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Resumen 

 Las microalgas y cianobacterias, aparte de ser consideradas fuentes de energía renovables 

para la obtención de biocombustibles, también son materias primas muy importantes ya que en 

su interior acumulan numerosos compuestos de alto valor añadido, con grandes aplicaciones en 

diferentes sectores industriales. Entre los bioproductos que pueden almacenar se encuentran los 

pigmentos naturales (clorofilas, ficobiliproteínas, y carotenoides), la astaxantina, el ácido 

docosahexaenoico, lípidos, proteínas, vitaminas, etc. La presente tesis doctoral se ha centrado en 

la extracción, separación y purificación de uno de los pigmentos naturales, la ficocianina. Se 

considera una de las ficobiliproteínas más importantes debido a su capacidad antioxidante, 

anticancerígena, antiinflamatoria y neuroprotectora, entre otras. Es de color azul y está presente 

principalmente en las cianobacterias, concretamente en Arthrospira platensis, por ello, esta fue la 

cianobacteria seleccionada en el presente trabajo. 

 Los pigmentos naturales extraídos de plantas, animales y minerales se han utilizado 

durante muchos años como colorantes naturales. Sin embargo, en el siglo XIX surgen los 

colorantes sintéticos como sustitutos a los colorantes naturales y han sido utilizados durante 

muchos años, por sus interesantes propiedades. Sin embargo, numerosas investigaciones señalan 

que el uso de colorantes sintéticos ha de reducirse ya que algunos de ellos han demostrado ser un 

peligro para la salud humana. Por el contrario, se ha demostrado que algunos colorantes naturales, 

entre ellos los carotenoides y las ficobiliproteínas, presentes en las microalgas y cianobacterias, 

presentan efectos preventivos para algunas enfermedades como la diabetes, la obesidad y 

enfermedades cardiovasculares. Esta naciente conciencia tanto de los efectos nocivos de los 

colorantes sintéticos como de los efectos preventivos de los colorantes naturales, unido a la 

reciente inclinación de la sociedad por el uso de productos más naturales ha llevado al aumento 

de la demanda de ciertos bioproductos (β-caroteno, espirulina) en alimentación y cosmética y, 

con ello a la utilización de las microalgas y cianobacterias como fuentes naturales. 

Las microalgas son una fuente muy interesante de colorantes naturales desde el punto de 

vista biotecnológico y medioambiental ya que poseen una amplia gama de pigmentos, crecen 

rápidamente en comparación con plantas superiores, pueden contener pigmentos en 

concentraciones considerablemente mayores a las que se encuentran en dichas plantas superiores, 

consumen CO2 durante su cultivo y tienen facilidad en su cultivo ya que a menudo pueden crecer 

en ambientes marinos. Asimismo, como estos microorganismos no requieren de tierra fértil para 

su cultivo, se evita la competitividad con la industria alimentaria. 

El objetivo principal de la presente tesis doctoral es la integración, tanto del proceso de 

extracción de un compuesto de alto valor añadido (como es la ficocianina), como del proceso de 

valorización energética de la biomasa residual obtenida tras dicha extracción, en un esquema de 
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biorrefinería. Por ello, la combinación de la extracción de ficocianina junto con la producción de 

biocombustibles resulta imprescindible para que el proceso sea tanto económica como 

energéticamente viable en el marco de una economía circular. En el proceso global se produce 

una mezcla de productos, los de alto valor añadido (ficocianina) son los responsables de la 

viabilidad económica del proceso mientras que el resto de compuestos son los que pueden 

suministrar o minimizar la demanda energética del sistema. 

El valor económico que presenta la ficocianina viene condicionado por su grado de 

pureza, variando su precio desde 0,13 $/mg cuando la pureza es de grado alimenticio hasta 

alcanzar valores de 33 $/mg cuando se alcanza el grado analítico. Por ese motivo, aparte de ser 

necesaria la extracción de este bioproducto, también es necesaria su separación y purificación, 

siendo otro de los objetivos de la presente tesis doctoral. Sin embargo, a pesar de su alto valor 

económico, su comercialización todavía continua en desarrollo, debido a los altos costes de 

extracción, separación y purificación. Por ello, han surgido los líquidos iónicos (LIs) como 

disolventes alternativos ya que se ha comprobado que pueden ser reutilizados, lo que mejora la 

economía del proceso. De igual forma, su baja volatilidad hace que también sean 

medioambientalmente viables. 

En la presente tesis doctoral, en primer lugar, se analizaron las condiciones óptimas para 

maximizar la cantidad de ficocianina extraída mediante el pretratamiento de la biomasa de 

Arthrospira platensis con líquidos iónicos y ultrasonidos. Para ello se planteó un diseño factorial 

de experimentos del tipo compuesto central en el que se evaluaron los siguientes factores: la 

relación en masa de líquido iónico/agua y de biomasa/disolvente, la potencia y el tiempo de 

ultrasonidos. 

Por otro lado, se estudió el proceso de separación y purificación de ficocianina a partir 

del extracto crudo de ficocianina obtenido anteriormente mediante distintos procesos: sistemas de 

dos fases acuosas (sistemas ATPS), diálisis y precipitación con sulfato de amonio. En esta etapa 

de purificación surgieron dos enfoques; el primero de ellos basado en la etapa de diálisis y la 

posterior precipitación con sulfato de amonio y el segundo enfoque contenía la etapa adicional de 

separación mediante sistemas ATPS seguido de la diálisis y la precipitación. 

En el caso particular del presente trabajo, se plantearon dos biorrefinerías con el fin de 

evaluar las diferentes posibilidades de integración energética de la biomasa residual resultante del 

proceso de extracción de ficocianina. Este aprovechamiento energético se ha evaluado mediante 

licuefacción hidrotérmica (HTL) (biorrefinería 1) y digestión anaerobia (biorrefinería 2). Ambas 

biorrefinerías propuestas parten de la misma biomasa residual. 

En el caso de la biorrefinería 1, se ha optimizado la producción de bioaceite a partir de la 

biomasa residual húmeda generada tras el proceso de extracción de ficocianina mediante el 
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proceso de HTL no catalítico en reactores de acero discontinuos. El proceso se estudió a 300 y 

350ºC y se analizó el efecto de la adición de distintos cosolventes (metanol, etanol e isopropanol) 

tanto para la biomasa completa como para la biomasa residual, para mejorar el rendimiento al 

bioaceite y la calidad del mismo. 

En el caso de la biorrefinería 2, se analizó la producción de metano a partir de la misma 

biomasa residual, tanto en condiciones mesofílicas como termofílicas. Generalmente las 

cianobacterias y, concretamente Arthrospira platensis, presentan una baja relación C/N, debida a 

su alto contenido en nitrógeno. Por ello, con el fin de mejorar esa relación y la producción de 

biogás, se adicionó glicerol como cosustrato. 

Para finalizar, se ha realizado la evaluación medioambiental de ambas biorrefinerías a 

partir de los resultados experimentales obtenidos en cada uno de los procesos planteados. Para 

llevar esto a cabo, se han realizado las simulaciones de ambas biorrefinerías teniendo en cuenta 

el alcance de estudio, es decir, el objetivo, la unidad funcional y los límites del sistema. Ambos 

esquemas de simulación se realizaron empleando el software comercial SuperPro Designer 9.5. 

Una vez que se han elaborado y analizado los inventarios obtenidos mediante la simulación se 

procedió a evaluar tanto cualitativa como cuantitativamente los impactos ambientales asociados 

al proceso, empleando el programa SimaPro 7.2. 

Tal y como se ha mencionado anteriormente, la presente tesis doctoral se ha dividido en 

cuatro grandes bloques cuyos resultados y principales conclusiones se recogen a continuación.  

Extracción de ficocianina 

En primer lugar, se ha seleccionado el líquido iónico con el que se llevarán a cabo las 

extracciones de ficocianina: el [EMIM][EtSO4], ya que es el más adecuado para romper la pared 

celular de las cianobacterias. Se realizaron los ensayos planteados en el diseño de experimentos 

para determinar las condiciones adecuadas y maximizar la cantidad de ficocianina extraída. Según 

el análisis estadístico y el estudio de la influencia de las condiciones de extracción, los factores 

más significativos para la cantidad de ficocianina extraída fueron la relación líquido iónico/agua 

y el tiempo de ultrasonicación. Y, por último, se pudieron conocer las condiciones óptimas para 

maximizar la cantidad de ficocianina extraída que fueron 0,18 g de Arthrospira platensis 

mezclados con 10 mL de una disolución de líquido iónico al 20,86% p/p, junto con el 

pretratamiento con ultrasonidos a una potencia del 80% y durante 25 minutos. El experimento de 

extracción en condiciones óptimas se llevó a cabo por triplicado y se obtuvo un valor experimental 

de 76,6 ± 0,4 mg/g (EPC), que coincidió con el valor predicho por el modelo matemático obtenido 

del diseño factorial de experimentos 75,9 mg/g (EPC). 

Por otro lado, se realizó un estudio comparativo con otros trabajos previos que utilizaban 
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otros líquidos iónicos como el acetato de 2-hidroxietilamonio (2-HEAA), formiato de 2-

hidroxietilamonio (2-HEAF), y su mezcla (2-HEAA+2-HEAF). Y se demostró que el 

[EMIM][EtSO4] fue el líquido iónico con mayor capacidad para romper la pared celular de las 

cianobacterias y extraer así la ficocianina. Este resultado también se comparó con otros líquidos 

iónicos que han sido publicados previamente como grandes disruptores tanto en la extracción de 

lípidos: [BMIM][MetSO4] como de ficobiliproteínas: [BMIM][Cl]. Dicho proceso de extracción 

se realizó empleando las condiciones óptimas de extracción de ficocianina obtenidas tras el diseño 

de experimentos. Como conclusión, el [EMIM][EtSO4] fue el líquido iónico que extrajo mayor 

cantidad de ficocianina, en comparación con los otros LIs. 

Así mismo, se evaluó la recuperación del líquido iónico seleccionado y su capacidad de 

reutilización en posteriores extracciones de ficocianina. Se concluyó que dicho líquido iónico se 

puede reutilizar con éxito durante 7 ciclos de extracción y que su capacidad de extracción solo se 

vio disminuida en un 21%. 

Separación y purificación de ficocianina 

En esta etapa, en primer lugar, se construyeron las curvas de equilibrio necesarias para 

poder llevar a cabo la separación de la ficocianina mediante sistemas ATPS. Se construyó una 

curva para cada líquido iónico usado y la correspondiente sal K2HPO4 en el sistema ATPS. Los 

LIs fueron los siguientes: [EMIM][EtSO4], [BMIM][Cl], [BMIM][MeSO4], [BMIM][EtSO4], 

[HMIM][EtSO4], [OMIM][EtSO4]. Para los tres primeros líquidos iónicos, se realizó un estudio 

de pH y se llegó a la conclusión de que el sistema ATPS ha de ser ajustado a un pH entre 6,5-7 

que es el rango en el que la ficocianina es más estable. 

Se analizó tanto la recuperación como la pureza de la PC para los sistemas ATPS 

formados por los LIs siguientes: [EMIM][EtSO4], [BMIM][Cl] y [BMIM][MeSO4]. Se 

obtuvieron las mayores recuperaciones de ficocianina en la fase superior para el [EMIM][EtSO4] 

y el [BMIM][Cl] del 98,96% y del del 95,64%, respectivamente y purezas de 0,57 y 0,28, 

respectivamente. Por lo que también se eligió el [EMIM][EtSO4] para la separación de ficocianina 

mediante ATPS. 

Por este motivo, se analizó el efecto de la cadena alquílica del catión del líquido iónico 

[EMIM][EtSO4], tanto en la recuperación como en la pureza de ficocianina en el sistema ATPS. 

Esto se realizó estudiando los siguientes líquidos iónicos: [BMIM][EtSO4], [HMIM][EtSO4] y 

[OMIM][EtSO4] y se obtuvieron resultados tanto de recuperación de ficocianina (11,79-22,53%) 

como de pureza mucho menores que para el [EMIM][EtSO4]. Por lo que se pudo concluir que las 

interacciones hidrofóbicas entre los residuos de aminoácidos en la superficie externa de la 

ficocianina y las cadenas alquílicas del catión del líquido iónico son mucho mayores para los 

líquidos iónicos de cadena alquílica más larga (más hidrofóbicos) que los líquidos iónicos de 
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cadenas alquílicas cortas y por tanto tienen un mayor efecto desestabilizador en las proteínas. 

Todo ello repercute de forma negativa tanto en la recuperación de la ficocianina en la fase superior 

del sistema ATPS como en su pureza. Por ello, se puede concluir que el [EMIM][EtSO4] fue el 

LI con el que se obtienen mejores resultados tanto en la extracción como en la recuperación y 

pureza de ficocianina en el sistema ATPS con respecto a otros LIs de estudio. 

Con respecto a las dos vías de purificación estudiadas: (1) diálisis + precipitación con 

sulfato de amonio y (2) sistema de bifásico acuoso (ATPS) + diálisis + precipitación con sulfato 

de amonio, cabe destacar que se obtuvieron purezas de ficocianina de grado reactivo (3,5 ± 0,1) 

y de grado analítico (4,22 ± 0,05), respectivamente. Por lo tanto, el método elegido para la 

purificación de ficocianina fue el que incorporaba la etapa de separación mediante un sistema 

ATPS (2). 

Aprovechamiento de la biomasa residual 

Como ya se ha mencionado, se plantearon dos biorrefinerías con el fin de evaluar las 

diferentes posibilidades de integración energética de la biomasa residual resultante del proceso 

de extracción de ficocianina. En la biorrefinería 1 este aprovechamiento energético se ha evaluado 

mediante licuefacción hidrotérmica (HTL) mientras que en la biorrefinería 2 se lleva a cabo la 

digestión anaerobia. 

En el estudio del aprovechamiento de la biomasa residual, generada tras el proceso de 

extracción de ficocianina, mediante el proceso de HTL, en presencia de alcoholes como 

cosolventes, tanto a 300ºC como a 350ºC el rendimiento a bioaceite aumentó con respecto a usar 

agua como disolvente. El efecto combinado del aumento de la temperatura (de 300ºC a 350ºC) 

junto con la adición de isopropanol produjo rendimientos a bioaceite de 54,9 ± 1,1% p/p, bs. Lo 

que implica un incremento en el rendimiento a bioaceite de un 17% en comparación de utilizar 

agua a la misma temperatura. Cabe destacar que fue el efecto combinado de temperaturas más 

elevadas junto con el uso de isopropanol lo que produjo mayores rendimientos a bioaceite ya que 

a 300ºC utilizando el mismo cosolvente, los rendimientos a bioaceite no fueron tan elevados (22,1 

± 1,1% p/p, bs). 

Las relaciones O/C de los bioaceites obtenidos a partir de la biomasa residual fueron 

inferiores con respecto a las relaciones O/C de los bioaceites obtenidos a partir de la biomasa 

completa. Por otra parte, el poder calorífico del bioaceite obtenido a partir de la biomasa residual 

en las condiciones óptimas (a 350ºC y en presencia de isopropanol) fue de 39,7 ± 0,2 MJ/kg, muy 

próximo al del petróleo. 

Por tanto, al igual que en el proceso de HTL de las microalgas completas, sería necesario 

añadir un paso posterior de hidrotratamiento para mejorar la calidad del bioaceite. 
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Con respecto a la segunda opción planteada para revalorizar la biomasa residual mediante 

el proceso de digestión anaerobia, se estudió el proceso tanto en condiciones mesofílicas como 

termofílicas. Tanto la biomasa completa como la biomasa residual tienen relaciones C/N muy 

bajas con respecto a la relación óptima necesaria para llevar a cabo la digestión anaerobia (15-30) 

y que no se produzca la falla del proceso, por ello, se estudió la adición de glicerol como 

cosustrato. 

En los experimentos llevados a cabo en condiciones mesofílicas con la biomasa residual, 

se ha comprobado que la adición de glicerol supuso una mejora en la producción de metano de 

un 11% con respecto a utilizar la biomasa húmeda sin cosustrato. Se han obtenido valores de 

potencial bioquímico de metano (BMP) a partir de la biomasa residual húmeda con cosustrato de 

300 mL CH4/gSV muy próximos a los que se han obtenido a partir de la biomasa completa 322 

mL CH4/gSV, sin cosustrato. Esto fue un resultado prometedor ya que con una biomasa que podría 

ser considerada como “residuo” se produjo prácticamente la misma producción de metano que 

con la biomasa de Arthrospira platensis completa. 

Por otro lado, la digestión anaerobia llevada a cabo en condiciones termofílicas no resultó 

ventajosa ni para la biomasa completa ni para la residual puesto que las altas temperaturas 

estuvieron asociadas con altos niveles de amoniaco para el caso de la biomasa completa y con 

altos niveles de ácidos grasos volátiles para la biomasa residual, lo que produjo la falla del proceso 

de biodegradabilidad y la inhibición de los metanógenos por parte de estos compuestos. 

Análisis del ciclo de vida del proceso 

En primer lugar, como ambas biorrefinerías son muy extensas, se realizó el análisis del 

inventario analizando las diversas etapas de la simulación: cultivo, secado/liofilización, 

extracción de ficocianina, purificación de ficocianina y aprovechamiento de la biomasa residual. 

El consumo de energía viene condicionado por la etapa de cultivo, concretamente la etapa 

de secado/liofilización (116,62 kWh) y por la etapa del proceso de HTL (42,92 kWh). Una vez 

que se tuvieron las tablas de los inventarios de ciclo de vida, dentro de la metodología CML 2001, 

se seleccionaron las categorías de impacto siguientes: agotamiento de recursos abióticos, 

acidificación, eutrofización, cambio climático, toxicidad humana y ecotoxicidad terrestre. 

A continuación, se procedió a realizar la cuantificación de los impactos ambientales 

seleccionados empleando el software SimaPro 7.2, tanto para la extracción y purificación de 

ficocianina como para el aprovechamiento de la biomasa residual. 

Se puede destacar que la etapa de secado fue la que más influyó, con diferencia, en casi 

todas las categorías de impacto con contribuciones desde el 40%, para el caso de la ecotoxicidad 

terrestre, hasta el 80%, para el caso de la demanda de energía acumulada y agotamiento de 
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recursos abióticos. Con respecto a esta última, el agotamiento de recursos abióticos, la 

contribución de casi el 80% se debe a que la mayor parte de electricidad que se consume en la 

etapa de secado (según el mix eléctrico español utilizado como base de datos en el programa 

SimaPro 7.2) se basa en el consumo de la reserva de los combustibles (carbón, petróleo, gas 

natural, etc.) para producir energía. 

Analizando los resultados en torno a la etapa de extracción de ficocianina, se puede 

determinar que esta etapa no resultó muy contaminante en ninguna categoría ya que contribuyó 

entre un 3-8%. Dicha contribución se debió al uso en esta etapa del LI y del ultrasonidos. 

Cabe destacar que las dos etapas de la purificación de ficocianina (diálisis y precipitación) 

han generado un impacto mucho menor puesto que tuvieron contribuciones de entre un 1% y un 

3%. Esta contribución tan baja en todas las categorías fue debida a que en ambas etapas se 

requirieron pocos recursos, tanto materiales como energéticos. 

Por último, se compararon los impactos ambientales asociados al proceso de HTL y al de 

digestión anaerobia y se concluyó que la producción de bioaceite mediante HTL generaba un 

impacto mucho mayor en todas las categorías que la producción de biogás mediante digestión 

anaerobia (10-30%). Por lo tanto, el esquema de biorrefinería que resultó medioambientalmente 

más viable fue el esquema de biorrefinería 2. 
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1. Introducción 

1.1. Microalgas 

1.1.1. Definición y características de microalgas y cianobacterias 

Las microalgas son microorganismos eucariotas fotosintéticos y pueden servir como 

materias primas para la obtención de productos de alto valor añadido. Fijan CO2 y producen O2 

(aproximadamente el 50% del oxígeno presente en la atmósfera) y biomasa rica en nutrientes, en 

presencia de la luz solar, mediante la fotosíntesis [1,2]. 

De acuerdo con el registro fósil más antiguo estudiado en Australia Occidental, estos 

microorganismos se originaron hace 3.400 millones de años, y pertenecían al grupo de 

cianobacterias. Los biólogos evolutivos estiman que las microalgas podrían ser los ancestros de 

las plantas, de forma que, con el tiempo, dieron origen a otras plantas marinas y éstas se 

trasladaron a la tierra durante la era Paleozoica hace 450 millones de años, como también sucedió 

con los animales [3]. Pueden crecer tanto en agua dulce como en agua marina, así como en 

prácticamente todas las condiciones ambientales del planeta; tanto en tierras heladas de 

Escandinavia hasta los desiertos del Sáhara. Son una fuente prometedora de energía y de 

bioproductos debido a su rápida tasa de crecimiento y su capacidad para acumular lípidos, 

proteínas, carbohidratos y ácidos nucleicos. Con respecto a su crecimiento y cultivo, tienen la 

ventaja de que no compiten con terrenos agrícolas, evitando así conflictos con la industria 

alimentaria [3,4]. 

Como son organismos muy pequeños, unicelulares, los biólogos también las denominan 

fitoplancton. Las microalgas tienen un diámetro de entre 1 y 50 micrómetros y generalmente viven 

en sistemas de agua como arroyos, ríos, lagos y océanos. En estos últimos cabe destacar que son 

el primer eslabón en la cadena alimentaria oceánica. Hasta la fecha se han descrito más de 50.000 

especies de microalgas conocidas, las cuales se pueden clasificar según su ultraestructura, 

composición bioquímica, pigmentos y ciclo de vida [2,5]. 

Atendiendo a su tamaño, las microalgas se pueden clasificar en picoplancton (0,2-2 µm), 

ultraplancton (0,5-15 µm), nanoplancton (2-100 µm) y microplancton (20-1000 µm) [2]. Las tres 

clases más importantes de las microalgas en base a su abundancia son las diatomeas 

(Bacillariophyceae), algas verdes (Chlorophyceae) y algas doradas (Chrysophyceae) [6]. 

Tanto el crecimiento de las microalgas como la producción de metabolitos primarios y 

secundarios están ligados a las variaciones de temperatura, luz, pH, salinidad y disponibilidad de 

nutrientes. Los metabolitos primarios son aquellos que se producen como resultado de los 

procesos de crecimiento, reproducción, división celular o del propio metabolismo energético de 
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las microalgas. Se incluyen, por ejemplo, la producción de lípidos como los ácidos grasos 

poliinsaturados, antioxidantes como los carotenoides y algunos tipos de proteínas. Los 

metabolitos secundarios son aquellos compuestos que no son utilizados por las microalgas para 

sus necesidades primarias e incluyen compuestos que actúan como hormonas, antibióticos o 

toxinas. La producción de estos metabolitos es característica de cada especie y cepa, y está 

asociada a la exposición del microorganismo a condiciones ambientales específicas, causadas, 

por ejemplo, por factores de estrés [7]. 

Por otro lado, las cianobacterias también conocidas como algas verdes-azules son 

organismos procariotas gramnegativos que evolucionaron hace 3.600 millones de años, con lo 

que son más antiguas que las microalgas. Son organismos acuáticos y fotoautótrofos capaces de 

convertir nutrientes inorgánicos, como el dióxido de carbono, nitratos, fosfatos y microelementos, 

en biomasa y en una gran variedad de metabolitos. Las células de las cianobacterias tienen forma 

esférica, de varilla o espiral y pueden ser unicelulares, formar colonias o filamentos y, algunas 

especies, también pueden formar biopelículas [8]. Pueden adaptarse a un entorno cambiante, 

modificando su morfología y diferenciándose en células especializadas. Fueron designadas 

durante mucho tiempo como algas cianófitas o cianofíceas. Cuando se descubrió la distinción 

entre la célula procariota y eucariota, se pudo comprobar que éstas eran las únicas “algas” 

procariotas y, por ello, el término cyanobacteria, comenzó a tener protagonismo. 

Actualmente, las cianobacterias, junto con las microalgas, se han convertido en 

microoganismos muy estudiados ya que acumulan en su interior productos naturales bioactivos 

con múltiples aplicaciones [1,9]. Las cianobacterias producen alrededor de 1100 metabolitos 

secundarios, incluidos los péptidos, policétidos, terpenos, carotenoides, alcaloides y lípidos con 

un alto potencial terapéutico con propiedades antivirales, antimicrobianas, antiinflamatorias y 

anticancerígenas [8]. 

Existen distinciones obvias entre las cianobacterias y las microalgas. En primer lugar, la 

presencia de estructuras unidas a la membrana en las células eucariotas, que se adquirieron 

durante la evolución. En segundo lugar, las eucariotas son más grandes, más complejas, más 

diversas, y pueden ser unicelulares o multicelulares; mientras que las procariotas son más simples 

y son organismos unicelulares que no tienen un núcleo definido con una membrana ni otros 

orgánulos específicos (figuras 1 y 2). 

En muchas ocasiones la estructura resistente de la pared celular de algunas especies de 

microalgas actúa como un factor limitante para la explotación industrial de dichas microalgas 

[10]. Esta pared celular es una estructura rígida que encapsula completamente el citoplasma y 

permite a la célula que aumente su presión de turgencia, sin estallar. La composición de la pared 

celular depende de la especie y puede utilizarse como marca identificadora, por su taxonomía 
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[11]. Las paredes celulares de las microalgas consisten principalmente en una capa celular interna 

y una capa celular externa y se pueden agrupar en tres tipos: (1) con una capa externa trilaminar, 

(2) con una monocapa externa delgada y (3) sin capa externa [12]. La capa externa, aunque varía 

según cada especie, generalmente contiene polisacáridos específicos, como pectina, agar y 

alginato. La capa interna de la pared celular de las microalgas se compone principalmente de 

celulosa y otros materiales como hemicelulosa y glicoproteínas [13] mientras que en las 

cianobacterias la pared celular es de peptidoglicano, a menudo con capas o fibrillas asociadas y 

es una fuente rica en proteínas. 

Debido a esta fuente de proteínas y al contener también otros productos de interés como 

aminoácidos esenciales, carbohidratos, lípidos, pigmentos, ácidos nucleicos, vitaminas y 

minerales, entre otros, hoy en día la biomasa de microalgas, principalmente de los géneros 

Chlorella y Arthrospira (espirulina), se comercializa como alimento saludable y como fuente de 

proteínas en forma de tabletas, cápsulas y líquidos [14]. 

 

Figura 1. Esquema de la organización de una célula procariota. Elaboración propia. 
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Figura 2. Esquema de la organización de una célula eucariota. Elaboración propia. 

Tanto las microalgas como las cianobacterias se encuentran regularmente en todas las 

masas de agua, bajo el hielo en las áreas polares, en tierras áridas del desierto o incluso, en 

simbiosis con otros animales [7,15]. La diversidad de las microalgas y cianobacterias es inmensa, 

con especies, géneros e incluso clases que se descubren cada año. Se han descrito unas 50.000 

especies de la cifra de millones que se estiman; pero, hoy en día, no más de una docena se cultivan 

y explotan de forma regular a gran escala para fines biotecnológicos y propósitos comerciales. 

Durante décadas, la biomasa de cianobacterias y microalgas ha sido utilizada para la 

producción de biocombustibles [16], e incluso para el tratamiento de aguas residuales [17,18]. 

Recientemente, ha despertado un gran interés debido a que se puede aprovechar en la producción 

de una gran variedad de compuestos de alto valor añadido. En este caso, estos bioproductos 

pueden ser utilizados en la industria como colorantes alimenticios [19], compuestos con 

aplicaciones en la industria farmacéutica y cosmética [20], así como antioxidantes y otros 

productos con aplicación en la industria alimentaria y nutracéutica [21]. La investigación de cómo 

las condiciones de cultivo pueden afectar a la producción de estos compuestos bioactivos sigue 

siendo hoy en día muy escasa. Algunos autores como Spoehr y Milner (1948) [22] mostraron que 

la manipulación de las condiciones en las que crecen tanto las microalgas como las cianobacterias 

pueden promover la producción de biomasa con valiosos metabolitos secundarios. En la mayoría 

de los casos en los que se quiere aumentar la producción de productos de alto valor añadido se 
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hace en dos etapas. En el primer paso, los microorganismos se cultivan en condiciones óptimas 

para maximizar la producción de biomasa. En el segundo paso se busca inducir la producción de 

compuestos bioactivos de forma que se somete el cultivo a ciertas condiciones de estrés, como 

pueden ser una alta intensidad de luz o la privación de algunos nutrientes. 

1.1.2. Influencia de las condiciones de cultivo 

 Una vez descritas las microalgas y cianobacterias, es necesario considerar los 

componentes más importantes para su cultivo. Aparte de necesitar los nutrientes, en el cultivo se 

han de tener en cuenta otros factores como son la estabilización del pH, el control de la 

temperatura, la prevención de contaminantes, etc. De igual forma, los cambios en los factores 

abióticos del cultivo (alteración de nutrientes, temperatura, salinidad, pH, fotoperíodo, intensidad 

de la luz, etc.) afectan a la composición bioquímica de las microalgas [23,24]. Como 

consecuencia, se pueden adaptar los cultivos para fines específicos a través de modificaciones en 

las condiciones de cultivo. 

❖ Fotoperiodo 

Como son organismos fotosintéticos, la luz es uno de los factores más importantes en el 

cultivo, tanto de microalgas como de cianobacterias. La variación del fotoperíodo y de la 

intensidad lumínica pueden afectar tanto a la producción de biomasa como a la composición 

bioquímica de las microalgas, concretamente, aumentando la producción de biomasa y de lípidos 

con su incremento [25]. En los ciclos de luz-oscuridad, de forma general, la luz favorece la 

acumulación de carbohidratos y, de esta forma, en la fase de oscuridad se metabolizan y esta 

energía se utiliza para sintetizar proteínas [26]. 

Aunque no todas las especies de microalgas responden igual a los cambios en los ciclos de 

luz-oscuridad, la gran mayoría aumenta su crecimiento con el incremento de horas de luz, y se 

favorece la producción de biomasa con el incremento en la intensidad de ésta, como es el caso de 

la cianobacteria Arthrospira platensis [27], especie estudiada en la presente tesis doctoral. 

Además del fotoperiodo, la intensidad de la luz es uno de los factores limitantes en el 

crecimiento de las microalgas. Su incremento, de forma general, conduce a una mayor producción 

de biomasa y de lípidos. De igual forma, para la cianobacteria de estudio, a mayor intensidad de 

luz, más rápido se produce el crecimiento. Sin embargo, a niveles de intensidad de luz por encima 

de 300 µmol/m2/s se puede producir estrés oxidativo y fotoinhibición [28,29]. 

❖ Nitrógeno 

El nitrógeno es el constituyente principal de las proteínas en las microalgas. Habitualmente, 

se añade al medio de cultivo en forma de nitratos, amonio o urea (o una combinación de ellos). 
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Normalmente, las sales NaNO3 y KNO3 son las dos fuentes de nitrógeno que conducen a una 

mayor producción de biomasa [30]. De forma general, un exceso de este elemento conduce a un 

aumento en la acumulación de proteínas, y a la disminución en la producción de carbohidratos. 

Se ha comprobado que, utilizando urea como fuente de nitrógeno en el cultivo de A. platensis, se 

produce un mayor crecimiento que utilizando KNO3, dando lugar así, a una mayor producción de 

biomasa [31]. 

❖ Adición de CO2 

Las emisiones directas de CO2 son la principal fuente antropogénica que contribuyen al 

calentamiento global. Por ello, estos últimos años se han propuesto varias estrategias para 

disminuir el CO2 atmosférico. Una de las formas es la reducción de CO2 a carbono orgánico a 

partir de la fijación por las microalgas [32]. De forma general, las microalgas se han cultivado en 

sistemas aireados, donde las microalgas capturan únicamente el CO2 contenido en el aire. Para la 

mayoría de microalgas, la adición de CO2 incrementa la productividad de la biomasa, junto con 

la de lípidos [32]. 

❖ Otras variables 

Aparte del nitrógeno, hay otros nutrientes que afectan al crecimiento y a la composición 

bioquímica de las microalgas, como puede ser el fósforo. Al igual que con el nitrógeno, se ha 

observado que reducir la concentración de fósforo implica un incremento en el contenido lipídico 

de las microalgas. Generalmente, la reducción de cualquier nutriente principal provoca el 

incremento del contenido lipídico [33]. 

Específicamente, la cianobacteria A. platensis suele cultivarse en el medio Zarrouk y el 

crecimiento óptimo se produce en un intervalo de pH de 8,5-10,5 [31]. Sin embargo, no solo los 

factores nutricionales son los responsables del desarrollo y crecimiento de estos microorganismos, 

sino que también se deben valorar los factores fisicoquímicos. La temperatura es un factor a tener 

en cuenta a la hora de evaluar el crecimiento de las microalgas [34]. Las altas y bajas temperaturas 

pueden provocar cambios en las tasas de crecimiento y en la acumulación de lípidos. Por ejemplo, 

para la cianobacteria de estudio, la temperatura de crecimiento óptima está entre 25 y 35ºC [31]. 

1.2. Bioproductos 

En las últimas décadas se ha prestado una mayor atención a la posibilidad de cultivar 

microalgas y cianobacterias con fines comerciales. Actualmente, los pigmentos de las microalgas 

tienen una alta demanda en el mercado de la alimentación, como potenciadores renovables de 

colores naturales para alimentos y piensos; en la industria farmacéutica, como indicadores 

basados en fluorescencia y/o trazadores bioquímicos en inmunoensayos; y en la industria 

cosmética, para cremas para la piel que estimulan la síntesis de colágeno. Esto, unido a su alta 
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disponibilidad en el ecosistema acuático, hace que tengan el potencial suficiente para convertirse 

en excelentes fuentes de compuestos de alto valor biológico [35]. Este interés surge del hecho que 

muchas microalgas y cianobacterias marinas han demostrado tener la capacidad de producir una 

gran variedad de compuestos bioactivos [7]. En los últimos años, dichos compuestos han surgido 

como tendencia para desarrollar nuevos alimentos funcionales que tienen como objetivo 

minimizar el riesgo de enfermedades crónicas en pacientes que tienen una predisposición 

genética. 

 Algunas especies, tanto de microalgas como de cianobacterias, pueden producir 

sustancias antioxidantes con el objetivo de proteger las células fotosintéticas del estrés oxidativo 

[7], así como una gran variedad de ácidos grasos monoinsaturados y poliinsaturados con 

beneficios para la salud humana. Además, existen ciertos productos que muestran, 

potencialmente, propiedades médicas interesantes, como los polisacáridos, las glicoproteínas, los 

lípidos, las vitaminas, las proteínas y los pigmentos. 

De entre todos estos productos han adquirido un mayor protagonismo los pigmentos, ya 

que muchos de ellos tienen numerosas aplicaciones en medicina por tener propiedades 

anticancerígenas, antibacterianas, antinflamatorias y antibióticas, entre otras. Con respecto a la 

aplicación como antibióticos, en los últimos años se ha observado un aumento en la resistencia 

bacteriana que, unido a la disminución de la eficiencia de los antibióticos, ha estimulado en gran 

medida la investigación sobre nuevas fuentes de antibióticos. Entre estas nuevas fuentes, las 

microalgas y las cianobacterias han demostrado tener un gran potencial escasamente explorado. 

1.2.1. Situación actual 

Tanto las microalgas como las cianobacterias son organismos fotosintéticos con 

numerosas ventajas ya que, aparte de ser utilizadas para la producción de biocombustibles, 

también son fuente de los denominados productos de alto valor añadido que tienen aplicaciones 

en diferentes sectores industriales (Figura 3). Cabe destacar algunos de los bioproductos como 

son: carotenoides (concretamente β-caroteno), astaxantina, ácido docosahexaenoico (DHA), 

ácido eicosapentaenoico (EPA), pigmentos naturales (clorofilas, ficobiliproteínas, y 

carotenoides), polisacáridos, lípidos, proteínas, vitaminas y ácidos grasos poliinsaturados 

(PUFA’s) [36]. 
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Figura 3. Pirámide de valores a nivel de mercado de los productos de valor añadido de las microalgas, modificado de 

[19]. 

En el pasado, la humanidad dependía de pigmentos naturales extraídos de plantas, 

animales y minerales como colorantes, hasta el descubrimiento del primer colorante sintético en 

1856 por William Henry Perkin [37]. Debido a que los tintes sintéticos presentan mejores 

propiedades que los naturales, como puede ser la duración, el tono y la estabilidad, así como su 

alta disponibilidad y bajo coste, han sido utilizados mucho más que los extractos naturales en la 

coloración de productos. 

Por ello, los agentes colorantes artificiales, usados como colorantes alimentarios han 

sustituido parcialmente durante muchos años a los colorantes naturales. Sin embargo, un gran 

número de investigadores señalan que tanto el uso de colorantes, como de otros aditivos 

alimentarios, deben reducirse ya que algunos de ellos han demostrado ser peligrosos para la salud. 

Su uso se ha asociado con enfermedades tales como el trastorno de déficit de atención e 

hiperactividad [38,39] y, más concretamente, algunos colorantes sintéticos del tipo azoico se han 

relacionado con el cáncer de vejiga en humanos, con el cáncer de bazo, hepatocarcinomas y 

anomalías nucleares en animales de experimentación y mutaciones cromosómicas en células de 

mamíferos [40–42]. Así mismo, se ha demostrado que algunos colorantes naturales, entre ellos 

los carotenoides y las ficobiliproteínas de las microalgas, presentan efectos preventivos para 

algunas enfermedades como la diabetes, la obesidad y enfermedades cardiovasculares [43]. Como 

consecuencia, en las últimas décadas han recibido especial atención tanto el escalado del cultivo 

de microalgas a nivel industrial para producir bioproductos y bioenergía, como sus aplicaciones. 

Los pigmentos de microalgas y cianobacterias tienen un gran valor comercial como 

colorantes naturales, antioxidantes y vitaminas en la industria alimentaria y cosmética. Las 

cápsulas de β-caroteno de la microalga Dunaliella salina y la biomasa de la cianobacteria 

espirulina (Arthrospira) son ahora comúnmente comercializadas como suplementos alimenticios 

para mejorar la vitalidad y la longevidad de los seres humanos [44,45]. Esta reciente conciencia 

de los efectos nocivos de los tintes sintéticos unido a la inclinación de la sociedad hacia el uso de 
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productos naturales, como colorantes a base de plantas y microorganismos en alimentos y 

cosméticos, ha llevado al aprovechamiento de las microalgas como fuente de colorantes naturales 

[44,46]. A su vez, esta nueva percepción del consumidor representa un grave problema para las 

industrias de alimentación y cosmética, ya que para satisfacer la demanda de los consumidores y 

mantener la competitividad empresarial, necesitan reemplazar los colorantes sintéticos por 

colorantes naturales [43]. 

Las microalgas son una fuente muy interesante de colorantes naturales desde el punto de 

vista biotecnológico porque: (1) poseen una amplia gama de pigmentos, (2) crecen rápidamente 

en comparación con plantas superiores, (3) pueden contener pigmentos en concentraciones 

considerablemente mayores a las que se encuentran en las plantas superiores y (4) tienen facilidad 

en su cultivo ya que a menudo pueden crecer en ambientes marinos [47]. 

Por otro lado, las regulaciones sobre colorantes alimentarios varían en todo el mundo, lo 

que dificulta el debate sobre la legalidad a nivel universal de todos los pigmentos. Muchos países 

de América Latina y Europa han adoptado las especificaciones del Codex Alimentarius o del Joint 

FAO (Organización para la agricultura y la alimentación) junto con la OMS (Organización 

Mundial de la Salud). Otros, como Estados Unidos, Corea y Japón, regulan los colorantes 

alimenticios de forma independiente [48]. 

1.2.2. Compuestos de alto valor añadido en las microalgas 

La mayor fuente de energía de nuestro planeta proviene del sol en forma de luz, de 

partículas indivisibles denominadas fotones. Por su parte, la luz visible se identifica con la región 

del espectro electromagnético que puede ser detectada por el ojo humano y corresponde al 

intervalo de 400 a 700 nm, aproximadamente. Este rango es el utilizado por la mayoría de los 

organismos para realizar la fotosíntesis [49]. La fotosíntesis es un proceso biológico de oxidación-

reducción, en el que se obtiene energía química a partir de compuestos inorgánicos como sustratos 

y la energía electromagnética de la luz, captada mediante pigmentos especializados. La energía 

captada por estos pigmentos se transforma y almacena en forma de diferentes compuestos, 

principalmente carbohidratos. 

Una de las características más destacadas de las microalgas y de las cianobacterias es su 

color, que está determinado por sus pigmentos. Estos pigmentos son sustancias químicas 

coloreadas que forman parte del sistema fotosintético de las microalgas. Como ya se ha 

mencionado, los principales pigmentos presentes en las microalgas y cianobacterias se pueden 

agrupar en: clorofilas, carotenoides y ficobiliproteínas (tabla 1). Las diferencias entre estos tres 

grupos de pigmentos están relacionadas por su estructura química [47]. La cantidad de cada 

pigmento en las microalgas puede variar enormemente según cada especie de microalga, 

constituyendo aproximadamente del 1 al 14% del peso seco, lo cual hace que su rentabilidad 
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económica sea más difícil de alcanzar en comparación con la de los colorantes sintéticos. Con 

respecto a las clorofilas, la mayoría de las especies de microalgas tienen un contenido de un 0,5-

1% en peso seco, mientras que el contenido en carotenoides suele ser de un 0,1-0,2% en peso seco 

[21,35] y, por último, las ficobiliproteínas pueden llegar a constituir hasta un 8% en peso seco de 

la célula [50]. 

