicelulosa, 

respectivamente; lo que coincide con lo reportado por Lopez-Sosa et al.[109]  y Alzate-Gaviria 

et al. [104] para esta macroalga. Mientras que los carbohidratos no identificados podrían estar 

relacionados a los monómeros que componen a los alginatos. 

Se realizó un análisis infrarrojo (FTIR) al sargazo, el espectro obtenido se presenta en la figura 

3.2., la absorbancia presentada en la longitud de onda de los 3357 y 2924 cm-1 representan los 

enlaces característicos del grupo funcional hidroxilo (-OH) y de enlaces C-H en grupos CH3 y 

CH2, los cuales se atribuyen a diversos carbohidratos como celulosa, hemicelulosa y alginato 

[34][110]. La banda encontrada en la longitud de 1606 cm-1, es representativa de los enlaces 

conjugados del grupo carboxilo (C=O) [47], mientras la que está presente en la longitud de 1400 

cm-1, se asigna a las vibraciones simétricas de los enlaces C-OH de los grupos carboxilos [111], 

este grupo funcional está presente en la estructura del alginato y de la lignina. 
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Figura 3.2. Espectro FTIR del Sargassum spp 

 

El pico presente en la longitud de onda alrededor de los 1238 cm-1, en las macroalgas, se debe 

a la presencia de grupos esteres sulfatados (S=O), los cuales están presentes en los 

fucoidanos y en polisacáridos sulfatados [111], la banda alrededor de la longitud en 1033 cm-1 

representa vibraciones características de las regiones anoméricas de los xilanos asociados a la 

hemicelulosa, mientras la señal encontrada en los 811 cm-1 es propia de los enlaces C-H de las 

unidades de p-hidroxifenilos de la lignina [112]. 

3.2. Identificación de fenoles en la lignina 

Existen reportes de compuestos asociados a lignina en especies de algas de Calliarthron 

cheilosporioides [44] y en macroalgas colectadas en el Pacifico [47], sin embargo, hasta el 

momento no hay reportes de la presencia de lignina en las algas del género Sargassum que 

arriban al Caribe mexicano. 
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Para las macroalgas que arriban al Caribe, Alzate-Gaviria et al. [104], reportaron la presencia de 

una material similar a la lignina con gran cantidad de polifenoles los cuales representan el 

29.5% del peso seco del sargazo; así como la presencia de una pared celular secundaria 

lignificada. Además de ello, Aparicio et al. [106] mencionan la presencia de un material 

resistente a la hidrolisis ácida, el cual representa el 26.46% del peso en el sargazo. En este 

trabajo se obtuvo un 29.52% de un material recalcitrante, el cual es resistente a la hidrolisis 

ácida; con el objetivo de demostrar que dicho material es lignina; este fue sometido a una 

despolimerización para posteriormente analizar sus componentes e identificar compuestos que 

se asocian con la lignina. 

Así mismo, antes de realizar la despolimerización con nitrobenceno, se realizaron análisis 

infrarrojos al material recalcitrante que se obtuvo del sargazo y a una lignina alcalina grado 

reactivo (Chem Cruz SC-489763) para visualizar las similitudes en sus grupos funcionales. Los 

espectros infrarrojos de estos materiales se presentan en la figura 3.3. 

 

 

Figura 3.3. FTIR del control de lignina (SC-489763) comparada con la lignina obtenida del 

Sargassum spp y de la biomasa residual 
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Se encontraron similitudes en los grupos funcionales del control de lignina y de la lignina 

obtenida a partir del sargazo. Las bandas alrededor de los 3457 y 2936 cm-1, son características 

del grupos funcional hidroxilo (-OH) y de vibraciones de los enlaces C-H [34], respectivamente; 

mientras que el pico intenso presente entre los 1700-1600 cm-1 representa enlaces conjugados 

y no conjugados del grupo carbonilo (C=O) de la lignina [47]. Las absorbancias encontradas en 

las longitudes de 1516, 1457, 817 y 638 cm-1 se atribuyen a la lignina, y representan las 

vibraciones de anillos aromáticos, vibraciones en los enlaces O-C-O del grupo carboxilo, 

enlaces C-H fuera del plano en las unidades de p-hidroxifenilo, así como estiramientos C-H de 

compuestos aromáticos, respectivamente [112][111]. Las bandas características de la muestra 

de sargazo coinciden con el control utilizado de lignina, las diferencias observadas se deben a 

que la composición de la lignina cambia según el origen de ésta y su método de extracción [43]. 