Para que tanto las microalgas como las cianobacterias puedan ser consideradas adecuadas 

para la producción de pigmentos comerciales deben cumplir varios criterios como: facilidad de 

cultivo, ausencia de toxicidad, alto valor nutricional, presencia de paredes celulares que sean 

digeribles fácilmente para que los nutrientes estén disponibles, etc. [35]. 

Tabla 1. Principales pigmentos de microalgas y su color característico. Modificada de [35,38]. 

Pigmento Compuesto Absorción (λ max) Color Microalga/cianobacteria 

Ficobiliproteínas 

Aloficocianina B 671 nm  Arthrospira sp. 

Aloficocianina A 650 nm  Arthrospira sp. 

Ficocianina 615-620 nm  Arthrospira sp. 

Ficoeritrina 500-580 nm  Porphyridium sp. 

Clorofila 
Clorofila a 663 nm  Dunaliella salina. 

Haematococcus pluvialis, Chlorella sp. Clorofila b 652 nm  

Carotenoides 

β caroteno 455 nm  
Dunaliella salina. 

Scenedesmus sp. 

Arthrospira sp. 

Fucoxantina 490 nm  Phaeodactylum tricornutum. 

Luteína 445 nm  Haematococcus pluvialis. 

Muriellopsis sp. 

Astaxantina 482 nm  Haematococcus pluvialis. 

Chlorella sp. 

 

La principal función de los pigmentos en estos microorganismos es la absorción de 

energía a diferentes longitudes de onda presentes en el espectro de luz visible (figura 4). 

 

Figura 4. Espectro de absorción de los pigmentos fotosintéticos. Modificada de https://www.circuitbread.com/ee-

faq/how-are-leds-used-for-growing-plants (2022). 

La mayoría de los pigmentos se distribuyen generalmente como complejos de proteínas 

y se encuentran dentro de las membranas de los tilacoides de los cloroplastos [19]. La 
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composición de los pigmentos es uno de los criterios más importantes para diferenciar las diversas 

clases de microalgas. Es importante destacar que las clorofilas y los carotenoides, de forma 

general, son moléculas liposolubles, mientras que las ficobilinas, que son compuestos cromóforos 

tetrapirrólicos que se encuentran como grupos prostéticos en las ficobiliproteínas; son solubles en 

agua. 

❖ Clorofilas 

 Las clorofilas son el pigmento natural verde más abundante que sustenta la fotosíntesis 

oxigénica en microalgas y cianobacterias, de donde deriva la energía para el metabolismo y la 

reproducción. En las microalgas (eucariotas) se localizan en los cloroplastos, asociadas con 

proteínas de membrana en la membrana tilacoidea; pero en las cianobacterias (procariotas) se 

encuentran en las laminillas fotosintéticas [50]. Dentro de las propiedades bioactivas que presenta 

la clorofila, se encuentran su actividad antioxidante, antiinflamatoria y antitumoral [51]. 

Estructura de las clorofilas 

La clorofila está conformada por dos tipos de estructuras químicas: un anillo de tetrapirrol 

y una cadena fitol (alcohol diterpénico) hidrófoba (figura 5). El anillo de tetrapirrol consta de 

cuatro anillos de pirrol, denominados porfirina, con magnesio como ion metálico central que une 

a las moléculas de nitrógeno del anillo de tetrapirrol a través de enlaces coordinados [52]. 

 

Figura 5. Estructura molecular de la clorofila a. Elaboración propia. 

Tipos de clorofilas 

Existen dos tipos principales de clorofila, la a y la b, siendo la clorofila b la más estable. 

La clorofila a es el pigmento principal que se encuentra en todas las microalgas y es vital para la 

fotosíntesis. La mayoría de las algas verdes contienen clorofila a y b, mientras que las algas de 

color parduzco generalmente contienen clorofila a y c [19]. La principal diferencia entre las 

clorofilas a y b y la clorofila c es que la mayoría de las clorofilas c no presentan la cadena de fitol 

característica [53]. 

Los enlaces simples y dobles presentes en la clorofila permiten la localización y 

deslocalización de los electrones, lo que la convierte en un poderoso fotorreceptor. La diferencia 
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entre los sustituyentes, tanto del anillo porfirínico como de la cadena de fitol, son las que dan 

lugar a los diferentes tipos de clorofila. Para el caso de las dos clorofilas principales, la clorofila 

b se diferencia de la clorofila a en la sustitución de un grupo metilo, por un grupo aldehído (figura 

6). 

 

 

Figura 6. Estructura molecular de la clorofila a, b y c (c2). Elaboración propia. 

Funciones, aplicaciones y propiedades de las clorofilas 

Observando la estructura de la clorofila cabe destacar que la función principal del anillo 

de porfirina es absorber la luz mientras que la cadena de fitol se ocupa de mantener la clorofila 

integrada en la membrana fotosintética. La principal diferencia entre la clorofila a y b es su papel 

en la fotosíntesis. La clorofila a es el principal pigmento involucrado en la fotosíntesis y tiene un 

doble papel: es la encargada de absorber energía luminosa y participa en la conversión de la 

energía de los fotones absorbidos en energía química [54]. Esta energía produce la excitación de 
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los electrones y provoca la ruptura de las moléculas de agua, de tal forma que el oxígeno se libera 

y el resto de energía se transmite, generando moléculas de ATP (adenosina trifosfato) y NADPH 

(nicotinamida adenina dinucleótido fosfato). Gracias a la etapa oscura, la energía en forma de 

ATP y NADPH se utiliza para fijar el dióxido de carbono como carbono orgánico y da como 

resultado glucosa. Por su parte, la clorofila b es el pigmento complementario o secundario, que 

recoge la energía para transferirla a la clorofila a [55]. 

Tanto el efecto antimicrobiano y antiinflamatorio de las clorofilas, como su capacidad 

para estimular la cicatrización de heridas y úlceras, han sido estudiados en numerosas ocasiones. 

La clorofila también es popular como aditivo antiséptico y, en el ámbito cosmético, se ha utilizado 

para pieles grasas, pieles con acné y productos para el cuidado del cuero cabelludo [20,56]. 

❖ Carotenoides 

Los organismos fototróficos sintetizan, no solo clorofilas para la fotosíntesis, sino 

también carotenoides. Este grupo de pigmentos liposolubles comprende más de 700 pigmentos 

responsables de la tonalidad rojiza, naranja o amarillenta. En las microalgas los carotenoides 

pueden encontrarse en las membranas tilacoidales de los cloroplastos o en el interior de cuerpos 

lipídicos [57]. 

La mayoría de los carotenoides son hidrocarburos que contienen 40 átomos de carbono y 

dos anillos terminales [58], son tetraterpenoides (C40) que constan de 8 unidades de isopreno 

enlazadas de forma que la molécula sea lineal y simétrica, con el orden invertido en el centro. 

Tipos de carotenoides 

Según su estructura química, los carotenoides pueden clasificarse en carotenos, que son 

hidrocarburos lineales que pueden ciclarse en uno o ambos extremos de la molécula y en 

xantofilas, las cuales son derivados oxigenados de carotenos [47]. El principal representante de 

los carotenos es el β-caroteno mientras que para las xantofilas es la luteína. 

De los más de 600 carotenoides conocidos, sólo un número reducido se utiliza 

comercialmente. Entre estos se encuentran β-caroteno, licopeno, astaxantina, criptoxantina, 

zeaxantina y luteína, en la figura 7 se muestran algunas estructuras de los carotenoides más 

importantes presentes en las microalgas. Entre ellos, aproximadamente una treintena exhiben 

posibles funciones fotosintéticas. 
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Figura 7. Estructuras de algunos carotenoides. Modificado de [50,58]. 

El β-caroteno es el carotenoide más utilizado en alimentación y en aditivos, 

encontrándose comúnmente en las cianobacterias y en las microalgas. Por el contrario, la luteína 

se encuentra exclusivamente en las algas verdes del filo Chlorophyta y en algunos protistas 

flagelados verdes del grupo Dinophyta [47]. 

Funciones, aplicaciones y propiedades de los principales carotenoides 

Su función dentro de la célula depende de su localización. De esta forma, si se encuentran 

cerca del centro de reacción, absorben la energía que no ha sido absorbida por la clorofila y la 

canalizan hasta ella, mientras que, si se encuentran concentrados en las membranas, debido a que 

son compuestos anfipáticos, su función en este caso será la de proteger a la célula de la oxidación. 
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Dentro de ésta última, el β-caroteno participa activamente en la fotoprotección de la clorofila, 

debido a su capacidad antioxidante [47]. Los pigmentos que actúan como fotoprotectores son los 

que intentan evitar el daño a la autooxidación, causada por una alta sobreexposición a la 

intensidad lumínica o durante largos tiempos de exposición. Para poder comprender cómo sucede 

el proceso de autooxidación que sufre la célula, proceso que es consecuencia de la fotosíntesis, es 

necesario conocer que existe una velocidad de transferencia de energía entre el centro de reacción 

(clorofila a) y la cadena que transporta los electrones. De igual forma, existe una velocidad de 

recolocación de los fotones, desde los pigmentos hasta el centro de reacción. Cuando esta 

velocidad es inferior que la velocidad a la cual la clorofila a recibe fotones, la clorofila a entra en 

un estado de oxidación. De esta forma, se convierte en un compuesto inestable que, aunque no es 

dañino por sí mismo, transloca esta energía a una molécula de oxígeno, que genera especies 

reactivas que pueden atacar al ADN y que podrían causar daño a las células. 

Por otro lado, se han descrito diversas propiedades terapéuticas para los carotenoides. 

Numerosos estudios epidemiológicos han demostrado que un alto consumo de carotenoides en la 

dieta disminuye el riesgo de contraer enfermedades asociadas con la formación de radicales libres. 

Entre estas enfermedades se encuentran diversos tipos de cáncer, enfermedades cardiovasculares, 

cataratas, etc. [57]. 

Con respecto a la luteína, se almacena en nuestro cuerpo en la retina y el cristalino de los 

ojos [58]. Algunos estudios han demostrado que altos niveles de ingestión de luteína, 

particularmente en alimentos ricos en xantofilas como puede ser las espinacas, el brócoli y los 

huevos, tienen relación con una importante reducción de cataratas (más del 20%) y degeneración 

macular debido a la edad (más del 40%) [59,60]. 

❖ Ficobiliproteínas 

La energía solar en longitudes de onda de 400 a 700 nm (radiación fotosintéticamente 

activa) es capturada por los organismos fotosintéticos y convertida en energía química que puede 

ser utilizada directamente por los seres vivos. A diferencia de las plantas superiores y las algas 

verdes, las principales antenas recolectoras de luz en las cianobacterias y algas rojas son un gran 

complejo proteico de múltiples subunidades llamado ficobilisoma que se descubrió en 1960 [61] 

y que se encarga de captar la luz solar y migrarla hacia los centros de reacción del fotosistema II 

[62]. Cuando la energía absorbida alcanza los centros de reacción del fotosistema II, se produce 

una transducción de la energía de excitación a energía química. 

Los ficobilisomas, que parecen estar restringidos a las cianobacterias, las glaucofitas, las 

algas rojas y las criptomonas [63], se encuentran en la superficie de la membrana tilacoidal de 

estos microorganismos dispuestos a menudo en filas paralelas entre sí. Se componen en gran parte 

de ficobiliproteínas, incluida la ficobiliproteína azul (ficocianina), que es considerada producto 
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de alto valor con aplicaciones industriales. Varias especies de cianobacterias y algas rojas, 

sorprendentemente, conservan la capacidad de recolectar la luz solar y realizar la fotosíntesis en 

entornos altamente selectivos, como aguas termales, en condiciones extremas de pH y a 

temperaturas elevadas. Estos organismos termófilos producen ficobiliproteínas termoestables 

[64], que tienen cualidades más que suficientes para incorporar estas proteínas como pigmentos 

naturales en las industrias alimentaria y textil, entre otras. 

Las ficobiliproteínas son una familia de proteínas de colores brillantes (fucsia, púrpura-

azul y cian), autofluorescentes, solubles en agua y pueden llegar a constituir el 60% de la proteína 

soluble en estas células [65]. 

Estructura y tipos de ficobiliproteínas 

Estas proteínas se encuentran formadas por una parte proteica y un cromóforo 

denominado ficobilina. Ésta se encuentra unida mediante un enlace covalente (tioéter) a un 

aminoácido de cisteína de la cadena polipeptídica. Las ficobilinas están formadas por grupos 

prostéticos tetrapirrólicos similares a las clorofilas y éstos, al presentar enlaces dobles y sencillos 

alternados, pueden deslocalizar electrones como consecuencia de una excitación luminosa a una 

determinada longitud de onda. 

Cada una de las diferentes ficobiliproteínas está formada por dos subunidades 

polipeptídicas no idénticas (α y β), que contienen una o más ficobilinas unidas covalentemente 

[35]. Hay varios tipos de ficobilinas, estructuralmente distintos, con diferentes propiedades 

espectroscópicas [65], lo que conlleva que cada tipo de ficobiliproteína absorba luz a distintas 

longitudes de onda (figura 8). Las ficobiliproteínas se pueden dividir en tres grupos principales 

basándose en sus propiedades espectrales: ficoeritrina (PE) (pigmento fucsia, Amax=560 nm), 

ficocianina (PC) (pigmento azul, Amax=615-620 nm), y aloficocianina (APC) (pigmento cian, 

Amax=650 nm). (cromóforos de las ficobiliproteínas). En la ficoeritrina se pueden encontrar dos 

tipos de cromóforos, la ficoeritrobilina (PEB) y la ficourobilina (PUB). Mientras que la 

ficocianina y aloficocianina poseen únicamente un tipo de cromóforo que es la ficocianobilina 

(PCB) [65]. 
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Figura 8. Estructura química de las principales ficobilinas. 

Hasta la fecha, hay sesenta y una estructuras de ficobiliproteínas depositadas en el Banco 

de Datos de Proteínas (Protein Data Bank, https://www.rcsb.org/). De éstas, doce estructuras 

corresponden a ficoeritrina; treinta y seis son ficocianina y diez aloficocianina. Todas estas 

estructuras se han obtenido mediante la técnica de difracción de rayos X [49]. 

La estructura de la PCB, similar a la de la bilirrubina y biliverdina, está formada por un 

tetrapirrol de cadena abierta y es responsable del color azul intenso de la PC. Por su parte, el 

componente proteico de la PC consta de dos subunidades de proteínas homólogas, denominadas 

cadenas α y β, unidas covalentemente a la PCB por un enlace tioéter (figura 9) [66]. Una molécula 

de PCB está unida a la subunidad α y dos a la β. Según Vucinic y colaboradores [67], la cadena 

α está unida al cromóforo (PCB) a través de la cisteína 84 y la cadena β se une a dos PCB a través 

de las cisteínas 82 y 153, respectivamente. Sin embargo, Padyana y colaboradores [68] afirmaron 

que en su secuencia las PCB se encuentran en las posiciones α 84, β 84 y β155. 
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Figura 9. A) Estructura de la PC en forma de hexámero (Fuente: https://www.rcsb.org), B) Cromóforo de la PC 

(PCB) y la unión a través de la cisteína 82, C) Estructura química de la PCB, el cromóforo responsable del color azul 

de la PC, modificado de [66]. 

Como se ha mencionado, la estructura de la PC procedente de Arthrospira platensis está 

formada por dos tipos de cadenas polipeptídicas (cadenas α y cadenas β) con gran afinidad entre 

ellas, asociándose y formando monómeros (α/β). Estos monómeros, a su vez, se asocian formando 

trímeros (α/β)3 y hexámeros (α/β)6 (figura 10-11) [68]. 

 

Figura 10. Distintos niveles de estructura de la ficocianina (cadena alfa, cadena beta, monómero, trímero y 

hexámero). 

https://www.rcsb.org/
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Figura 11. Estructura de la ficocianina en forma de hexámero (α/β)6 (en color azul se muestran las PCB). 

Representación a partir de la secuencia 1HA7 (Protein Data Bank, https://www.rcsb.org/). 

Distribución de las ficobiliproteínas 

A diferencia de los carotenoides y clorofilas y, debido a su carácter hidrosoluble, las 

ficobiliproteínas forman una estructura denominada ficobilisoma, adherida a la superficie 

citoplasmática de las membranas de los tilacoides [69] y asociada preferentemente al fotosistema 

II de las microalgas. En dicho sistema, las ficobiliproteínas se encuentran organizadas en tres 

capas dispuestas de tal forma que se facilita la transferencia de energía lumínica captada hacia el 

centro de reacción, localizado en la membrana del tilacoide. 

Los ficobilisomas tienen dos regiones diferentes, un núcleo compuesto principalmente de 

aloficocianina y alrededor de él se encuentran una serie de extensiones denominadas ROD, 

compuestas por ficocianinas y/o ficoeritrinas. Se caracteriza porque su parte interna está 

compuesta por hexámeros de ficocianina mientras que la parte externa por hexámeros de 

ficoeritrina (figura 12). 

 

Figura 12. Modelo simplificado del ficobilisoma (junto con las ficobiliproteínas que lo forman) unido al fotosistema 

II (PS II) a través de una cadena peptídica (negro), modificado de [70]. 
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Tal y como se aprecia en la figura 12 las ficoeritrinas tienen un color fucsia intenso y, por 

ende, contienen la mayor diversidad de cromóforos entre las ficobiliproteínas. Se encuentran 

localizadas en la parte más alejada de las varillas del ficobilisoma. La ficocianina es una proteína 

de color azul intenso que se encuentra en la parte próxima a los bastones de los ficobilisomas. A 

diferencia de la ficoeritrina, la ficocianina siempre está presente en cianobacterias y algas rojas. 

La aloficocianina tiene un color cian brillante y se encuentra exclusivamente como parte del 

núcleo del ficobilisoma. 

Funciones, aplicaciones y propiedades de las principales ficobiliproteínas 

Las ficobiliproteínas juegan un papel muy importante en la fotosíntesis ya que permiten 

capturar la energía luminosa en el rango de 450 a 650 nm y enviarla a los fotosistemas. Éstos, a 

su vez, transfieren la energía a las clorofilas permitiendo que se lleve a cabo la fotosíntesis en 

cianobacterias, algas rojas, glaucofitas y criptomonas [49,71] y pueden representar el principal 

absorbente de luz en estos microorganismos [72] ya que absorben la radiación en regiones del 

espectro visible donde la clorofila a tiene bajas absortividades [62]. 

Una de las aplicaciones más importantes de las ficobiliproteínas es su amplio uso en 

ensayos inmunológicos debido a su alta fluorescencia, su buena estabilidad al almacenamiento a 

temperaturas entre 4 y 10ºC, su alto coeficiente de absorción molar y su alta fotoestabilidad [73]. 

Esto las convierte en reactivos muy potentes y altamente sensibles que se pueden enlazar 

fácilmente a los anticuerpos sin cambiar sus propiedades espectrales [74]. Por otro lado, las 

ficobiliproteínas tienen importantes propiedades biológicas para los humanos y para los animales, 

lo cual incentiva el desarrollo de una nueva biotecnología de productos y procesos [56,75]. 

Recientemente, en varios estudios se han descrito diversas bioactividades de las ficobiliproteínas, 

tales como antioxidantes, antiinflamatorias, antimetabólicas, anticancerígenas, 

antineurogenerativas y antipatógenas [49]. 

Una de las aplicaciones para el caso concreto de la ficocianina, ficobiliproteína de estudio 

en la presente tesis, es su uso como pigmento o colorante alimentario, reemplazando a los 

pigmentos sintéticos actuales. Se ha desarrollado un producto llamado Lina Blue que se usa en 

los chicles, sorbetes, helados, dulces y refrescos. Otra forma de comercializar este pigmento es 

en el ámbito de la cosmética natural, como pintalabios y delineador de ojos [21]. Para poder 

producir ficobiliproteínas a partir de cianobacterias para una aplicación industrial es necesario 

optimizar el conjunto del bioproceso. Dentro de estos parámetros se incluyen la luz, la fuente de 

nitrógeno y carbono, el pH, y la temperatura, que afectan al crecimiento de la cianobacteria y a la 

acumulación de ficobiliproteínas [76]. 

Las cianobacterias evolucionaron como organismos capaces de adaptarse a condiciones 

muy extremas. Estas evoluciones o adaptaciones suelen estar relacionadas con la producción de 
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ciertos compuestos de defensa, produciendo muchos productos naturales y compuestos de alto 

valor. Estos metabolitos se generan debido al estrés al que está expuesto el microorganismo, y, 

por ello, para la optimización de las condiciones implicadas en la producción de un compuesto de 

alto valor añadido se deben tener en cuenta numerosos factores. 

1.2.3. Factores que afectan a la producción de pigmentos en las microalgas 

Al igual que los factores ambientales afectan al crecimiento de las microalgas y 

cianobacterias (ver apartado 1.1.2) e influyen en la composición celular de las mismas, al 

generarse una situación de estrés en las microalgas es posible alterar ese crecimiento celular y 

aumentar la producción de los pigmentos. Algunos factores que pueden ser los causantes del 

mencionado estrés son: la luz, la temperatura, la disponibilidad o no de nutrientes, la salinidad y 

el pH [34,77]. 

❖ La luz 

La luz es uno de los factores más importantes en la producción de pigmentos [77] puesto 

que éstos son los principales captadores de energía lumínica para poder llevar a cabo la 

fotosíntesis. Así, cambios en la intensidad de luz, longitud de onda y tiempos de exposición 

generan cambios en la acumulación de pigmentos. Tiempos cortos de exposición de luz o baja 

intensidad de luz, repercuten en una baja captación de energía, por lo que las células se ven 

obligadas a aumentar el número de pigmentos antena para poder captar así mejor la energía que 

llega a los fotosistemas. Es por esto por lo que la clorofila y las ficobiliproteínas son los pigmentos 

que se ven influenciados en mayor medida por una baja exposición a la luz [38]. 

Por otro lado, como ya se ha mencionado, los carotenoides son sintetizados en respuesta 

a una situación de estrés, como puede ser una sobreexposición a la luz solar. Su función es evitar 

el daño celular causado por la generación de especies reactivas de oxígeno (ROS), por lo que los 

parámetros de exposición a la luz solar también tienen efecto sobre la producción de carotenoides. 

Comúnmente, en la etapa de cultivo de microalgas se emplea luz artificial como herramienta que 

hace posible controlar la longitud de onda, intensidad, y tiempo de exposición de ésta. Dentro de 

las técnicas utilizadas, se encuentra la de la variación de la longitud de onda, la cual se basa en 

que los pigmentos absorben en un determinado rango de longitud de onda en la cual la absorción 

de energía es mayor, siendo la longitud de onda diferente para cada pigmento (figura 3). Por lo 

que, si se somete a la microalga a iluminación con una longitud de onda determinada, se va a 

reducir el intervalo en el cual puede captar energía y, en consecuencia, esta microalga tenderá a 

incrementar la concentración de los pigmentos correspondientes. 

Otro factor limitante a tener en cuenta, tanto en el crecimiento como en la producción de 

pigmentos, es el efecto de autosombreado. Este fenómeno se genera cuando existe una gran 

concentración de células que impiden el paso de la luz en el cultivo y, por ello, la cantidad de luz 
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que reciben las células disminuye. Debido a esta disminución, el crecimiento de la microalga y la 

producción de pigmentos se ve negativamente afectada. Existen dos técnicas para subsanar este 

inconveniente: 1) intervalos de luz/oscuridad controlados (fotoperiodos) o 2) incremento gradual 

de la intensidad de luz. Lo que se pretende asegurar es que, aunque exista un incremento de 

células, éstas siempre se encuentren sometidas a un exceso de luz, por lo que, con esta condición 

de estrés, no dejarán de generar pigmentos, en este caso carotenoides [50,78,79]. 

Con respecto a las ficobiliproteínas, se ha observado que se produce una mayor cantidad 

de ficocianina bajo una luz roja y mayor cantidad de ficoeritrina bajo luz verde en la cianobacteria 

Nostoc muscorum [80]. De igual forma, en Arthrospira platensis se observó que la producción 

tanto de biomasa como de ficocianina aumentó en un 26% y 44%, respectivamente, utilizando 

concentradores solares luminiscentes bajo una longitud de onda correspondiente a la luz roja [81]. 

Esto es debido a la necesidad de la cianobacteria de absorber un intervalo específico de longitudes 

de onda para garantizar la eficiencia fotosintética; la ficocianina absorbe luz en el rango amarillo-

rojo, mientras que la ficoeritrina en el rango verde. Sin embargo, la aclimatación a las diferentes 

calidades de luz depende de las distintas especies de microalgas como sucede, por ejemplo, para 

el caso del género Anabaena que aumenta la productividad de ficobiliproteínas bajo luz azul [82]. 

Aun así, cabe destacar que no se pueden fijar unas condiciones estándar para aumentar la 

producción de los pigmentos, ya que cada especie de microalga o cianobacteria responde de una 

manera diferente a las condiciones de estrés lumínico. 

❖ La temperatura 

La temperatura es uno de los factores más importantes en la producción de cianobacterias 

y microalgas. La diversidad y los productos metabólicos están estrictamente relacionados con la 

variación de temperatura, por lo tanto, la condición óptima para el crecimiento o la producción de 

compuesto depende de la adaptación y tolerancia de cada cepa [34]. 

Con respecto a los carotenoides, Campo y colaboradores [50,83] estudiaron el rango de 

temperatura de 20 a 28ºC para la producción de luteína en la cepa Chromochloris zofingiensis y 

pudieron concluir que una mayor temperatura inducía un mayor contenido en luteína. En D. salina 

se observó que el contenido de β-caroteno fue óptimo en el intervalo 25-30ºC [84]. Con lo que, 

de forma general, se puede concluir que un aumento de la temperatura favorece una mayor 

producción de carotenoides. En relación con el efecto de la temperatura sobre A. platensis, la 

producción de ficobiliproteínas es potenciada a valores iguales o superiores a 30ºC [77,85]. 
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❖ Disponibilidad de nutrientes 

El uso de fuentes de carbono, tales como glucosa, sacarosa y fructosa, entre otras, para la 

producción a escala industrial de cianobacterias, puede resultar económicamente viable para la 

producción de compuestos bioactivos, productos químicos y farmacéuticos. Zhang y 

colaboradores [86] concluyeron que cierta adición de glucosa en la etapa de cultivo producía un 

aumento en la concentración de ficocianina, pero la cantidad de glucosa óptima necesaria depende 

estrechamente de la intensidad de la luz utilizada. Por otro lado, el suministro de carbono puede 

provenir también del CO2 y se pudo observar que la inyección intermitente de CO2 en un flujo 

continuo de aire comprimido mejoró tanto el crecimiento como la producción de ficobiliproteínas 

para A. platensis [87]. Probablemente, esto es debido a un mejor equilibrio entre el metabolismo 

y la nutrición del microorganismo. También existe la posibilidad de no tener una fuente de 

carbono, esto puede ser positivo para la producción de ficobiliproteínas. Sharma y colaboradores 

[74] observaron que la deficiencia de carbono condujo a una mayor producción de 

ficobiliproteínas, ya que estos pigmentos colaboran en la estrategia de defensa del organismo y, 

en una situación de estrés, actuarán de forma que protegerán la membrana del fotosistema del 

daño que pueda ocasionar la luz. 

El nitrógeno es el segundo nutriente más requerido para el crecimiento y para la 

producción de metabolitos, después del carbono. En el caso de las cianobacterias, la fuente y las 

cantidades pueden variar entre especies. Tienden a preferir el uso de nitratos, pero algunas 

especies pueden usar urea y amoniaco. Cabe destacar que el nitrógeno es fundamental para la 

producción de ficobiliproteínas ya que estos pigmentos son el principal almacén de nitrógeno para 

las cianobacterias, lo que significa que, en condiciones de estrés, los niveles de nitrógeno 

cambian. En relación a la fuente de nitrógeno, Hemlata y Fatma [34] observaron que Anabaena 

sp. producía más ficocianina cuando no se añadía ninguna fuente de nitrógeno al medio, pero esto 

puede variar según la especie. 

Con respecto a los carotenoides, para algunas microalgas, la disponibilidad de nitrógeno 

también afecta a su acumulación. De esta forma, una limitación en este nutriente incrementa el 

nivel de β-caroteno en Dunaliella sp. Para el caso de Haematococcus sp. algunos estudios han 

afirmado que la acumulación de astaxantina se estimula igualmente por una limitación en el 

nitrógeno [88]. 

❖ pH 

De forma general el pH afecta mucho más a las ficobiliproteínas que a los carotenoides 

[89]. En el caso de las cianobacterias, suelen preferir un entorno alcalino, tanto para el crecimiento 

como para la producción de ficobiliproteínas [87]. Por ejemplo, para especies como Nostoc 

muscorum, Nodularia sphaerocarpa, Anabaena sp., y Gloeocapsa sp., el pH óptimo es 8, para 
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Arthrospira platensis el pH óptimo es 9, mientras que para cianobacterias como Anabaena 

fertilissima y Synechocystis sp. el pH óptimo está por encima de 9. 

Para el caso de los carotenoides y, concretamente el β-caroteno, se ha estudiado el efecto 

del pH sobre la acumulación de este pigmento. Con respecto a Dunaliella sp., Celeki y 

colaboradores [90] demostraron el efecto que tiene el pH, en el intervalo 6-9, en la acumulación 

de este pigmento, obteniéndose una mayor producción de β-caroteno para el pH mayor. 

❖ La salinidad 

La salinidad es un factor fundamental para el crecimiento y también para la producción de 

metabolitos de las cianobacterias marinas, pudiendo cambiar su efecto para cada especie ya que 

cada una de ellas tiene su propia adaptación. Sin embargo, el estrés salino puede inhibir el 

crecimiento y la actividad fotosintética de las cianobacterias.  

Con respecto a las ficobiliproteínas, en el caso concreto de Arthrospira platensis, los altos 

niveles de salinidad pueden tener efectos positivos hasta cierta concentración, a partir de la cual, 

se comienza a inhibir el proceso de crecimiento y la producción de ficobiliproteínas [74]. En el 

caso de los carotenoides, para favorecer la acumulación de β-caroteno en la microalga Dunaliella 

sp., Celeki y colaboradores [90] informaron que a pH 9, la acumulación de β-caroteno aumentó 

según se incrementaba la concentración de NaCl, obteniendo el máximo para una concentración 

de 20% de NaCl. A modo de resumen, en la tabla 2 se muestran alguna de las estrategias para 

incrementar la acumulación de los principales pigmentos. 

Tabla 2. Estrategias utilizadas para incrementar la acumulación de los principales pigmentos en microalgas y 

cianobacterias modificado de [38]. 

Pigmento Propiedades/Aplicaciones Microalga Estrategias de producción 

β-caroteno Precursor vitamina A, antioxidante 
Dunaliella sp. 

Alta intensidad luminosa 

Limitación de nitrógeno 

Temperaturas superiores a 15⁰C 

Scenedesmus sp. Alta intensidad luminosa 

Astaxantina 
Antioxidante, colorante alimentario, mejora 

las funciones del sistema inmune 

Haematococcus 

pluvialis 

Exposición a longitudes de onda 

de 470nm (luz LED azul) 

Aumento de la temperatura del 

cultivo 

Luteína 

Aditivo de alimentos, disminuye el riesgo 

de cataratas y enfermedades 

cardiovasculares 

Scenedesmus obliquus 
Exposición a diferentes longitudes 

de onda 

Clorofila Antioxidante, colorante alimentario Chlorella vulgaris Utilización de luz roja 

Ficocianina 
Marcador fluorescente, antioxidante, 

antiinflamatorio y neuroprotector 
Arthrospira platensis 

Utilización de luz verde 

Utilización de luz roja 

Exceso de nitrógeno en la etapa 

de cultivo 

Ficoeritrina 
Marcador fluorescente, colorante utilizado 

en la industria alimentaria y cosmética 

Porphyridium 

marinum 

Estudio y modificación del medio 

de cultivo 
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Tal y como se muestra en la tabla 2, en muchos casos un solo factor de estrés no puede 

únicamente por sí mismo promover la acumulación de pigmentos [89]. Este es el caso de los 

carotenoides y de las ficobiliproteínas, que necesitan de la combinación de varios factores. 

En los últimos años, se han desarrollado una gran variedad de métodos de estrés 

combinados para aumentar la síntesis de carotenoides en los microorganismos. En uno de estos 

estudios, Christian y colaboradores [91] utilizaron un modelo que combinaba la alta luminiscencia 

durante la fase de crecimiento de H. pluvialis con altos niveles de CO2 y baja intensidad de luz en 

la optimización de la producción del pigmento, que dio como resultado una mejora significativa 

en la producción de astaxantina. 

Paralelamente, también se han desarrollado otros métodos de estrés combinados para 

aumentar la acumulación de las ficobiliproteínas, concretamente de ficocianina. Se estudiaron 

tanto el efecto del nitrógeno, como del NaCl para A. maxima y A. platensis [92]. El contenido de 

ficocianina dependía de la variación en la concentración de nitrógeno durante la etapa de cultivo, 

de forma que, para las especies mencionadas, la disminución de la concentración de nitrógeno en 

el medio de cultivo conllevaba una disminución en el contenido de ficocianina. Por el contrario, 

si se incrementaba la concentración de nitrógeno la cantidad de ficocianina aumentaba 

progresivamente hasta valores altos de 12,08 y 9,94% (en peso seco) para A. platensis y A. 

maxima, respectivamente. Hanaa y colaboradores [92] también evaluaron el efecto de incrementar 

el contenido en NaCl en el medio y observaron que se producía un incremento muy significativo 

en la cantidad de ficocianina acumulada. Como conclusión cabe destacar que tanto A. platensis 

como A. maxima cultivadas bajo estrés combinado de deficiencia de nitrógeno y una baja 

concentración de NaCl, acumulan menos ficocianina que si crecen en un medio con suficiente 

nitrógeno y con una elevada concentración de NaCl. 

1.2.4. Importancia del color azul: Ficocianina 

Los colorantes alimentarios se han convertido en un ingrediente indispensable hoy en día 

en las preparaciones de alimentos para generar una mayor atracción al consumidor, puesto que 

juegan un papel muy importante en la mejora del atractivo estético de los productos.  

Por ello, la industria alimentaria busca ampliar tanto la gama de colores como su textura, 

sabor y apariencia, ya que todos estos factores influyen enormemente en las ventas de los 

productos. Por este motivo, hoy en día existen muchos colorantes como aditivos en la industria 

alimentaria, cosmética y farmacéutica, así como en las investigaciones biomédicas y de 

diagnóstico clínico. Entre los colorantes naturales, el azul es probablemente el mayor desafío ya 

que las fuentes naturales de este color son limitadas. Supone un gran reto sobre todo porque los 

consumidores, cuando tratan con este color, tienden a clasificarlo como “comida artificial”, 

alegando que no trae beneficios para la salud [93]. Sin embargo, el color azul es característico de 
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una de las ficobiliproteínas más importantes que es la ficocianina (PC). Ésta se usa en la industria 

cosmética y ya está aprobada como colorante alimentario [94]. 

La ficocianina se encuentra principalmente en la cianobacteria A. platensis, comúnmente 

llamada espirulina, como ya se mostró en la tabla 2. Generalmente, los altos contenidos en 

ficocianina que se encuentran en las cianobacterias están en torno a los 60-70 mg/g biomasa 

(contenido del 13% en peso seco) [95]. Otras fuentes naturales de este bioproducto son: Gardenia 

jasminoides, Galdeira sulphuraria, Limnotrhix sp, Indigofera, Haslea ostrearia, Genipa 

americana y Allium [50]. 

❖ Azul sintético vs. natural 

Como ya se mencionó en el apartado 1.2.1 los colorantes azules sintéticos disponibles 

para la industria alimentaria deben reducirse, ya que algunos de ellos han demostrado ser 

peligrosos para la salud puesto que se han asociado con algunas enfermedades. Los colorantes 

azules sintéticos universalmente conocidos en esta industria son: E131 (azul patente V), E132 

(índigo carmín) y E133 (azul brillante FCF). Existe un parámetro denominado dosis diaria 

aceptable (DDA) que representa la concentración más alta de una sustancia que no causa 

alteración adversa de la capacidad funcional, el crecimiento o el desarrollo del organismo y se 

expresa en mg por kg de peso corporal. La tabla 3 muestra los colorantes azules sintéticos 

aprobados junto con su DDA y los posibles efectos nocivos en la salud humana. Todo colorante 

sintético azul presenta un riesgo para la salud del consumidor si se consumen por encima de las 

dosis preestablecidas [96]. 

Tabla 3. Colorantes sintéticos azules, su dosis diaria aceptable (DDA) y los posibles efectos en la salud humana 

[96,97]. 

Colorante DDA Efectos en la salud humana 

E131 Azul patente V 5 mg/kg·día -Promueve reacciones alérgicas severas 

E132 Índigo carmín 2,5 mg/kg·día 

-Capacidad de bloqueo auriculoventricular 

-Promueve reacciones alérgicas severas 

-Hipotensión aguda severa 

-Puede causar isquemia cerebral. 

E133 Azul brillante 6 mg/kg·día 

-Potencial citotóxico y genotóxico en sangre humana. 

-Hipersensibilidad de reacciones en individuos susceptibles. 

 

El colorante Azul patente V no mostró actividad mutagénica ni toxicidad. Normalmente 

es utilizado por los anestesistas para localizar los ganglios linfáticos, aunque hubo un estudio en 

el que veinte minutos después de la aplicación del colorante intravenoso, el paciente comenzó a 
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presentar una rápida frecuencia cardíaca [98]. Con respecto al colorante Azul brillante, también 

conocido como Azul 1, es un colorante soluble en agua, y que se suele aplicar en polvos lácteos, 

bebidas, dulces, condimentos y jarabes [97]. Teniendo en cuenta el conocimiento público de los 

posibles efectos que pueden ocasionar en la salud humana los colorantes sintéticos, los 

consumidores tendrán predisposición a evitar el consumo de dichos alimentos azules. Por ello, 

tanto la comunidad científica como la industrial se han esforzado por obtener fuentes de 

colorantes azules naturales. Los colores azules son típicos en la naturaleza, por ejemplo en la 

langosta, champiñones de patas azules, arándanos, queso azul, borraja y maíz [96]. 

Sigurdson y colaboradores [48] estudiaron la opción de obtener el colorante azul de las 

antocianinas. Las antocianinas de col lombarda muestran un color azul púrpura a pH de 5 a 7 y 

azul a pH 8. Sin embargo, observaron que después de 60 días a 23ºC, el color azul desapareció 

por completo, mostrando una gran inestabilidad física. Por otra parte, la planta Gardenia 

jasminoides contiene la genipina iridoide incolora. Una vez se recupera, se pueden formar 

colorantes azules a través de reacciones con aminas primarias [99]. Aunque el color azul 

permaneció después de 10 h a 60-90ºC, los compuestos azules formados deben verificarse para 

poder comprobar si tienen algún efecto adverso sobre el organismo humano [95]. Debido al 

desconocimiento de la composición química de este colorante, la FDA (“Food and Drug 

Administration”) estadounidense y la Unión Europea todavía no han aprobado su uso como 

colorante alimentario [96]. 

Por todo lo expuesto anteriormente, resulta muy interesante la ficocianina como fuente 

natural del color azul. A pesar del alto valor económico que presenta (llegándose a alcanzar 

precios comerciales de 33 $/mg para el caso de la pureza de grado analítico [100]), su 

comercialización todavía continúa en desarrollo. Esto es debido a los altos costes de producción 

que rondan los 500 $/kg [96]. Por ese motivo las etapas de extracción, separación y purificación 

de la misma, que se analizarán más adelante, son etapas claves para su obtención. 

En los siguientes apartados se analizarán, en primer lugar, la estabilidad de dicho 

bioproducto, la bioactividad que presenta y los métodos de extracción separación y purificación 

de la misma. 

❖ Estabilidad 

La ficocianina es soluble en agua tibia y fría. Su solubilidad es máxima a un pH 

aproximado de 7, disminuyendo en condiciones ácidas. Por debajo de pH 3, el pigmento precipita 

inmediatamente debido a la desnaturalización de las proteínas [101]. Al ser una proteína, todos 

los factores que suelen afectar negativamente a la estructura de las proteínas también son 

desfavorables para el pigmento, como, por ejemplo: valor de pH bajo, fuerza iónica alta y 

temperatura elevada, entre otros. Generalmente, la ficocianina es poco estable a temperatura 
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ambiente pero se observó que a 0ºC y a pH 7 presentaba una alta estabilidad física [102]. Por otro 

lado, este pigmento es inestable a la luz, concretamente, a la luz ultravioleta. Por todo lo 

mencionado anteriormente, se debe tener un control muy estricto en las condiciones de extracción, 

separación y purificación de la ficocianina. 