3.2.1. Cromatografía de Gases-Espectrometría de Masas 

La lignina despolimerizada fue analizada mediante cromatografía de gases acoplada a masas, 

el cromatograma obtenido se presenta en la figura 3.4, se identificaron cuatro compuestos de 

interés en la muestra, los cuales se enlistan en la tabla 3.2. 

 

 

Figura 3.4. Cromatograma obtenido por CG-EM de la lignina del Sargassum 
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Tabla 3.2. Compuestos encontrados mediante Cromatografía de Gases-Masas (T.R.= Tiempo 

de Retención) 

Comp. 
T.R 

(min) 
Calidad 

Área 

(%) 
Nombre Estructura 

1 5.24 87 0.94 1-etil 3-metil benceno 

 

2 5.73 91 9.61 Anilina 

 

3 7.74 95 0.48 1,2-dietil benceno 

 

4 15.06 97 27.79 2,4-diterbutil fenol 

 

 

Se encontró la presencia de varios compuestos aromáticos, el compuesto encontrado en mayor 

proporción fue el 2,4-diterbutil fenol. La reacción utilizada ataca los enlaces éster en la lignina, 

se puede inferir que dicha reacción es muy agresiva y por ello, los fenoles perdieron su grupo 

funcional hidroxilo, quedando únicamente el anillo de benceno. 

3.2.2. Cromatografía Líquida de Alta Resolución (HPLC) 

En la figura 3.5(a), se muestran los cromatogramas obtenidos por HPLC de los estándares de 

ácido gálico, ácido vainillínico, ácido p-coumárico y siringaldehido utilizados para la 

identificación de compuestos, los cuales tienen un tiempo de retención (RT) de 3.31, 8.57, 

14.26 y 16.20 minutos, respectivamente. El ácido p-coumárico se origina a partir de la 

fenilalanina, la cual es producto de la ruta de Shikimato en el metabolismo secundario de las 

plantas vasculares [43]. 



54 

En la figura 3.5(b), se puede apreciar el cromatograma de la muestra de lignina 

despolimerizada; donde se encontraron 13 compuestos, de los cuales se pudieron identificar 

ácido gálico, ácido vainilíinico y ácido p-coumárico.  

La importancia de la identificación de ácido p-coumárico radica en la vinculación que tiene este 

compuesto en la biosíntesis de la lignina. Ya que es precursor de las unidades básicas 

fenilpropanoide (monolignoles) [43]. 

La presencia del ácido p-coumárico y los espectros FTIR confirman que el material recalcitrante 

en el Sargassum spp que arriba al Caribe mexicano es lignina, lo que ratifica la hipótesis 

planteada por Alzate-Gaviria et al., sobre los altos contenidos de polifenoles en las especies de 

S. natans y S. fluitans; así como la presencia de tejido lignificado, el cual forma una pared 

secundaria en ambas especies de Sargassum spp [104]. 

 

 

Figura 3.5. Cromatogramas obtenidos por HPLC a) Mezcla de estándares b) Muestra de lignina 

de Sargassum. *1= Estándar de ácido gálico, 2= Estándar de ácido vainillínico, 3= Estándar de 

ácido p-coumárico, 4= Estándar de siringaldehído 

 

La concentración de los compuestos identificados se presenta en la tabla 3.3, se obtuvieron 

contenidos entre 2.9 y 3.37 mg/g de sargazo seco. Estos fenoles podrían ser utilizados como 

precursores en la síntesis verde de compuestos químicos, obteniendo un mayor número de 

productos de valor agregado a partir del sargazo. 
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Tabla 3.3. Compuestos fenólicos encontrados en las muestras de lignina por HPLC (*En base 

seca) 

Compuesto Estructura 
Tiempo de 

retención (min) 
mg/ g Sargazo* 

Ácido gálico 
 

3.12 2.90 

Ácido vainillínico 
 

8.49 3.37 

Ácido p-coumárico 
 

14.07 3.14 

 

3.3. Deslignificación 

Los tratamientos químicos mostraron mejores resultados de deslignificación que los 

enzimáticos. Los tratamientos con peróxido de hidrógeno dieron mejores resultados en cuanto a 

la remoción de la lignina, con porcentajes de deslignificación superiores al 50%. No se encontró 

diferencia estadísticamente significativa en la remoción de lignina al variar las concentraciones 

de peróxido entre un 2.5 y 3.5%, mientras que, para los tratamientos con hidróxido de sodio, sí 

hay una diferencia significativa en los resultados, dependiendo de la concentración utilizada, la 

concentración al 3% fue la que mostró mejores resultados de deslignificación (figura 3.6). 

Los tratamientos con H2O2, además de mostrar las mayores remociones de lignina, también 

presentaron incrementos entre el 23.5 y 36.3% en la relación del contenido de carbohidratos, 

indicando que, con estos tratamientos únicamente se solubiliza la lignina y no los carbohidratos 

[84], permitiendo aprovecharlos para la generación de biocombustibles. Sin embargo, para el 

caso del tratamiento con NaOH al 1%, a pesar de la disminución en el contenido de lignina 

respecto al control, también se observó una disminución en la relación del contenido de 

carbohidratos, esto debido a la solubilización de la hemicelulosa [85]. Por esta razón en cuanto 

a los tratamientos químicos, los más prometedores son los que se realizaron con peróxido de 

hidrógeno. 
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Figura 3.6. Variación en el contenido de lignina y carbohidratos durante los tratamientos (las 
diferencias estadísticamente significativas están señaladas por las letras, letras iguales: NO hay 
diferencia estadísticamente significativa). T.1= Tratamiento con NaOH al 1%, T.2= Tratamiento 
con NaOH al 3%, T.3= Tratamiento con H2O2 al 2.5%, T.4= Tratamiento con H2O2 al 3.5%, T.5= 

Tratamiento con extracto enzimático (EE), T.6= Tratamiento con Lacasa Reactiva (LR), T.7= 
Tratamiento con EE+mediador, T.8= Tratamiento con LR+mediador 

 

Los tratamientos enzimáticos presentaron porcentajes de deslignificación inferiores respecto a 

los químicos, el contenido de lignina no presentó diferencias significativas entre los cuatro 

tratamientos enzimáticos, sin embargo, si hay diferencias respecto al control. La relación en el 

contenido de carbohidratos sí tuvo variaciones significativas. 

Los tratamientos enzimáticos sin mediador no presentaron diferencias significativas en el 

contenido de carbohidratos respecto al control, no obstante, si hay diferencia entre utilizar 
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extracto enzimático y lacasa reactiva, siendo el tratamiento con lacasa reactiva el que presenta 

mejores resultados en cuanto al contenido de carbohidratos. En los tratamientos donde se 

utilizó un mediador (ABTS), se encontraron relaciones en el contenido de carbohidratos 

mayores, esto significa que a pesar de que no se logra una remoción completa de la lignina, 

ocurre una modificación estructural en ella, que permite acceder a los carbohidratos de mejor 

manera.  

El tratamiento en el que se usó lacasa reactiva y mediador (T.8), logró un incremento del 

43.13% en la relación del contenido de carbohidratos, respecto al control. 

3.4. Rendimiento de alginato 

Se llevó a cabo la extracción de alginato, ya que éste es un producto comercializable, sin 

embargo, es necesario determinar la calidad del producto obtenido. Se obtuvo un 25% de 

rendimiento de alginato de sodio, el cual se encuentra entre los rangos aceptables para su 

aprovechamiento industrial (12-45%) [108], igualmente se obtuvo un 29% de rendimiento de 

biomasa residual, la cual fue analizada para determinar posibles usos (figura 3.7). 