❖ Bioactividad 

La ficocianina posee propiedades neurológicas y nutracéuticas muy relevantes en la 

industria: 

✓ Capacidad antioxidante 

La respuesta metabólica al estrés oxidativo puede afectar a los componentes de las 

células, como proteínas, ácidos nucleicos y la propia membrana celular y, como consecuencia, 

puede causar numerosas enfermedades como diabetes, enfermedades cardiovasculares, 

inflamaciones, cáncer, enfermedades degenerativas, isquemia y anemia [103]. Para la prevención 

y tratamiento de estas enfermedades, ya se utilizan algunos fitoquímicos como α-tocoferol, ácido 

caféico, zeaxantina, etc. Además, Hirata y colaboradores sugirieron que la eficacia de las bilinas 

en las cianobacterias es similar a la de otros fitoquímicos teniendo un gran potencial para la 

actividad antioxidante para el caso de la ficocianobilina [104]. 

Al igual que los carotenoides, la ficocianina es capaz de eliminar los radicales libres de 

ROS (especies reactivas de oxígeno) [105] y neutralizar las moléculas reactivas, disminuyendo el 

nivel de oxidación. Concretamente, el estrés oxidativo puede dañar el ADN y puede conducir a 

la apoptosis o a la mutagénesis. Bhat y colaboradores [106] demostraron que tanto la ficocianina 

como la ficocianobilina son eficientes para eliminar el peroxinitrilo e inhibir el daño del ADN. 

La ficocianina fue descrita por Datla en 2011 [107] no solo como un gran antioxidante 

sino también como un estimulante inmunológico y como un agente antiinflamatorio. Por otro 

lado, Cervantes y colaboradores [108] estudiaron el uso de la ficocianina como un agente 

neuroprotector en modelos de roedores con encefalomielitis autoinmune, donde la ficocianina 

redujo el estrés oxidativo. 

✓ Capacidad anticancerígena 

El cáncer es una de las enfermedades que más problemas está generando a nivel mundial 

y también es una de las principales causas de muerte. Durante las últimas décadas, se han obtenido 

resultados muy positivos con productos naturales en forma de extractos y compuestos puros de 

plantas, algas, hongos y cianobacterias. Entre las ficobiliproteínas, la ficocianina ha sido estudiada 

también por su capacidad anticancerígena. En este sentido, presenta la ventaja de ser tóxica para 

las células cancerosas, bloqueándolas, inhibiendo su crecimiento y, en ocasiones, llegando a 

matarlas, pero sin afectar a las células sanas. Juega un papel muy importante para varios tipos de 
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células cancerosas, como las presentes en el cáncer de mama, de hígado, de pulmón, de colon, de 

médula ósea y en la leucemia [109]. Se ha analizado en muchas investigaciones el uso de dos o 

más combinaciones de medicamentos para tratar la enfermedad con el fin de mejorar el efecto 

terapéutico [110]. Cuando se combina la ficocianina con los medicamentos de quimioterapia, la 

dosis de los medicamentos puede reducirse y, por lo tanto, minimizar los efectos secundarios. 

✓ Capacidad antiinflamatoria 

El proceso inflamatorio, es muy común en la vida cotidiana de los humanos. Puede ser 

leve, como dolor muscular, o puede causar daños severos como es el caso de las lesiones 

pulmonares agudas, que se caracterizan por el daño a las células epiteliales y endoteliales de los 

pulmones [111]. En casos de enfermedades inflamatorias, la principal fuente de proinflamatorios 

es la inducción por macrófagos. La actividad antiinflamatoria de las ficobiliproteínas está 

relacionada principalmente con la acción de esta molécula que inhibe dichas señales 

proinflamatorias. 

✓ Otras bioactividades 

Li y colaboradores [111] publicaron que la ficocianobilina era capaz de disminuir la 

producción de ROS, y, como consecuencia, la ficocianina que la contiene, puede tener una 

importante aplicación en la terapia de enfermedades pulmonares. Además, inhibe el estrés 

oxidativo en los tejidos, de forma que puede actuar como agente preventivo de la diabetes y las 

cataratas [112]. 

También se ha observado que posee un efecto de anti-obesidad y que éste podría deberse 

a la inhibición de la actividad de la lipasa pancreática [113] además Chakdar y colaboradores 

[114] informaron de que la ficocianina disminuyó el colesterol sérico, el total, los triglicéridos y 

las lipoproteínas de baja densidad. 

Con respecto a su bioactividad como agente neuroprotector, se cree que la acumulación 

de fibrillas insolubles llamadas amiloides, que están implicadas en enfermedades 

neurodegenerativas como el Alzheimer y el Parkinson, puede ser subsanada por la ficocianina. Se 

ha demostrado que la ficocianina interactúa con una sinucleína α, la cual es la responsable de la 

formación de fibrillas y esa interacción da como resultado una reducción en la cantidad de fibrillas 

formadas [115]. 

En otro trabajo se mostró que la ficocianina disminuía las lesiones hepáticas al reducir la 

actividad de las enzimas como las transaminasas hepáticas y la fosfatasa alcalina, que se activan 

por el estrés oxidativo [116]. 
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1.2.5. Métodos de extracción 

Existen numerosas técnicas para extraer ficocianina a partir de la biomasa de A. platensis. 

Su extracción resulta difícil ya que la pared celular de las cianobacterias es muy resistente. Dicha 

pared es análoga a la pared celular de las bacterias gramnegativas y está cubierta de fibrillas de 

proteínas, seguidas de una capa de peptidoglicano y una capa de fibrillas más interna [117,118], 

siendo el peptidoglicano el que contribuye principalmente a la rigidez de la pared celular [119]. 

Para favorecer esta extracción se requiere de una etapa de pretratamiento de la biomasa. Existen 

varios métodos de pretratamiento como los métodos mecánicos: homogeneización de alta presión 

[120], tratamiento con ultrasonidos [121], extrusión, molino de bolas, campos eléctricos pulsados 

[122]; no mecánicos: congelación/descongelación, shock osmótico; químicos: álcalis, 

disolventes, ácidos; y biológicos: digestión con lisozima [123], entre otros [50,117]. Tanto la 

pureza como la cantidad de ficocianina extraída dependen del método utilizado, ya que estos 

métodos pueden extraer una amplia gama de compuestos. 

Normalmente estos métodos de disrupción celular se combinan entre sí o con la 

utilización de disolventes orgánicos para mejorar la eficiencia en la extracción de ficocianina 

[124], ya que utilizando únicamente los métodos convencionales se llega a extraer únicamente el 

50-60% de la ficocianina total [125]. Pero son procesos que utilizan grandes cantidades de 

disolventes orgánicos, que no son medioambientalmente sostenibles y que utilizan equipos más 

sofisticados y recursos humanos especializados, que hacen muy difícil la comercialización 

rentable de la ficocianina [126]. Por este motivo, en las últimas décadas, la palabra “verde” ha 

adquirido un nuevo significado en campos relacionados con la química. En este contexto, se dio 

prioridad a la minimización de los impactos ambientales y de salud de los disolventes 

comúnmente utilizados en la industria. Debido a esto, surgen los líquidos iónicos como 

disolventes alternativos para la extracción de este compuesto de alto valor añadido (ver apartado 

1.2.7). A continuación, se explican brevemente alguno de los métodos de disrupción celular 

convencionales más utilizados en las industrias. 

❖ Homogeneización 

De los métodos que existen la homogeneización a alta presión es una tecnología no 

térmica que consiste en someter un fluido a presiones altas (50-400 MPa) para que fluya 

continuamente a través de una válvula de paso muy estrecho (micras). Ese fluido acelerado 

impacta contra el anillo de la válvula lo que genera una despresurización instantánea con la 

consiguiente cavitación, aumento del esfuerzo cortante y generación de ondas de choque, que 

promueven la lisis celular y la difusión de los componentes celulares en el disolvente de 

extracción [127]. 
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Con respecto a la aplicación de esta técnica en las microalgas, de igual forma, se aplica 

principalmente a la ruptura de la pared celular, concretamente, para la recuperación de lípidos 

para la producción de biodiesel [128] y para la extracción de proteínas y pigmentos solubles en 

agua. 

❖ Congelación - descongelación 

El método de congelación y descongelación se define como el método más simple pero 

el más eficiente. Es ampliamente utilizado para la extracción de ficocianina en cianobacterias 

marinas y de agua dulce [129]. Para el caso concreto de A. platensis, experimentalmente se ha 

observado que, suspendiendo la biomasa en tampón fosfato 0.1 mM a pH 6,8 y, congelando y 

descongelando dicha disolución durante cuatro ciclos, proporciona una cantidad de ficocianina 

extraída de 73,73 mg/g (referido a biomasa seca) [125]. 

Se han encontrado varios inconvenientes en los métodos de extracción anteriormente 

mencionados, tales como, largos tiempos, formación de hielo, etc. Para solventar estos problemas 

se planteó el uso del ultrasonido y de este modo, acelerar la disrupción celular [130]. 

Concretamente, tanto Moraes y colaboradores [130] como Sánchez-Laso y colaboradores [131] 

afirmaron que el tratamiento con ultrasonidos tiene un 57% más de eficiencia que el método de 

congelación – descongelación. El objetivo principal para la selección de un método de extracción 

óptimo es conseguir extraer la máxima cantidad de ficocianina junto con su capacidad 

antioxidante, pero esto depende principalmente de la naturaleza de dicho compuesto y de su 

estabilidad térmica. Para el caso concreto de la ficocianina, que es un compuesto bioactivo muy 

sensible al calor, habrá que tener especial cuidado con las extracciones realizadas con métodos 

que empleen temperaturas más altas, ya que pueden dañar la calidad del extracto [132]. 

❖ Tratamiento con ultrasonidos 

El tratamiento con ultrasonidos o extracción asistida por ultrasonido (US o UAE) es un 

proceso en el que una onda de ultrasonido con una frecuencia de entre 18-200 kHz pasa a través 

de un medio líquido que produce ciclos de rarefacción y compresión. Gracias al ciclo de 

rarefacción, se forman microcavidades (microburbujas) que crecen hasta un determinado tamaño 

y colapsan rápidamente durante el ciclo de compresión, mediante el denominado efecto de 

cavitación. Durante el colapso se pueden generar temperaturas de entre 1000-10000 K y presiones 

de 100-1000 bar. Los efectos físicos generados por las ondas de ultrasonido ayudan a la extracción 

de pigmentos ya que provocan la ruptura de la pared celular [133] y facilitan una mayor difusión 

de los disolventes al interior celular. 

Este tipo de proceso ofrece la posibilidad de reducir el tiempo de extracción y los 

productos químicos empleados, lo que hace que el proceso de extracción de pigmentos sea más 

económico. Ha sido ampliamente estudiado para la extracción de ficocianina de la cianobacteria 
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A. platensis, [132]. En dicho estudio, Hadiyanto y colaboradores analizaron el efecto de la 

frecuencia de ultrasonidos, 28 kHz y 42 kHz, en la extracción utilizando etanol como disolvente. 

Se obtuvieron rendimientos del 15,97% y 11,24%, respectivamente. Se observó que el tiempo 

requerido para el tratamiento con ultrasonidos era significativamente menor (20 minutos) que 

para el proceso convencional de extracción, que suele requerir de un tiempo de 4 horas. Por ello, 

es un proceso que puede ser económicamente más rentable ya que se reducen los costes 

energéticos debido a la disminución de los tiempos de operación. Otra de las ventajas que presenta 

es que es fácilmente implementable a gran escala para aplicaciones industriales [134,135]. De 

igual forma, numerosos autores han informado del uso de la UAE en la extracción de 

ficobiliproteínas para distintas especies de microalgas [121,136]. 

Al igual que en otros procesos, el tratamiento con ultrasonidos se puede emplear 

individualmente o en combinación con otros procesos, dependiendo de las características de la 

microalga de estudio y del pigmento que se quiera extraer. El paso crucial para una extracción 

eficiente de ficocianina es la selección de la combinación óptima de la técnica de extracción junto 

con el disolvente utilizado. 

1.2.6. Disolventes de extracción 

❖ Disolventes convencionales vs. disolventes “verdes” 

Como ya se ha mencionado, la mayoría de estos procesos de extracción utilizan 

disolventes orgánicos [96,137]. En la extracción líquido-líquido, que es uno de los métodos 

clásicos para extraer numerosos compuestos, el procedimiento consiste en poner en contacto dos 

fases líquidas inmiscibles, una de las cuales contiene el compuesto de interés, mientras que la otra 

es una fase orgánica (disolvente de extracción) en la que se deben disolver selectivamente los 

compuestos objetivo [138]. El etanol, el metanol, la acetona, el acetato de etilo, el hexano, o sus 

mezclas con agua (en el caso que sean miscibles), son los agentes de extracción más utilizados 

para este tipo de procesos. El etanol se utiliza principalmente para la extracción de compuestos 

altamente hidrófilos que comprenden compuestos polares neutros, ácidos y básicos, azúcares, 

aminoácidos, nucleótidos y polisacáridos; mientras que para extraer compuestos moderadamente 

hidrófobos (alcaloides, ácidos grasos, esteroides, etc.) se utiliza acetato de etilo. De acuerdo con 

Herrero y colaboradores [139] el disolvente más adecuado para la extracción de ficocianina es el 

etanol ya que presentaba una mayor efectividad que el hexano o el agua. 

El uso de los disolventes orgánicos debe reducirse, debido a que la mayoría de ellos son 

dañinos, tóxicos y ambientalmente perjudiciales [140], y su uso presenta riesgos tanto para la 

salud de los seres humanos como para el medio ambiente [141]. Por esa razón, se ha de prestar 

especial atención a la naturaleza de los compuestos que se van a aislar o extraer, como es el caso 

de los pigmentos, que pueden estar destinados a la alimentación o como agente antioxidante en el 
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campo de la medicina y la cosmética. Por ello, los disolventes orgánicos no son la opción más 

recomendable para cumplir con las restricciones legislativas vigentes (Directiva 2009/32/CE) 

[142].  

Debido a esta problemática, en estos últimos años ha cobrado mucho significado la 

palabra “verde”; es decir, se deben utilizar disolventes alternativos renovables y que generen 

extractos seguros y de alta calidad. Por ello, Naciones Unidas definió un nuevo plan de desarrollo 

centrado en la sostenibilidad que consiste en 17 objetivos sostenibles, reconociendo, entre otros, 

las necesidades de una química e ingeniería sostenibles. El principal objetivo de la química verde 

es reducir el uso de sustancias peligrosas, como dichos disolventes orgánicos y, al mismo tiempo, 

reducir el consumo de energía y promover el uso de fuentes renovables [140]. 

Este concepto se formuló por primera vez a principios de la década de 1990 y, en un 

esfuerzo por guiar a los investigadores hacia este objetivo, Anastas y Warner publicaron los 12 

principios de la química verde [143], que se muestran en la figura 13 junto con los 6 principios 

de la extracción verde introducidos por Farid Chemat [144]. 

 

Figura 13. Los doce principios de la química verde [145] y los seis principios de la extracción verde de productos 

naturales. Adaptación de [144]. 

Dentro de este marco, en los últimos años, se han propuesto disolventes más sostenibles 

y ambientalmente viables como alternativa a los disolventes convencionales, siendo no tóxicos, 
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reciclables, biodegradables y con un bajo coste energético en su síntesis. Entre ellos, los líquidos 

iónicos, los disolventes eutécticos y los disolventes de base biológica han recibido mucha atención 

debido a sus características tan atractivas. Los disolventes verdes se pueden agrupar en las 

siguientes categorías (tabla 4) [146]. 

Tabla 4. Categorías de disolventes verdes junto con sus respectivas ventajas y desventajas [146] 

Clasificación Ventajas Desventajas 

Disolventes neotéricos 
Extracción de triglicéridos, colorantes 

naturales, aromas y polifenoles 
 

Líquidos iónicos 

Presión de vapor despreciable Valores de viscosidad medios-altos 

Estables térmicamente a T> 200ºC Algunos son caros 

Solubilidad excepcional para sustancias 

orgánicas, inorgánicas y organometálicas 

Problemas de toxicidad no 

esclarecidos por completo 

Disolventes eutécticos 

profundos 

Facilidad de preparación  

Capacidad de solubilización de diversos 

compuestos con poca solubilidad en agua 

Viscosidad alta en comparación 

con muchos disolventes orgánicos 

convencionales 

Bajo coste, biodegradable 
Problemas de toxicidad no 

esclarecidos por completo 

Viscosidad adaptable  

Fluidos supercríticos 
Descafeinado de té y café, extracción de 

lecitina del aceite 
 

Agua supercrítica 
Renovable 

Altos requerimientos energéticos 

en los procesos de separación y 

reutilización 

Sin problemas de toxicidad Problemas de oxidación del equipo 

Dióxido de carbono 

supercrítico 

No hay riesgos con el uso de disolventes 

orgánicos 
Requiere alta presión 

Barato, inodoro, no tóxico, renovable 
Poca capacidad para disolver 

especies polares e iónicas 

A nivel industrial fácil su reciclaje 
Altos costes del mantenimiento de 

equipos 

Disolventes de base 

biológica 
Extracción de pigmentos y antioxidantes  

Etanol 

Fácil de recuperar Incremento neto de emisiones 

Solubilidad apreciable de compuestos 

orgánicos en estado supercrítico 

Inflamable, potencialmente 

explosivo y de naturaleza corrosiva 

Glicerol 

Extracción de polifenoles  

Incoloro, de sabor dulce y biodegradable 
Altos costes operativos y de 

inversión 

Estabilidad química en el almacenamiento  

Disolvente de alto punto de ebullición  

Terpenos 

Extracción de grasas y aceites  

Facilidad de recuperación y reutilización Baja polaridad 

Biodegradables Alta volatilidad 

No inflamables  

Disolventes 

supramoleculares 

Extracción de alcaloides, compuestos 

bioactivos, eliminación de pesticidas, 

tensioactivos y colorantes 

La extracción de solutos de 

muestras sólidas no muy explorado 

 

En este escenario, los líquidos iónicos (LIs) aparecen como una alternativa prometedora 

para la extracción de ficobiliproteínas debido a sus propiedades versátiles como disolventes 
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verdes, tales como la baja volatilidad y su no inflamabilidad, entre otras [147,148]. Algunos 

estudios previos han demostrado resultados prometedores en la extracción de ficobiliproteínas, 

concretamente, en la extracción de ficocianina, combinando los líquidos iónicos junto con 

tecnologías emergentes como las aplicaciones asistidas por microondas y ultrasonidos 

[131,147,148]. De este modo, se propone una ruta más económica en comparación con otros 

procesos dependientes del calor [149,150]. 

A pesar de las excelentes capacidades que aportan en estos procesos, es necesario evaluar 

la toxicología y la sostenibilidad de ellos, ya que son importantes para la comercialización y 

marketing de las tecnologías que se ven impulsadas principalmente por el uso de dichos líquidos 

iónicos. 

1.2.7. Líquidos iónicos 

1.2.7.1. Definición, características, estructura, ventajas y aplicaciones 

Los líquidos iónicos son sales que, generalmente, se encuentran en estado líquido a 

temperaturas inferiores a 100ºC [151]. 

En las últimas dos décadas, la investigación en el campo de los líquidos iónicos ha ido en 

constante aumento y ha tenido un gran impacto, surgiendo así, tecnologías muy prometedoras 

[152]. Desde su descubrimiento inicial en 1914 por Paul Walden [153] se han utilizado tanto para 

fines académicos como industriales y son candidatos potenciales para resolver algunos de los 

principales problemas a los que la sociedad se enfrenta hoy en día. Emergieron como un recurso 

alternativo limpio, eficiente y ecológico a los disolventes orgánicos convencionales. Tienen 

muchos beneficios significativos debido a sus propiedades térmicas, físicas, químicas y 

biológicas. Además, son muy versátiles puesto que pueden modificarse en función de su 

aplicación, variando su composición (combinación de cationes y aniones). 

❖ Estructura de los líquidos iónicos 

La estructura molecular de los líquidos iónicos consta de diferentes cationes y aniones. 

El catión suele estar formado por un compuesto orgánico (con carga positiva), mientras que los 

aniones (con carga negativa) tienen un volumen mucho menor que los cationes y su naturaleza es 

inorgánica. Debido a esa asimetría de la estructura, es decir, a la diferencia de tamaño entre 

aniones y cationes, el enlace entre los dos componentes de los líquidos iónicos es débil y por ello 

estos compuestos son líquidos a temperaturas relativamente bajas. 

La estructura del líquido iónico es similar a la de una sal, pero en ésta, el fuerte enlace 

entre el catión y su anión (son parecidos en tamaño, carga y naturaleza) hace que la estructura de 

la sal sea cristalina y su punto de fusión suele ser elevado (>800ºC). Los dos grupos principales 
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de líquidos iónicos son aquellos en los que el catión está formado por un compuesto orgánico 

derivado del imidazol o del piridinio (figura 14). 

 

Figura 14. Líquidos iónicos con los cationes imidazol y piridinio (modificado de [154]). 

Se pueden utilizar distintos aniones y cationes para sintetizar diferentes líquidos iónicos 

con distintas propiedades fisicoquímicas mejoradas. En la figura 15 se muestran los cationes y 

aniones más comúnmente utilizados [155]. 

 

Figura 15. Cationes y aniones comunes en los líquidos iónicos (modificado de [155,156]). 
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❖ Nomenclatura 

Aunque la mayoría de los LIs pueden identificarse simplemente nombrando los 

constituyentes catiónicos y aniónicos de acuerdo con la nomenclatura de la IUPAC, es más útil 

un enfoque del tipo abreviatura. Para nombrarlos de forma esquemática, se indican los iones entre 

corchetes. Una de las formas es el sistema propuesto por Welton y Hallet [157,158] para describir 

los LIs de forma esquemática. 

Este sistema emplea un código alfanumérico en el que la letra C se usará para referirse a 

las diferentes cadenas alquílicas enlazadas, tanto al catión como al anión y un subíndice numérico 

que indicará el número de átomos de carbono de estas. Para describir el grupo, generalmente 

aromático, sobre el que se encuentra la carga de los cationes, se usará una abreviatura alfabética; 

de esta forma: 

- “Im” se empleará para referirse a cationes de tipo imidazolio. 

- “Py” se usará para referirse a cationes de tipo piridinio. 

- “Pyr” se usará para referirse a cationes de tipo pirrolidinio. 

- “Morph” se usará para referirse a cationes de tipo morfolinio. 

- “Pip” para cationes piperidinio 

- “P” para fosfonio. 

La posición de las cadenas alquílicas se indicará con un superíndice, entendiéndose que 

se encuentran unidas al heteroátomo. De esta forma el catión 1-etil-3-metilimidazolio se denotará 

como [C2C1Im]+ y el catión 1-etil-3,5-dimetil-2-pentilpiridinio se nombrará como 

[C2
1C1

3C1
5C5

2Py]+. Con el uso de esta nomenclatura lo que se intenta conseguir es expresar una 

mayor claridad y rigurosidad en el trabajo y hacer la lectura de este mucho más sencilla. 

❖ Propiedades fisicoquímicas 

Las propiedades fisicoquímicas influyen en el uso de los líquidos iónicos como 

disolventes en las técnicas de extracción. Se analizarán dichas propiedades y las estructuras 

químicas de los cationes y aniones de los LIs correspondientes [159]. 

Punto de fusión 

El punto de fusión se ha definido como una propiedad compleja, que refleja las fuerzas 

intramoleculares y la disposición de la red cristalina. Para los LIs comerciales el punto de fusión 

puede oscilar entre -82ºC a 280ºC [159,160]. Esto es así porque los LIs cubren una amplia gama 

de puntos de fusión y, aunque, sus puntos de fusión suelen ser inferiores a 100ºC, también pueden 

no ser líquidos a temperatura ambiente. Por lo tanto, es necesario introducir una clasificación 
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adicional para los LIs: Líquidos iónicos a temperatura ambiente (RTIL), que son sales con el 

punto de fusión por debajo de 100ºC. 

Las diferencias significativas existentes en los puntos de fusión de las sales inorgánicas 

ordinarias y los LIs surgen de las diferencias en sus estructuras cristalinas. La estructura 

asimétrica presente en los LIs es el factor principal que impide el proceso de cristalización y 

conduce a valores bajos de temperatura de fusión. Como ejemplo de sal inorgánica está el NaCl 

que tiene un punto de fusión de 884ºC mientras que para un líquido iónico como el [C4C1IM][BF4] 

el punto de fusión es de -82ºC. Dentro de los LIs el parámetro más importante y que afecta 

enormemente al punto de fusión es la longitud de la cadena alquílica. Para el caso concreto de los 

LIs basados en imidazolio, el aumento de la longitud del sustituyente, independientemente del 

tipo de anión hace que el punto de fusión de dicho LI disminuya [159]. 

Estabilidad térmica 

La estabilidad térmica de los LIs es un parámetro muy importante ya que limita la 

temperatura máxima de funcionamiento. El principal indicador que caracteriza la estabilidad 

térmica de los LI es la temperatura de descomposición. 

Entre los LIs, hay una gran proporción de ellos que tienen una alta temperatura de 

descomposición. Esto les permite ser utilizados como disolventes de reacción a temperaturas 

elevadas. Su estabilidad térmica varía entre los 200 y los 400ºC y depende tanto del anión como 

del catión. Con respecto al catión, la influencia de la longitud de la cadena alquílica en la 

estabilidad térmica se puede explicar de la siguiente manera [161]: un aumento en la longitud de 

la cadena alquílica debilita el enlace entre la cadena alquílica y el catión (como el imidazolio y el 

amonio), por eso, térmicamente, se descompone más fácilmente [162]. 

De forma general, atendiendo al catión, la temperatura de descomposición de los líquidos 

iónicos sigue el siguiente orden: fosfonio > imidazolio > amonio [159,163]. 

Densidad 

La densidad disminuye según aumenta la temperatura y es una de las propiedades más 

importantes para cualquier fluido. La densidad de los líquidos iónicos se encuentra en el intervalo 

1,05-1,35 g/cm3, siendo mayor que la densidad del agua y que la de la mayoría de los disolventes 

orgánicos [164]. Desde el punto de vista analítico, la selección de un disolvente adecuado es muy 

importante para todas las técnicas de extracción, ya que dicho disolvente debe tener una densidad 

superior a la del agua para una fácil separación de la fase de extracción después de la 

centrifugación. 
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Tanto las fuerzas intermoleculares como la masa de los elementos presentes en el 

compuesto están relacionadas directamente con la densidad. Sin embargo, para los líquidos 

iónicos, debido a su compleja estructura, no es fácil encontrar una correlación directa entre su 

estructura y esta propiedad. La densidad de los LIs depende de la longitud y del tipo de 

sustituyentes del catión y del tipo de anión. 

De forma general, las densidades de los LIs aumentan con el aumento en la longitud de 

la cadena de aniones, para un mismo catión [165]. Esto se puede atribuir al aumento de las fuerzas 

de Van der Waals entre los iones constituyentes, de forma que, se produce un acercamiento de 

los aniones a los cationes y así ocuparán de forma eficiente los espacios generados por los cationes 

voluminosos. Con respecto a la estructura del catión, se puede decir que afecta a la densidad de 

los LIs de un modo similar, disminuye al aumentar el volumen del catión o al aumentar la longitud 

de la cadena alquílica del éste [165,166]. Esto se debe a que el aumento del volumen del catión 

genera más espacios en su disposición molecular. 

Viscosidad 

La viscosidad está directamente relacionada con el coeficiente de difusión y es un 

parámetro crucial en todas técnicas de extracción. Depende tanto de las interacciones ion-ion, 

como de las fuerzas de Van der Waals y de los enlaces de hidrógeno, de forma que con mayores 

interacciones se tienen mayores viscosidades [167]. 

En general, los líquidos iónicos tienen una viscosidad elevada, mayor que la de los 

disolventes orgánicos moleculares convencionales. La viscosidad de los LIs depende del tipo de 

catión y anión, variando ampliamente en un rango de 10 a 105 cP, a presión atmosférica y 20ºC. 

Mientras que la viscosidad de los disolventes orgánicos está comprendida entre los rangos de 0,2-

10 cP [159]. Asimismo, la viscosidad en los líquidos iónicos presenta una gran dependencia de la 

temperatura [168] y también se ve afectada por la presencia de impurezas. 

Los parámetros determinantes de la viscosidad son el tamaño del anión y la basicidad de 

éste. Aunque la influencia del catión en la viscosidad no es muy grande, se ha observado que un 

aumento en la longitud de la cadena alquílica del catión del tipo imidazolio supone un aumento 

en los valores de viscosidad. De forma general, las viscosidades de los LIs aumentan conforme 

aumenta la longitud de la cadena alquílica. Esto se atribuye al hecho de que al aumentar la longitud 

de la cadena alquílica aumentarán las interacciones mediante fuerzas de Van der Waals y por ello, 

la viscosidad [169]. 

Volatilidad y presión de vapor 

A diferencia de las sales fundidas, los LIs son sales formadas por iones muy asimétricos 

y de gran tamaño. Las fuerzas atractivas catión-anión son más débiles que en las sales 



 INTRODUCCIÓN 

 

47 
 

convencionales, por lo que estas sustancias presentan una presión de vapor muy baja o 

indetectable [170]. Esto los hace fácilmente manejables y, al no evaporarse, permite la utilización 

de ciertas técnicas de separación, como la destilación para la recuperación de productos o sustratos 

disueltos en ellos. Con respecto a su volatilidad cabe destacar que es baja, con lo que los LIs son 

unos disolventes alternativos prometedores a los disolventes orgánicos. 

❖ Ventajas de los líquidos iónicos 

Dentro de los disolventes neotéricos, los líquidos iónicos han despertado gran interés 

como sustitutos potenciales de los disolventes orgánicos convencionales en la extracción de 

compuestos bioactivos de fuentes naturales [171,172]. En primer lugar, la naturaleza no volátil 

de los mismos hace que sean ideales en comparación con otros disolventes orgánicos como el 

etanol y el metanol, que son muy inflamables. En segundo lugar, algunos LIs tienen una baja 

viscosidad, lo que resulta enormemente ventajoso para cualquier LI destinado a gran escala en 

aplicaciones industriales, ya que la baja viscosidad del fluido facilita las operaciones de bombeo 

y agitación y reduce el consumo de energía [173]. Además, la baja presión de vapor junto con la 

baja tasa de emisión que presentan hace que sean seguros de usar a gran escala, reduciendo así la 

exposición de los operadores de planta [174]. Esto también se traduce en una menor 

contaminación, ya que se liberarán menos LI al medio ambiente. Por último, también presentan 

una alta estabilidad química y térmica, una alta conductividad iónica, son selectivos, y, por lo 

general, tienen una baja toxicidad y una gran capacidad de solubilizar varios compuestos 

orgánicos e inorgánicos [175]. 

En cuanto a su uso, como algunos LIs son inmiscibles en agua (formación de sistemas 

bifásicos) pero solubles en especies orgánicas, son disolventes adecuados para la extracción de 

una gran variedad de compuestos bioactivos [176,177]. Se han aplicado también para extraer 

antioxidantes de subproductos agroalimentarios, como el tirosol de las aguas residuales de los 

molinos de aceite, la naringina de las cáscaras de pomelo y los carotenoides de la cáscara del 

camarón [178] y la piel de naranja [179]. Además, siguiendo los principios de la química verde, 

la extracción de compuestos bioactivos mediante LIs combinados con tecnologías de extracción 

innovadoras ha ido adquiriendo mayor relevancia en los últimos años. 

Actualmente, se han estudiado numerosos métodos de extracción que utilizan LIs. 

Aunque cabe la posibilidad de hacer una disolución directa de la biomasa de las microalgas para 

extraer sus compuestos intracelulares, la mayoría de las veces se utiliza una fuerza externa 

adicional para ayudar al proceso de extracción. Así surgen, como ya se había mencionado con 

anterioridad, los métodos combinados con LIs. Dentro de estas combinaciones se pueden utilizar: 

microondas, ultrasonido, campos eléctricos pulsados y molienda con esferas, de esta forma se 

genera una fuerza adicional para intensificar el proceso de extracción. Estos métodos se 
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desarrollaron principalmente para trabajar sobre la dura pared celular de las microalgas que está 

siendo un obstáculo para la completa utilización de compuestos derivados de las mismas. En este 

sentido, se ha demostrado que el uso de líquidos iónicos en combinación con los métodos 

tradicionales reduce el tiempo de extracción en un 92% [180]. 

❖ Aplicaciones de los líquidos iónicos 

 Los primeros líquidos iónicos fueron sintetizados con fines electroquímicos, para ser 

usados como electrolitos a baja temperatura [181]. Si se comparan con los electrolitos 

convencionales los LIs poseen similares potenciales electroquímicos y conductividades iónicas, 

y también son más seguros ya que son menos tóxicos e inflamables. Tal y como se muestra en la 

figura 16, los LIs iónicos se utilizan en diferentes equipos electroquímicos, como por ejemplo en 

baterías [182], placas solares [183] y condensadores electroquímicos [184]. Estos nuevos 

disolventes también presentan una gran utilidad como medios de reacción tanto en procesos 

químicos como bioquímicos, lo que ha potenciado el desarrollo de nuevos líquidos iónicos. Por 

ello, se han podido emplear en reacciones nucleofílicas y electrofílicas catalizadas por complejos 

de metales de transición. 

Recientemente, los esfuerzos de investigación y aplicación de los LIs se han focalizado 

en procesos de separación y purificación [185]. Los LIs son capaces de extraer de forma selectiva 

un compuesto específico de una mezcla gaseosa o líquida [186] y también son capaces de formar 

sistemas bifásicos acuosos que pueden utilizarse para la extracción o separación de varios 

compuestos, como se verá más adelante en el apartado 1.2.8.2. 

Durante los últimos años, los LIs se han empleado para síntesis y catálisis química, 

procesos de polimerización, aplicaciones electroquímicas, reacciones de hidrogenación, 

aplicaciones analíticas (en columnas de cromatografía de gases y en soportes para microscopía 

electrónica de barrido (SEM)) tal y como se muestra en la figura 16. 
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Figura 16. Aplicaciones de los líquidos iónicos (modificado de [155]) 

1.2.7.2. Clasificación 

Los LIs se pueden clasificar en dos grandes categorías, los líquidos iónicos apróticos 

(AIL), o convencionales, y los líquidos iónicos próticos (PIL), o sales de Brönsted. La diferencia 

entre ambos es su forma de obtención y su estructura química. La mayoría de las investigaciones 

sobre líquidos iónicos se han orientado hacia los líquidos iónicos apróticos, principalmente 

aquellos basados en el catión 1,3-alquilimidazolio, [CnMIM+], y aniones como el [PF6]-, 

[(CF3SO2)2N]-, [BF4]- y [Tf2N]- [181,187]. Algunos ejemplos de líquidos iónicos próticos son: 

acetato de 2-hidroxidietilamonio (2-HDEAA), acetato de 2-hidroxietilamonio (2-HEAA) y 

formiato de 2-hidroxietilamonio (2-HEAF) [188,189]. 

❖ Líquidos iónicos apróticos o convencionales 

La síntesis de estos LIs generalmente se lleva a cabo mediante la cuaternización 

(alquilación) de un imidazol (o amina) correspondiente, seguida de una reacción de intercambio 

iónico (Figura 17). Esta reacción de intercambio iónico puede ser por un tratamiento directo de 

las sales del haluro con ácidos de Lewis o reacciones de metátesis aniónica [181]. En algunos 

casos el catión se encuentra disponible comercialmente, por lo tanto, solo se requiere el 

intercambio aniónico. Estos líquidos iónicos no tienen protones intercambiables, es decir, no 

tienen protones activos en su estructura química, esto es la razón por la que se denominan líquidos 

iónicos apróticos [190]. 
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Figura 17. Síntesis típica de los líquidos iónicos apróticos (modificado de [190]). 

La reacción de metátesis consiste en el intercambio de iones en una disolución que 

contiene dos pares iónicos, para dar como resultado el par de iones termodinámicamente más 

estable. En un principio, y, desde hace muchos años, el esfuerzo investigador se ha orientado 

hacia los líquidos iónicos apróticos, grupo al que pertenecen los líquidos iónicos empleados en 

este trabajo. Sin embargo, recientemente se ha desarrollado un creciente interés en los líquidos 

iónicos próticos ya que tienen un modelo de síntesis química más sencillo, y menor coste de 

producción. 

❖ Líquidos iónicos próticos o sales de Brönsted 

Por otro lado, los LIs próticos son aquellos que contienen un protón ácido en el catión y 

se obtienen por medio de una transferencia de protón entre un ácido de Brönsted y una base del 

mismo tipo. De esta manera se origina, al menos, un protón capaz de promover enlaces de 

hidrógeno. Estos LIs se sintetizan por reacción directa y en proporciones estequiométricas. Para 

ello, se utilizan compuestos de amina o fosfina con el ácido correspondiente al anión deseado 

(figura 18). 

 

Figura 18. Ejemplo de síntesis de un líquido iónico prótico (modificado de [190]). 

1.2.7.3. Actuación del líquido iónico 

Hasta la fecha, los estudios sobre la disrupción celular de la biomasa de microalgas se 

han centrado principalmente en los líquidos iónicos apróticos y, concretamente, en los basados en 

imidazolio. Esto puede deberse, a su mayor disponibilidad comercial, así como a su gran 

capacidad para disolver la celulosa, el componente principal de las paredes celulares de las 

microalgas [191]. Orr y colaboradores [191] estudiaron el efecto de distintos LIs (imidazolio, 

amonio, fosfonio…) sobre la eficiencia de extracción de lípidos de Chlorella vulgaris. Este 

estudio concluyó que, tanto en términos de lisis celular como en cantidad de aceite extraído, los 
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LIs con mejores resultados fueron el [C2MIM][EtSO4] (etilsulfato de 1-etil-3-metilimidazolio), 

de la familia imidazolio y el [C4mβpy]Br (bromuro de 1-butil-3-metilpiridinio) de la familia 

piridinio. Existe un líquido iónico análogo a uno de los LIs más efectivos encontrados en el 

anterior estudio, el [C4mβpy]Cl, que es conocido por su gran capacidad para disolver celulosa, al 

igual que el [C2MIM][Cl] que puede disolverla hasta en altas concentraciones [192,193]. Aunque 

el [C2MIM][EtSO4] demostró tener una gran capacidad de lisis celular, no hay muchas referencias 

bibliográficas al respecto. 

De esta forma, se puede deducir que la disolución de celulosa puede que no sea el único 

mecanismo de acción para la disrupción de la pared celular de las microalgas. Esto es posible ya 

que la composición de la pared celular de las microalgas varía mucho entre especies e incluso 

entre diferentes cepas de la misma especie y, además de celulosa, puede contener hemicelulosa, 

glucosaminas, lípidos y proteínas [194]. Como las proteínas forman parte de la pared celular, al 

solubilizarse estas en los líquidos iónicos, podría verse alterada la integridad celular y provocar 

la ruptura celular. 

Por otro lado, si se analiza el efecto que tiene la cadena alquílica en la ruptura celular y 

en la solubilidad de la ficocianina, se puede afirmar que los líquidos iónicos que tienen cadenas 

alquílicas más largas son más hidrofóbicos, mientras que los LIs con cadenas alquílicas más cortas 

son hidrófilos, por lo que estos son más afines a las ficobiliproteínas (ficocianina) y las solubilizan 

mejor [195]. 

De forma general, la solubilidad de las proteínas se suele referir a disoluciones acuosas o 

mezclas de agua con varios cosolventes. Aunque es posible disolver aminoácidos y proteínas en 

líquidos iónicos, se prefieren las mezclas acuosas debido a la mayor solubilidad y/o mayor 

estabilidad de la biomolécula, así como la reducción de costes [196]. Debido al carácter anfifílico 

de las proteínas, el agua y los iones de los líquidos iónicos interactúan con áreas de la superficie 

de las proteínas, que pueden ser polares o no polares, tal y como se muestra en la figura 19. 
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Figura 19. Interacciones de las especies disolventes con la superficie de la proteína. Los enlaces de hidrógeno se 

representan mediante líneas discontinuas y las interacciones electrostáticas mediante flechas (modificado de 

[196,197]). 

 Otro aspecto a tener en cuenta en la disolución de proteínas es el carácter fuerte anfifílico 

de la mayoría de los cationes de los LIs. Como se puede apreciar en la figura 19, para el caso en 

el que la superficie de la proteína sea apolar, las largas cadenas de alquilo unidas al “centro de 

carga” generan regiones apolares con mayores interacciones de dispersión, que son de gran 

importancia [198]. 

En el caso de que la superficie de la proteína sea polar, como los cationes de los LIs 

también son especies cargadas, compiten con los aniones por sitios de solvatación favorables en 

la superficie polar de la proteína. En este caso, la mayoría de las cadenas alquílicas catiónicas 

están orientadas hacia fuera de la superficie de la proteína [199]. Por supuesto, los aminoácidos 

cargados negativamente atraen más cationes que aniones, pero todavía competirían con las 

moléculas de agua (triángulos verdes), que pueden formar enlaces de hidrógeno con los 

aminoácidos de la superficie, en contraste con los cationes, que presentan una fuerte interacción 

de Coulomb. 