El sargazo tiene la capacidad de absorber metales, se ha reportado la presencia de metales 

pesados como cadmio, plomo y arsénico en el sargazo presente en el estado de Quintana Roo 

[104][9][108]. Una de las principales limitantes para el uso del sargazo en la producción de 

alginato es el contenido de metales que presenta, por ello, se realizó un estudio de su 

trazabilidad durante el proceso de la extracción de alginato, los resultados obtenidos se 

presentan en la tabla 3.4. 
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Figura 3.7. a) Biomasa residual generada en la extracción de alginato b) Sargassum spp c) 
Alginato de sodio obtenido del Sargassum 

 

3.4.1. Trazabilidad de metales 

A pesar de que se obtuvieron buenos rendimientos de alginato, la presencia de metales limita el 

uso de los alginatos extraídos del Sargassum. Con el fin de conocer la calidad final del alginato 

obtenido, se realizó un análisis de la trazabilidad de metales durante su proceso de extracción y 

se analizó la biomasa inicial (Sargassum spp), la biomasa residual del proceso y el alginato de 

sodio producido. 

El proceso de extracción de alginato utilizado en este estudio logró la reducción en la 

concentración de cinco elementos (Boro, Hierro, Manganeso, Niquel y Cobre), por debajo de su 

límite de detección, en el alginato de sodio obtenido; mientras que los elementos Zinc y 

Aluminio disminuyeron su concentración en un 95 y 75%, respectivamente, tomando en cuenta 

el contenido en el Sargassum spp al inicio del proceso. La remoción de los metales en el 

alginato abre una ventana de oportunidades para la comercialización de este producto y el uso 

del sargazo. 
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Tabla 3.4. Trazabilidad de metales durante el proceso de extracción de alginato 

Elemento 
LDM 

(mg/L) 

Sargassum 

spp 

Biomasa 

residual 

Alginato de sodio 

de Sargassum 

As 0.0235 LDM LDM LDM 

B 0.0032 61.425 165.9 LDM 

Fe 0.0031 11.755 28.925 LDM 

Zn 0.141 2096 2688 96.2 

Mn 0.0013 8.540 7.791 LDM 

Cd 0.0006 LDM LDM LDM 

Pb 0.007 LDM LDM LDM 

Al 0.0011 89.202 104.635 22.065 

Ni 0.0037 2.6855 5.319 LDM 

Cu 0.0004 6.612 8.297 LDM 

LDM: Menor al límite de detección, la concentración de metales está dada en mg/Kg 

 

Los metales se mantienen en la biomasa residual, la cual no es aprovechada, sin embargo, ésta 

fue caracterizada para conocer su composición y proponer usos potenciales, los resultados de 

caracterización se muestran en la tabla 3.5. El contenido de cenizas se incrementó respecto al 

contenido original en el Sargassum spp., esto se debe a que los metales se mantienen 

retenidos en la BR. La composición elemental de esta biomasa fue de 29.79, 2.51, 1.46 y 1.48% 

para C, H, N y S, respectivamente y mantiene una buena relación C:N (20.35) para su uso en la 

producción de biogás [20]. 

El proceso de extracción de alginato logró reducir el contenido de lignina de 29.52 a 18.47%, 

facilitando el acceso a los carbohidratos, los cuales incrementan su relación en base seca de 
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24.62 a 30.67%. Es por ello que esta biomasa tiene gran potencial para su uso en la producción 

de biocombustibles como el biogás o bioetanol. 