El acercamiento de cationes a la superficie de la proteína cargada positivamente no se 

excluye puesto que las densidades catiónicas de la carga son bajas y también es permitida por los 

aniones cercanos a la superficie de la proteína. 

1.2.7.4. Toxicidad y biodegradabilidad 

Los líquidos iónicos son conocidos por ser una alternativa limpia a los disolventes 

orgánicos convencionales, principalmente debido a su casi nula presión de vapor. Para poder 

emplearles de forma segura como disolventes es necesario conocer su toxicidad y su 
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biodegradabilidad. Aunque estos datos no están desarrollados para todos los LIs, su baja 

volatilidad hace reducir las potenciales vías de exposición, quedando así el contacto directo con 

la piel y la ingestión como únicas vías posibles. 

La gran mayoría de los LIs que se han estudiado son irritantes y tienen una toxicidad 

comparable con la de los disolventes orgánicos convencionales. No obstante, numerosos trabajos 

han demostrado que es posible sintetizar LIs no tóxicos seleccionando de forma adecuada el 

catión y el anión correspondientes. De forma general y, gracias a análisis biológicos, se ha 

demostrado que la toxicidad de los LIs viene determinada fundamentalmente por el tipo de catión. 

Se pueden utilizar distintos microorganismos para evaluar la toxicidad de los LIs como son las 

bacterias Aliivibrio fischeri, Escherichia coli, Pseudomonas putida y la levadura Candida 

albicans [200]. 

Concretamente la bacteria más estudiada es A. fischeri, una bacteria marina 

bioluminiscente gramnegativa, siendo el bioensayo toxicológico basado en la bioluminiscencia 

que produce este microorganismo el más ampliamente utilizado. Este análisis se basa en la 

relación entre el metabolismo celular de A. fischeri y su luminiscencia, lo que permite relacionar 

la disminución de la intensidad de la luz con la toxicidad del medio al que está expuesta. Presenta 

una fácil interpretación, alta sensibilidad y una buena relación calidad/coste en comparación con 

otros ensayos [200]. Montalbán y colaboradores [201] midieron la toxicidad de veintinueve LIs 

(basados en imidazolio, piridinio y amonio), concluyendo que los LIs basados en piridinio 

presentan una toxicidad más alta que los similares basados en imidazolio. Recientemente, 

Delgado-Mellado y colaboradores [202] y Kusumahastuti y colaboradores [203] realizaron un 

trabajo similar. El primero se centró en la ecotoxicidad de 24 líquidos iónicos a base de imidazolio 

y piridinio con A. fischeri concluyendo de igual forma, que los LIs basados en piridinio conducen 

a una mayor toxicidad y que la longitud de la cadena alquílica catiónica tuvo una mayor influencia 

en la toxicidad del LI, mientras que el anión tiene una influencia mucho menor. En el segundo 

trabajo se evaluó el efecto de la cadena de alquilo, y se verificó que la longitud de esta era 

responsable de la toxicidad de los LIs y que conforme aumenta ésta, aumenta la toxicidad. De 

esta forma, los líquidos iónicos con cadenas alquílicas más cortas en el catión, presentan menores 

toxicidades y aquellos con cadenas alquílicas mayores de C10 se consideran tóxicos. 

Como se ha visto, aunque no se puede afirmar que los LIs sean totalmente “verdes”, sí 

que se puede corroborar que los procesos químicos en los que se emplean estos nuevos disolventes 

presentan grandes beneficios medioambientales al reducir la generación de residuos (eliminando 

las pérdidas del disolvente por evaporación y mediante la reutilización de los LIs) y el consumo 

de energía, ya que en la recuperación de los productos se elimina la etapa de evaporación de 

disolvente. 
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1.2.7.5. Recuperación y reutilización de los líquidos iónicos 

Durante las últimas décadas se han realizado numerosos esfuerzos para intentar recuperar 

y reutilizar los LIs, de esta forma, aunque el coste del proceso de producción asociado a los LIs 

sea alto, la recuperación y reutilización de ellos supone una opción económica interesante [204]. 

Estos procesos incluyen la destilación [205], la adsorción [206], la separación por membrana 

[207], la extracción acuosa bifásica [208], la diálisis [131,209], etc. Entre estos métodos, la 

destilación, la extracción y la diálisis por membrana son los más usados. 

La destilación, especialmente la llevada a cabo a vacío, se suele emplear como etapa final 

para la separación de los productos más volátiles de los LIs. Sin embargo, cuando hay sustancias 

no volátiles o que sean térmicamente sensibles, la opción más adecuada es la extracción. Por otro 

lado, la adsorción se considera una forma estable y no destructiva para recuperar los LIs de una 

disolución acuosa, aunque la investigación de la desorción de los LIs todavía continúa en 

desarrollo. 

Durante los últimos años, los procesos que utilizan membranas; como la diálisis, 

empleada en la presente tesis doctoral, han sido ampliamente utilizados para la recuperación y 

purificación de sustancias aprovechando la permeabilidad selectiva de las membranas. Para la 

recuperación de LIs también se han utilizado este tipo de membranas [131]. Una de las ventajas 

de este proceso es su bajo consumo de energía y el modo de operación sencillo. 

De igual forma, existen diversas técnicas de separación por membrana que resultan 

prometedoras para separar y recuperar los LIs, tales como por ejemplo, la microfiltración (MF) 

[210], nanofiltración (NF) [211] y ósmosis inversa (OI) [212], que son técnicas impulsadas por 

presión. Otro tipo de separación por membrana es la pervaporación (PV) que consiste en una 

membrana no porosa y densa, en la que, en un lado, se hace vacío mientras que, en el otro lado 

de la membrana, que está en contacto con la fase líquida, se mantiene a presión ambiental. El 

soluto volátil se divide preferentemente en la membrana, cuya fuerza motriz es el gradiente de 

potencial químico. Normalmente este proceso se suele utilizar para separar LIs de mezclas [213]. 

1.2.8. Separación y purificación de ficocianina 

Como se ha mencionado con anterioridad, la ficocianina tiene una alta demanda debido a 

sus propiedades farmacológicas, como sus efectos antioxidantes y antiinflamatorios, entre otros 

y debido también a su gran uso potencial como colorante alimentario para chicles y como 

principio activo cosmético. Se estima que para el 2027 la ficocianina tendrá un valor de mercado 

global de 245,5 millones de US$ [214]. Este bioproducto se comercializa de acuerdo con su grado 

de pureza, por lo que se divide en cuatro grados de pureza según sus potenciales aplicaciones 

[215,216]. La pureza de PC (PPC) se calcula como la relación entre las absorbancias a 615 nm y 

280 nm, que se corresponden con el máximo de absorbancia de la PC y el máximo de absorbancia 
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de las proteínas totales, respectivamente (ver apartado 3.2.2). Por ello, una mayor pureza de PC 

implica que en dicho extracto purificado ha disminuido el contenido en proteínas totales. 

Dependiendo del valor numérico obtenido de esta relación se clasifican los distintos grados de 

purezas: 

-Grado 1 (PPC = 0,7-1,5): grado de alimentación, usado como colorante en la industria 

alimentaria. 

-Grado 2 (PPC = 1,5-2,5): grado cosmético, se utiliza como colorante en la industria 

cosmética. 

-Grado 3 (PPC = 2,5-3,5): nivel de reactivo, utilizado como biomarcador en aplicaciones 

biomédicas. 

-Grado 4 (PPC > 4): grado analítico, con aplicaciones terapéuticas y en biomedicina. 

El coste de la ficocianina de grado alimenticio es de alrededor de 0,13 US$/mg, mientras 

que el grado analítico puede tener un valor económico muy alto, aproximadamente de 33 US$/mg 

[100]. Debido a esto, la mayor parte de las veces es necesario incluir alguna o varias etapas de 

separación y purificación de la PC, y, de esta forma, se alcanza un grado de pureza mayor, ya que 

probablemente el extracto crudo de ficocianina no llegue a alcanzar el grado alimenticio. 

1.1.8.1. Métodos convencionales 

La separación y purificación de proteínas y, por ende, de ficocianina, es el cuello de 

botella en el campo de la biotecnología porque las técnicas tradicionales de purificación de 

proteínas (por ejemplo: electroforesis, cromatografía de intercambio iónico, cromatografía de 

exclusión molecular o precipitación con sulfato de amonio) requieren mucho tiempo y dinero 

[217]. Desde hace años, otra técnica como la extracción líquido-líquido o, comúnmente 

denominada, sistema bifásico acuoso muestra resultados muy prometedores. Esta técnica de 

fraccionamiento ha generado mucho interés debido al gran potencial para la extracción, 

separación y purificación de proteínas, membranas, virus, enzimas, ácidos nucleicos y otras 

biomoléculas tanto en la industria como en el mundo académico [218]. Aunque el 

comportamiento de reparto involucrado en el método es complejo y difícil de predecir, la 

investigación desarrollada durante años muestra que se ha utilizado con éxito, por ejemplo, en la 

detección de residuos de medicamentos veterinarios en alimentos, separación de metales 

preciosos, tratamiento de aguas residuales, y en la separación de ficocianina [219]. Este sistema 

es capaz de dar un alto rendimiento de recuperación, es fácilmente escalable, y es económica y 

ambientalmente viable. 

A continuación, se muestran las técnicas tradicionales de separación y purificación de 

ficocianina más utilizadas. 
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❖ Cromatografía de intercambio iónico 

La cromatografía de intercambio iónico es una de las técnicas más utilizadas para la 

purificación de proteínas y otras biomoléculas. Se basa en la interacción electrostática entre una 

fase estacionaria y los solutos. Se han desarrollado varios medios de cromatografía de intercambio 

catiónico y aniónico para la purificación de proteínas. 

La retención de los solutos, en la cromatografía de intercambio iónico, generalmente se 

logra con fuerzas iónicas bajas (20-50 mmol/L) [220]. Para una mejor capacidad de separación 

los valores de pH deberían estar entre 0,5-2 unidades de diferencia respecto del punto isoeléctrico 

de la molécula objetivo. La elución de dicha molécula se suele lograr mediante un gradiente salino 

creciente, utilizando generalmente NaCl [221]. A altas concentraciones de sal, los iones de la sal 

compiten con las biomoléculas en la unión con los ligandos cargados y, por tanto, se eluyen las 

biomoléculas objetivo que previamente habían sido retenidas. La ficocianina, en concreto, eluye 

entre concentraciones de 0,1 y 0,2 M de NaCl [221]. También se puede realizar la elución por 

cambio de pH, pero se usa con menos frecuencia ya que esto puede implicar cruzar los puntos 

isoeléctricos de las proteínas y provocar la precipitación. 

Chen y colaboradores [222] desarrollaron una extracción y separación de ficocianina a 

partir de A. platensis en un solo paso, utilizando cromatografía de intercambio iónico en un lecho 

fluidizado. La biomasa se pretrató con ultrasonidos y, tras el proceso de separación y purificación 

de la ficocianina se alcanzó una pureza de 3,0, con una recuperación de un 59%. 

❖ Cromatografía de exclusión por tamaño 

La cromatografía de exclusión por tamaño también se conoce como filtración en gel o 

cromatografía de tamiz molecular. La separación en este proceso se basa en la diferente capacidad 

de las moléculas objetivo para entrar en los poros del medio de filtración de gel, debido a su 

tamaño molecular diferente [223]. La fase estacionaria en este tipo de técnica consiste en 

partículas de un material hidratado que tiene una distribución definida del tamaño de poro, de 

forma que las moléculas atraviesan esta fase estacionaria por diferentes caminos según su tamaño. 

Cuando una disolución acuosa, que contiene distintas moléculas con diferentes tamaños 

moleculares, pasa a través de una columna rellena con dichos “tamices moleculares”, las 

moléculas de mayor tamaño se desplazan rápidamente a través de la columna mientras que las 

moléculas más pequeñas ingresan en los poros del gel y avanzan más lentamente, lo que conduce 

a un mayor tiempo de retención (figura 20) [224]. 



 INTRODUCCIÓN 

 

57 
 

 

Figura 20. Separación progresiva de moléculas con diferente tamaño molecular por filtración en gel. Elaboración 

propia. 

Con esta técnica las moléculas se eluyen en orden decreciente de tamaño molecular. La 

masa molecular de la molécula más pequeña incapaz de penetrar en los poros del gel se dice que 

es el “límite de exclusión” de dicho gel. 

Para la separación y purificación de ficocianina en numerosas ocasiones se utiliza tanto 

la cromatografía de intercambio iónico como la cromatografía de exclusión molecular o una 

combinación de ambas, obteniendo resultados muy prometedores [225]. 

❖ Precipitación con sulfato de amonio 

La precipitación con sulfato de amonio es un método conocido para la purificación de 

proteínas. Este método consiste en añadir dicha sal a una solución acuosa que contiene las 

proteínas de interés. La sal se disocia y el agua, que anteriormente ofrecía un gran poder solvatante 

a las proteínas, solvata preferentemente a los iones disociados. Por ello, las cargas de las 

moléculas de proteína tienden a interactuar mucho más, formando agregados y precipitando, a 

este efecto se le denomina “salting out”. Además, el sulfato de amonio suele elegirse para este 

propósito debido a su alta solubilidad en agua y su bajo coste [226,227]. Esta etapa de 

precipitación con sulfato de amonio presenta muchas ventajas frente a otros agentes precipitantes, 

ya que evita la desnaturalización de las proteínas por las bajas temperaturas de solubilización y 

su efecto bacteriostático [228], por ese motivo, en este trabajo, es una de las etapas elegidas para 

la purificación de ficocianina. 

En este tipo de método se han llevado a cabo numerosos esfuerzos para optimizar algunos 

parámetros experimentales como, por ejemplo, la concentración, el volumen y el pH del 

(NH4)2SO4 para la purificación de ficocianina a partir de la biomasa de A. platensis [229]. 
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A continuación, se presentan en la tabla 5 las principales ventajas y desventajas de los 

métodos de separación y purificación de proteínas descritos anteriormente. Cabe destacar que los 

métodos cromatográficos se utilizan ampliamente a escala de laboratorio. Por otro lado, las 

tecnologías basadas en el fraccionamiento bifásico convencional (sistemas de dos fases acuosas, 

que se muestra a continuación en el apartado 1.2.8.2) a pesar de ser escalables, demandan grandes 

cantidades de compuestos químicos, generando problemas ambientales. Por ello, la incorporación 

de los LIs a esta tecnología resulta bastante interesante. 

Tabla 5. Principales ventajas y desventajas de los métodos de separación y purificación de biomoléculas [226,230] 

Métodos de 

Separación/Purificación 
Ventajas Desventajas 

Cromatografía de 

intercambio iónico 

-Aplicable para varias biomoléculas -Respuesta condicionada a la interacción 

entre soluto, eluyente y sitios activos de la 

resina 
-Altos niveles de pureza con alta 

eficiencia 

Cromatografía de exclusión 

por tamaño 

-Fácilmente escalable  

-Tiempos cortos de análisis -Grandes volúmenes de eluyente 

-Separación bien definida -Baja resolución 

-Se requieren pequeñas cantidades de 

fase móvil 

-Baja selectividad comparada con otras 

técnicas cromatográficas 

-No hay pérdida de muestra  

Precipitación con sulfato de 

amonio 

-Tecnología de bajo coste -Se suele utilizar como método de pre-

purificación, seguido por métodos 

cromatográficos o filtración por membrana 

para lograr altos niveles de pureza 
-Factible para gran escala 

 

1.2.8.2. Sistemas de dos fases acuosas (ATPS) 

En 1896, Martinus Beijerinck descubrió, de forma accidental y por primera vez, el sistema 

bifásico o sistema de dos fases acuosas (ATPS) [218], observando la formación de dos fases 

inmiscibles al disolver almidón y gelatina en agua. Sin embargo, su aplicación real fue descubierta 

por Per-Åke Albertsson que propuso un sistema ATPS para concentrar o aislar diferentes tipos de 

materiales biológicos [231]. Esta técnica surge de la necesidad de sustituir a los disolventes 

orgánicos en la extracción líquido-líquido para la extracción y separación de biomoléculas. Desde 

entonces estos sistemas han ganado la atención en un gran número de áreas, como la industria 

alimentaria, la síntesis química y la ingeniería biomédica [232]. 

En particular, la separación de biomoléculas hacia las dos fases inmiscibles, ha provocado 

que el sistema ATPS se use en diversas aplicaciones convencionales, tales como la extracción, la 

separación y purificación de orgánulos celulares [233], proteínas [231], nanotubos de carbono 

[234] e iones metálicos [235]. Esto es debido a sus enormes ventajas, ya que es ambientalmente 

viable, de bajo costo, capaz de operar de forma continua, fácilmente escalable y útil para una gran 

variedad de condiciones [236,237]. Concretamente, en el caso de las microalgas, este método ha 

sido seleccionado para la extracción de productos naturales de interés comercial como 
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carotenoides, ácidos grasos, proteínas, carbohidratos y otros compuestos [238] que tienen 

numerosas aplicaciones industriales, como aditivos alimentarios, antioxidantes, cosméticos o 

biofertilizantes. 

❖ Definición, tipos de sistemas ATPS y diagramas de fase 

El sistema de dos fases acuosas (ATPS) es un método de fraccionamiento líquido-líquido. 

Se basa en la incompatibilidad de dos soluciones acuosas que, a una determinada concentración, 

alcanzarán un equilibrio y se diferenciarán dos fases inmiscibles entre las que se distribuirán los 

solutos de interés, dependiendo de su afinidad hacia cada una de ellas [239]. Estas dos 

disoluciones pueden ser de distintos tipos, dando lugar a diferentes sistemas: polímero/sal (por 

ejemplo, polietilenglicol (PEG) y fosfato de potasio) [240], polímero/polímero (PEG/dextrano) 

[241], líquido iónico/sal [242] y alcohol de bajo peso molecular y una sal [243]. De forma general, 

la presencia de agua que caracteriza a estos sistemas crea un medio adecuado y apropiado para 

algunas biomoléculas, como las proteínas, los anticuerpos y las enzimas. 

Debido a la capacidad de ajuste de los LIs (cubren un amplio rango de hidrofobicidad-

hidrofilicidad [244]), el estudio del sistema ATPS basado en un sistema sal (LI)/sal (inorgánica u 

orgánica) ha crecido exponencialmente, en la figura 21 se pueden observar los más 

representativos. En particular, a partir de 2009, se han caracterizado y aplicado una gran cantidad 

de diagramas de fase como posibles plataformas de separación de una amplia gama de compuestos 

[245]. 

 

Figura 21. Ejemplos de sistema sal (LI)/sal (inorgánica u orgánica) ATPS. 

Desde su inicio en 2003, el sistema acuoso de dos fases basado en líquidos iónicos se ha 

usado en la separación de proteínas y, concretamente en la separación y purificación de 

ficocianina [219]. Dada la naturaleza “verde” de los LIs, la funcionalidad de los sistemas LI-

ATPS puede diseñarse de una forma óptima para adaptarse a los requerimientos específicos 

exigidos por el campo de la bioseparación. Generalmente, se han utilizado líquidos iónicos 

basados en el catión imidazolio porque durante muchos años se ha demostrado el efecto 
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estabilizador que tienen en las proteínas [197]. Aparte de estos líquidos iónicos, la investigación 

también se ha extendido al uso de otras familias de cationes de LIs (amonio, fosfonio…) y aniones 

(ácidos carboxílicos, aminoácidos, etc.) [242]. 

Los sistemas ATPS son sistemas ternarios formados por agua y dos solutos que son 

solubles en la misma. Aunque ambos componentes son solubles en agua, cuando se alcanza el 

equilibrio, se produce la separación de las dos fases, y cada fase se enriquecerá en uno de los dos 

componentes. Por ejemplo, en el caso de sistemas ATPS basados en LI/sal, la fase superior será 

rica en LI y la fase inferior será rica en sal [246]. Para poder identificar qué puntos de mezcla se 

pueden utilizar como plataformas de separación líquido-líquido es necesaria su caracterización. 

Esto se consigue elaborando un diagrama de fases (denominado también curva de solubilidad o 

curva binodal), el cual divide la región bifásica (por encima de la curva de equilibrio) de la región 

monofásica (por debajo de la curva) [245] (figura 22). 

 

Figura 22. Esquema de un diagrama de fase ternario compuesto por el componente 1, componente 2 y agua, 

en % peso (% p/p), y la respectiva curva binodal junto con la recta de reparto (“tie-line”). “a, b y c” representan 

composiciones totales de tres sistemas que se encuentran en la misma tie-line con diferentes proporciones de 

volúmenes. La composición final de la fase superior e inferior es representada por T y B, respectivamente. 

Elaboración propia. 

Como se aprecia en la figura 22 cada punto de mezcla dentro de la zona bifásica tiene su 

propia recta de reparto o “tie line” que conecta dos puntos de la curva binodal (T y B), esos dos 

puntos corresponden a la concentración final de los componentes 1 y 2 en las fases superior e 

inferior, respectivamente. Una vez se ha elegido un punto de mezcla en el diagrama de fase (por 

ejemplo “b”) se pueden seguir las tie lines para encontrar la composición de las dos fases 
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formadas. El punto más alto de intersección con la curva binodal (T) corresponde a la 

composición de la fase superior mientras que la intersección inferior (B) corresponde a la 

composición de la fase inferior. Esto significa que moviéndose a lo largo de la tie-line, las 

coordenadas denotan sistemas con diferentes composiciones totales al igual que distintas 

relaciones de volúmenes (a, b y c) pero la composición final de cada fase es la misma [232]. 

❖ Construcción de las curvas binodales. Método del punto de niebla 

Como detalla Hatti-Kaul [232], las curvas binodales se pueden construir principalmente 

mediante tres métodos diferentes: 1) método de valoración turbidométrica, 2) método del punto 

de niebla/turbidez (“Cloud Point”) y 3) método de determinación del nodo (puntos finales) de 

todos los sistemas. Los métodos más comunes son los métodos de titulación (turbidimétricos y 

del punto de niebla). Para la elección del método específico se debe considerar el tipo y la 

naturaleza de los agentes formadores de fase. Por ejemplo, la determinación de las curvas de 

solubilidad para un sistema ATPS del tipo sal (LI)/sal puede llevarse a cabo fácilmente mediante 

el método del punto de turbidez [244], pero si se utilizan algunos polímeros polidispersos en un 

sistema ATPS polímero/polímero o polímero/sal, puede ocurrir que se produzca un aumento o 

decrecimiento gradual de la turbidez, lo que afectaría negativamente a la precisión de este método 

[232,245].  

Respecto al método del punto de enturbiamiento o método del Cloud Point, de forma muy 

resumida, consta de dos pasos principales [244,247]: 

I. Adición gota a gota de una solución acuosa de sal a una disolución acuosa de 

líquido iónico (o líquido iónico puro) hasta la detección visual de una solución 

turbia y bifásica. Se anota el peso de la disolución de sal añadida. 

II. Adición gota a gota de agua ultrapura hasta la formación de una solución clara y 

transparente, correspondiente al régimen monofásico. Se anota el peso del agua 

añadida. 

Ambos pasos se repiten sucesivamente y, de esta manera se van obteniendo los distintos 

puntos de equilibrio que conformarán la curva binodal del sistema (se explicará más 

detalladamente en el procedimiento experimental apartado 3.1.2). La composición de los 

sistemas siempre se determinó mediante cuantificación en peso. 

❖ Reparto de proteínas en el sistema LI-ATPS 

La formación de un sistema ATPS basado en líquido iónico y sal se induce cuando se 

ponen en contacto una disolución de LI y una disolución concentrada de sal, de esta forma se 

forma una fase superior rica en LI, y una fase inferior rica en sal, ambas acuosas [208,248]. 
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La separación de fases se puede controlar por la distinta naturaleza de las propiedades del 

enlace de hidrógeno que poseen ambas fases. Por lo tanto, se entiende que la separación de fases 

es solvofóbica y que está impulsada por atracciones electrostáticas e interacciones hidrofóbicas 

[249]. Los sistemas ATPS basados en LIs se pueden ajustar para mejorar la solubilidad y, por 

tanto, la eficiencia de extracción y las propiedades de reparto y, de igual forma, mejorar la 

velocidad de la separación de las fases. Los LIs basados en imidazolio Cn-metil-imidazolio, donde 

n= 2, 4, 6 y 8, son los que se describen más frecuentemente en bibliografía, junto con otros núcleos 

de imidazolio funcionalizados [208]. 

Se ha demostrado que los sistemas LI-ATPS son ampliamente utilizados para separar 

proteínas de carbohidratos. Pei y colaboradores [248] fueron los pioneros en la aplicación de 

sistemas LI-ATPS para la separación selectiva de proteínas de una mezcla contaminada con 

polisacáridos. Descubrieron que el 82,7-100% de la proteína, en este caso, la albúmina de suero 

bovino (BSA), migró a la fase superior, mientras que los carbohidratos se concentraron 

preferentemente en la fase inferior [248,250]. 

Por ello, durante muchos años, se han realizado numerosos esfuerzos en investigación 

para clarificar qué fuerzas impulsoras son las que permiten el reparto de las proteínas 

preferentemente a la fase superior, rica en LI, en un sistema LI-ATPS. Dreyer y colaboradores 

[251] afirmaron que el peso molecular y la carga neta de las proteínas son los factores más 

importantes que explican el enriquecimiento de las proteínas en la fase rica en LI. 

De forma que, el modelo sugerido para describir el comportamiento del reparto de las 

proteínas en un sistema LI-ATPS se basa en las interacciones electrostáticas entre los residuos de 

aminoácidos cargados negativamente en la superficie de la proteína, y el catión del LI (cargado 

positivamente) [252]. Éstas son las fuerzas impulsoras para la extracción preferente de las 

proteínas en la fase rica en LI (figura 23). 
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Figura 23. Descripción de las fuerzas impulsoras en el reparto de proteínas en un ATPS basado en LI (adaptado de 

[252]). 

Como se aprecia en la figura 23 en el paso 1 se produce la adición de la proteína de estudio 

al sistema LI-ATPS, a continuación (paso 2) se homogeniza el sistema y, por último (paso 3), se 

deja el sistema LI-ATPS en reposo para que se alcance el equilibrio y se produzca la formación 

de las dos fases. En la fase superior, rica en LI, se concentra preferentemente la proteína objetivo, 

y en la fase inferior, rica en sal, las impurezas. 

Es posible adaptar el sistema para la separación de diferentes proteínas cambiando el pH 

del sistema. El modelo de estudio estaría basado en un sistema ATPS con un pH de 6,5-7,0. Este 

pH es superior al punto isoeléctrico de dos proteínas modelo como, por ejemplo, Rubisco (pI ≈ 

5,5) [253] y BSA (pI ≈ 4,7) [254], lo que implica que ambas proteínas están cargadas 

negativamente en el sistema ATPS [238]. Por ello, las interacciones electrostáticas entre la 

proteína cargada negativamente y el catión del LI influyen positivamente en la concentración de 

la proteína en la fase rica en LI. 

Para el caso concreto de la ficocianina el punto isoeléctrico suele estar entre 4,1-4,3 

[109,255] aunque este valor puede variar dependiendo del método de extracción y purificación 

[256]. De igual forma, como se ha visto para el caso de Rubisco y BSA para poder separar a la 

ficocianina de los carbohidratos, se ha de disponer de un sistema LI-ATPS con un pH de 6,5-7,0. 

En ese rango de pH, la PC es estable y, además, el pH es superior al punto isoeléctrico con lo que 
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la PC estaría cargada negativamente y por ello, la afinidad por el LI la concentraría en la fase 

superior preferentemente. 

❖ Influencia de factores en el ATPS y en el reparto de proteínas 

Los diagramas de fase del sistema ATPS pueden verse influenciados por muchos 

parámetros, incluidos el tipo y la concentración de los componentes que forman las fases, la 

temperatura, el pH y la presencia de aditivos o contaminantes. Sin embargo, los que representan 

una mayor influencia sobre el mecanismo de separación de las fases son la temperatura y el pH 

[245]. 

De forma general, a medida que aumenta la temperatura, las curvas binodales ya sean del 

tipo polímero/polímero o sal (LI)/sal cambian a concentraciones más altas para la formación de 

fases, es decir, provocan una disminución en la región bifásica [244]. Por el contrario, el ATPS 

basado en polímero/sal tiene un comportamiento opuesto al aumentar la temperatura, ya que a 

medida que ésta aumenta, se produce un aumento en la región bifásica y, por consiguiente, se 

requiere menos polímero y/o sal para que se produzca la separación de las fases [257]. Como se 

ha visto, la temperatura afecta en gran medida a la composición de las dos fases en un sistema 

ATPS y, por ende, al diagrama de fases. Estos cambios de temperatura también afectan al reparto 

a través de la densidad y la viscosidad. Por lo tanto, se recomienda tener un control estricto de la 

temperatura en los experimentos relacionados con el sistema ATPS. 

El efecto del pH en la separación de fases de ATPS del tipo polímero/sal y sal (LI)/sal ha 

sido estudiado en numerosos trabajos. Los diagramas de fase a pH creciente provocaron una 

ampliación de la región bifásica, por ello, se requiere menor cantidad de los componentes 

formadores de fase (polímeros o sales) para la formación del sistema bifásico [257,258]. Sin 

embargo, rara vez se ha estudiado el efecto del pH en los diagramas de fase para el tipo de ATPS 

polímero/polímero. Yan y colaboradores [259] demostraron que la curva binodal para dos 

polímeros sensibles al pH se acerca al origen (aumento de la región bifásica) cuando el pH 

disminuye. Como se ha visto anteriormente, el pH del sistema ATPS puede alterar la carga y las 

propiedades superficiales del soluto, lo que afectará al reparto de la biomolécula entre ambas 

fases. La carga neta de la proteína objetivo será negativa en el caso de un pH superior al punto 

isoeléctrico (pI) y positiva si es inferior. Si el pH es igual al pI, la carga neta será cero [233]. 

También se ha demostrado que el reparto de biomoléculas cargadas negativamente en un sistema 

a pH más alto aumenta el coeficiente de partición y la biomolécula objetivo tiene mayor afinidad 

por la fase superior. 

Dado que el mecanismo de reparto en el sistema ATPS continúa en desarrollo, ya que no 

se conoce por completo, la mayoría de los ATPS están optimizados de acuerdo con las 

propiedades fisicoquímicas de las biomoléculas. 
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❖ Aplicaciones del sistema ATPS 

Durante la última década, se han publicado aproximadamente 100 artículos anuales 

basados en aplicaciones de los sistemas ATPS [237]. Estos trabajos científicos se centraron en la 

separación y purificación de enzimas, proteínas, purificación de ADN, ácidos nucleicos, 

anticuerpos monoclonales y antibióticos, aunque también hubo varios que abordaron la extracción 

de metales. De entre todas las aplicaciones mencionadas, destacan principalmente la aplicación 

de estos sistemas en el campo de la separación y purificación de proteínas. 

Generalmente, en términos económicos, las etapas de purificación y separación de 

biomoléculas, en este caso, de proteínas, tienen un impacto muy relevante, ya que su 

procesamiento requiere numerosos pasos ya que se suele tener como partida un material complejo 

[237]. Por ese motivo, la demanda para la creación de un método económico, con alto rendimiento 

y eficiente, en la purificación de proteínas, ha ido aumentando considerablemente a lo largo del 

tiempo. 

La cromatografía de proteínas no es un método adecuado para aplicar a gran escala debido 

al funcionamiento de este proceso por cargas, y a las grandes pérdidas de presión. Los sistemas 

acuosos formados por disolventes orgánicos, no se consideran adecuados para la purificación de 

proteínas debido a la baja solubilidad que éstas presentan en ellos, y tampoco son sostenibles 

medioambientalmente. Para poder superar todas estas limitaciones se han propuesto los sistemas 

LI-ATPS, que han representado un gran interés en su aplicación a gran escala para la recuperación 

de proteínas a partir de materias primas crudas estos últimos años [232]. En este proceso, la mayor 

parte de las proteínas se concentran en la fase superior del sistema, que, convencionalmente, está 

formada por PEG (polietilenglicol) y, en los últimos años, por LIs. 

Cabe destacar, especialmente, la extracción de proteínas de la orina mediante esta técnica 

para el diagnóstico de varias enfermedades, por ejemplo, la diabetes mellitus. En 2007, Wang y 

colaboradores [260] reportaron por primera vez el uso de sistemas LI-ATPS para la extracción de 

proteínas de la orina humana. Utilizaron un ATPS que contenía un LI basado en imidazolio 

([BMIM][Cl]) y una sal (K2HPO4). La proteína se extrajo en la fase superior, rica en LI mientras 

que los contaminantes se separaron en la fase inferior, rica en sal. 

Para el caso concreto de la ficocianina, ficobiliproteína objetivo de la presente tesis 

doctoral, se han aplicado también estos sistemas LI-ATPS, concretamente LIs del tipo imidazolio, 

obteniendo resultados prometedores [219], esto supone un avance hacia el desarrollo en este 

campo para poder llevarlo a escala industrial. 
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1.3. Bioenergía 

1.3.1. Situación energética actual 

Los combustibles fósiles son recursos limitados que proceden de los restos de organismos 

vivos transformados a lo largo de millones de años [261]. Actualmente se cubre el 82% de la 

demanda energética mundial a través de tres tipos de fuentes fósiles: petróleo, carbón y gas 

natural. (Figura 24). 

La quema de los combustibles fósiles para satisfacer la alta demanda de energía, libera 

gases de efecto invernadero (GEI), que están causando calentamiento global y contribuyendo al 

cambio climático [262,263], así como otros gases contaminantes nocivos para el medio ambiente 

y la salud. Algunos de estos gases son el CO2, CH4, NO, NO2, y el CO. Por ello, se requieren 

acciones más estrictas para controlar y limitar la emisión de CO2 a la atmósfera que suele provenir 

del transporte y otros sectores que demandan mucha energía. En particular, la propagación del 

coronavirus (COVID-19) ha sentado un precedente en el consumo mundial de energía y en las 

emisiones GEI. Así, durante el periodo de cierre inicial, las restricciones aplicadas tanto a los 

transportes aéreos internacionales como a las industrias redujeron sustancialmente las emisiones 

de CO2, tal y como han comprobado varios estudios [264,265]. Se observó una disminución global 

del 7,8% en las emisiones de CO2 generadas por el uso de combustibles fósiles comparando el 

consumo durante el primer trimestre de 2020 con el primer trimestre de 2019 y, de igual forma, 

se estimó una disminución en la demanda energética del 6% en comparación con 2019 [266]. Sin 

embargo, la caída producida en emisiones de carbono de 2020 parece que fue solo temporal, ya 

que actualmente este consumo de energía primaria está cerca de alcanzar los niveles prepandemia 

(figura 24). 

 

Figura 24. Comparativa del consumo de energía primaria mundial en 2019 y 2021 [267,268] 

A pesar de ello, la situación de crisis creada por la pandemia ha dado lugar a una visión 

más amplia de los impactos observados, tanto en la economía mundial como en la demanda 

energética y las emisiones de CO2 y puede ayudar a orientar y guiar a los legisladores y gobiernos 

hacia una mejor situación energética [269]. 
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Aun así, debido al continuo aumento de la población y a la industrialización mundial, 

sobre todo en los países desarrollados, hay una creciente demanda de energía, que se prevé que 

aumente en un 35% en las próximas dos décadas [261]. Para satisfacer esa demanda de energía 

futura sin dañar el medioambiente, los combustibles fósiles han de ser reemplazados por energías 

renovables que, hasta la fecha, representan el 14% del consumo energético total. Los 

biocombustibles tienen el potencial necesario para reducir las emisiones de carbono y resolver 

algunos de los problemas de la alta demanda energética. 

Por otra parte, se estima que las actividades humanas, desde el periodo preindustrial, han 

causado aproximadamente un aumento de 1ºC en la temperatura global, desde 1900 [270,271]. Si 

se sigue actuando como hasta ahora es bastante probable que se alcancen los 1,5ºC entre 2030 y 

2052 [271]. Este incremento conllevará numerosas consecuencias ambientales como el aumento 

del nivel del mar, la degradación de los arrecifes de coral, sequías, etc. 

Con el propósito de disminuir los efectos del cambio climático y aumentar la seguridad 

energética, aunque previamente hubo reuniones internacionales tanto en 1979 para tratar el 

problema del cambio climático como en 1988 para crear el Panel Intergubernamental sobre el 

Cambio Climático (IPCC), no fue hasta 1997 cuando las Naciones Unidas (ONU) desarrollaron 

el protocolo de Kioto (figura 25). Éste estableció una acción para reducir las emisiones de GEI 

en, al menos, un 5% (respecto a los niveles de 1990) entre 2008 y 2012 [272]. La Unión Europea 

se comprometió a reducir las emisiones en un 8% [273]. Con el mismo propósito, en 2015 se 

estableció el Acuerdo de París, mediante el cual, cada país determina, planifica y reporta su propia 

contribución para mitigar el calentamiento global, reduciendo sus emisiones de GEI, junto con la 

reconsideración de sus políticas energéticas, incluyendo el consumo de energía así como el 

cambio hacia una energía limpia y renovable [274]. 
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Figura 25. Las principales cumbres climáticas y sus hitos (Elaboración propia). 

Tal y como se puede observar en la figura 25, desde el año 1992 se han alcanzado 

numerosos hitos en el proceso negociador en eventos como las COP (Conferencia de las Partes). 

A continuación, se resumen los acuerdos sobre el cambio climático más destacados: 

- Establecimiento del objetivo para países desarrollados de aportar 100 mil millones de dólares 

para proyectos de financiación climática en países en vías de desarrollo. 

- El segundo periodo de compromiso derivado del protocolo de Kioto que se extiende hasta 2020 

a través de la conocida Enmienda de Doha (COP18). 

- Aprobación del Acuerdo de París, un pacto con fuerza legal que contiene todos los elementos 

necesarios para construir una estrategia mundial de lucha contra el cambio climático para el 

periodo post 2020. En él se establece el compromiso de las Partes de mantener por debajo de los 

2ºC el aumento de la temperatura global desde los niveles preindustriales, y el esfuerzo por 

limitarlo a 1,5ºC [275]. En este acuerdo, todavía en vigor, la UE presentó su estrategia de 

reducción de emisiones a largo plazo y sus planes climáticos actualizados antes de finales de 

2020, y se comprometió a reducir las emisiones, como mínimo, en un 55% de aquí a 2030, con 

respecto a los niveles de 1990. 

Una de las últimas conferencias de las Partes (COP26), celebrada en Glasgow en 2021, 

fue la 26ª reunión de las partes en la Convención Marco de las Naciones Unidas sobre el cambio 
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climático y en ella, las partes examinaron los avances sobre sus compromisos en el marco del 

objetivo del Acuerdo de París de mantener el calentamiento global muy por debajo de 2ºC con 

respecto a los niveles preindustriales y proseguir con los esfuerzos para limitarlo a 1,5ºC. También 

se hizo hincapié en la urgencia y las oportunidades de avanzar hacia una economía neutra en 

carbono, de esta manera se dio origen al Pacto Climático de Glasgow. Por último, el lema de la 

última COP (COP27), celebrada en Sharm el Sheikh (Egipto), concretó que una de las prioridades 

de esta cumbre del 2022 es la necesidad de actuar. En este sentido, el mayor acuerdo ha sido la 

creación de un fondo de compensación por pérdidas y daños, conocido como Plan de 

Implementación de Sharm El Sheikh, para ayudar a los países en desarrollo que son 

particularmente vulnerables a los efectos adversos del cambio climático. Con respecto al objetivo 

de mantener por debajo de 1,5ºC el aumento de la temperatura global a final de siglo, no ha sido 

posible encontrar un consenso. Así que, los países participantes se comprometieron a revisar y 

fortalecer sus contribuciones nacionales para favorecer una mayor reducción de emisiones. 

Las energías renovables como la solar, eólica, hidráulica, geotérmica y la procedente de 

la biomasa han sido reconocidas por la sociedad como fuentes de energía alternativa a los 

combustibles fósiles. Estos últimos años, se han desarrollado numerosas políticas que promueven 

las energías renovables. Para el 2010, la UE propuso el objetivo, a partir de la Directiva 

2001/77/CE, de fomentar un aumento de la contribución de las fuentes de energía renovables a 

un 12% y, en particular, con una parte indicativa del 22,1% de electricidad generada a partir de 

fuentes de energía renovables [276]. Hasta hace muy poco, concretamente hasta 2020, la 

normativa de referencia venía encabezada por la Directiva 2009/28/CE del Parlamento Europeo 

y del Consejo, partía del mismo supuesto que la anterior, el control del consumo de energía en 

Europa y la mayor utilización de energía procedente de fuentes renovables. Establecía que el 

consumo de energías renovables en la UE debía ser del 20%. Además, en los combustibles 

destinados al transporte, debían representar un 10% [277]. 

En 2018, la Unión Europea actualizó por completo su política energética con dos nuevas 

directivas sobre energía procedente de fuentes renovables y eficiencia energética (Directivas 

2018/2001 y 2018/2002, respectivamente). La Directiva 2018/2001, la más reciente y que deroga 

la Directiva de 2009, fija objetivos más ambiciosos sobre la contribución de las energías 

renovables, tanto en el consumo bruto de energía como en el consumo de energía final para el 

transporte en 2030. El nuevo objetivo es que al menos, en 2030, un 32% del consumo final de 

energía proceda de fuentes renovables [278]. La Comisión evaluará este objetivo, con vistas a 

presentar una propuesta legislativa a más tardar en 2023. 

Por otra parte, Europa se ha propuesto como objetivo de aquí a 2050 ser el primer 

continente climáticamente neutro. Por ello, la Comisión Europea presentó el 11 de diciembre de 
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2019 el Pacto Verde Europeo [279]. Con este Pacto se pretende buscar una UE equitativa y 

próspera, competitiva y eficiente en el uso de recursos (concepto de economía circular) y que, 

además, no tenga emisiones netas de GEI para 2050 [280]. De forma paralela, en mayo de 2021 

en España, se aprobó un proyecto de Ley de cambio climático y transición energética, con la que 

se pretende alcanzar la descarbonización de España en 2050. Esta ley tiene como objetivos 

mínimos nacionales para el año 2030 [281]: 

- Reducir las emisiones GEI, al menos, un 23% respecto del año 1990. 

- Alcanzar una inclusión de energías de origen renovable en el consumo final de, al menos, un 

42%. 

- Alcanzar un sistema eléctrico con, al menos, un 74% de generación a partir de energías de origen 

renovables. 

1.3.2. Biocombustibles 

La energía de biomasa, o bioenergía, es actualmente la cuarta fuente de energía primaria 

más importante del mundo. La biomasa es el sustituto potencial de los combustibles fósiles. 

Cuando los organismos fotosintéticos, como las plantas superiores y las microalgas crecen, el 

carbono necesario para ese crecimiento proviene del CO2 presente en la atmósfera, siendo 

liberado de nuevo al medioambiente tras su combustión. Por ese motivo, la biomasa se considera 

un combustible neutro en carbono [282]. 

Debido a las numerosas ventajas de los biocombustibles, los gobiernos han establecido 

un incremento de su producción, para que sean capaces de cubrir el 27% de la demanda total para 

el transporte en 2050 [283]. La cuota de energía procedente de fuentes renovables utilizada para 

el transporte en la UE aumentó desde menos del 2% en 2015 al 10,2% en 2020. Para el uso de los 

biocombustibles éstos han de ser viables, es decir, ser económicamente competitivos con los 

combustibles fósiles, no requerir grandes superficies de tierra, mejorar la calidad del aire (por 

ejemplo, captura de CO2), y deben demandar un uso mínimo de agua [284]. Por estos motivos, el 

uso de microalgas con fines energéticos podría cumplir estas condiciones y, por lo tanto, 

contribuir de manera significativa a la demanda de energía primaria, y, de igual forma, 

proporcionar beneficios ambientales. Dependiendo de la materia prima de partida, los 

biocombustibles se pueden clasificar en combustibles de primera, segunda, tercera y cuarta 

generación (figura 26) [285]. 
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Figura 26. Clasificación de los combustibles. Elaboración propia. 

 Los biocombustibles de primera generación (1G) son aquellos producidos por tecnología 

convencional (sin demasiada complejidad tecnológica) a partir de cultivos alimenticios como el 

maíz, la caña de azúcar, remolacha, y aceites vegetales. Pueden ofrecer algunos beneficios como 

su neutralidad en CO2, debido a que las emisiones de CO2 en su ciclo productivo pueden ser 

neutralizadas por el CO2 absorbido durante el crecimiento de los cultivos energéticos mediante la 

fotosíntesis. Es justamente el uso de cultivos que compiten con los alimenticios lo que supone el 

punto débil de los combustibles 1G, puesto que, para producirlos, utilizan suelos agrícolas, 

fertilizantes y agua; recursos que deberían ser utilizados para la producción de alimentos para el 

consumo humano. Por ese motivo, cabría destacar que una acelerada producción de 

biocombustibles 1G en un futuro puede causar encarecimiento de los alimentos o provocar su 

escasez [286]. Estos biocombustibles (biodiésel, bioetanol y biogás) necesitan ir mezclados con 

combustibles derivados del petróleo, lo que supone una clara desventaja. 

Los biocombustibles de segunda generación (2G) se producen principalmente a partir de 

cultivos no alimentarios ricos en biomasa lignocelulósica tales como pasto o madera; o ricos en 

materia oleaginosa tales como aceites no comestibles; así como materias residuales tales como 

paja de cereal, bagazo de caña de azúcar, residuos forestales, o aceites vegetales usados. Estos 

biocombustibles se desarrollaron por las limitaciones que presentan los biocombustibles 1G, sin 

embargo, algunos requieren una gran superficie arable de tierra para su cultivo. Otros necesitan 

pretratamientos química y energéticamente muy costosos para romper su estructura, lo que 

conlleva una elevada inversión inicial [287]. 

Los biocombustibles de tercera generación (3G) o biocombustibles avanzados son 

aquellos generados a partir de microalgas, algas o microorganismos. Se presentan como una 
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prometedora fuente de energía alternativa a los combustibles de primera y segunda generación. 

Las microalgas tienen numerosas ventajas ya que solo necesitan CO2, nutrientes, agua y luz para 

crecer. También se ha demostrado que muchas de ellas crecen en aguas residuales y salinas, lo 

cual reduce la problemática de la necesidad de un medio de agua dulce, reduciendo así los costes 

y su impacto ambiental. Para el caso de estos biocombustibles, su rendimiento energético es muy 

favorable en comparación con los combustibles tradicionales, ya que el balance energético es 

positivo (la energía que producen es mayor a la energía consumida durante su producción), 

manteniendo de esa forma una huella de carbono mucho menor [288]. 

Las microalgas tienen un elevado potencial en la producción de biocombustibles debido 

a su elevada productividad lipídica y de biomasa, no compiten por tierras fértiles (son cultivables 

en suelos pobres) por lo que no compiten con el mercado alimentario, y también son cultivables 

en aguas saladas, etc. Además, poseen una alta tolerancia a condiciones de estrés ambientales 

[263] y, en muchos casos, este estrés genera gran variedad de bioproductos de interés industrial. 

La elevada tasa de crecimiento de las microalgas hace posible considerarlas eficaces para 

satisfacer la alta demanda de biocombustibles sin ocupar tanta superficie de tierra como los 

combustibles de primera y segunda generación [289]. Por otro lado, una de las principales 

desventajas del uso de las microalgas para la producción de biocombustibles es la baja 

concentración de biomasa que se obtiene en la etapa de cultivo. Esto es debido al límite de 

penetración de la luz y, combinado con el pequeño tamaño de las células de las microalgas, hace 

que la etapa de cosechado de biomasa sea relativamente costosa [289]. De igual forma, el gran 

contenido de agua en la biomasa de microalgas recolectada también implica que la etapa de secado 

sea un proceso que consume mucha energía. Sin embargo, con el desarrollo tecnológico de estos 

últimos años, existen procesos termoquímicos que no necesitan el secado de la biomasa 

microalgal, como es la licuefacción hidrotérmica; de igual forma, se pueden extraer lípidos para 

producir biodiésel sin necesidad de secar previamente la biomasa [290]. 

Los biocombustibles de cuarta generación (4G) normalmente utilizan microorganismos 

modificados para lograr una mayor producción de biocombustibles. Las estrategias más comunes 

para la modificación genética de microalgas se basan en la mejora de la eficiencia fotosintética, 

aumentando la penetración de la luz y la reducción de la fotoinhibición [291]. 

1.3.2.1. Biocombustibles a partir de microalgas 

El estudio de las microalgas como fuente de combustibles alternativos comenzó en la 

década de 1970 como consecuencia de la primera crisis del petróleo. Pero los altos costes de 

producción y las limitaciones vinculadas a estos procesos impidieron su desarrollo comercial 

[289]. 



 INTRODUCCIÓN 

 

73 
 

Sin embargo, actualmente, la utilización de las microalgas para la producción de 

biocombustibles ofrece las siguientes ventajas con respecto a plantas superiores [292]: 

(1) Las microalgas sintetizan y acumulan grandes cantidades de lípidos neutros (20-50% 

del peso seco de biomasa). 

(2) Presentan elevadas tasas de crecimiento y son capaces de producir durante todo el 

año. 

(3) Necesitan menos agua que los cultivos terrestres, por lo que reducen la carga de 

fuentes de agua dulce. 

(4) El cultivo de microalgas no requiere de la aplicación de herbicidas o pesticidas. 

(5) Las microalgas captan el CO2 de los gases de combustión emitidos por las centrales 

eléctricas alimentadas con combustibles fósiles, reduciendo así las emisiones GEI. 

(6) Participan en la biorremediación de aguas residuales. 

(7) Tienen capacidad para crecer en varios tipos de agua (salina, salobre, agua de mar, 

aguas residuales) y en condiciones de estrés. 

(8) Son cultivables en tierras no fértiles, por lo que no compiten por los recursos de la 

agricultura convencional. 

Se pueden producir diferentes tipos de biocombustibles a partir de las microalgas como, 

por ejemplo, fermentativos (bioetanol y biobutanol), sólidos (biochar), líquidos (biodiésel) y 

gaseosos (hidrógeno y metano) [263]. En la composición química de las microalgas están 

presentes lípidos que son químicamente análogos a los lípidos derivados de aceites vegetales. 

Esto hace que las microalgas sean una fuente potencialmente interesante para la producción de 

biodiésel [293]. Sin embargo, se ha observado que la producción de biodiésel de las microalgas 

tiene ciertas limitaciones tanto en términos de calidad como en que solo se aprovecha su fracción 

lipídica; por ello, puede ser un proceso que no sea económicamente viable. Gracias al estudio del 

biodiésel a partir de microalgas y debido a sus limitaciones surgieron en los últimos años varias 

tecnologías de conversión para obtener distintos tipos de biocombustibles mediante procesos 

bioquímicos, químicos y termoquímicos (figura 27), que intentan aprovechar, de forma integral, 

toda la biomasa microalgal: 
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Figura 27. Rutas para la producción de biocombustibles a partir de biomasa de microalga (modificado de [285,292]). 

❖ Conversión termoquímica 

La conversión termoquímica es el proceso mediante el cual se descompone el contenido 

orgánico de la biomasa de microalgas para producir biocombustibles. Según la temperatura, la 

presión y el tiempo de operación, la conversión termoquímica se puede clasificar, a su vez, como 

gasificación, pirólisis, torrefacción, carbonización y conversión hidrotérmica [285]. En el proceso 

termoquímico, los compuestos orgánicos de la biomasa se descomponen a temperaturas y/o 

presiones elevadas. Este proceso proporciona una ruta más sencilla para generar biocombustibles, 

en comparación con los procesos químicos y bioquímicos [294]. De igual forma, la conversión 

termoquímica, es rápida, no necesita la adición de productos químicos y puede convertir una gran 

variedad de materias primas de biomasa en biocombustibles. Por todo lo mencionado, la 

conversión termoquímica es uno de los métodos cruciales para producir biocombustibles a partir 

de microalgas [282]. En la figura 28 se muestran los intervalos de temperatura habituales para las 

distintas técnicas de conversión termoquímica. 
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Figura 28. Temperaturas típicas de los distintos procesos de conversión termoquímica (modificado de [295]). 

Gasificación 

 La gasificación es un proceso mediante el cual los materiales carbonosos se convierten 

termoquímicamente en una mezcla de gases valiosos, comúnmente denominada gas de síntesis 

(H2, CO, CH4) [294,296]. Este proceso se lleva a cabo en presencia de un agente gasificante como 

el aire, oxígeno, vapor de agua, CO2 o una combinación de ellos a una temperatura superior a 

700ºC (800-1000ºC) y en un rango de presiones de 1-10 bar [282]. 

La materia prima que puede ser empleada en procesos de gasificación es muy diversa, 

desde residuos del tipo lignocelulósico, como los residuos agrícolas o los forestales, siempre y 

cuando no tengan un contenido en humedad elevado. A pesar de que las microalgas no se 

encuentran entre el tipo estándar de biomasa utilizada en gasificación, existen estudios que 

evalúan la posibilidad de implementar la gasificación para convertirlas en un combustible muy 

valioso [297]. 

Generalmente este proceso ocurre en cuatro etapas: (1) secado (100-200ºC), para eliminar 

la humedad residual, (2) pirólisis (200-700ºC), mediante la cual se rompe la estructura sólida de 

la biomasa en moléculas menos complejas, (3) oxidación (700-1500ºC), para quemar parte de la 

biomasa entrante y proporcionar el calor para sostener los procesos endotérmicos y (4) 

gasificación (800-1000ºC), para convertir los productos de pirólisis en moléculas más pequeñas 

con un alto valor energético [262,297]. En la figura 29 se puede ver un esquema del proceso de 

gasificación. 
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Figura 29. Esquema del proceso de gasificación (modificado de [298]). 

Pirólisis 

 La pirólisis es un tratamiento térmico que se lleva a cabo en ausencia de oxígeno, a una 

temperatura de 400-600ºC y a presión atmosférica para el caso de pirólisis de microalgas 

[263,294]. La temperatura de reacción depende de algunos factores como pueden ser la presencia 

o no de catalizador y si la pirólisis es asistida o no por microondas. De tal forma que, la 

temperatura puede variar desde 800ºC cuando se realiza la pirólisis por microondas a 300ºC 

cuando se lleva a cabo en presencia de catalizador [282]. La pirólisis es uno de los procesos 

termoquímicos más utilizados para degradar la biomasa carbonosa, como la celulosa, la 

hemicelulosa y la lignina [296]. Las microalgas también son materias primas viables para la 

pirólisis porque los bioaceites producidos a partir de ellas son más estables que los de la biomasa 

lignocelulósica [299]. 

El proceso consiste en transformar la biomasa seca (concretamente los constituyentes 

orgánicos) en tres tipos de productos: gas, biochar y una fase líquida conocida como bioaceite o 

biocrudo. La pirólisis tiene como objetivo producir biocombustibles de un poder calorífico medio-

bajo [263]. Dependiendo de las condiciones de funcionamiento (temperatura, velocidad de 

calentamiento y duración), se pueden clasificar en cuatro modos de pirólisis: pirólisis lenta, 

pirólisis rápida, pirólisis catalítica y pirólisis por microondas. 

La pirólisis lenta se caracteriza por una velocidad de calentamiento baja (5-10ºC/min) y 

un tiempo de residencia prolongado del vapor caliente, mientras que la pirólisis rápida se 

caracteriza por una velocidad de calentamiento alta (10-600ºC/s) y un tiempo de residencia corto 

para conseguir una mayor velocidad de reacción y un mayor rendimiento de bioaceite [282]. 

Cuando el objetivo es la producción mayoritaria de productos líquidos y gases, se emplea el 

proceso de pirólisis rápida, y, por ese motivo, ha recibido una mayor atención para la producción 
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de bioaceite. Miao y col. [300] señalaron que los bioaceites que proceden de una pirólisis rápida 

de microalgas tienen poderes caloríficos más elevados y un menor contenido en oxígeno en 

comparación con los bioaceites que se obtienen de la madera. Sin embargo, cuando el objetivo es 

la obtención mayoritaria de productos sólidos y tener una baja proporción de productos líquidos, 

se emplea el proceso de pirólisis lenta. La pirólisis lenta se ha utilizado durante miles de años para 

la conversión de madera en biochar. En la figura 30 se presenta el esquema del proceso que 

normalmente se utiliza para la pirólisis lenta. 

 

Figura 30. Esquema del proceso de pirólisis (modificado de [301]). 

 El sistema incluye un horno eléctrico, un controlador de flujo, un controlador de 

temperatura, un condensador y un baño térmico (agua fría). El gas portador, que normalmente es 

nitrógeno, se suministra al reactor desde la parte superior. Se utiliza un medidor de flujo para 

controlar la tasa de entrada del gas portador. La biomasa seca se calienta dentro del reactor 

utilizando el horno eléctrico y los productos generados son arrastrados por el gas portador. A la 

salida del reactor se coloca el condensador para recoger los productos en forma líquida [294]. 

La pirólisis de microalgas lleva asociado el desafío que supone la eliminación del exceso 

de agua que trae consigo. La suspensión de microalgas después del proceso de deshidratación 

tiene un 24% de biomasa y debe deshidratarse aún más, hasta un 80% antes del proceso de pirólisis 

[302], incrementando el coste y el consumo energético del proceso global. 

Torrefacción 

 En este proceso, la biomasa se degrada térmicamente en atmósfera inerte, en un rango de 

temperaturas que oscilan entre 200-300ºC. El tiempo de reacción puede ser muy variable, desde 

varios minutos hasta varias horas. Se ha observado que el rendimiento de sólido disminuye con 

el aumento del tiempo de reacción y de la temperatura [303]. 



 INTRODUCCIÓN 

 

78 
 

La torrefacción no solo puede eliminar la humedad de la biomasa sino que también puede 

causar la degradación térmica de celulosa, hemicelulosa y lignina en biomasa lignocelulósica así 

como la de carbohidratos, proteínas y lípidos en biomasa de microalgas [303]. Este proceso se 

asemeja a la pirólisis, solo que en vez de operar a temperaturas de entre 400-600ºC presenta 

temperaturas de operación más suaves, por eso a la torrefacción también se la ha denominado 

pirólisis suave [282]. 

 Su objetivo es la obtención de biochar como producto principal. Se han desarrollado 

varios métodos de torrefacción como la torrefacción convencional, de microondas, húmeda y 

oxidativa. La convencional es el método más utilizado para la producción de biocombustibles 

sólidos a partir de microalgas. 

La presencia de un alto contenido en agua aumenta los costes operativos para deshidratar 

o secar la biomasa antes de la pirólisis, la gasificación y la combustión [304]. Para el caso de la 

torrefacción esto no supone ningún problema, lo que resulta muy ventajoso. 

Carbonización 

La carbonización es una de las técnicas termoquímicas más antiguas para aumentar el 

contenido energético de la biomasa. Durante siglos ha sido adoptada para producir carbón vegetal 

a partir de la biomasa vegetal. En comparación con la torrefacción, la carbonización tradicional 

es una conversión a largo plazo que requiere una tasa de calentamiento baja, pero normalmente 

necesita una temperatura más alta (>300ºC), lo que conlleva reacciones más complejas durante el 

proceso [295]. La carbonización se puede considerar como una torrefacción adicional, a 

temperaturas más altas, de hasta 500ºC. 

La torrefacción y la carbonización se consideran procesos similares en muchos aspectos, 

pero la diferencia principal entre ambas radica en la motivación de su producción ya que la 

torrefacción tiene como objetivo maximizar la energía total y los rendimientos másicos de la 

biomasa sin una descomposición severa de su estructura, mientras que la carbonización tiene 

como objetivo maximizar el contenido de carbono fijo y minimizar el de hidrocarburos en la 

biomasa tratada. Otra diferencia se refiere a los compuestos volátiles de la biomasa, ya que la 

carbonización elimina la mayoría de ellos, mientras que la torrefacción retiene la mayor parte 

[305]. Ambos son procesos de pretratamiento de la biomasa a temperaturas suaves, por lo que el 

uso de un catalizador en el proceso no resulta esencial. 

Hay otro tipo de carbonización llamada carbonización hidrotérmica (HTC), también 

conocida como “carbonización acuosa”. A diferencia de la producción de carbón mediante 

carbonización tradicional, la HTC necesita agua como disolvente y es por este motivo por el que 

se desarrollará más detalladamente dentro del apartado de conversión hidrotérmica. 
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Conversión hidrotérmica 

Las reacciones hidrotérmicas han sucedido en la naturaleza, siendo responsables de la 

conversión de restos de plantas, animales y microorganismos en diferentes formas de 

combustibles fósiles como el carbón y el petróleo. Por este motivo, el ser humano decidió copiar 

estas reacciones geológicas para la producción de biocombustibles mediante la transformación de 

biomasa húmeda [306]. 

Uno de los mayores desafíos para la obtención de biocombustibles a partir de microalgas, 

son los costes a gran escala asociados a ellas como pueden ser el cultivo, el cosechado y el secado 

de las mismas [307]. Con respecto a la última, este tipo de conversión resulta muy ventajosa, 

puesto que utiliza biomasa húmeda directamente y no requiere la adición de disolventes orgánicos 

y, por consiguiente, consigue una alta eficiencia de extracción y de producción. Al no requerir de 

la etapa de secado, lo cual implica casi el 50% de la energía requerida, los costes energéticos 

asociados disminuyen notablemente y esto conduce a que esta técnica sea económicamente viable 

e implementable en la industria [308]. La conversión hidrotérmica es un término colectivo para 

describir 3 posibles rutas de transformación: (i) carbonización hidrotérmica (HTC), (ii) 

gasificación hidrotérmica (HTG) y (iii) licuefacción hidrotérmica (HTL). 

Carbonización hidrotérmica 

Es un proceso de conversión termoquímica suave para convertir la biomasa en materiales 

ricos en carbono empleando temperaturas de 130ºC-280ºC [309] y presiones de 2-10 MPa 

[310]. Durante el proceso de HTC, la biomasa sufre varias reacciones de hidrólisis, 

produciendo una amplia gama de productos, seguidas de reacciones descarboxilación y 

deshidratación del producto hidrolizado [310]. Los productos principales son carbones 

activos y biochar. Se ha demostrado que la biomasa de microalgas se puede convertir 

fácilmente en biochar con cualidades similares a las del carbón bituminoso a temperaturas 

de, aproximadamente, 200ºC y presiones de 2 MPa, en menos de una hora [311]. 

El proceso de HTC normalmente se lleva a cabo en un tiempo comprendido entre 1 y 12 

horas y el biochar producido contiene el 50-70% de la biomasa total y alrededor del 75% 

de la energía total de la biomasa de partida [312]. 

Aparte de evitar la etapa de secado, ya que en este proceso se necesita agua como 

disolvente, lo que es una enorme ventaja y conduce a un menor gasto energético, también 

se obtienen mayores rendimientos del producto en menos tiempo. 
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Gasificación hidrotérmica 

La gasificación hidrotérmica es la más severa desde el punto de vista térmico. Las 

condiciones típicas de este proceso son temperaturas de 400-700ºC y presiones de 25-30 

MPa [313]. Concretamente, se puede llevar a cabo sin catalizador a 400-800ºC y en 

presencia de catalizadores a 350-400ºC [314]. Los productos gaseosos que se obtienen 

con este proceso incluyen hidrógeno, metano y dióxido de carbono, pero además, también 

se pueden recuperar la mayoría de los nutrientes, agua y dióxido de carbono que puede 

ser reinyectado en el sistema de cultivo de microalgas [315]. Por ello, este proceso 

también se ha extendido para transformar la biomasa de estos microorganismos. 

Licuefacción hidrotérmica 

La licuefacción hidrotérmica (HTL) es una forma de procesamiento hidrotermal que 

involucra la conversión de una amplia gama de biomasa en un medio de agua comprimida 

y caliente en condiciones subcríticas con o sin catalizadores, para producir un producto 

principal llamado bioaceite o biocrudo [310]. Durante el proceso de HTL tienen lugar 

reacciones químicas muy complejas que transforman la biomasa en biocrudo. Esta 

complejidad de las reacciones es debida a la naturaleza de la biomasa. La licuefacción 

hidrotérmica ocurre en una escala de tiempo entre minutos y horas [316] y las condiciones 

de temperatura, presión y tiempo de reacción suelen estar en torno a los 300-370ºC, 5-

25MPa y 5-60 minutos, respectivamente [313]. Las altas presiones utilizadas en este 

proceso son necesarias para mantener el disolvente que acompaña a la microalga en 

estado líquido. Estas condiciones se establecen con el fin de descomponer la biomasa e 

hidrolizar las macromoléculas en compuestos orgánicos de menor peso molecular 

[297,317]. 

Los productos que se obtienen, aparte del biocrudo o bioaceite, son una fase gaseosa, una 

fase acuosa y una fase sólida. El biocrudo producido, tiene un valor energético cercano al 

del petróleo y, aunque no es adecuado para utilizarse directamente como combustible para 

el transporte, se espera que sea una materia prima renovable adecuada para el coprocesado 

en las refinerías de petróleo existentes [313]. 

En los últimos años, el número de trabajos asociados a este proceso, junto con la 

aplicación de éste a las microalgas, ha aumentado significativamente, lo que implica un 

aumento del interés por esta tecnología de conversión. Este proceso será uno de los 

estudiados en la presente tesis doctoral, por lo que se desarrollará más detalladamente en 

el apartado 1.3.3. 
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❖ Conversión química 

El biodiésel se obtiene a partir de la conversión química. Éste está constituido por ésteres 

de ácidos grasos que se pueden obtener a partir de los lípidos saponificables (triglicéridos, 

principalmente) y los ácidos grasos contenidos en las microalgas mediante reacciones de 

transesterificación y esterificación, respectivamente [318]. Los alcoholes que se pueden utilizar 

en las reacciones de transesterificación, que es el método más usado, son metanol, etanol, 

propanol y butanol. Sin embargo, el metanol es el que se ha utilizado más extensamente debido a 

su bajo coste y disponibilidad, dando lugar a los ésteres metílicos correspondientes. 

 En el caso de que los lípidos saponificables sean triglicéridos, se obtienen ésteres 

metílicos y glicerina en la transesterificación. La reacción global se representa en la figura 31 para 

el caso en el que el alcohol empleado sea metanol. 

 

Figura 31. Esquema de la reacción de transesterificación de los triglicéridos con metanol (modificado de [319,320]). 

En la figura anterior se representa la reacción global de transesterificación, pero 

realmente, esta reacción se lleva a cabo mediante tres reacciones reversibles consecutivas. Los 

triglicéridos son convertidos en diglicéridos, a continuación, en monoglicéridos y, por último, en 

los productos finales glicerol y ésteres metílicos (figura 32). 

 

Figura 32. Etapas de la reacción de transesterificación de los triglicéridos con metanol (modificado de [320]). 

Durante la esterificación, los ácidos grasos se convierten en presencia de un alcohol en 

biodiésel, tal y como se muestra en la figura 33. 
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Figura 33. Reacción general de esterificación de ácidos grasos (modificado de [320]). 

 Tanto la transesterificación de triglicéridos como la esterificación de ácidos grasos libres 

son los métodos más comunes de convertir la biomasa de microalgas en biodiésel. De forma 

general, se extraen los lípidos y, a continuación, se producen las reacciones de transesterificación 

y esterificación (proceso indirecto). Otra opción, el proceso directo, consiste en combinar la 

extracción de lípidos con la etapa de reacción, utilizando el alcohol como disolvente de extracción 

y como reactivo en una misma etapa. Esto hace que el proceso sea más sencillo y económico 

[318]. 

❖ Conversión bioquímica 

La conversión bioquímica se puede clasificar en dos tipos: fermentación y digestión 

anaeróbica. Este tipo de conversión se puede desarrollar con biomasa húmeda de microalgas. 

Fermentación 

La fermentación es un proceso metabólico que convierte sustratos orgánicos como la 

sacarosa, el bagazo, la celulosa o el almidón en etanol, a través de actividades microbianas 

[263]. Las microalgas con una concentración de carbohidratos relativamente alta son las 

más adecuadas como materia prima para producir bioetanol. Sin embargo, la mayoría de 

las especies de microalgas tienen una composición en carbohidratos muy baja, pero tienen 

la ventaja de que, en la etapa de cultivo, se puede controlar y adaptar la composición de 

dicha biomasa, controlando el nivel de nutrientes y la fuente de luz, entre otros.  

El proceso de hidrólisis para la producción de bioetanol implica la descomposición de 

azúcares complejos (carbohidratos) como, celulosa, manitol, alginato y agar presentes en 

microalgas marinas en azúcares fermentables simples, como glucosa, galactosa, manosa, 

xilosa y arabinosa, aptos para la producción de etanol [321,322]. El rendimiento de 

bioetanol producido por las microalgas es de dos a cinco veces mayor que el etanol 

producido a partir de caña de azúcar y maíz [323,324]. Antes de la fermentación, se libera 

el almidón de las células de las microalgas mediante pretratamientos mecánicos, 

enzimáticos o químicos. A continuación, se agrega la levadura que convierte el azúcar en 

etanol, y, por último, se purifica el etanol por destilación [325]. 
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Digestión anaerobia 

La digestión anaerobia es el proceso bioquímico mediante el cual, diferentes tipos de 

microorganismos descomponen la materia orgánica compleja en ausencia de oxígeno, 

generando diversos gases. Entre los gases generados el dióxido de carbono y el metano 

son los más abundantes, pero también se generan otros gases no deseados como el NH3 y 

H2S [326]. El proceso es común en ambientes naturales como sedimentos marinos, 

estómago de rumiantes o en turberas, donde la disponibilidad de oxígeno es limitada o 

nula. 

Es un proceso que consta de varias etapas enlazadas, en el que el material inicial es 

continuamente degradado en unidades más pequeñas, y, en cada una de ellas intervienen 

grupos específicos de microorganismos. Estas etapas consecutivas son la hidrólisis, 

acidogénesis, acetogénesis y metanogénesis [327]. Como se trata de uno de los procesos 

estudiados en la presente tesis doctoral, se ha desarrollado con más detalle en el apartado 

1.3.4. 

1.3.3. Licuefacción hidrotérmica de microalgas 

 Tradicionalmente, la conversión de microalgas en biocombustibles se ha llevado a cabo 

mediante métodos bioquímicos, como la fermentación; métodos termoquímicos, como la pirólisis 

rápida y métodos químicos, como la transesterificación. Sin embargo, dentro de los métodos 

termoquímicos, la licuefacción hidrotérmica de microalgas es una técnica que ha resultado ser 

muy prometedora ya que permite la conversión de biomasa húmeda, evitando así la etapa de 

secado y reduciendo así los costes asociados a ella. Por otro lado, resulta muy atractiva ya que los 

bioaceites producidos consiguen alcanzar altos poderes caloríficos, próximos a los del crudo de 

petróleo (43 MJ/kg) [313,328] y las fracciones de producto obtenidas: bioaceite, fase acuosa, fase 

sólida y fase gaseosa presentan diversas aplicaciones. 

 La mayor parte de la biomasa existente se puede procesar mediante HTL debido a su 

naturaleza hidrófila, pero las biomasas más utilizadas en el proceso de HTL son las biomasas del 

tipo lignocelulósicas, procedente de macroalgas, de estiércol de cerdo, de residuos orgánicos y de 

microalgas (tabla 6) [329,330]. 
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Tabla 6. Resumen de materias primas y propiedades de los bioaceites generados a partir de HTL. 

Biomasa Propiedades del bioaceite 

 Rendimiento (% p/p) HHV (MJ/kg) N (%) O (%) 

Lignocelulósica [331] 15-28 35,5-40 < 1,6 14-17 

Macroalga [332] 8-32 27,1-36,5 4-7 12-13 

Microalga [313,333] 32,6-61 26-39 3,9-7 5-18 

Estiércol de cerdo [334] 30,2 34,7 3,7 15,6 

Residuos orgánicos [330] 23 34,2 6 11 

 

De entre todas las biomasas, la procedente de las microalgas es la que resulta más prometedora 

ya que, principalmente, se alcanzan rendimientos a bioaceite mucho más elevados, con respecto 

a otras biomasas. Estos bioaceites también poseen un poder calorífico próximo al del petróleo 

crudo (42-43 MJ/kg) [331]. Barreiro y colaboradores [313] recogieron en su estudio las 

propiedades de numerosos bioaceites obtenidos a partir de licuefacción hidrotérmica procedentes 

de una gran variedad de microalgas. El rendimiento a bioaceite varía mucho en función de las 

condiciones de reacción y del tipo de microalga. Como se ha señalado en la tabla 6 se han llegado 

a alcanzar rendimientos de hasta el 61% p/p, en base seca (bs). Sin embargo, aunque el poder 

calorífico es elevado, como se ha mencionado anteriormente, puede variar según la especie. De 

forma general, el contenido de N y O en el bioaceite suele ser elevado y variable (3,9-7 y 5-18% 

p/p bs, respectivamente). 

Parsa y colaboradores [332] recogieron en su estudio un resumen de procesos de HTL de 

macroalgas verdes y marrones. En este estudio concluyen que el rendimiento a bioaceite depende, 

al igual que en el caso de las microalgas, de las condiciones de reacción y de la especie (8-32% 

p/p bs). En general, tanto el rendimiento como el HHV, que no supera los 36,5 MJ/kg, están por 

debajo de los correspondientes valores obtenidos mediante el uso de microalgas. A pesar de las 

ventajas de los compuestos lignocelulósicos como su bajo coste y que presentan HHV y 

contenidos de N adecuados, su rendimiento es bastante bajo si no se emplea un catalizador o un 

codisolvente (15-28% p/p, bs) [331]. Esto mismo ocurre con los residuos orgánicos y el estiércol 

ya que presentan rendimientos a bioaceite mucho más bajos que en el caso de las microalgas 

(32,6-61% p/p bs). 

1.3.3.1. Productos obtenidos 

 En el proceso de HTL se obtienen cuatro fases diferentes que se pueden aprovechar para 

diversos fines (figura 34). 
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Figura 34. Esquema del proceso de HTL y separación y aplicación de las fases (Elaboración propia). 

 El bioaceite es el líquido oscuro, viscoso y denso producido a través de la degradación 

hidrotérmica de los constituyentes de las microalgas (lípidos, proteínas y carbohidratos) [313]. 

Este tipo de bioaceite tiene un contenido energético del 70-95% con respecto a la gasolina y es de 

una naturaleza similar a la de un crudo pesado. Cabe destacar que tiene un contenido en oxígeno 

mucho menor que el bioaceite que se obtiene mediante pirólisis [335]. 

 Las propiedades fisicoquímicas del bioaceite dependen significativamente de la materia 

prima y de las condiciones de operación del proceso. Se trata de una mezcla compleja de un gran 

número de compuestos con un amplio rango de peso molecular. El principal problema asociado 

a estos bioaceites es su alto contenido en oxígeno (10-15% p/p bs) [336], en nitrógeno, que 

normalmente suele estar entre el 3,9-7% p/p, bs, así como un contenido en azufre del 0,5-1% p/p 

bs, lo que conlleva emisiones elevadas de SO2 y NOX en la combustión [313]. Por lo que este 

bioaceite requiere de una etapa de hidrotratamiento posterior [337]. 

 La fracción acuosa es una fracción significativa dentro de los productos de HTL. Su 

composición varía, de igual forma que el bioaceite, según la materia prima y las condiciones de 

reacción, pero se compone principalmente de agua (y otros codisolventes, si se emplearan) y 

compuestos orgánicos solubles en agua [338]. En general, los grupos funcionales que caracterizan 

la fase acuosa son los ácidos carboxílicos (ácido acético, ácido fórmico, etc.), compuestos 

aromáticos (como el fenol) y alcoholes (etanol, metanol y etilenglicol) y acetona. Además, 

contiene Mg, K, Fe, Ca, N, P y otros minerales [297]. Por este motivo, numerosos autores han 

considerado la opción de reciclar esta fase a la etapa del cultivo de las microalgas [313,339]. 

 Los sólidos insolubles son otros subproductos obtenidos a partir del proceso de HTL. El 

mecanismo de formación de este biochar aún no está claro, pero en numerosos trabajos proponen 

que se forma por reacciones de polimerización adicionales de la fracción del bioaceite a tiempos 

de residencia más largos [338]. Esta fracción tiene un alto contenido en cenizas y muy poco 

hidrógeno, azufre y nitrógeno. Como ejemplo, Jena y colaboradores [340] publicaron que tras 
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someter a la cianobacteria Arthrospira platensis a licuefacción hidrotérmica, a 350ºC y un tiempo 

de reacción de 60 minutos, la composición elemental de ese residuo sólido fue de: 11,82% C, 

1,81% H, 1,41% N, 0,61% S y 84,41% O. Normalmente casi todos los rendimientos a sólidos 

suelen ser inferiores al 10% y pueden ser utilizados como materia para procesos termoquímicos 

posteriores, como la pirólisis o la gasificación mientras que las cenizas restantes suelen contener 

algunos nutrientes, por eso puede ser útil para usarlo como fertilizante o como nutrientes para el 

crecimiento de microalgas [313]. 

La última fase de los productos de HTL es la fase gaseosa, compuesta principalmente por 

CO2 con fracciones pequeñas de CO, H2 y CH4. Estos compuestos se generan mediante reacciones 

de descarboxilación y craqueo de la biomasa durante la licuefacción hidrotérmica [338]. El CO2 

producido en esta fracción puede ser recirculado a la etapa de cultivo de la microalga, mientras 

que el H2 se puede usar para realizar el hidrotratamiento antes mencionado al bioaceite producido. 

Esta fracción suele representar un rendimiento de aproximadamente del 20% de la materia 

orgánica que había en la microalga de partida, y resulta muy prometedora desde el punto de vista 

de una biorrefinería [313]. 

1.3.3.2. Mecanismo de reacción 

 En general, en numerosos estudios se puede concluir que el proceso de HTL de 

microalgas intervienen dos reacciones: la hidrólisis y la repolimerización [341]. La biomasa de 

microalgas, en primer lugar, se hidroliza para formar compuestos de pequeño peso molecular. 

Dichas moléculas despolimerizadas son altamente reactivas, por lo que se repolimerizan y 

condensan dando como resultado los intermedios de las diferentes fases finales (fase sólida, 

biocrudo, que es mayoritario, una fase acuosa y una fase gaseosa). La repolimerización y 

condensación de los intermedios de las distintas fases pueden verse favorecidas con el incremento 

de la temperatura de reacción y el tiempo de residencia, entre otros [342]. 

No se conoce en profundidad como influyen cada uno de los compuestos de la microalga 

en el proceso de HTL, aunque se puede afirmar que los lípidos, las proteínas y los carbohidratos 

intervienen de forma positiva en la estabilidad térmica del biocombustible [342]. Por ejemplo, 

López - Barreiro y colaboradores [313] estimaron el rendimiento del bioaceite de dos microalgas, 

a través de la ecuación creada por Biller y Ross [333], para las que ya se habían estudiado sus 

rendimientos de forma experimental en otros trabajos previos. El rendimiento estimado del 

bioaceite fue mucho mayor para la microalga con mayor contenido lipídico. Sin embargo, el 

rendimiento obtenido de forma experimental fue similar para ambas microalgas, ya que no sólo 

afecta su composición bioquímica, sino que también afectan otros parámetros como la rigidez de 

la pared celular. Parece entonces que los diferentes componentes de las microalgas no se 

comportan de forma independiente durante el proceso de HTL y su contribución al rendimiento 
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global no puede considerarse una adición lineal, sino más bien como una interacción entre ellos 

por medio de reacciones entrecruzadas, como, por ejemplo, reacciones de Maillard entre 

carbohidratos y proteínas o de condensación entre los productos de degradación de lípidos y 

proteínas. 

Durante el proceso de HTL, las proteínas, que son polímeros formados por aminoácidos 

unidos mediante enlaces peptídicos, se hidrolizan rápidamente. A partir de estos aminoácidos se 

producen reacciones simultáneas de descarboxilación y de desaminación. Como resultado de 

estos dos tipos de reacciones, se liberan compuestos en la fase orgánica, tales como aminas y 

nitrilos, o en la fase acuosa, tales como amoniaco y algunos aminoácidos [313]. Los lípidos se 

hidrolizan para producir glicerol y ácidos grasos de cadena larga. El glicerol se convierte en 

metanol, acetaldehído, propionaldehído, etanol y formaldehído, que pasarán a formar parte de la 

fase acuosa, y en productos gaseosos, principalmente CO, CO2 y H2. Los ácidos grasos tienen una 

mayor estabilidad térmica, pero pueden ser convertidos en hidrocarburos de cadena larga, que 

pasarían a formar parte de la fase orgánica o bioaceite. 

Por todo lo expuesto anteriormente se puede concluir que el proceso de HTL es muy 

complejo y que no siempre se puede correlacionar de forma exitosa la composición bioquímica 

de las microalgas con la producción de bioaceite. El esquema general del proceso de HTL se 

presenta en la figura 35 en base a resultados experimentales y estudios previos. 

 

Figura 35. Mecanismo de reacción de la licuefacción hidrotérmica (modificado de [81,341]). 

Y, por último, los productos obtenidos a partir de la degradación directa de los 

carbohidratos no se convierten en bioaceite. Se cree que el principal mecanismo de licuefacción 

ocasiona que los carbohidratos se hidrolicen y se descompongan en compuestos orgánicos 
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polares, solubles en agua, como ácidos orgánicos, aldehídos, compuestos bencénicos y alcoholes, 

que pasan a formar parte de la fase acuosa. Las estructuras del tipo aldehído y benceno pueden 

producir hidrocarburos de mayor tamaño, que luego forman parte de la fracción del bioaceite 

[313,341]. 

1.3.3.3. Factores que afectan al proceso HTL 

 Como ya se ha mencionado, actualmente no se conoce en detalle el mecanismo de 

licuefacción hidrotérmica. La influencia de varios factores como la temperatura, la concentración 

del catalizador (homogéneo o heterogéneo) en el caso de que esté presente, el tiempo de reacción, 

la composición bioquímica de las microalgas, la relación microalga:agua; no está del todo 

esclarecida [313]. 