 

Tabla 3.5. Caracterización de la biomasa residual. *En base seca 

Análisis Biomasa residual* 

Humedad (%) 8.40 ± 0.22 

Cenizas (%) 36.23 ± 0.26 

C (%) 29.79 

H (%) 2.51 

N (%) 1.46 

S (%) 1.48 

C:N 20.35 

Lignina (%) 18.47 ± 0.36 

Carbohidratos (%) 30.67 ± 2.25 

 

En cuanto al contenido de carbohidratos en la biomasa residual, en la figura 3.8, se observa la 

disminución en el porcentaje de carbohidratos no identificados, respecto al Sargassum spp., 

esta disminución se puede asociar al proceso de extracción de alginato, en donde se extraen 

los monómeros de alginato. Lo que justifica el incremento en la relación porcentual de la 

glucosa, xilosa y fucosa. 
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Figura 3.8. Contenido de carbohidratos en la biomasa residual, después de la extracción de 
alginato 

 

Por la presencia de fucosa y azufre en la biomasa residual, se puede asumir que los fucoidanos 

no se solubilizan durante el proceso de extracción de alginato, dejando abierta la posibilidad 

para el aprovechamiento de este compuesto, después de extraer alginato, así mismo, se 

observa que el carbohidrato presente en mayor proporción es la glucosa, la cual se puede 

transformar en biocombustibles. 

El proceso utilizado para la obtención de alginato permite obtener un producto con menor 

contenido de metales, y la posibilidad de aprovechar el residuo generado en la producción de 

biocombustibles, entre las ventajas que presenta el uso de la biomasa residual se encuentran la 

remoción de un porcentaje de lignina, lo que permite una mayor accesibilidad a los 

carbohidratos, así como la posibilidad de obtener fucoidanos después de la extracción de 

alginato, también presenta una relación carbono-nitrógeno óptima para la producción de biogás. 

Bajo este concepto, se obtendría un proceso con cero residuos, lo que permitiría el 

aprovechamiento integral del sargazo. 
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Conclusiones 

Con la presencia del ácido p-coumárico se demostró que el material recalcitrante presente en el 

sargazo que arriba al Caribe mexicano es lignina, también se encontraron carbohidratos propios 

de la celulosa, hemicelulosa, fucoidan y alginato, los cuales pueden ser aprovechados para 

obtener compuestos de valor. 

Los tratamientos de deslignificación químicos lograron los mejores resultados en cuanto a la 

remoción de lignina, siendo el de peróxido de hidrógeno al 2.5% el que removió más del 50% 

del contenido inicial de lignina. 

Los tratamientos enzimáticos a pesar de no lograr los mejores resultados de deslignificación, 

mostraron un incremento en la relación de carbohidratos, lo que podría significar que no es 

necesario remover la lignina, si no modificarla estructuralmente para acceder a los compuestos 

de interés. 

El proceso de extracción de alginato, logró la disminución en la concentración de cinco metales 

(Boro, Hierro, Manganeso, Niquel y Cobre) por debajo de su límite de detección, presentes en 

la biomasa de sargazo y reducir la concentración de Zinc y Aluminio en un 95 y 75%, 

respectivamente. 

La biomasa residual obtenida en el proceso de extracción de alginato tiene una composición de 

carbono-nitrógeno óptima para la producción de biocombustibles. 
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Perspectivas 

En este estudio se probaron enzimas del tipo lacasa, sin embargo, las peroxidasas pueden 

explorarse por sí solas o combinándolas con el tratamiento con peróxido de hidrógeno, ya que 

éste funciona como cofactor en la reacción enzimática. Así mismo, se pueden probar 

mediadores más amigables con el medio ambiente. 

Los compuestos fenólicos presentes en la lignina pueden ser utilizados en la síntesis verde de 

compuestos químicos, ampliando las aplicaciones del sargazo. De igual manera, se pueden 

explorar métodos menos agresivos para la despolimerización de la lignina y analizar los 

cambios que sufre el material al aplicarle los tratamientos de deslignificación. 

El proceso de extracción de alginato utilizado en este trabajo, generó un residuo el cual, mostró 

potencial para la obtención de biocombustibles, fucoidanos y compuestos fenólicos. 

Demostrando que el Sargassum spp., es una materia prima prometedora que puede ser usada 

en una biorrefinería. 
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