 Un factor clave a tener en cuenta en el proceso de HTL es la biomasa de partida. La 

composición de las microalgas es muy variable entre especies e, incluso, varía dentro de la misma 

especie según las condiciones de cultivo que afectan muy significativamente a las características 

y a la composición bioquímica de las microalgas. Por ello, las condiciones de cultivo y la 

selección de cepas son muy importantes ya que condicionan la composición de las microalgas y, 

por lo tanto, el bioaceite obtenido. Biller y Ross [333] estudiaron el proceso de licuefacción 

hidrotérmica con diferentes compuestos modelo que representaban la fracción de lípidos, 

proteínas y carbohidratos de las microalgas para esclarecer el efecto que tienen cada uno de ellos 

en el bioaceite obtenido. Estos resultados los compararon con el proceso de HTL de ciertas 

especies de microalgas con lo que propusieron que las eficiencias de conversión hacia la 

formación de bioaceite seguían la siguiente tendencia: lípidos (55-80%), proteínas (11-18%) y 

carbohidratos (6-15%). Sin embargo, también hay estudios publicados que describen altos 

rendimientos a bioaceite con microalgas con bajo contenido lipídico [343]. 

 De igual forma, encontrar la temperatura y la presión óptimas para el proceso de 

licuefacción hidrotérmica no es tarea fácil ya que ambas están relacionadas, de forma que, cuando 

aumenta la temperatura, aumenta la presión correspondiente [342]. Tanto la conversión como el 

rendimiento a bioaceite dependen significativamente de la temperatura de reacción en el rango de 

300-380ºC. A medida que la temperatura aumenta, tanto el rendimiento de bioaceite como de la 

fracción gaseosa aumentan; sin embargo, el contenido de compuestos orgánicos disueltos en agua 

y el rendimiento de la fracción sólida disminuyen [344]. Además, con el aumento de la 

temperatura de reacción, la concentración de N en el bioaceite aumenta, mientras que la del O 

disminuye. Esto está relacionado con que a mayor temperatura se consigue una conversión más 

completa del componente proteico de las microalgas. 

Sheehan y colaboradores [317] demostraron que, para microalgas ricas en proteínas, se 

tienen mayores rendimientos a bioaceite incluso en condiciones suaves de HTL, alrededor de 
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250ºC, ya que la incorporación de los productos derivados de las proteínas en el bioaceite es 

rápida. En condiciones más severas, por encima de 370ºC los rendimientos a bioaceite disminuyen 

a medida de que estas moléculas se transforman en compuestos solubles de la fase acuosa o en 

productos gaseosos [317]. Por otro lado, para una microalga rica en carbohidratos se requieren 

temperaturas más severas (>350ºC) para lograr un mayor rendimiento hacia el bioaceite, ya que 

dicha biomasa es menos propensa a producir bioaceite. Y, por último, con respecto a una 

microalga rica en lípidos, se obtuvieron altos rendimientos a bioaceite para una gran variedad de 

condiciones de HTL. Pero en condiciones de reacción más severas (T > 380ºC), los rendimientos 

a bioaceite disminuyen con el aumento del tiempo ya que se forman los productos de la fase 

acuosa y gaseosa. Por todo ello, se esperan altos rendimientos a bioaceite para microalgas con un 

alto contenido en lípidos y proteínas. 

Numerosos trabajos han podido corroborar que los rendimientos a bioaceite se ven 

afectados de forma significativa por la proporción relativa de biomasa y agua que se emplee. 

Aunque disminuir esta relación puede conducir a un mayor rendimiento a bioaceite, el uso de una 

gran cantidad de agua no es económico, ya que consume más energía. Por lo tanto, se ha 

establecido una relación óptima biomasa:agua de 1:10 (p/p), que será la utilizada en la presente 

tesis doctoral en el proceso de HTL [345]. 

Otro de los factores que determina los productos de HTL, es el tiempo de reacción. Éste 

es el tiempo durante el cual se mantiene la temperatura de reacción constante, en el valor deseado, 

aunque lógicamente el tiempo de calentamiento (tiempo que tarda en alcanzarse la temperatura 

deseada) también tiene influencia en la composición y el rendimiento a bioaceite. La mayoría de 

los estudios sugieren que el rango de tiempo para el HTL está entre 30-60 min. Cabe destacar que 

el tiempo es un factor que afecta enormemente a los costes asociados al proceso. También se 

puede concluir que un tiempo de reacción prolongado puede conducir a reacciones secundarias, 

que generen gases, residuos sólidos y productos solubles, lo que reduce el rendimiento del 

bioaceite, mientras que tiempos de reacción cortos, implican un menor consumo y, generalmente, 

el rendimiento a bioaceite suele ser mayor [342]. 

Por lo general, el proceso de HTL se lleva a cabo de manera efectiva en condiciones 

subcríticas para el agua, la cual actúa como catalizador en el medio hidrotermal. Aunque también 

se pueden utilizar muchos disolventes junto con el agua, los denominados “cosolventes”, tales 

como alcoholes (etanol, metanol, isopropanol, glicerol, etc.) [342,346,347]. En la presente tesis 

se han utilizado cosolventes en el proceso de HTL, esto se desarrollará con más detalle en el 

apartado 1.3.3.5. 
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1.3.3.4. HTL de residuos de microalgas 

 Una limitación importante del proceso de HTL de microalgas o cianobacterias es su alto 

contenido en proteínas, lo que da como resultado un alto contenido en nitrógeno en el bioaceite, 

producto final del proceso. En la medida de lo posible, esto se intenta evitar ya que la combustión 

de este bioaceite daría lugar a la formación de NOX (óxidos de nitrógeno) que son altamente 

tóxicos y nocivos para el medio ambiente. Parimi y colaboradores [348] pudieron comprobar que 

a partir de la biomasa residual de Arthrospira platensis, la cual es conocida por tener un alto 

contenido en proteínas, una vez extraídas éstas, el bioaceite obtenido a partir del HTL contenía 

una menor proporción de nitrógeno y un mayor contenido de hidrocarburos de cadena larga y 

ácidos grasos, en comparación con el bioaceite obtenido de la biomasa completa. Por ello, en la 

presente tesis doctoral, aparte de revalorizar la biomasa residual obtenida tras la extracción de 

ficocianina, también se tiene como objetivo conseguir producir un bioaceite mejorado, con un 

menor contenido en nitrógeno. 

1.3.3.5. Uso de cosolventes 

 El alto contenido de humedad y el pequeño tamaño de partícula de las microalgas hacen 

que el proceso de HTL sea una técnica de conversión muy adecuada para producir bioaceite. 

Debido a su disponibilidad, su coste económico y los factores ambientales viables, el agua se ha 

utilizado ampliamente como medio de licuefacción en el proceso. Sin embargo, se ha demostrado 

que el proceso de HTL llevado a cabo en diferentes mezclas de agua con disolventes orgánicos 

como alcoholes (metanol, etanol, isopropanol, etilenglicol, glicerol, etc.), fenol, acetona, tolueno 

y otros, mejoran el rendimiento a bioaceite y retardan la formación de carbón para numerosas 

materias primas (lignocelulósicas, lignina y microalgas), en comparación con el proceso de HTL 

llevado a cabo con agua [349]. 

El uso de disolventes orgánicos incrementa significativamente tanto la calidad como el 

rendimiento a bioaceite [350], Biswas y colaboradores [351] demostraron ese incremento, 

utilizando alcoholes como el metanol y etanol, para el alga Sargassum tenerrimum, alcanzando 

rendimientos de bioaceite del 22,8 y 23,8% (p/p), respectivamente, mientras que con agua el 

rendimiento fue de 16,3% (p/p). 

 Numerosos estudios han informado de que los alcoholes (por ejemplo, metanol, etanol, 

isopropanol, butanol y glicerol) mejoran el rendimiento y la calidad del bioaceite y presentan 

varias ventajas con respecto al agua en el proceso de HTL [352]: 

1) Permiten operar en condiciones de reacción más suaves debido a sus puntos críticos más 

bajos. 

2) Tienen una mejor capacidad de donación de hidrógeno para estabilizar los radicales 

libres, y reducir la formación de carbón. 
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3) Pueden disolver más moléculas en la fase del bioaceite. 

4) Tienen una alta reactividad con los ácidos para formar ésteres. 

Uno de los alcoholes que mejor funcionan en el proceso de HTL es el isopropanol. Entre 

los trabajos que utilizan este disolvente, y que estudian la carga máxima del mismo en el reactor, 

destaca el de Wagner y colaboradores [353] que consideraron limitarlo al 50% en volumen como 

cosolvente. Esta es la concentración máxima factible que puede emplearse industrialmente sin 

requerir un secado excesivo de la biomasa, que obligaría a perder una de las principales ventajas 

del proceso de HTL. La mejora de los rendimientos de bioaceite cuando se utilizan cosolventes 

orgánicos se asocia con una mayor solubilidad de los productos orgánicos y la viabilidad de 

realizar el proceso de HTL en condiciones de reacción más suaves, según las temperaturas y 

presiones críticas del solvente orgánico seleccionado [349]. También se ha sugerido que las 

capacidades de donación de hidrógeno de ciertos solventes pueden mejorar los rendimientos del 

bioaceite y se cree que estos disolventes actúan como agentes de hidrogenólisis (una combinación 

de deshidratación e hidrogenación) para despolimerizar la biomasa [349]. De igual forma, ese 

aumento en el rendimiento está asociado a la capacidad que tienen los alcoholes para extraer los 

lípidos de forma más eficaz que el agua y, de esta forma, aumentar de forma considerable el 

rendimiento a bioaceite. Con respecto a la calidad del bioaceite, el uso de metanol reduce el 

contenido de O y N en los bioaceites producidos por HTL, en comparación con el proceso de 

HTL con agua como disolvente [354], mejorando así los poderes caloríficos superiores (HHV). 

Debido a que los alcoholes pueden servir tanto como disolventes como reactivos en el 

proceso de HTL se ha planteado utilizarlos como disolventes puros. Sin embargo, no existe un 

consenso claro en la literatura sobre los efectos del alcohol puro en los rendimientos o propiedades 

del biocrudo [349]. De hecho, recientemente, se ha publicado que el uso de alcoholes puros parece 

no suponer una mejora en el rendimiento y propiedades del bioaceite [355]. Desde un punto de 

vista energético, el uso de alcoholes puros no resultaría rentable puesto que requiere el secado 

completo de la materia prima, lo que conlleva importantes penalizaciones energéticas en el 

proceso de HTL. 

En la presente tesis doctoral se eligieron, como cosolventes, los alcoholes metanol, etanol 

e isopropanol para intentar mejorar tanto el rendimiento a bioaceite como su calidad. Cabe 

destacar que la mezcla binaria de isopropanol-agua genera una presión autógena más baja que los 

sistemas de etanol-agua y metanol-agua a la misma temperatura. Por ello, al usar isopropanol 

como disolvente binario en el proceso de HTL, se puede lograr un rendimiento a bioaceite igual 

o superior, empleando unas condiciones de reacción (temperatura y presión) menos severas que 

la de otros sistemas de alcohol-agua y, por lo tanto, se pueden reducir tanto los costes de operación 

como los costes de equipamiento asociados a los recipientes a presión y tuberías [356]. 
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1.3.4. Producción de biogás a partir de microalgas 

 El biogás se produce a través de la digestión anaerobia (DA) que es un proceso natural 

llevado a cabo por un consorcio de múltiples especies de microorganismos y mediante el cual se 

produce la degradación de la materia orgánica, en ausencia de oxígeno. Tiene lugar en numerosos 

ambientes como pueden ser el fondo de río, lagunas, pantanos, vertederos y en el sistema digestivo 

de los animales [357]. En un principio, este proceso se utilizaba para reducir la carga orgánica de 

residuos, ya que en ambientes naturales se producía la acumulación de materia orgánica que 

provocaba el agotamiento del oxígeno, por lo que no se podía llevar a cabo el metabolismo 

aerobio. Sin embargo, en la actualidad, se reconoce como un proceso consolidado y 

económicamente viable para la producción de energía [358]. El contenido energético del biogás 

está determinado principalmente por el contenido potencial de metano, que tiene un poder 

calorífico superior de 39,3 MJ/m3. 

Durante la digestión anaerobia, la materia orgánica es transformada en una mezcla de 

gases conocida como biogás, cuyos principales componentes son metano y dióxido de carbono. 

Aunque también se producen trazas de nitrógeno, sulfuro de hidrógeno, vapor de agua y 

amoniaco, dependiendo del origen del sustrato. Cuando finaliza el proceso se obtiene una mezcla 

acuosa y un residuo sólido, conocido como digerido o digestato, que es rico en nutrientes 

(nitrógeno) y minerales, que puede ser utilizado como biofertilizante o también se puede destinar 

para el cultivo de las microalgas [359,360]. 

 El interés de producir biogás a partir de microalgas comenzó hace unos 60 años. Sin 

embargo, los primeros experimentos registrados mostraron rendimientos a biogás relativamente 

bajos y esto se atribuyó a dos motivos principales: las robustas paredes celulares de las 

microalgas, que limitan el acceso de los microorganismos anaerobios para biodegradar la materia 

orgánica, y la baja relación carbono/nitrógeno (C/N), debida al alto contenido en nitrógeno que 

presentan numerosas microalgas, como por ejemplo la especie Arthrospira platensis, 

cianobacteria utilizada en la presente tesis doctoral. Esta baja relación C/N supone una limitación 

para el uso de microalgas en la producción de biogás, debido al alto contenido de nitrógeno que 

da como resultado la acumulación de amoniaco, que inhibe el crecimiento de bacterias 

metanogénicas [361]. Tanto los factores que afectan al proceso de digestión anaerobia como los 

inhibidores del proceso se van a detallar más adelante, en el apartado 1.3.4.2. 

Por otro lado, el alto coste operativo y energético asociado al proceso de digestión 

anaerobia es otra barrera para extender este proceso de forma comercial. Por ello, la biomasa 

residual de microalgas (BMR) obtenida en procesos de extracción de compuestos de alto valor 

añadido utilizadas para DA se considera que puede ser una clave prometedora para revalorizar 

esa biomasa de microalgas y recuperar la mayor cantidad de energía posible [361]. 
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1.3.4.1. Productos que se obtienen y etapas del proceso 

La digestión anaerobia es un proceso que se lleva a cabo en 4 etapas (figura 36) y en el 

que se encuentran involucradas varios tipos de bacterias y arqueas. 

 

Figura 36. Etapas de la digestión anaerobia (modificado de [326,362]). 

 La biomasa normalmente se compone de compuestos orgánicos de elevado peso 

molecular como las proteínas, lípidos y carbohidratos. Como se muestra en la figura 36 la 

hidrólisis es la primera etapa dentro del proceso de digestión anaerobia, y consiste en hidrolizar 

las macromoléculas orgánicas que conforman el material a degradar y fragmentarlas en moléculas 

mucho más pequeñas como aminoácidos, ácidos grasos y azúcares más sencillos [363,364]. Estas 

macromoléculas se hidrolizan a través de enzimas hidrolíticas liberadas al medio por las bacterias 

hidrolíticas. Éstas son microorganismos facultativos, es decir, pueden desarrollarse tanto en 

condiciones aerobias como anaerobias. Algunos de los microorganismos comúnmente implicados 

en este proceso pertenecen a los géneros Streptococcus, Bacillus, Clostridium y Staphylococcus 

[364,365]. 

 Algunos de los productos de la hidrólisis, como pueden ser el hidrógeno y el acetato 

pueden ser utilizados en la etapa metanogénica, que se desarrollará más adelante en el proceso de 

digestión anaerobia. Aun así, la mayoría de las moléculas resultantes de la hidrólisis son todavía 

relativamente grandes (aminoácidos, ácidos grasos, monosacáridos) que deben descomponerse 

aún más en el siguiente proceso denominado acidogénesis para poder ser utilizadas para generar 

metano [363]. 
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 La acidogénesis es el siguiente paso del proceso de digestión anaerobia. Los 

microorganismos hidrolíticos y acidogénicos crecen diez veces más rápido que los metanogénicos 

[365]. Esta reacción generalmente es la más rápida dentro de la conversión anaeróbica de materia 

orgánica compleja. Durante esta fase los microorganismos acidogénicos fermentativos 

(Streptococcus, Lactobacillus, Bacillus, Escherichia coli) [365] descomponen aún más la 

biomasa y los productos orgánicos después de la hidrólisis. Estas bacterias fermentativas generan 

un ambiente ácido en el depósito digestivo mientras crean NH3, H2, CO2, H2S, ácidos grasos 

volátiles de cadena corta y ácidos orgánicos, así como otros subproductos. Los principales ácidos 

producidos son el acético, el propiónico y el butírico [362]. 

 Las bacterias acetogénicas, que intervienen en la siguiente etapa acetogénica de la 

digestión anaerobia, son anaerobias estrictas, tienen un pH óptimo de alrededor de 6 y se 

encuentran en hábitats anóxicos. Son de crecimiento lento, sensibles a los cambios de las cargas 

inorgánicas y cambios ambientales, por ello, requieren largos períodos de latencia para adaptarse 

a nuevas condiciones del entorno [365]. Estos microorganismos transforman muchos de los 

productos creados en la acidogénesis en ácido acético adicional, con la producción en paralelo de 

CO2 y H2 [363]. De forma general, la acetogénesis consiste en la creación de acetato, un derivado 

del ácido acético, a partir de fuentes de carbono y energía por bacterias acetogénicas 

(Syntrophomonas wolfeii, Syntrophobacter wolinii) que descomponen la biomasa hasta el punto 

en el que los metanógenos pueden utilizar gran parte del material restante para crear metano. 

 Por último, se lleva a cabo la última etapa del proceso donde se produce la metanogénesis 

del ácido acético, hidrógeno y CO2. Los organismos metanogénicos de la digestión anaerobia 

pertenecen al dominio arquea (Archaea) y pueden ser metanógenos acetoclásticos o metanógenos 

hidrogenotróficos. Los acetoclásticos generan metano por descarboxilación de acetato y producen 

metano y CO2, pero muy pocas especies son capaces de esto, entre las que pueden realizarlo se 

encuentran Methanosarcina barkeri o Methanococcus mazei [326]. La mayoría de los 

microorganismos metanogénicos son capaces de consumir hidrógeno y CO2 para producir metano 

(Ecuaciones 1 y 2). 

𝐶𝑂2 + 4𝐻2  → 𝐶𝐻4 + 2 𝐻2𝑂  𝐸𝑐𝑢𝑎𝑐𝑖ó𝑛 1 

𝐶𝐻3𝐶𝑂𝑂𝐻 → 𝐶𝐻4 + 𝐶𝑂2  𝐸𝑐𝑢𝑎𝑐𝑖ó𝑛 2 

1.3.4.2. Factores que afectan al proceso 

 Como ya se ha mencionado anteriormente, la producción de biogás a partir de las 

microalgas es limitada debido a su baja biodegradabilidad y su alto contenido proteico. Para 

determinar tanto la biodegradabilidad final como el rendimiento de conversión de metano de 

diversos sustratos orgánicos, el ensayo de potencial bioquímico de metano (BMP) constituye una 
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herramienta muy útil [366]. Se ha estudiado en numerosas ocasiones la aplicación de 

pretratamientos para provocar la ruptura de la pared celular; por otro lado, la adición de diferentes 

cosustratos también puede mejorar el proceso de DA (ver apartado 1.3.4.4). Caben destacar 

diversos factores que afectan a la DA como la relación C/N, tipo de pretratamiento, pH inicial, 

temperatura, tiempo de retención hidráulico y tipo y contenido de nutrientes, entre otros. 

Nutrientes y relación C/N 

 Como cualquier otro ser vivo, los microorganismos involucrados en el proceso necesitan 

de nutrientes para su crecimiento y para el desarrollo de las actividades metabólicas. Existen dos 

tipos de nutrientes: los macronutrientes, entre los que destacan el nitrógeno, el fósforo y el azufre, 

y los micronutrientes como son: el Ca, Mg, Na, Fe, K, Ni Co, Mo, Zn, Cu, entre otros. Dos de los 

nutrientes más importantes son el carbono (C) y el nitrógeno (N) y la relación C/N es un factor 

crítico para la elección de la materia prima. Tanto las aguas residuales domésticas como los 

desechos de animales son ejemplos de materiales ricos en nitrógeno, necesario para el crecimiento 

de los organismos anaeróbicos. Por otro lado, también existen materiales pobres en N como lo 

son los residuos agrícolas y la hierba verde, y ricos en carbohidratos que también son importantes 

para la producción de gas. El rendimiento de biogás disminuye con relaciones C/N por debajo de 

20, debido a que se produce un gran desequilibrio y se liberan grandes cantidades de nitrógeno 

que se acumula en forma de NH3, que, en elevadas proporciones, incrementa el pH y, cuando éste 

aumenta, afecta al crecimiento y metabolismo de las bacterias [362]. Para poder obtener una 

digestión óptima la relación C/N deber ser cercana a 30 (entre 15-30) [361,363]. De forma 

general, en las microalgas suele haber una relación C/N de 10/1 [367] y es similar en los residuos, 

por ejemplo, tras la extracción de proteínas, se han señalado relaciones C/N próximas a 5 [368], 

por este motivo, en el caso concreto de las microalgas se suelen añadir materiales ricos en carbono 

y así mejorar la digestión (ver apartado 1.3.4.4). 

 Por el contrario, si la relación C/N es demasiado alta, los metanógenos consumen 

rápidamente el nitrógeno para cumplir con sus requerimientos de proteínas y ya no estarían 

disponibles para reaccionar con el contenido de carbono restante, por ende, la producción de 

biogás también se reduciría [362]. 

pH 

 El pH es un parámetro muy importante en la digestión anaerobia, cualquier variación en 

el mismo puede afectar de forma significativa a la estabilidad del proceso y a la actividad 

bacteriana, particularmente a la de los metanógenos. Además, el pH se correlaciona con la 

eficiencia de producción de metano, ya que cuando se forma CH4, el pH se neutraliza 

naturalmente [369]. Como ya se ha tratado con anterioridad, el proceso de DA consta de cuatro 

etapas, la hidrólisis, acidogénesis, acetogénesis y metanogénesis, y como cada etapa es realizada 
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por diferentes especies de bacterias, se requerirán diferentes condiciones ambientales en cada una 

de ellas. La hidrólisis, la acidogénesis y la acetogénesis se realizarán mejor en un rango de pH de 

4,5 a 6. Por otro lado, los metanógenos son más vulnerables y sus condiciones óptimas se 

encuentran en un rango de pH de 6 a 8 [361]. 

 Se considera que el valor óptimo del pH para la DA es 6,5-7,5 [361]. Cuando el pH 

aumenta por encima de 7,5 la formación de amonio se ve favorecida y, con ello, se inhibe el 

crecimiento microbiano. 

Temperatura 

La temperatura es uno de los parámetros más importantes en el proceso de DA. Para que 

el proceso de DA sea un proceso optimizado y estable, el digestor se ha de mantener a temperatura 

constante, ya que cambios bruscos pueden afectar a la actividad bacteriana [370]. 

 En teoría, la degradación anaerobia puede tener lugar entre 0 y 100ºC [371]. Las 

condiciones de temperatura dentro del digestor pueden clasificarse en tres tipos: psicrófila 

(<25ºC), mesófila (30-40ºC) y termófila (>50ºC). De forma general no se suele operar en el rango 

psicrófilo ya que la actividad bacteriana es muy baja y, por lo tanto, también lo es la 

biodegradación y la producción de metano. A mayor temperatura se obtienen mayores tasas de 

degradación, por lo que, de forma general, la digestión termófila suele ser una degradación más 

rápida y con mayores producciones de metano. Gracias a esto, el digestor podría reducirse en su 

tamaño y obtener los mismos o mejores rendimientos a biogás que en condiciones mesofílicas. 

Pero las condiciones termofílicas presentan un inconveniente que es el elevado consumo de 

energía debido a la elevada temperatura que hay que mantener, por lo que el incremento en la 

producción de metano no suele compensar el incremento de energía requerida. Otros 

inconvenientes que se presentan en dicho rango de temperatura son que el proceso es más 

inestable, se produce una mayor acumulación de ácidos grasos volátiles (AGV), mayor toxicidad 

por amonio y mayor sensibilidad a cambios de temperatura. Por ello, la digestión mesófila es la 

más empleada a escala industrial debido a que es la más estable [372]. 

Relación sustrato:inóculo 

La relación sustrato:inóculo es un parámetro clave que afecta al potencial bioquímico de 

metano (BMP). Establecer la óptima relación para un residuo específico puede ayudar a establecer 

un protocolo de puesta en marcha de digestores anaerobios continuos, y optimizar esta etapa de 

operación crítica. Como la concentración del sustrato en el ensayo BMP afecta a la 

biodegradabilidad final y a la productividad del metano; una concentración excesiva de sólidos 

dificulta la mezcla adecuada y podría generar inhibición por acumulación de ácidos grasos [366], 

generándose menos metano. Por otro lado, las concentraciones bajas de sustrato aumentan de 
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forma significativa los costes de calentamiento del proceso y requieren volúmenes de digestor 

más grandes. Por lo tanto, se ha llegado a la conclusión que la relación óptima de sustrato:inóculo 

ha de ser 1:2 [366]. 

Inhibidores 

 Se identifican algunos cuellos de botella para digerir las microalgas de forma anaeróbica. 

Los factores inhibitorios causan un cambio adverso en la población microbiana o limitan el 

crecimiento bacteriano. Por ello, la inhibición se suele detectar en una reducción de la tasa de 

producción de metano y por la acumulación de ácidos orgánicos. Algunos factores de inhibición 

pueden ser reducidos por varias operaciones, como pueden ser el pretratamiento del sustrato o la 

codigestión con otro material. Por otro lado, aclimatar la comunidad microbiana al digestor puede 

mejorar también el rendimiento a metano [373]. 

El amoníaco es una fuente importante de nitrógeno para las bacterias, de forma que a 

bajas concentraciones de amoníaco (menos de 200 mg/L) la presencia de éste resulta beneficiosa 

para el proceso. Pero conforme va aumentando la concentración de amoniaco se puede observar 

que la actividad de las bacterias metanogénicas disminuye. El amoniaco libre parece ser la causa 

principal de la inhibición porque causa desequilibrio de protones y/o deficiencia de potasio. Un 

aumento en el pH da como resultado el cambio del amoníaco de forma ionizada a amoníaco libre, 

y ello conlleva una mayor toxicidad [373]. La inestabilidad del proceso debido al amoníaco, a 

menudo, causa acumulación de ácidos grasos volátiles que provoca la disminución del pH y, por 

lo tanto, una disminución en la concentración de amoníaco libre. 

 El azufre es un elemento requerido por las bacterias metanogénicas, y, además, este grupo 

de bacterias contienen más azufre que otros grupos de microorganismos anaerobios. El azufre en 

forma de sulfato o sulfuro puede convertirse en un inhibidor en el proceso de digestión anaerobia. 

Por otro lado, los ácidos grasos de cadena corta no son tóxicos por sí mismos. Son producidos y 

utilizados como nutrientes en el digestor. Sin embargo, sus efectos inhibitorios podrían ser 

indirectos, ya que pueden causar que el pH baje a niveles indeseables. De esta forma los 

microorganismos metanogénicos no son capaces de metabolizar el acetato producido por los 

organismos acetogénicos hasta que el número de metanogénicos haya aumentado lo suficiente, lo 

que conlleva una producción menor de metano [373]. 

1.3.4.3. Digestión anaerobia de residuos de microalgas 

 La extracción a gran escala de productos de alto valor añadido a partir de microalgas, ya 

sean pigmentos (como en la presente tesis doctoral), proteínas o lípidos, junto con los propios 

procesos de obtención de biocombustibles generan una gran cantidad de residuos orgánicos que 

requieren un tratamiento adecuado [374]. Esto, unido a que la extracción de compuestos 
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bioactivos puede no ser un proceso económicamente sostenible por sí mismo, impulsa el uso de 

la biomasa residual de microalga para fines energéticos, como puede ser el biogás [348]. 

Estos residuos suelen ser ricos en proteínas, lípidos y/o carbohidratos, dependiendo del 

tratamiento que se le haya realizado a la biomasa previamente y del compuesto que se haya 

elegido extraer. Además, en numerosas ocasiones la extracción de metabolitos de interés como 

las ficobiliproteínas, aumenta la biodegradabilidad de la biomasa, puesto que la pared celular en 

el proceso de extracción se rompe [375]. Aunque el proceso de DA permite la utilización de todas 

las biomoléculas (carbohidratos, proteínas y lípidos), se debe tener en cuenta que cuanto mayor 

sea el contenido lipídico de la microalga, mayor será la producción de metano [375], seguido del 

contenido de proteínas y, por último, de carbohidratos. 

Por otro lado, se ha podido comprobar que se puede conseguir una reducción de costes y 

maximizar la producción mediante un sistema integrado de extracción de ficobiliproteínas y 

producción de biogás, ya que, no solo se aprovechan la biomasa residual generada del proceso de 

extracción de ficocianina, sino que el efluente de la DA se puede emplear para el cultivo de las 

microalgas [374]. 

1.3.4.4. Uso de cosustratos 

 Como ya se ha mencionado, la relación C/N en los digestores influye de forma 

significativa en el rendimiento y en la producción de biogás. Esta relación suele ser baja para el 

caso de las microalgas, ya que tienen alto contenido en nitrógeno y por ello, se produce un 

desequilibrio entre el C y el N en el reactor y se libera una gran cantidad de nitrógeno amoniacal 

y/o ácidos grasos volátiles (AGV) en el proceso de digestión anaerobia, lo cual causa un efecto 

inhibitorio en la producción de biogás. Por lo tanto, de forma general, se requiere una alta relación 

C/N para una alta eficiencia y rendimiento a biogás. Por ello, una de las opciones para mejorar el 

proceso es realizar una codigestión con sustratos con alto contenido en carbono [364,376]. 

Por ejemplo, los sustratos codigeridos con alto contenido en C pueden incluir el estiércol 

de cerdo [377], estiércol de vaca, desechos sólidos municipales [378], glicerol [379], desechos de 

papel y grasas ricas en lípidos y aceite [364]. En la presente tesis doctoral se utilizará glicerol, 

con alto contenido en C, como cosustrato. 

1.4. Concepto de biorrefinería. Contexto de la tesis doctoral 

La biomasa procedente de las microalgas es una materia prima muy prometedora ya que 

tiene un elevado potencial para su explotación debido a su elevado contenido en proteínas, lípidos 

y carbohidratos. Sin embargo, tanto la extracción de compuestos bioactivos de esta biomasa como 

la producción de biocombustibles a partir de la biomasa residual resultante presentan dificultades 

que deben ser tratadas para que su comercialización y producción sea factible. De forma paralela, 
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se ha comprobado que los costes de producción de los biocombustibles, por si solos, no son 

económicamente viables, por lo que se han de implementar otros procesos como, por ejemplo, 

aislar proteínas, carbohidratos o pigmentos, para las industrias química, cosmética y alimentaria, 

que tengan un valor suficiente como para que sean económicamente viables. De esta forma, se 

puede conseguir la revalorización de la biomasa residual de microalgas en un concepto de 

biorrefinería multiproducto (bioproductos y biocombustibles) [380]. 

 Una biorrefinería es una instalación que integra procesos y equipos de conversión de 

biomasa para producir biocombustibles, energía y productos químicos de valor añadido a partir 

de la biomasa (figura 37) [381]. El concepto de biorrefinería es análogo al de la refinería de 

petróleo donde se generan numerosos productos a partir del crudo correspondiente [382]. A 

diferencia de la refinería de petróleo, que involucra recursos fósiles, el término “biorrefinería” 

está relacionado con recursos naturales renovables, como vegetales o microalgas. La idea de este 

nuevo concepto es que cada residuo sea considerado como un nuevo recurso que pueda ser 

empleado como materia prima en otros procesos productivos. 

Por tanto, para la producción de combustibles de tercera generación es necesario 

desarrollar biorrefinerías que valoricen toda la biomasa y que permitan incrementar las ganancias. 

En este sentido, se necesita un aprovechamiento integral de la biomasa microalgal para cumplir 

con el concepto actual de economía circular. Esto es posible ya que, como se ha mencionado, a 

partir de las microalgas se pueden obtener gran variedad de biocombustibles y otros bioproductos 

con aplicaciones en la formulación de plásticos, alimentos, fármacos, fertilizantes, cosméticos, 

etc. [383]. 

 

Figura 37. Biorrefinería (modificado de [382]). 

En el pasado, las biorrefinerías se clasificaban en base a una gran variedad de criterios 

tales como [384]: 
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- Estado de implementación tecnológica: biorrefinerías convencionales y avanzadas; 

biorrefinerías de primera, segunda y tercera generación. 

- Tipos de materias primas utilizadas: biorrefinerías de cultivo integral, biorrefinerías 

oleoquímicas, biorrefinerías de materias primas lignocelulósicas, biorrefinerías verdes y 

biorrefinerías marinas. 

- Tipos de productos intermedios principales que se producen: biorrefinerías de 

plataforma de gas de síntesis y biorrefinerías de azúcares plataforma. 

- Principales tipos de procesos de conversión aplicados: biorrefinerías termoquímicas y 

biorrefinerías bioquímicas. 

Sin embargo, faltaba un sistema de clasificación inequívoco, por ello, en 2008, IEA 

Bioenergy Task 42 desarrolló un sistema de clasificación de biorrefinería más apropiado. Este 

sistema se basa en una representación esquemática desde la biomasa completa hasta los productos 

finales y consta de cuatro características principales que pueden identificar clasificar y describir 

los diferentes sistemas de biorrefinería, a saber: moléculas plataforma, productos (energía y 

materiales y productos químicos de base biológica), materias primas y procesos de conversión 

(figura 38). Las plataformas (azúcares, gas de síntesis o biogás) son productos intermedios que 

pueden conectar diferentes sistemas de biorrefinerías y sus procesos. El número de plataformas 

implicadas indica la complejidad del sistema. Por otro lado, los dos grupos de productos de 

biorrefinería son energía (bioetanol, biodiésel, biocombustibles sintéticos) y productos (químicos, 

materiales, alimentos y piensos). Los dos grupos principales de materias primas son los “cultivos 

energéticos” de la agricultura (cultivos de almidón, silvicultura de rotación corta) y los “residuos 

de biomasa” de la agricultura, silvicultura, el comercio y la industria (paja, corteza, astillas de 

madera, aceites de cocina, corrientes residuales del procesamiento de biomasa) [384]. 

En dicho sistema de clasificación se hizo una diferenciación entre cuatro procesos de 

conversión principales, que incluyen: bioquímico (fermentación y conversión enzimática), 

termoquímico (gasificación, pirólisis), químico (hidrólisis ácida, esterificación), y procesos 

mecánicos (prensado, fraccionamiento) (figura 38). 
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Figura 38. Red en la que se basa el método de clasificación del sistema de biorrefinería (modificado de [384]). 

La biorrefinería más avanzada es aquella capaz de utilizar una combinación de materias 

primas de biomasa y producir diferentes productos empleando una combinación de tecnologías. 

Como ya se mencionó con anterioridad, en el caso de las microalgas, se puede basar en el principio 

de extracción de productos de alto valor y bajo volumen (como pigmentos y principios activos) y 

la valorización de la biomasa residual como productos de bajo valor y alto volumen 

(biocombustibles). Por ello, la combinación de la extracción de ficocianina, estudiada en la 

presente tesis doctoral, junto con la producción de biocombustibles, también analizados en la 

presente tesis, resulta imprescindible para que el proceso sea tanto económica como 

medioambientalmente viable, en el ámbito de una economía circular. Como en el proceso global 

se produce una mezcla de productos, los productos de alto valor son los responsables de la 

viabilidad económica del proceso mientras que los de bajo valor son los que pueden suministrar 

o minimizar la demanda energética del sistema [385]. Cabe destacar que la biomasa residual 

generada se utilizará húmeda para reducir los costes energéticos asociados al secado de la 

biomasa. 

Para las biorrefinerías que se plantearán en el presente trabajo (ver apartado 3.3) se 

realizará una simulación con datos experimentales obtenidos y se llevará a cabo un análisis de 
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ciclo de vida (ACV) para evaluar el impacto ambiental de cada una de ellas y poder concluir cuál 

de las dos resulta medioambientalmente más viable. 

1.4.1. Análisis de ciclo de vida 

 El origen del análisis del ciclo de vida (ACV) surge en EE. UU. y se atribuye a Harry 

Teasley en 1969 en un marco de estudio patrocinado por Coca-Cola y realizado por el US Midwest 

Research Institute. En ese estudio se compararon varios envases de bebidas para encontrar 

aquellos que tuvieron un menor consumo de recursos naturales y un menor impacto ambiental 

[386]. La metodología utilizada se denominó análisis del perfil ambiental y de recursos (REPA) 

y constó de los siguientes pasos: 

(1) Identificación de los materiales y productos a ser estudiados. 

(2) Definición detallada del diagrama de flujo del sistema. 

(3) Balances de materiales y energía. 

(4) Evaluación del consumo de recursos naturales. 

(5) Evaluación de emisiones ambientales. 

Los datos necesarios para implementar dicha metodología incluyeron lo siguiente: 

materias primas, uso del agua, energía y recursos materiales, energía del proceso y energía de 

transporte, emisiones al aire, desechos transportados por el agua y desechos sólidos [386]. En lo 

que se refiere a la evaluación del desempeño ambiental, la falta de armonización entre los métodos 

no permite una comparación justa entre productos, procesos y sistemas. Uno de los objetivos de 

la estandarización que comenzó a principios de la década de 1990 fue establecer pautas comunes 

para profesionales e investigadores. Con ello se consiguió que la forma de trabajo fuese lo 

suficientemente objetiva y sistematizada ya que se actualmente se encuentra regulada por la 

International Organization of Standarization, ISO (ISO 14040:2006) (figura 39). 

 

Figura 39. Estructura actual de acuerdo con la norma ISO 14040. Modificado de [381]. 

 Como se ha mencionado, el análisis del ciclo de vida dentro de un marco de biorrefinería 

estudia cuales de los procesos que intervienen en dicha biorrefinería generan un alto impacto 
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ambiental o demandan gran cantidad de energía, lo cual no es ni medioambiental ni 

económicamente viable. 

 Un entorno de biorrefinería técnicamente viable debe estar relacionado con un balance 

energético positivo, y las etapas de secado de biomasa, la recolección por centrifugación o la 

extracción de lípidos asistida por microondas implican altos requerimientos energéticos [387]. 

Por lo que es importante tener en cuenta que la cosecha de microalgas es un punto crítico en su 

uso como materia prima para un tipo de biorrefinería enfocada a productos relacionados con la 

energía. Según los resultados presentados por Danquah y colaboradores [388], la concentración 

de la biomasa determina la demanda energética de las etapas de cosechado y secado; por esta 

razón, la optimización de la demanda energética es especialmente importante cuando la 

concentración de células en el sistema de cultivo es baja (por ejemplo, en estanques abiertos). 

Cuando la concentración de biomasa supera los 9 g/L, las diferencias entre la demanda energética 

entre las distintas tecnologías de separación como la centrifugación o la filtración de flujo 

tangencial disminuyen. 

Más recientemente, Préat y colaboradores [389] estudiaron diferentes escenarios de 

biorrefinerías de microalgas y los analizaron en base a su balance energético. Entre ellos 

evaluaron la extracción de lípidos y de proteínas junto con la producción de energía mediante 

digestión anaerobia. Ambos procesos de ruptura celular, tanto para la extracción de lípidos como 

de proteínas, se llevaron a cabo mediante la técnica de molienda usando un molino de bolas y 

mediante homogeneización de alta presión. Comparando ambos métodos llegaron a la conclusión 

de que el molino de bolas requiere tres veces más energía que la homogeneización de alta presión. 

Sin embargo, existen otros métodos de ruptura celular, como ya se vio en el apartado 1.2.5, tales 

como los métodos convencionales o el tratamiento con ultrasonidos. Con respecto a este último, 

aparte de considerarse una de las técnicas más apropiadas para obtener compuestos bioactivos de 

las microalgas, es también una de las técnicas que resulta prometedora en términos de consumo 

de energía ya que puede reducir drásticamente las entradas de energía en comparación con los 

métodos tradicionales (congelar-descongelar o molino de bolas) [390], debido a su menor tiempo 

de operación. 

 Considerando un enfoque de biorrefinería, el primer paso es la extracción de un producto 

de alto valor añadido, y la biomasa residual resultante debe ser revalorizada a partir de procesos 

termoquímicos o bioquímicos. Con respecto a los primeros, cabe destacar la licuefacción 

hidrotérmica de microalgas (ver apartado 1.3.3.). Dentro de dicha biorrefinería, el proceso de 

HTL suele ser bastante limitante debido a la alta demanda energética que tiene, aunque las 

temperaturas de trabajo por debajo de 350ºC pueden disminuir ligeramente las limitaciones 

energéticas. Sin embargo, la viabilidad económica de este proceso está limitada por el rendimiento 
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a biocombustible y el coste de la biomasa [391]. Bennion y colaboradores [302] compararon dos 

rutas termoquímicas de conversión a bioaceite, la licuefacción hidrotérmica (HTL) y la pirólisis. 

Se cuantificó el impacto ambiental de las dos vías mediante la relación de energía neta (NER), 

definida como la energía consumida sobre la energía producida, y las emisiones de gases de efecto 

invernadero (GEI). 

La energía del proceso HTL está dominada por la energía requerida para calentar el 

reactor, 6,51 MJ (por kg de microalgas); mientras que los aportes energéticos del proceso de 

pirólisis están dominados por el reactor 7,9 MJ (por kg microalgas) y por la etapa de secado 7,8 

MJ (por kg microalgas). Con respecto a los resultados generales la NER de ambos procesos a 

escala industrial es de 1,24 y 2,28, respectivamente, con lo que son procesos energéticamente 

desfavorables, (los NER de otros combustibles energéticos como el diésel convencional, el etanol 

de maíz y el biodiésel a partir de soja son de 0,18, 1,07 y 0,80, respectivamente). Las diferencias 

existentes entre los NER de los procesos de conversión estudiados son el resultado de las 

diferencias en la recuperación del bioaceite, los rendimientos de éste y los valores caloríficos. 

A escala industrial, la vía HTL tiene un mayor rendimiento másico (37%), en 

comparación con la vía de pirólisis (29%), pero los datos experimentales mostraron que en la 

pirólisis el HHV era superior al del bioaceite del HTL. Sin embargo, el mayor rendimiento de 

bioaceite conseguido con el proceso de HTL compensa su menor densidad de energía. 

Como conclusión, los resultados de este estudio [302] muestran que el HTL es más 

favorable que la pirólisis, principalmente debido a que el HTL puede trabajar con biomasa de 

microalgas húmeda, mientras que la pirólisis requiere del secado previo de la biomasa, con lo que 

la etapa de secado necesita una cantidad considerable de energía, representando casi la mitad del 

NER general para esta vía a escala industrial. 

 



  



 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  



 

 
 

 

 



 

105 
 

2. Objetivos 

 Las microalgas y cianobacterias son materias primas importantes ya que en su interior 

acumulan numerosos compuestos de alto valor añadido, entre ellos, la ficocianina. Los procesos 

de extracción, separación y purificación de dicho biocompuesto, necesarios para que adquiera ese 

alto valor, generalmente están asociados al uso de gran cantidad de disolventes orgánicos lo que 

supone una gran limitación para su completa comercialización. En este sentido, mediante la 

presente tesis doctoral se plantea la optimización del proceso de aprovechamiento de la biomasa 

de cianobacteria para la extracción de ficocianina mediante el empleo de disolventes verdes (como 

los líquidos iónicos), y, por otro lado, la producción de biocombustibles con propiedades 

adecuadas a partir de la biomasa residual generada tras la extracción, en un esquema de 

biorrefinería. De esa forma, el proceso en conjunto será económicamente viable (debido a la 

extracción y purificación del compuesto bioactivo) y energéticamente autosuficiente. 

Por todo lo mencionado anteriormente, los objetivos principales de la presente tesis son: 

Extracción y purificación de ficocianina 

1. Establecer las condiciones de extracción óptimas que maximicen la cantidad de 

ficocianina extraída mediante el empleo de líquidos iónicos y ultrasonidos. Dicha 

optimización se llevará a cabo mediante un diseño de experimentos en el que se 

evaluarán el efecto de los siguientes factores: concentración de líquido iónico, 

cantidad de biomasa, potencia y tiempo de ultrasonidos. 

2. Evaluación del líquido iónico más adecuado para romper la pared celular de la 

cianobacteria Arthrospira platensis. 

3. Recuperación del líquido iónico previamente utilizado en las extracciones de 

ficocianina y reutilización del mismo en varios ciclos de extracción de dicha 

ficobiliproteína. Evaluación de la capacidad de extracción de dicho LI reutilizado en 

cada ciclo de extracción. 

4. Análisis del líquido iónico más adecuado en el sistema bifásico acuoso (ATPS) para 

separar la ficocianina de otros compuestos, evaluando tanto la recuperación de la 

misma en la fase superior del sistema ATPS, como su pureza. 

5. En función de la pureza obtenida, valorar la necesidad de introducir etapas de 

purificación adicionales como la diálisis y la precipitación con sulfato de amonio. 

Estudio de la influencia del sistema ATPS mediante dos enfoques de purificación. 

6. Análisis de la reutilización del líquido iónico en el sistema ATPS. 
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Aprovechamiento de la biomasa residual mediante: 

Licuefacción hidrotérmica (esquema de biorrefinería 1): 

1. Estudio del efecto de la temperatura junto con la adición de cosolventes sobre el 

rendimiento, la calidad y el contenido de N y O del bioaceite obtenido. 

2. Establecer las condiciones óptimas para maximizar el rendimiento a bioaceite y 

minimizar el contenido de oxígeno y nitrógeno a partir de la biomasa residual. 

Digestión anaerobia (esquema de biorrefinería 2): 

1. Evaluación del efecto de la temperatura (condiciones mesofílicas y termofílicas), así 

como la adición de un cosustrato con el objetivo de producir más metano a partir de 

la biomasa residual. 

2. Analizar la posibilidad de reducir el tiempo del experimento de biodegradabilidad 

mediante condiciones termofílicas. 

Evaluación de los impactos ambientales de las dos biorrefinerías propuestas 

1. Diseño y simulación de ambas biorrefinerías mediante el programa SuperPro 

Designer 9.5. A partir del cual se identifican y cuantifican de las entradas y salidas 

de ambas biorrefinerías tanto de materia como de energía (tablas de inventario). 

2. A partir de las tablas de inventario, se procederá a evaluar los impactos ambientales 

asociados a cada uno de los procesos incluidos en ambas biorrefinerías mediante 

SimaPro 7.2. Una vez identificados y cuantificados dichos impactos ambientales se 

podrá seleccionar el esquema de biorrefinería más adecuado, que menos impacto 

ambiental genere. 
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3. Metodología 

En este apartado se incluyen tanto los materiales utilizados en la presente tesis doctoral; 

organizados según el proceso en el que se han empleado, como las instalaciones experimentales, 

los procesos experimentales y los métodos de análisis empleados. Toda la experimentación 

llevada a cabo se ha desarrollado en la Universidad Rey Juan Carlos. Concretamente, la parte de 

extracción, separación y purificación de ficocianina, junto con el proceso de digestión anaerobia, 

se ha desarrollado en los laboratorios del Edificio Departamental I, mientras que la revalorización 

de la biomasa residual mediante HTL se ha realizado en el Centro de Apoyo Tecnológico (CAT), 

en la zona de bunkers. 

3.1. Etapas del proceso 

3.1.1. Extracción de ficocianina 

❖ Materiales 

Los materiales y reactivos utilizados en esta parte fueron: 

▪ Biomasa liofilizada y seca de la cianobacteria Arthrospira platensis (AlgaEnergy 

S.A, Alcobendas, España). 

▪ Líquidos iónicos apróticos de la familia imidazolio: 

 [EMIM][EtSO4] ≈ [C2MIM][EtSO4] (etilsulfato de 1-etil-3-

metilimidazolio) (Sigma-Aldrich, St. Louis, MO, EE.UU.). 

 [BMIM][MeSO4] (metilsulfato de 1-butil-3- metilimidazolio) (Sigma-

Aldrich). 

 [BMIM][Cl] (cloruro de 1-Butil-3-metilimidazolio) (Sigma-Aldrich). 

❖ Instalación experimental 

La experimentación se desarrolló en un equipo de ultrasonidos Elmasonic P ultrasound 

(Elma Schmidbauer GmbH, Singen, Alemania) (figura 40) concretamente la mezcla de microalga 

con disolución de líquido iónico se realizó en tubos de centrífuga de 25 mL tal y como se muestra 

en la figura 40 (B). 

 

Figura 40. Instalación experimental para la extracción de la ficocianina mediante tratamiento con 

ultrasonidos (A), equipo de ultrasonidos junto con los tubos de centrífuga (B). 
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En este equipo se pude trabajar en tres modos: degas, sweep o pulse. El modo de degas 

es apropiado para la desgasificación de muestras y disolventes para HPLC, el modo sweep es útil 

para una distribución uniforme de la potencia ultrasónica en todo el tanque (es el utilizado en la 

presente tesis doctoral), y el modo pulse consiste en dar pulsos de alta potencia cada cierto tiempo. 

Este equipo permite trabajar a temperaturas en un rango entre 0-80ºC, potencias desde 0 hasta el 

100% de amplitud (820 W), tiempos de 0-60 minutos y dos frecuencias de trabajo 37 kHz o 80 

kHz. 

❖ Procedimiento experimental 

La extracción de ficocianina de la cianobacteria Arthrospira platensis se llevó a cabo 

mediante un pretratamiento con ultrasonidos. Con el propósito de optimizar la cantidad de 

ficocianina extraída en el proceso, se planteó un diseño factorial de experimentos del tipo 

compuesto central en el que se evaluaron los siguientes factores: relación másica LI/agua 

(concentración del LI), relación másica biomasa/disolvente (B/S), potencia del equipo de 

ultrasonidos (P) y el tiempo de sonicación (t). 

El procedimiento experimental consistió en mezclar la microalga (0,1; 0,35 o 0,6 g) con 

10 mL de la disolución de LI en agua a diferentes concentraciones (0, 15 o 30% p/p). La mezcla 

fue agitada en vortex durante 30 s y después sonicada a diferentes tiempos (10, 20 o 30 minutos) 

a temperatura ambiente en un equipo de ultrasonidos, a una frecuencia constante de 37 kHz. 

También se han estudiado diferentes amplitudes de ultrasonidos (40%, 60%, o 80%) teniendo en 

cuenta que la máxima amplitud (100%) proporciona una potencia máxima de 820 W. Los niveles 

elegidos para este diseño de experimentos se resumen en la tabla 7. Como siempre se adicionan 

10 mL de disolución de LI el factor B/S se simplifica a B (g) (gramos de microalga adicionados 

para la extracción). 

Tabla 7. Resumen de la correspondencia entre valores codificados y reales de los factores experimentales 

seleccionados para el diseño factorial. 

Valor codificado B (g) IL/agua (% p/p) P (%) t (min) 

-1 0,10 0 40 10 

0 0,35 15 60 20 

1 0,60 30 80 30 

 

 Estos factores y niveles fueron seleccionados de acuerdo a estudios previos publicados 

en bibliografía [124,147]. 

Después del tratamiento con ultrasonidos, la mezcla se centrifugó a 10000 rpm durante 

10 minutos en una centrífuga Eppendorf Modelo 5910 (Eppendorf. Hamburgo, Alemania). 

Separando, de esta manera, el extracto crudo de ficocianina de la biomasa residual de A. platensis. 
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Para ver de forma más visual el proceso de extracción de ficocianina, recuperación del líquido 

iónico y de esa biomasa residual se presenta el correspondiente esquema en la figura 41. 

Figura 41. Procedimiento experimental para la extracción de ficocianina. 

Análisis estadístico 

Para optimizar el proceso de extracción de ficocianina se planificó un diseño compuesto 

central centrado en las caras con los cuatro factores anteriormente descritos, aplicando 

posteriormente la metodología de superficie de respuesta. El diseño de experimentos seleccionado 

consta de 24 (16) experimentos factoriales y 8 puntos estrella. Por último, se completó el diseño 

añadiendo 4 réplicas del punto central para determinar el error experimental. Las respuestas 

seleccionadas en el proceso de extracción fueron: la cantidad extraída de ficocianina (EPC), 

aloficocianina (EAPC) y ficoeritrina (EPE), así como sus respectivas purezas (PPC, PAPC, PPE), junto 

con la cantidad de carbohidratos extraídos (ECH). Los 28 experimentos de que consta el diseño 

experimental completo se detallan en la tabla 8. 
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Tabla 8. Matriz con los valores codificados de los factores del diseño de experimentos compuesto central centrado en 

las caras. 

Experimento B  IL/agua  P t 

1 -1 -1 -1 -1 

2 1 -1 -1 -1 

3 -1 1 -1 -1 

4 1 1 -1 -1 

5 -1 -1 1 -1 

6 1 -1 1 -1 

7 -1 1 1 -1 

8 1 1 1 -1 

9 -1 -1 -1 1 

10 1 -1 -1 1 

11 -1 1 -1 1 

12 1 1 -1 1 

13 -1 -1 1 1 

14 1 -1 1 1 

15 -1 1 1 1 

16 1 1 1 1 

17 -1 0 0 0 

18 1 0 0 0 

19 0 -1 0 0 

20 0 1 0 0 

21 0 0 -1 0 

22 0 0 1 0 

23 0 0 0 -1 

24 0 0 0 1 

25 0 0 0 0 

26 0 0 0 0 

27 0 0 0 0 

28 0 0 0 0 

 

Los experimentos se realizaron en orden aleatorio para minimizar tendencias sistemáticas en las 

variables. El nivel de significación para la diferencia entre las medias fue del 95% (p-valor < 

0,05). 

3.1.2. Separación y purificación de ficocianina 

❖ Materiales 

Separación de ficocianina mediante sistema de dos fases acuosas (ATPS) 

▪ Líquido iónico [C2MIM][EtSO4] ≈ [EMIM][EtSO4] (etilsulfato de 1-etil-3-

metilimidazolio) (Sigma-Aldrich, St. Louis, MO, EE.UU.). 

▪ Líquido iónico [C4MIM][EtSO4] ≈ [BMIM][EtSO4] (etilsulfato de 1-butil-3-

metilimidazolio) (IoLiTec Ionic liquids Technologies, Heilbronn, Alemania). 
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▪ Líquido iónico [C6MIM][EtSO4] ≈ [HMIM][EtSO4] (etilsulfato de 1-hexil-3-

metilimidazolio) (IoLiTec Ionic liquids Technologies). 

▪ Líquido iónico [C8MIM][EtSO4] ≈ [OMIM][EtSO4] (etilsulfato de 1-octil-3-

metilimidazolio) (IoLiTec Ionic liquids Technologies). 

▪ Líquido iónico [BMIM][MeSO4] (metilsulfato de 1-butil-3-metilimidazolio) 

(Sigma-Aldrich). 

▪ Líquido iónico [BMIM][Cl] (cloruro de 1- butil-3- metilimidazolio). (Sigma-

Aldrich). 

▪ Fosfato dipotásico (K2HPO4) (Scharlab, Barcelona, España). 

▪ Ácido clorhídrico (HCl), (Sigma-Aldrich). 

▪ Solución tampón de potasio dihidrogenofosfato/disodio hidrogenofosfato) pH 7 

(Scharlab). 

 

Recuperación de LI y purificación de ficocianina 

 En el proceso de recuperación del líquido iónico mediante diálisis, así como en el proceso 

de purificación de ficocianina mediante precipitación con sulfato de amonio se utilizan los 

siguientes materiales: 

▪ Membrana de diálisis de celulosa con un peso molecular límite de 14 kDa 

(Sigma-Aldrich). 

▪ Etanol (Scharlab). 

▪ Sulfato de amonio (NH4)2SO4 (Scharlab). 

Electroforesis 

 Electroforesis desnaturalizante 

▪ Geles de poliacrilamida Mini-Protean TGX (Precast Gels) 4-20% (Bio-Rad 

Laboratories, Hercules, California, EE.UU.). 

▪ Marcadores de peso molecular BlueStar Plus Prestained Protein Marker 

(DDBiolab, Barcelona, España). 

▪ Dodecil sulfato sódico (SDS) (Sigma-Aldrich). 

▪ Glicerol (Sigma Aldrich). 

▪ β-mercaptoetanol (Sigma-Aldrich). 

▪ Azul de bromofenol (Sigma-Aldrich). 

▪ Disolución tampón Laemmli (Bio-Rad Laboratories). 

▪ Coomassie coloidal (G-250) (Bio-Rad Laboratories). 

▪ Metanol (Scharlab). 
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▪ Ácido fosfórico (Sigma-Aldrich). 

▪ Sulfato amónico (Sigma-Aldrich). 

Electroforesis nativa 

▪ Gel de poliacrilamida NativePAGE Novex 3-12% Bis-Tris (Invitrogen, 

Waltham, Massachusetts, EE.UU.). 

▪ Marcadores de peso molecular NativeMark Unstained protein standard 

(Invitrogen). 

▪ NativePAGE Sample Buffer (Invitrogen). 

▪ Native PAGE Running Buffer (Invitrogen). 

▪ NativePAGE Cathode Buffer (Invitrogen). 

▪ Coomassie coloidal (G-250) (Bio-Rad Laboratories). 

▪ Metanol (Scharlab). 

▪ Ácido fosfórico (Sigma-Aldrich). 

▪ Sulfato amónico (Sigma-Aldrich). 

 

❖ Instalación experimental 

Separación de ficocianina mediante sistema de dos fases acuosas (ATPS) 

 Para la construcción de las curvas binodales o curvas de equilibrio para cada líquido 

iónico es necesario disponer de un tubo de ensayo, donde inicialmente, se irá adicionando la 

disolución de sal sobre la disolución de líquido iónico para obtener el sistema bifásico; y donde 

después se adicionará agua para volver el sistema monofásico. La mezcla ha de estar en continua 

agitación, en un baño con temperatura controlada, por lo que es necesario un imán y una placa 

agitadora con controlador de temperatura. 

La experimentación para la separación de la ficocianina de un extracto rico en ella y en 

otras proteínas, mediante un sistema ATPS se llevó a cabo en unos tubos de centrífuga graduados 

(figura 42), para poder medir así el volumen de la fase superior e inferior, necesario para el 

balance de materia de la ficocianina. 

 

Figura 42. Tubo graduado para la separación de la ficocianina mediante un sistema ATPS (A) y ejemplo de 

separación de ficocianina del extracto crudo mediante el sistema ATPS (B). 
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Recuperación de LI y purificación de ficocianina 

• Diálisis: El proceso de diálisis se desarrolló en una membrana de celulosa con un peso 

molecular límite de 14 kDa, introduciendo en el interior de dicha membrana el extracto 

rico en ficocianina del que se desea recuperar el LI. Tal y como se muestra en la figura 43, 

la membrana con el extracto rico en PC se introduce en un vaso de precipitados con agua 

para que tenga lugar la diálisis. Conforme pasa el tiempo el líquido iónico permea a través 

de la membrana hacia el exterior. Por ese motivo se aprecia un tono amarillento en el 

líquido externo y, alcanzado el equilibrio, se puede dar por finalizado el ciclo de diálisis. 

 

Figura 43. Instalación de diálisis para la recuperación del LI y la purificación de la ficocianina. 

• Precipitación de ficocianina: para este procedimiento se emplean de nuevo los tubos de 

centrífuga mostrados anteriormente en la figura 40. También se necesita un imán, una 

placa calefactora y agitadora y un vortex. 

 

❖ Procedimiento experimental 

La separación y purificación de ficocianina, en la presente tesis doctoral, se lleva a cabo 

mediante dos enfoques a partir del extracto crudo de ficocianina: (1) diálisis + precipitación con 

sulfato de amonio y (2) sistema de dos fases acuosas (ATPS) + diálisis + precipitación con sulfato 

de amonio. Ambos esquemas de purificación de PC están dentro de un marco de biorrefinería 

(figura 44). 
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Figura 44. Esquemas de biorrefinerías propuestos junto con los dos enfoques de purificación de PC. 

A continuación, se explica con más detalle la metodología de cada una de las etapas que 

conforman los dos enfoques de purificación. 

Diálisis y recuperación del líquido iónico 

En primer lugar, para llevar a cabo el proceso de diálisis, mediante el cual se recupera el 

líquido iónico y se separa de la ficocianina; se ha de acondicionar la membrana de diálisis. 

- Acondicionamiento de la membrana de diálisis 

 Para poder acondicionar la membrana, en primer lugar, ésta se ha de introducir en un baño 

de agua destilada a 40ºC durante una hora en agitación continua. A continuación, la membrana se 

introduce en un baño que contiene una mezcla de etanol y agua (50% v/v) a 40ºC y en agitación 

continua. Por último, la membrana se sumerge durante toda la noche en agua desionizada en 

continua agitación para retirar el etanol residual. 

- Diálisis 

La recuperación del LI se realiza aplicando tres ciclos consecutivos de diálisis, de 4 horas 

de duración cada uno, de acuerdo con la siguiente secuencia. En primer lugar, el extracto crudo 

de PC, que contiene LI, agua y otras ficobiliproteínas, se introduce en el interior de la membrana, 

se cierran sus extremos y se sumerge en un baño de agua desionizada, con una relación 

volumétrica de extracto crudo de PC: agua exterior de 1:4; durante 4 h y en continua agitación. 
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Esto permite que el LI, [EMIM][EtSO4], permee a través de la membrana ya que posee un peso 

molecular (236,29 Da) menor que el valor límite de aquella (14 kDa) y la PC, cuyo peso molecular 

es de ~30 kDa, quede retenida dentro de la membrana. A continuación, la membrana con el 

extracto de PC se colocó de nuevo en un baño de agua desionizada fresca, repitiendo la operación 

tres veces más. Se recogieron las fases acuosas externas, que contenían LI, y se eliminó 

parcialmente el agua. El contenido de agua restante se midió por valoración de Karl Fischer, y 

también se analizó por reflectancia total atenuada (ATR-FTIR) en un espectrómetro FTIR ATI 

Mattson Infinity Series (Mattson Instruments. Madison, WI, EE.UU.) con el objetivo de 

comprobar el estado del LI recuperado y evaluar su posible reutilización. 

Precipitación de ficocianina con sulfato de amonio 

 Al proceso de diálisis le sigue una etapa de precipitación selectiva con sulfato de amonio, 

que presenta muchas ventajas frente a otros precipitantes, ya que evita la desnaturalización de las 

proteínas por su bajo calor de solubilización y su efecto bacteriostático [392,393]. La purificación 

de ficocianina por precipitación se realizó a temperatura controlada (25ºC) en dos etapas de 

adición de sulfato amónico. En la primera etapa se añadió el agente precipitante hasta alcanzar el 

20% de saturación, manteniendo la agitación durante 1 hora. Pasado ese tiempo, se detiene la 

agitación y la solución se mantiene a 25ºC, durante 16 horas. A continuación, se procede a 

centrifugar la mezcla de forma que se recupera el sobrenadante resultante, rico en PC, y se elimina 

el precipitado de proteínas formado. 

En una segunda etapa, se agrega al sobrenadante sulfato de amonio hasta un 50% de 

saturación, repitiendo de nuevo el proceso descrito en la primera etapa. En este caso, el 

precipitado resultante, rico en ficocianina, se disolvió en 10 mL de tampón fosfato (pH 7,0), 

midiendo la concentración de PC y su pureza mediante absorbancia UV-Vis (espectrofotómetro 

UV-Vis NanoDrop 1000. Thermo Fisher Scientific, Waltham, Massachusetts, EE.UU.). Para 

comprender con más detalle el proceso se ha elaborado el esquema mostrado en la figura 45. 

 

Figura 45. Etapas del proceso de precipitación de ficocianina con sulfato de amonio. 
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Asimismo, las fracciones obtenidas en el proceso se muestran en la figura 46, siendo el 

segundo precipitado el extracto de ficocianina purificado. 

 

Figura 46. Fracciones obtenidas en ambas precipitaciones. 

Sistemas de dos fases acuosas (ATPS) 

Punto de niebla. Construcción de curvas binodales de equilibrio 

 Tal y como se mencionó en el apartado 1.2.8.2, para construir un sistema de dos fases 

acuosas hay que partir de la construcción de las curvas binodales o de equilibrio, necesarias para 

saber si el sistema es monofásico o bifásico (ATPS). En la presente tesis doctoral se construyeron 

seis curvas, una para cada LI estudiado: [EMIM][EtSO4], [BMIM][EtSO4], [HMIM][EtSO4], 

[OMIM][EtSO4], [BMIM][MeSO4] y [BMIM][Cl]. El método que se siguió en la presente tesis 

doctoral fue el del punto de niebla o método del “Cloud point” (figura 47) ya que es el más 

adecuado cuando el sistema ATPS es del tipo LI/sal y se llevó a cabo bajo agitación continua y a 

25ºC. 

 

Figura 47. Método del punto de niebla. 

 Como se aprecia en la figura 47 el procedimiento experimental para la construcción de 

las curvas binodales se basa en la detección del punto de turbidez [232]. Para comenzar, se parte 

de una disolución acuosa de LI conocida (por ejemplo 60% p/p). La primera etapa consiste en 

adicionar gotas de una disolución acuosa de sal de concentración conocida (por ejemplo 50% p/p) 

hasta que se detecta visualmente una disolución turbia, es decir, cuando se alcanza el equilibrio o 
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el régimen bifásico. Una vez que esto sucede se anotará el peso de la disolución de sal añadida. 

La segunda etapa tiene como objetivo alcanzar el régimen monofásico, para ello, se 

adiciona, gota a gota, agua desionizada hasta la formación de una disolución clara y transparente. 

Esto quiere decir que se ha roto el equilibrio y se ha alcanzado el régimen monofásico. Una vez 

que se tiene este régimen se anotará el peso de agua añadida. Esto se repetirá sucesivamente y de 

esta manera se pueden obtener todos los puntos de equilibrio necesarios para poder determinar la 

curva binodal. 

 Una vez que se ha construido la curva experimental de equilibrio, ésta se ha de ajustar a 

la ecuación de Merchuk (ecuación 3) [240]: 

𝑌 = 𝐴 · 𝑒𝑥𝑝[(𝐵 · 𝑋0,5) − (𝐶 · 𝑋3)]  𝐸𝑐𝑢𝑎𝑐𝑖ó𝑛 3 

 Donde X e Y representan los porcentajes másicos de sal y LI, respectivamente, y las 

constantes A, B y C son los parámetros de regresión de los datos de la curva binodal experimental. 

Tanto el tratamiento de los valores experimentales como el ajuste a la ecuación de Merchuk se 

realizaron con el programa OriginPro 8.5. 

Determinación de las rectas de reparto 

 Una vez que se ha realizado el ajuste de los datos experimentales de la curva de equilibrio 

a la ecuación de Merchuk, se calcularon las rectas de reparto o tie-lines (TLs). 

 Las rectas de reparto se determinaron mediante un método gravimétrico propuesto 

originalmente por Merchuk y colaboradores [240]. En primer lugar, se elige al azar un punto de 

mezcla en la región bifásica y se prepara gravimétricamente. De esta forma, se formará un sistema 

ATPS con las cantidades correspondientes de líquido iónico, sal y agua del punto elegido. La 

mezcla bifásica se agita en vortex durante 30 s y se deja en reposo, al menos, media hora en un 

baño a 25ºC hasta alcanzar la separación y el equilibrio de las dos fases coexistentes (figura 48). 

Para el aislamiento de cada una de las dos fases, y su posterior pesada, se emplea una pipeta. 

 Una vez que se tienen todos estos datos, para la determinación correcta de las TLs se ha 

de resolver el siguiente sistema de ecuaciones (Ecuaciones 4 a 7) [240,244]: 

𝑌𝑇 = 𝐴 · 𝑒𝑥𝑝[(𝐵 · 𝑋𝑇
0,5) − (𝐶 · 𝑋𝑇

3)]  𝐸𝑐𝑢𝑎𝑐𝑖ó𝑛 4 

𝑌𝐵 = 𝐴 · 𝑒𝑥𝑝[(𝐵 · 𝑋𝐵
0,5) − (𝐶 · 𝑋𝐵

3)]  𝐸𝑐𝑢𝑎𝑐𝑖ó𝑛 5 

𝑌𝑇 =
𝑌𝑀

∝
−

1−∝

∝
· 𝑌𝐵   𝐸𝑐𝑢𝑎𝑐𝑖ó𝑛 6 
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𝑋𝑇 =
𝑋𝑀

∝
−

1−∝

∝
· 𝑋𝐵  𝐸𝑐𝑢𝑎𝑐𝑖ó𝑛 7 

Donde T, B y M designan la fase superior, la fase inferior y el punto de mezcla (escogido 

al azar), respectivamente. A, B y C son los parámetros de la ecuación de Merchuk conocidos una 

vez realizado el ajuste de los datos experimentales a dicha ecuación, X e Y representan el 

porcentaje másico de la sal y del líquido iónico, respectivamente; por último, el parámetro α se 

define como la relación entre el peso de la fase superior y el peso total del sistema ATPS [394]: 

∝=
𝑚𝑠𝑢𝑝𝑒𝑟𝑖𝑜𝑟

𝑚𝑡𝑜𝑡𝑎𝑙 𝐴𝑇𝑃𝑆
   𝐸𝑐𝑢𝑎𝑐𝑖ó𝑛 8 

 La solución de este sistema arroja los valores de concentración (% p/p) de LI y sal en las 

fases superior e inferior y, por lo tanto, se pueden representar en el diagrama de equilibrio (curva 

binodal) las TLs. 

 Una vez que se tiene dicha recta de reparto se pueden construir distintos sistemas ATPS 

a lo largo de ella, variando la relación de volúmenes entre la fase superior e inferior. Para que la 

ficocianina se pueda distribuir sin problema en la fase superior (debido a la afinidad que tiene por 

el LI), en la presente tesis doctoral se trabajará con una relación de volúmenes 1:1, es decir, el 

volumen de la fase superior será igual al de la fase inferior. Para ello, se ha de calcular el punto 

medio de las TLs de la siguiente forma: 

𝑋𝑀 =
𝑋𝑇 + 𝑋𝐵

2
               𝐸𝑐𝑢𝑎𝑐𝑖ó𝑛 9 

 𝑌𝑀 =
𝑌𝑇 + 𝑌𝐵

2
               𝐸𝑐𝑢𝑎𝑐𝑖ó𝑛 10 

Figura 48. Formación del sistema ATPS. 
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Separación de ficocianina mediante ATPS 

 Como se ha mencionado anteriormente se elegirá el punto medio de la tie-line para 

construir el sistema ATPS, por lo que se tendrán volúmenes de la fase superior e inferior iguales. 

Esto se hará para cada uno de los sistemas ATPS que se quieren estudiar, es decir para cada uno 

de los LIs: [EMIM][EtSO4], [BMIM][EtSO4], [HMIM][EtSO4], [OMIM][EtSO4], 

[BMIM][MeSO4] y [BMIM][Cl]. Antes de adicionar el extracto crudo de ficocianina al sistema 

ATPS, se ajustó el pH a 6,5-7 usando HCl, ya que la ficocianina es estable en un rango de pH de 

entre 6,0-7,0 y comienza a degradarse a pH superiores a 7 [395,396]. 

 Una vez adicionado el extracto de ficocianina al sistema ATPS ambos se mezclaron en 

vortex durante 1 minuto. La mezcla se centrifugó a 4000 rpm durante 5 minutos para facilitar la 

separación de ambas fases (figura 49). La fase inferior corresponde a la fase rica en sal, mientras 

que la fase superior corresponde a la fase rica en LI. 

 Las proteínas, incluida la PC, se concentran preferentemente en la fase superior, mientras 

que los carbohidratos se reparten en la fase inferior, preferentemente. Tal y como ya se describió 

en el apartado 1.2.8.2 los aminoácidos cargados negativamente en la superficie de la proteína 

interactúan fuertemente con el catión del LI (cargado positivamente), promoviendo de esta 

manera la transferencia de proteínas a la fase rica en LI [251,397]. 

 Ambas fracciones de volumen del ATPS son medidas y cada fracción fue analizada por 

absorción en espectrofotómetro UV-Vis (Nanodrop 1000. Thermo Fisher Scientific, Waltham, 

Massachusetts, EE.UU.). 

 

Figura 49. Separación de ficocianina mediante los distintos sistemas ATPS. 

 Antes de añadir el extracto, del cual se quiere separar la ficocianina, se ha de tener en 

cuenta la cantidad de LI y agua que lleva el mismo para no desestabilizar el sistema ATPS, y, por 

ende, el equilibrio de éste al añadir el extracto. Por ese motivo, una vez establecido el punto medio 

de la tie-line con la que se quiere trabajar, el sistema ATPS se ha de construir con el defecto de 

agua y LI, igual a la cantidad que aporta de ambos el extracto. Sin embargo, también se necesitaría 
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un sistema ATPS completo, para ser usado como blanco en las medidas espectrofotométricas. Se 

decidió construir el sistema de ATPS con una masa total de 10 g, siendo el extracto añadido de 5 

g. 

Electroforesis 

El análisis y caracterización de las proteínas mediante electroforesis se realizó en la 

Unidad de Proteómica de la Universidad Complutense de Madrid (UCM), tanto para la técnica en 

condiciones desnaturalizantes (SDS-PAGE) como en condiciones nativas, y los procedimientos 

fueron los siguientes: 

SDS-PAGE 

Se utilizó el gel Mini-Protean TGX 4-20% (BioRad Laboratories). En cada pocillo se 

aplicaron 20 µL de muestra y en otro pocillo adicional se añadió la disolución con los marcadores 

de peso molecular. Las alícuotas de las muestras se hirvieron durante 5 minutos en la disolución 

tampón de carga (composición: 6 mM tampón Tris, 2% SDS, 10% Glicerol, 0,5 M β-

mercaptoetanol y trazas de azul de bromofenol) y, a continuación, se enfriaron durante 5 minutos 

a 4ºC. La electroforesis se lleva a cabo en el sistema Mini-PROTEAN Tetra Cell (Bio-Rad 

Laboratories) con disolución tampón Laemmli, manteniendo una diferencia de potencial 

constante de 100 V, hasta que el azul de bromofenol llega al final del gel. 

Las proteínas se tiñeron con Coomassie coloidal (G-250). Para ello, previamente, el gel 

fue fijado en una disolución acuosa de metanol al 50% y ácido fosfórico al 2% durante 30 minutos. 

La solución de fijación se eliminó con dos lavados con agua desionizada, y el gel se equilibró en 

una disolución con metanol al 33%, sulfato amónico al 17% y ácido fosfórico al 3% durante 45 

minutos. Tras esto, se añadió una disolución de Coomassie G-250 en metanol hasta alcanzar 6,6 

mg/ml que se mantuvo durante toda la noche. Al día siguiente el exceso de Coomassie se eliminó 

lavando con agua desionizada. 

Nativa 

Se empleó el sistema electroforético NativePAGE (Thermo Fisher Scientific) utilizando 

el gel Novex 3-12% Bis-Tris. En los pocillos se aplicaron 10 µl de muestra, y en otro adicional 

se añadió la disolución con los marcadores de peso molecular. Las alícuotas de la muestra se 

mezclaron con 2,5 µL NativePAGE Sample Buffer. La electroforesis se desarrolla a 150 V en el 

sistema Mini Gel Tank y se mantiene hasta que el frente de electroforesis llega al final del gel, 

utilizando en el ánodo NativePAGE Running Buffer y en el cátodo NativePAGE Cathode Buffer. 

La tinción de las proteínas se realizó siguiendo el mismo procedimiento que para la electroforesis 

SDS-PAGE anteriormente descrita. 



METODOLOGÍA 

 

121 
 

3.1.3. Licuefacción hidrotérmica (HTL) 

❖ Materiales 

▪ Diclorometano (CH2Cl2) (Scharlab, Barcelona, España) 

▪ Metanol (Scharlab). 

▪ Etanol (Scharlab). 

▪ Isopropanol (Scharlab). 

▪ Disulfuro de carbono (Sigma Aldrich, St. Louis, MO, EE.UU.). 

 

❖ Instalaciones experimentales 

Como se ha mencionado anteriormente, esta parte de la experimentación se ha llevado a 

cabo en los laboratorios del Grupo de Ingeniería Química y Ambiental en el Centro de Apoyo 

Tecnológico de la Universidad Rey Juan Carlos en reactores discontinuos de acero de 4,1 mL que 

son capaces de soportar presiones de hasta 350 bar a temperatura ambiente. 

Para el calentamiento de estos mini-reactores se introdujeron en un baño de arena Techne 

IFB-51 (Cole-Parmer, Illinois, EE.UU.), equipado con control de temperatura y flujo de aire que 

permite el calentamiento homogéneo del baño de arena hasta 700ºC (figura 50). 

 

Figura 50. A) Baño de arena. B) Reactor de acero de 4,1 mL. C) Interior del baño de arena. 

 

❖ Procedimiento experimental 

Se estudió la producción de bioaceite a 300 y 350ºC, a partir de biomasa residual (BMR) 

generada tras la extracción de ficocianina. Para ello, se utilizaron los reactores de acero inoxidable 

de 4,1 mL descritos en el apartado anterior. Se pesaron 0,3 g de biomasa residual (en base seca) 

y se añadieron 3 mL de agua, salvo en los casos en los que se utilizaron metanol, etanol e 

isopropanol como cosolventes, en los que se añadieron 1,5 mL de agua destilada y 1,5 mL del 
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alcohol correspondiente. Una vez que los reactores se cerraron y sellaron, se introdujeron en el 

baño de arena precalentado a 300ºC o 350ºC. 

Pasado el tiempo de reacción (30 min) se sacaron los reactores del baño de arena y se 

enfriaron súbitamente en un baño de hielo. Una vez fríos, se abrieron y el líquido del interior se 

recolectó con la ayuda de diclorometano, se filtró para recuperar el residuo sólido y la mezcla 

restante se centrifugó para separar la fase orgánica (bioaceite) de la acuosa con la ayuda de una 

pipeta Pasteur de vidrio. Una vez separadas, ambas fases se introdujeron en una estufa a 45ºC 

para secarse, hasta alcanzar un peso constante. 

3.1.4. Producción de biogás 

❖ Materiales 

▪ Los fangos anaerobios que se utilizan para la producción de biogás se recogieron 

en la EDAR de Móstoles El Soto. 

▪ Kits de nitrógeno total, nitrógeno amoniacal, test en cubetas DQO 

(SpectroQuant) y test en cubetas fosfatos (SpectroQuant, Merck. Darmstadt, 

Alemania). 

▪ Glicerol (Sigma Aldrich, St. Louis, MO, EE.UU.). 

 

❖ Instalaciones experimentales 

La producción de biogás y, por ende, de biometano, se llevó a cabo en botellas de vidrio 

de 100 mL. Dichas botellas se cerraron y sellaron con cápsulas de aluminio con septum que 

permitía tomar muestra gaseosa siempre que fuera necesario. Estas botellas se introdujeron en 

una estufa bacteriológica y de cultivo modelo INCUBAT 150L (J. P. Selecta. Barcelona, España) 

que será la que establezca las condiciones a las que se lleva a cabo la digestión anaerobia 

(condiciones termofílicas o mesofílicas) (figura 51). 

 

Figura 51. Instalación experimental para la producción de biogás. A) Estufa. B) Interior de la estufa, 

ensayos de biogás. 
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La muestra de gases recogida de los ensayos de biogás en las botellas se introduce en un 

cromatógrafo de gases GC 4000A con detector de conductividad térmica (TCD) (East & West 

Analytical Instruments, Beijing, China) (figura 52), previamente calibrado. El gas portador para 

este cromatógrafo es Helio, y la presión que se ha de tener de dicho gas es de 5 bar. El 

cromatógrafo está provisto de una columna Carboxen 1010 (30 m de longitud x 0,53 mm de 

diámetro). 

 

Figura 52. Cromatógrafo de gases GC 4000A utilizado para el análisis del biogás (CO2 y CH4). 

 

❖ Procedimiento experimental 

De igual forma que el proceso de HTL, la digestión anaerobia se ha llevado a cabo con la 

BMR resultante de la extracción de ficocianina y para la biomasa inicial Arthrospira platensis. El 

ensayo se llevó a cabo en condiciones mesofílicas (37ºC) y termofílicas (55ºC). 

El ensayo se realizó en las botellas de vidrio descritas en el apartado anterior. Se utilizó 

una relación de sustrato:inóculo de 1:2 (en masa de sólidos volátiles) ya que estudios previos 

demostraron que es la más adecuada [366]. Se añadió la cantidad de biomasa necesaria para 

cumplir con la relación 1:2 sustrato: inóculo; a continuación, se añadieron 44 mL de inóculo, con 

un contenido en solidos volátiles (SV) del 1%, y se enrasó con agua desionizada hasta un volumen 

total de 67 mL. Cada ensayo se realizó por triplicado y también realizaron tres réplicas de un 

ensayo control sin sustrato. Para evaluar el efecto de un cosustrato, se adicionó glicerol, en 

concentración del 20% en SV. Teniendo en cuenta que las botellas de vidrio eran de 100 mL tras 

el llenado con el inóculo y el sustrato, queda un volumen libre, denominado volumen de cabeza 

(33 mL), donde se va a alojar el gas (biogás) producido por los microorganismos mediante la 

digestión anaerobia. Las botellas se cerraron con un septum de goma y se sellaron con cápsulas 

de aluminio, permitiendo aislar así los experimentos de agentes externos. Inicialmente se 

inertizaron las botellas con nitrógeno para evitar la presencia de oxígeno. 

El procedimiento para evaluar la producción de metano es el siguiente: 



METODOLOGÍA 

 

124 
 

En primer lugar, se ha de medir la presión con un sensor de presión modelo 400 (Vernier, 

Beaverton, EE.UU.), a su vez, conectado a un ordenador y mediante el programa Vernier 

Graphical Analysis. A continuación, se tomaron 500 µL de muestra de biogás de las botellas de 

vidrio y se pincharon en un cromatógrafo de gases GC 4000 A con detector de ionización de llama 

(FID) y detector de conductividad térmica (TCD), previamente calibrado. Por último, se purgaron 

las botellas con nitrógeno hasta alcanzar la presión atmosférica tras cada toma de muestra. 

3.2. Métodos de análisis 

3.2.1. Caracterización de la microalga de partida y de la biomasa residual 

❖ Materiales 

▪ Ácido sulfúrico (Scharlab, Barcelona, España). 

▪ Fenol (Scharlab). 

▪ Cloroformo (Scharlab). 

▪ Metanol (Scharlab). 

▪ Hidróxido de sodio (Scharlab). 

▪ Carbonato de sodio (Scharlab). 

▪ Sal disódica EDTA (Scharlab). 

▪ Sulfato de cobre (II) (Scharlab). 

▪ Solución tampón de potasio di hidrogenofosfato/disodio hidrogenofosfato) pH 7 

(Scharlab). 

▪ Tritón 100X (Sigma Aldrich, St. Louis, MO, EE.UU.). 

▪ Tartrato de sodio y potasio (Sigma Aldrich). 

▪ Fluoruro de fenilmetilsulfonio (PMSF) (Sigma Aldrich). 

▪ Reactivo Folin (Sigma Aldrich). 

▪ Dodecilsulfato de sodio (SDS) (Sigma Aldrich). 

 

❖ Procedimiento experimental 

Los lípidos se extrajeron y se cuantificaron de acuerdo a una versión adaptada del método 

de Bligh y Dyer usando una mezcla de cloroformo: metanol (2:1 (v:v)) [398,399] y se 

determinaron gravimétricamente. 

Las proteínas se midieron por el método de Lowry [400], que se lleva a cabo bajo 

completa oscuridad. Para el caso de la cianobacteria Arthrospira platensis la pared celular es tan 

robusta y rígida que la disolución de lisis comúnmente utilizada no es capaz de romperla 

eficazmente. Por ello, se llevaron a cabo varios ciclos de congelación-descongelación en tampón 

fosfato (pH 7) y al sobrenadante resultante se le añadieron 100 µL de SDS y 1 mL del reactivo de 
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Lowry. Al cabo de 5 min se añadió el reactivo de Folin y se esperó durante 30 min. Finalmente, 

se midió la absorbancia de la muestra en el espectrofotómetro a 750 nm. Las proteínas totales se 

calcularon gracias a una curva patrón, previamente elaborada, con seroalbúmina bovina (BSA). 

 Los carbohidratos se determinaron mediante el método de DuBois o método del fenol-

sulfúrico, usando d-glucosa como estándar [401]. Se agregó 1 mL de fenol (5%) a 0,3 mL de 

disolución de lisis, a continuación, se añadieron, 5 mL de ácido sulfúrico (98%). Agitar la muestra 

y dejar en reposo durante 30 minutos a temperatura ambiente. Pasado ese tiempo se realizó la 

lectura en el espectrofotómetro a 485 nm. 

Los carbohidratos solubles se determinaron usando el método de ácido 3,5-

dinitrosalicílico (DSN) descrito en bibliografía [402,403]. 

 Las cenizas se determinaron por gravimetría, eliminando la materia orgánica de la 

cianobacteria o de la biomasa residual mediante calcinación a 750ºC, durante 5 h, con una rampa 

de 50ºC por minuto. 

3.2.2. Determinación de ficobiliproteínas 

 La cantidad extraída de cada ficobiliproteína se determinó suspendiendo 0,1 g de A. 

platensis seca en tampón fosfato 0,1 M (pH 7). La mezcla se agitó durante 30 segundos en vortex. 

A continuación, la suspensión se congeló con nitrógeno líquido y se descongeló a 4ºC con 

agitación. Este procedimiento se repitió hasta 5 veces para asegurar que las paredes celulares se 

fragmentaran y todas las ficobiliproteínas fuesen extraídas. 

 Las cantidades extraídas de ficocianina (PC), aloficocianina (APC) y ficoeritrina (PE) 

(EPC, EAPC, EPE) se midieron mediante absorción en un espectrofotómetro UV-Vis-NIR Varían 

Cary 500 (Varian. Palo Alto, CA, EE.UU.) usando las siguientes ecuaciones adaptadas de estudios 

previos [404]: 

𝐸𝑃𝐶 (
𝑚𝑔 𝑃𝐶

𝑔 𝑏𝑖𝑜𝑚𝑎𝑠𝑎
) = (

𝑂𝐷615 − 0.474 ∙ 𝑂𝐷652

5.34
) ∙

𝑉𝑚𝑢𝑒𝑠𝑡𝑟𝑎(𝑚𝑙)

𝑚𝑏𝑖𝑜𝑚𝑎𝑠𝑎(𝑔)
  𝐸𝑐𝑢𝑎𝑐𝑖ó𝑛 11 

𝐸𝐴𝑃𝐶 (
𝑚𝑔 𝐴𝑃𝐶

𝑔 𝑏𝑖𝑜𝑚𝑎𝑠𝑎
) = (

𝑂𝐷652 − 0.208 ∙ 𝑂𝐷615

5.09
) ∙

𝑉𝑚𝑢𝑒𝑠𝑡𝑟𝑎(𝑚𝑙)

𝑚𝐵𝑖𝑜𝑚𝑎𝑠𝑎(𝑔)
  𝐸𝑐𝑢𝑎𝑐𝑖ó𝑛 12 

𝐸𝑃𝐸 (
𝑚𝑔 𝑃𝐸

𝑔 𝑏𝑖𝑜𝑚𝑎𝑠𝑎
) = (

𝑂𝐷562 − 2.41 ∙ 𝑃𝐶 − 0.849 ∙ 𝐴𝑃𝐶

9.62
) ∙

𝑉𝑚𝑢𝑒𝑠𝑡𝑟𝑎(𝑚𝑙)

𝑚𝐵𝑖𝑜𝑚𝑎𝑠𝑎(𝑔)
   𝐸𝑐𝑢𝑎𝑐𝑖ó𝑛 13 

 La pureza de cada ficobiliproteína (PPC, PAPC, PPE) fue calculada como una fracción del 

contenido de proteína total utilizando las siguientes ecuaciones [405]: 

𝑃𝑃𝐶 =
𝑂𝐷615

𝑂𝐷280
   𝐸𝑐𝑢𝑎𝑐𝑖ó𝑛 14 
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𝑃𝐴𝑃𝐶 =
𝑂𝐷652

𝑂𝐷280
   𝐸𝑐𝑢𝑎𝑐𝑖ó𝑛 15 

𝑃𝑃𝐸 =
𝑂𝐷562

𝑂𝐷280
   𝐸𝑐𝑢𝑎𝑐𝑖ó𝑛 16 

 Dónde OD615, OD652, OD562 y OD280 son los valores de densidad óptica medidos a 615, 

652, 562 y 280 nm, respectivamente. 

3.2.3. Separación y Purificación de ficocianina 

 Como se ha visto previamente, mediante el sistema ATPS se separó la ficocianina, la cual 

se concentró preferentemente en la fase superior. Aun así, para poder realizar el correspondiente 

balance de materia de dicha ficobiliproteína fue necesario calcular la recuperación de esta en 

ambas fases. Para ello se miden ambos volúmenes y cada fracción se analizó por absorción 

espectrofotométrica (UV-Vis-Nanodrop 1000. Thermo Fisher Scientific, Waltham, 

Massachusetts, EE.UU.). La concentración de PC fue calculada usando la ecuación 17, derivada 

de la ecuación 11: 

𝐶𝑃𝐶 (
𝑚𝑔 𝑃𝐶

𝑚𝐿
) = (

𝑂𝐷615 − 0.474 ∙ 𝑂𝐷652

5.34
)    𝐸𝑐𝑢𝑎𝑐𝑖ó𝑛 17 

 Mientras que las recuperaciones de PC en la fase superior e inferior del sistema ATPS 

fueron calculadas mediante las siguientes ecuaciones: 

𝑅𝑆𝑢𝑝𝑒𝑟𝑖𝑜𝑟(%) =  
𝑃𝐶𝑆𝑢𝑝𝑒𝑟𝑖𝑜𝑟(𝑚𝑔)

𝑃𝐶𝑖𝑛𝑖𝑐𝑖𝑎𝑙(𝑚𝑔)
· 100   𝐸𝑐𝑢𝑎𝑐𝑖ó𝑛 18 

𝑅𝐼𝑛𝑓𝑒𝑟𝑖𝑜𝑟(%) =  
𝑃𝐶𝐼𝑛𝑓𝑒𝑟𝑖𝑜𝑟(𝑚𝑔)

𝑃𝐶𝑖𝑛𝑖𝑐𝑖𝑎𝑙(𝑚𝑔)
· 100   𝐸𝑐𝑢𝑎𝑐𝑖ó𝑛 19 

Donde PCSuperior y PCInferior representan la cantidad de ficocianina en la fase superior e 

inferior, respectivamente; y PCinicial la cantidad de ficocianina (mg) en el extracto crudo. 

En la presente tesis doctoral se presta especial atención a la pureza de la ficocianina. Por 

ese motivo se desarrollaron los dos esquemas de purificación mostrados en el apartado 3.1.2 y, 

en la figura 44. Con el fin de poder evaluar cada etapa de purificación y comparar ambos esquemas 

entre sí (purificación 1 vs. purificación 2) se recurrió también a definir un factor de purificación 

(PF), el cual es una relación entre la pureza de PC en cada fracción purificada con respecto al 

extracto crudo inicial. 

𝑃𝐹 =
𝑃𝑃𝐶(𝑓𝑖𝑛𝑎𝑙)

𝑃𝑃𝐶(𝑒𝑥𝑡𝑟𝑎𝑐𝑡𝑜 𝑖𝑛𝑖𝑐𝑖𝑎𝑙)
   𝐸𝑐𝑢𝑎𝑐𝑖ó𝑛 20 

 En el esquema de purificación 2 la fase superior (rica en ficocianina) se dializó y luego 
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se trató con sulfato de amonio para precipitar y purificar las proteínas presentes en el extracto de 

PC, siguiendo los métodos descritos en el apartado 3.1.2. De igual forma, la pureza y el factor de 

purificación para cada extracto de PC purificada se determinaron de acuerdo con las ecuaciones 

14 y 20. 

3.2.4. Análisis de los productos del proceso de HTL 

 Los distintos rendimientos de las fracciones que se obtienen en el proceso de licuefacción 

hidrotérmica (bioaceite, fase acuosa y residuo sólido) se determinan en base seca a partir de las 

ecuaciones 21-23: 

𝑌𝐵(%) =  
𝑚𝑎𝑠𝑎 𝑑𝑒𝑙 𝑏𝑖𝑜𝑐𝑟𝑢𝑑𝑜

𝑚𝑎𝑠𝑎 𝑠𝑒𝑐𝑎 𝑑𝑒 𝑙𝑎 𝑚𝑖𝑐𝑟𝑜𝑎𝑙𝑔𝑎
·  100   𝐸𝑐𝑢𝑎𝑐𝑖ó𝑛 21 

𝑌𝐹𝐴(%) =  
𝑚𝑎𝑠𝑎 𝑑𝑒 𝑠ó𝑙𝑖𝑑𝑜𝑠 𝑜𝑟𝑔á𝑛𝑖𝑐𝑜𝑠 𝑠𝑜𝑙𝑢𝑏𝑙𝑒𝑠

𝑚𝑎𝑠𝑎 𝑠𝑒𝑐𝑎 𝑑𝑒 𝑙𝑎 𝑚𝑖𝑐𝑟𝑜𝑎𝑙𝑔𝑎
·  100   𝐸𝑐𝑢𝑎𝑐𝑖ó𝑛 22 

𝑌𝑅𝑆(%) =  
𝑚𝑎𝑠𝑎 𝑑𝑒𝑙 𝑟𝑒𝑠𝑖𝑑𝑢𝑜 𝑠ó𝑙𝑖𝑑𝑜

𝑚𝑎𝑠𝑎 𝑠𝑒𝑐𝑎 𝑑𝑒 𝑙𝑎 𝑚𝑖𝑐𝑟𝑜𝑎𝑙𝑔𝑎
·  100   𝐸𝑐𝑢𝑎𝑐𝑖ó𝑛 23       

El rendimiento de fase gaseosa fue calculado por diferencia. 

El bioaceite y la microalga se analizaron mediante análisis elemental con un equipo Flash 

2.000 (Thermo Fisher Scientific. Waltham, MA, EE.UU.) equipado con un detector de 

conductividad térmica (TCD). El contenido de C, H, N y S se determinó mediante un reactor de 

oxidación/reducción a 900ºC; mientras que el contenido de O se determinó independientemente 

a partir de un reactor de pirólisis específico a 1060ºC. A partir del análisis elemental, se calculó 

el HHV del bioaceite y de la biomasa de las microalgas por medio de la fórmula empírica de Boie 

[406]: 

𝐻𝐻𝑉 (
𝑀𝐽

𝐾𝑔
) = 0,3516 · 𝐶 + 1,16225 · 𝐻 − 0,1109𝑂 + 0,0628 · 𝑁   𝐸𝑐𝑢𝑎𝑐𝑖ó𝑛 24 

Y, por último, la energía recuperada (ER) se calculó a partir de la ecuación 25: 

𝐸𝑅 (%) =
(𝐻𝐻𝑉 𝑑𝑒𝑙 𝑏𝑖𝑜 − 𝑎𝑐𝑒𝑖𝑡𝑒 · 𝑚𝑎𝑠𝑎 𝑏𝑖𝑜 − 𝑎𝑐𝑒𝑖𝑡𝑒)

(𝐻𝐻𝑉 𝑚𝑖𝑐𝑟𝑜𝑎𝑙𝑔𝑎 · 𝑚𝑎𝑠𝑎 𝑠𝑒𝑐𝑜 𝑑𝑒 𝑙𝑎 𝑚𝑖𝑐𝑟𝑜𝑎𝑙𝑔𝑎)
· 100   𝐸𝑐𝑢𝑎𝑐𝑖𝑜𝑛 25 

 La calidad del bioaceite también fue analizada mediante cromatografía de gases-

espectrometría de masas (GC-MS) en un equipo Bruker 320 GC-MS (Bruker, Billerica, 

Massachusetts, EE.UU.) con una columna xi-5Sil- MS (30 metros, 0.25 mm ID, 0.25 µm df.). 

3.2.5. Análisis de la producción de biogás 

 En primer lugar, se determinan los sólidos totales y los sólidos volátiles (SV) tanto de la 

biomasa que se va a digerir (sustrato) o cosustrato (en el caso de que se utilice) como del lodo 
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activo (inóculo) para poder así establecer la relación sustrato:inóculo 1:2. Para la medida de los 

sólidos totales, se toma una muestra de 1 g y se seca en una mufla/estufa a 110ºC durante toda la 

noche, hasta alcanzar peso constante. A continuación, la muestra seca se calcina a 550ºC durante 

2 horas con una rampa de calentamiento de 50ºC/min, para determinar los SV. 

3.2.5.1. Determinación del potencial bioquímico de metano 

Para la determinación del potencial bioquímico de metano (BMP) se tienen en cuenta, 

tanto la recta de calibrado correspondiente como las siguientes ecuaciones [407]. 

𝐵𝑀𝑃 =
𝑉𝑇𝐶𝐻4

𝐶𝐸

𝑔𝑆𝑉
   𝐸𝑐𝑢𝑎𝑐𝑖ó𝑛 26 

𝑉𝑇𝐶𝐻4
𝐶𝐸 = 𝑉𝐶𝐻4

𝐶𝐸 + 𝑉𝐶𝐻4𝑑𝑖𝑠𝑢𝑒𝑙𝑡𝑜𝐶𝐸   𝐸𝑐𝑢𝑎𝑐𝑖ó𝑛 27 

𝑉𝐶𝐻4
𝐶𝐸 =

𝑛𝐶𝐻4
· 𝑅 · 𝑇𝐶𝐸

𝑃𝐶𝐸
   𝐸𝑐𝑢𝑎𝑐𝑖ó𝑛 28 

𝑛𝐶𝐻4
= (𝐴𝐶𝐻4

· 𝑚 − 𝑛) ·
𝑉𝐶

𝑉𝑝
   𝐸𝑐𝑢𝑎𝑐𝑖ó𝑛 29 

𝑉𝐶𝐻4𝑑𝑖𝑠𝑢𝑒𝑙𝑡𝑜𝐶𝐸 =
𝑛𝐶𝐻4𝑑𝑖𝑠𝑢𝑒𝑙𝑡𝑜 · 𝑅 · 𝑇𝐸

∆𝑃
   𝐸𝑐𝑢𝑎𝑐𝑖ó𝑛 30  

𝑛𝐶𝐻4𝑑𝑖𝑠𝑢𝑒𝑙𝑡𝑜 = 𝑀𝐶𝐻4𝑑𝑖𝑠𝑢𝑒𝑙𝑡𝑜 · 𝑉𝑈   𝐸𝑐𝑢𝑎𝑐𝑖ó𝑛 31 

𝑀𝐶𝐻4𝑑𝑖𝑠𝑢𝑒𝑙𝑡𝑜 =
𝑀𝐻2𝑂 · 𝑋𝐶𝐻4𝑑𝑖𝑠𝑢𝑒𝑙𝑡𝑜

1 − 𝑋𝐶𝐻4𝑑𝑖𝑠𝑢𝑒𝑙𝑡𝑜
   𝐸𝑐𝑢𝑎𝑐𝑖ó𝑛 32 

𝑋𝐶𝐻4𝑑𝑖𝑠𝑢𝑒𝑙𝑡𝑜 =
∆𝑃

𝐻𝐶𝐻4

   𝐸𝑐𝑢𝑎𝑐𝑖ó𝑛 33 

𝐻𝐶𝐻4
= 10

(
−673,74

𝑇𝐸
 +6,88)

   𝐸𝑐𝑢𝑎𝑐𝑖ó𝑛 34 

Donde: 

• BMP: Potencial bioquímico de metano (L/gSV). 

• 𝑉𝑇𝐶𝐻4
𝐶𝐸: Volumen total de CH4 en condiciones estándar (L). 

• gSV: sólidos volátiles iniciales del sustrato. 

• 𝑉𝐶𝐻4
𝐶𝐸: Volumen de CH4 en condiciones estándar (L). 

• 𝑉𝐶𝐻4𝑑𝑖𝑠𝑢𝑒𝑙𝑡𝑜𝐶𝐸: Volumen de CH4 disuelto (L). 

• 𝑛𝐶𝐻4
: Moles de CH4 (mol) calculados a partir de la recta de calibrado y el área 

(𝐴𝐶𝐻4
). 

• R=Constante de los gases ideales (atm·L/K·mol). 
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• 𝑇𝐶𝐸: Temperatura en a condiciones estándar (273K). 

• 𝑃𝐶𝐸: Presión a condiciones estándar (1 atm). 

• 𝐴𝐶𝐻4
: Área del pico de metano. 

• 𝑚: Pendiente de la recta de calibrado. 

• 𝑛: Ordenada en el origen de la recta de calibrado. 

• 𝑉𝐶: Volumen de cabeza (volumen libre de la botella). 

• 𝑉𝑝: Volumen pinchado (500µL). 

• 𝑛𝐶𝐻4𝑑𝑖𝑠𝑢𝑒𝑙𝑡𝑜: Moles de CH4 disueltos (mol). 

• 𝑇𝐸: Temperatura del experimento (K). 

• ∆𝑃: Incremento de la presión del ensayo (atm). 

• 𝑀𝐶𝐻4𝑑𝑖𝑠𝑢𝑒𝑙𝑡𝑜: Concentración molar del CH4 disuelto (mol/L). 

• 𝑉𝑈: Volumen útil de la botella (L). 

• 𝑀𝐻2𝑂: Concentración molar del agua (mol/L). 

• 𝑋𝐶𝐻4𝑑𝑖𝑠𝑢𝑒𝑙𝑡𝑜: Fracción molar del CH4 disuelto. 

• 𝐻𝐶𝐻4
: Constante de Henry para el CH4 (atm). 

3.2.5.2. Análisis iniciales y finales 

 Se realizaron análisis de demanda química de oxígeno (DQO), nitrógeno total, amonio y 

fosfatos a partir de los protocolos proporcionados por la casa comercial que proporcionó los kits 

adecuados para los análisis. Es necesario realizar estos análisis en las muestras iniciales de la 

mezcla del sustrato con el inóculo y también realizarlos para las muestras finales del residuo. 

 En ambos casos, la mezcla se centrifugó y se filtró. Con el sobrenadante resultante se 

hicieron los análisis mencionados. Previamente se hicieron los calibrados correspondientes. 

Demanda química de Oxígeno (DQO) 

En el Kit proporcionado vienen preparadas unas cubetas tal y como se muestran en la 

figura 53: 

En primer lugar, se ha de agitar por balanceo la cubeta de reacción proporcionada. A 

continuación, se echan 3 mL de la muestra ya centrifugada y filtrada (sobrenadante) y se mezcla 

vigorosamente. Dicha mezcla se calienta durante 120 minutos a 148ºC, tal y como se muestra en 

la imagen (figura 53). Una vez transcurrido el tiempo establecido, la mezcla se enfría a 

temperatura ambiente durante 10 minutos, se agita por balanceo y se mantiene la cubeta en reposo 

durante 30 minutos. Por último, se mide por absorbancia en el espectrofotómetro a 585 nm. 
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Figura 53. Análisis de DQO. 

Nitrógeno total 

De igual forma que para la DQO, se echa 1 mL de muestra centrifugada y filtrada junto 

con 9 mL de agua destilada y se mezcla vigorosamente. A continuación, se añade 1 microcuchara 

del reactivo N-1K y, de nuevo, se mezcla. Seguidamente, se añaden 6 gotas del reactivo N-2K, se 

cierra firmemente el tubo y se mezcla. 

La mezcla se calienta durante 1 hora a 120ºC.Y, pasado ese tiempo, se deja enfriar hasta 

temperatura ambiente. Una vez enfriada la muestra digerida se trasvasa 1 mL de ésta a una cubeta 

de reacción llena, importante no mezclar todavía. Posteriormente, se añade 1 mL del reactivo N-

3K, se cierra firmemente la cubeta y se mezcla. 

Por último, se deja en reposo la cubeta durante 10 minutos y se mide en el 

espectrofotómetro a 345 nm. 

Fosfatos 

Se prepara un tubo vacío y se añade 0,5 mL de muestra filtrada y centrifugada. A 

continuación, se añaden 0,5 mL de reactivo PO4-1 y se mezcla. Seguidamente, se añade una dosis 

del reactivo PO4-2 y se agita vigorosamente. Por último, se deja en reposo durante 5 minutos y se 

mide en el espectrofotómetro a 420 nm. 

Amonio 

 Se prepara un tubo vacío para llevar a cabo el análisis, se adicionan 5 mL del reactivo 

NH4-1. A continuación, se añaden 0,1 mL de muestra y 1 microcuchara rasa del reactivo NH4-2, 

y se agita la mezcla vigorosamente. Por último, se deja en reposo durante 15 minutos y se mide 

en el espectrofotómetro a 690 nm. 
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3.3. Biorrefinerías propuestas. Contexto de la tesis doctoral 

En el caso particular de la presente tesis, se plantearon dos esquemas de biorrefinería con 

el fin de evaluar las diferentes posibilidades de integración energética del proceso de extracción 

y purificación de PC junto con el aprovechamiento de la biomasa resultante de dicho proceso. Las 

dos biorrefinerías propuestas recogen dos opciones de revalorización energética de la biomasa 

residual: licuefacción hidrotérmica y digestión anaerobia, tal y como se muestra en la figura 54. 

Ambas biorrefinerías propuestas parten de la misma biomasa residual y revalorizan esta última 

mediante diferentes procesos termoquímicos y/o bioquímicos. 

 

Figura 54. Esquema de las biorrefinerías propuestas en la presente tesis doctoral. 

En la primera biorrefinería propuesta se estudia la utilización de la biomasa residual 

húmeda, resultante del proceso de extracción de ficocianina mediante LI, de la microalga 

Arthrospira platensis en la producción de bioaceites a partir del proceso de HTL. Gracias a este 

bioaceite se produce la valorización energética de dicha biomasa residual y, con respecto a la 

fracción acuosa, ésta podría recircularse a la etapa de cultivo. Otra opción planteada es la 

biorrefinería 2, que estudia el aprovechamiento de esa biomasa residual para producir biometano 

mediante la digestión anaerobia. El dióxido de carbono generado gracias a este proceso 

bioquímico podría recircularse también a la etapa de cultivo. 

Hoy en día, planificar y diseñar un proceso más viable es uno de los retos fundamentales 

en el desarrollo de producciones más verdes. Por otro lado, que un proceso sea viable sólo puede 

alcanzarse con una combinación de principios económicos, técnicos y ambientales, a través de 

una perspectiva de simulación. Esta idea puede ser aplicada a las biorrefinerías ya que proporciona 

combustibles y productos químicos medioambientalmente viables y parece ser la alternativa más 
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favorable para continuar con el desarrollo sostenible [408]. A partir de los datos que se generan 

en la simulación, y, para poder llevar a cabo el diseño y planificación previa de un proceso; se 

han utilizado herramientas como el Análisis del ciclo de vida (ACV). De esta forma se puede 

determinar el impacto ambiental que producen los procesos estudiados. 

3.4. Simulación y optimización 

 La simulación de un sistema basado en modelos matemáticos y datos sin procesar suele 

ser algo complejo y que requiere mucho tiempo. Las herramientas de software pueden reducir 

significativamente la complejidad del modelado y simulación de una planta prospectiva debido a 

sus bases de datos únicas y cálculos organizados [408]. Gran cantidad de herramientas de software 

como Aspen plus [409], SuperPro Designer [410], BioSTEAM [411], IPSEpro [412], WinGEMS, 

etc. son utilizadas como programas tecnológicamente avanzados para modelar gran cantidad de 

biorrefinerías virtuales. 

En esta etapa se han simulado todos los procesos planteados en ambas biorrefinerías 

(cultivo, extracción de ficocianina con líquido iónico, purificación mediante sistema de dos fases 

acuosas, diálisis y precipitación con sulfato de amonio, licuefacción hidrotérmica y digestión 

anaerobia) empleando el software comercial SuperPro Designer 9.5, seleccionando los modelos 

para cada uno de los equipos y empleando los datos experimentales optimizados en cada una de 

las etapas ya mencionadas (figura 55). El programa SuperPro Designer fue desarrollado por 

Intelligen, Inc en 1991, y es una herramienta muy valiosa para el desarrollo de ingeniería de 

procesos y fabricación, en el ámbito de biotecnología, y farmacéutica, entre otros. Las principales 

ventajas de SuperPro Designer son la gran base de datos de compuestos específicos, operaciones 

unitarias, procesos biológicos y la capacidad de evaluar los índices de rendimiento del proceso 

económico y ecológico. Esta herramienta es apropiada para planificadores e investigadores en el 

diseño de procesos de biorrefinería, unidades de separación y análisis tecnoeconómicos. 
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Figura 55. Esquema detallado de los procesos que se incluyen en la simulación. Elaboración propia. 

Como ya se ha mencionado, el proceso mostrado en la figura 55, fue simulado con el 

software SuperPro Designer 9.5 (ver esquemas en las figuras 56 y 57), a partir de los resultados 

experimentales y los resultados materiales y energéticos obtenidos por la simulación se 

construyeron los inventarios necesarios del sistema para la realización del ACV. 
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Figura 56. Diagrama de flujo para la simulación del proceso de biorrefinería 1 (revalorización de la biomasa residual mediante HTL). 
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Figura 57. Diagrama de flujo para la simulación del proceso de biorrefinería 2 (revalorización de la biomasa residual mediante digestión anaerobia). 
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3.5. Análisis del ciclo de vida de los procesos (ACV) 

Como ya se mencionó, el Análisis del Ciclo de Vida es una metodología de evaluación 

ecuánime de las cargas ambientales asociadas a un producto o proceso y para ello es necesario 

identificar y cuantificar el uso de recursos, energía y vertidos del sistema estudiado. El objetivo 

de esta herramienta es determinar el impacto que produce ese sistema en el medio ambiente, como 

un método de evaluación y de estrategia de mejora continua. Con lo que gracias a esta 

metodología se estudian los impactos potenciales de las biorrefinerías propuestas en la presente 

tesis doctoral a lo largo de todo su ciclo de vida, y esto, permite conocer las etapas críticas de 

ambas desde un punto de vista ambiental. 

 La metodología seguida para realizar el Análisis de Ciclo de Vida es sistemática y se 

puede dividir en cuatro fases [413]: 

1. Definición del objetivo y alcance del estudio: en esta fase se define el objeto de estudio, 

las razones y el objetivo que se pretende alcanzar, por ello habrá que establecer: 

a) Unidad funcional: es la referencia del ACV, sirve para la normalización 

de las entradas y salidas del sistema. 

b) Límites del sistema: deberán estar bien establecidos y definidos, y se 

concretará qué elementos se van a tener en cuenta y cuáles no. 

2. Análisis de inventario: en esta fase se incluye la recolección de datos que permitan 

establecer los recursos materiales y energía que van a ser empleados. De forma 

complementaria, se indican las corrientes de salida (emisiones, productos, residuos, etc.) 

y las de entrada (material y energía). Para ello, se lleva a cabo una búsqueda bibliográfica, 

así como una serie de cálculos para poder elaborar las tablas en las que se estructura el 

Inventario de Ciclo de Vida (ICV). 

3. Evaluación de impactos: esta etapa consiste en evaluar tanto cualitativa como 

cuantitativamente los impactos ambientales asociados al proceso. Es la etapa en la que 

los datos del inventario se transforman en los impactos ambientales que provocan. En 

esta etapa se emplea el programa SimaPro 7.2 gracias al cual se puede modelar dicho 

sistema para obtener su ACV y calcula los impactos ambientales del proceso. 

4. Interpretación de resultados: en esta fase se examinan tanto los resultados obtenidos 

del análisis de inventario, como los obtenidos en la etapa de evaluación con el objetivo 

de poder tomar decisiones que supongan una mejora del proceso estudiado. En la presente 

tesis, conociendo el nivel de alteración medioambiental provocado por cada escenario 

planteado y analizado, se puede indicar cual representa la alternativa más favorable desde 

un punto de vista medioambiental. 

Se evaluó la viabilidad ambiental y energética de los procesos estudiados mediante ACV 
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de acuerdo con la norma internacional ISO 14040:2006 [413]. Por último, se interpretaron los 

resultados obtenidos para poder identificar aquellos equipos y operaciones responsables de los 

mayores impactos y poder proponer futuras modificaciones en el proceso. 

❖ Unidad funcional 

La unidad funcional de un ACV es la herramienta básica para la correcta comparación 

entre los diferentes sistemas, es decir, se emplea para la normalización de los datos de inventario. 

Se ha decidido establecer una unidad funcional de tipo físico de 100 gramos de ficocianina. 

❖ Límites del sistema 

El sistema de estudio será el mismo para ambas biorrefinerías, cambiando únicamente en 

la etapa final de revalorización de la biomasa residual, siendo para la biorrefinería 1 el proceso de 

licuefacción hidrotérmica, y para la biorrefinería 2 el proceso de digestión anaerobia. Las figuras 

58 y 59 representan la división de los sistemas para ambas biorrefinerías con las etapas finales de 

HTL y DA, respectivamente; así como las consideraciones tenidas en cuenta para la realización 

del Análisis del Ciclo de Vida. 

Con el objetivo de realizar correctamente la recolección de los datos de inventario se hace 

necesario el conocimiento de las entradas y salidas de los procesos que conforman cada etapa de 

la biorrefinería, es decir, conocer la extensión de sus límites. Un sistema está formado por un 

conjunto de etapas entre las que se establece algún tipo de relación que las articule en la unidad. 

Sus límites son las fronteras que enmarcan dicho sistema y son condicionados por las entradas y 

salidas. 

Biorrefinería 1: Extracción y purificación de ficocianina + proceso de HTL de la 

biomasa residual. 

 Con respecto a las etapas que conforman esta biorrefinería, recogidas en la figura 58, 

primeramente, se realiza la extracción de ficocianina de la microalga de partida: Arthrospira 

platensis. Una vez realizada la extracción, se procede a centrifugar la mezcla, intentando que sea 

el menor tiempo posible siempre que la separación de la biomasa residual y el sobrenadante 

resultante (extracto crudo de PC) sea exitosa (10 minutos) y de esa forma reducir los costes 

asociados al proceso de centrifugación. A continuación, se lleva a cabo, por un lado, la 

purificación de la PC mediante técnicas como el ATPS, diálisis y la precipitación con sulfato de 

amonio, que no requieren de un aporte de energía significativo y que terminan generando la 

corriente de ficocianina purificada, y, por otro lado, la revalorización de la biomasa residual 

resultante mediante HTL, que permite obtener varias corrientes de producto entre ellas, el 

bioaceite y la fracción acuosa. 
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Figura 58. Límites del sistema de la biorrefinería 1 evaluada. 

Biorrefinería 2: Extracción y purificación de ficocianina + proceso de digestión 

anaerobia de la biomasa residual. 

Con respecto a las etapas que conforman la biorrefinería 2, recogidas en la figura 59, 

inicialmente, son idénticas a las etapas de la biorrefinería 1, únicamente difieren en la etapa final 

de revalorización de la biomasa residual resultante, que, en este caso, se hace mediante digestión 

anaerobia. 

 

Figura 59. Límites del sistema de la biorrefinería 2 evaluada. 
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4. Resultados y discusión 

4.1. Caracterización de Arthrospira platensis 

En primer lugar, se realizó la caracterización de la biomasa de partida de la cianobacteria 

A. platensis. Dicha caracterización comprende tanto su composición bioquímica como su análisis 

elemental (tabla 9) de acuerdo con el procedimiento detallado en el apartado 3.2.1. 

Tabla 9. Composición de Arthrospira platensis (en base seca). 

Composición bioquímica (%p/p) Composición elemental (%p/p) 

Proteínas totales* 65,4 ± 1,8 C 47,2 ± 0,2 

- Ficocianina 8,84 ± 0,06 H 6,59 ± 0,07 

- Aloficocianina 3,25 ± 0,08 N 11,0 ± 0,1 

- Ficoeritrina 1,69 ± 0,03 S 0,33 ± 0,03 

Lípidos 11,2 ± 0,8 O 22,1 ± 0,4 

Carbohidratos totales 19,4 ± 1,3   

Carbohidratos solubles 1,34 ± 0,01   

Cenizas 5,40 ± 0,15   

*Incluidas ficobiliproteínas. 

Tanto la composición bioquímica como la composición elemental fueron similares a las 

encontradas en bibliografía para A. platensis [341]. Como ya se ha mencionado anteriormente, es 

una cianobacteria que se caracteriza por su alto contenido en proteínas (65%). En particular, 

destaca por la presencia de una de las ficobiliproteínas con mayor interés industrial, de estudio en 

la presente tesis doctoral: la ficocianina. 

4.2. Extracción de ficocianina. Diseño de experimentos. 

Como se mencionó en el apartado 3.1.1, con el propósito de maximizar la cantidad de 

ficocianina extraída mediante ultrasonidos y LI ([EMIM][EtSO4]), se desarrolló un diseño 

factorial de experimentos del tipo central compuesto, centrado en las caras. Para llevarlo a cabo 

se evaluó el efecto de los siguientes factores: relación LI/Agua (LI/A), relación 

biomasa/disolvente (B/S), potencia (P) y tiempo de ultrasonidos (t). Por otra parte, las respuestas 

seleccionadas en el proceso de extracción fueron: cantidad extraída de ficocianina (EPC), de 

aloficocianina (EAPC) y de ficoeritrina (EPE), así como sus respectivas purezas (PPC, PAPC, PPE), 

junto con la cantidad de carbohidratos extraídos (ECH). 

Finalmente, el diseño factorial de experimentos (24) se completó con cuatro puntos 

centrales y con los correspondientes ocho puntos estrella, resultando así, en un total de 28 

experimentos, como se mostró previamente en la tabla 8 del apartado 3.1.1. 
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4.2.1. Análisis estadístico 

Una vez completados de forma experimental los 28 experimentos mencionados, los 

resultados se muestran en la tabla 10. 

Tabla 10. Matriz del diseño de experimentos compuesto central para la extracción de ficobiliproteínas con los 

resultados obtenidos para cada una de las respuestas. 

Exp. nº 

Factores (valores codificados)  Respuestas 

B 
 

LI/A 
 

P 
 

t 
 

 EPC 

(mg/g) 

EAPC 

(mg/g) 

EPE 

(mg/g) 
PPC PAPC PPE 

ECH 

(mg/g) 

1 -1 -1 -1 -1  18,4 5,6 1,6 0,2 0,1 0,1 8,8 

2 1 -1 -1 -1  19,9 7,5 1,3 0,3 0,2 0,2 13,5 

3 -1 1 -1 -1  47,6 8,9 4,0 0,4 0,2 0,2 12,3 

4 1 1 -1 -1  46,3 12,6 3,7 0,5 0,2 0,3 17,5 

5 -1 -1 1 -1  20,0 4,9 1,0 0,2 0,1 0,1 11,5 

6 1 -1 1 -1  22,6 7,1 1,3 0,3 0,2 0,2 16,2 

7 -1 1 1 -1  47,6 9,0 4,0 0,4 0,2 0,2 24,0 

8 1 1 1 -1  49,1 13,3 3,8 0,5 0,2 0,3 16,5 

9 -1 -1 -1 1  24,1 11,9 4,2 0,3 0,2 0,2 15,1 

10 1 -1 -1 1  23,3 7,2 1,3 0,3 0,1 0,2 20,4 

11 -1 1 -1 1  61,6 10,5 4,9 0,3 0,1 0,2 16,5 

12 1 1 -1 1  64,8 19,2 6,1 0,6 0,2 0,3 21,1 

13 -1 -1 1 1  28,0 14,1 2,7 0,3 0,1 0,1 14,9 

14 1 -1 1 1  22,8 6,9 1,2 0,3 0,1 0,2 19,5 

15 -1 1 1 1  67,7 15,3 5,7 0,4 0,2 0,2 14,1 

16 1 1 1 1  58,6 20,5 6,0 0,5 0,3 0,3 20,7 

17 -1 0 0 0  69,9 19,6 5,5 0,5 0,2 0,3 18,0 

18 1 0 0 0  66,2 20,9 4,7 0,6 0,2 0,3 21,4 

19 0 -1 0 0  24,1 9,0 1,8 0,3 0,1 0,1 14,8 

20 0 1 0 0  67,6 18,5 5,3 0,5 0,2 0,3 15,2 

21 0 0 -1 0  71,0 22,9 5,6 0,5 0,2 0,3 25,2 

22 0 0 1 0  70,1 21,4 5,3 0,5 0,2 0,3 26,9 

23 0 0 0 -1  55,7 16,0 4,3 0,5 0,2 0,2 15,2 

24 0 0 0 1  71,7 24,4 6,1 0,5 0,2 0,3 28,6 

25 0 0 0 0  68,6 20,9 5,3 0,6 0,2 0,3 16,7 

26 0 0 0 0  69,7 22,0 5,4 0,5 0,2 0,3 18,3 

27 0 0 0 0  69,1 21,1 5,3 0,6 0,2 0,3 16,3 

28 0 0 0 0  67,2 20,9 5,3 0,6 0,2 0,3 16,9 

  

En la tabla 10 se han recogido tanto los factores codificados (columnas 2 a 5) como las 

respuestas analizadas (columnas 6 a 12). Es importante destacar que los experimentos se 

realizaron al azar para minimizar tendencias sistemáticas en las variables y que el nivel de 

significación para la diferencia entre las medias fue del 95% (p-valor < 0,05). 
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 Los resultados del análisis de varianza (ANOVA) del modelo de extracción de las 

ficobiliproteínas y carbohidratos, se presentan a continuación. 

❖ Análisis de varianza (ANOVA) 

Los valores experimentales que se han obtenido, mostrados en la tabla 10, se analizaron 

estadísticamente y se calcularon los efectos principales y los efectos de interacción de las 

variables (interacciones binarias). Los resultados del análisis de varianza (ANOVA) para el 

modelo de extracción de ficobiliproteínas y carbohidratos se resumen en las siguientes tablas (11-

17) (teniendo en cuenta que los efectos/interacciones son significativos cuando p-valor < 0,05): 

Tabla 11. Análisis de varianza (ANOVA) para la cantidad de ficocianina extraída (EPC). 

Fuente de variación Suma de cuadrados Gl Cuadrado medio Razón-F p-valor 

B/S 7,20418 1 7,20418 0,84 0,3770 

LI/A 5256,58 1 5256,58 610,58 0,0000 

P 4,95737 1 4,95737 0,58 0,4615 

t 507,974 1 507,974 59 0,0000 

(B/S)2 6,14602 1 6,14602 0,71 0,4134 

B/S - LI/A 0,914271 1 0,914271 0,11 0,7497 

B/S - P 9,98829 1 9,98829 1,16 0,3010 

B/S - t 16,2762 1 16,2762 1,89 0,1924 

(LI/A)2 1460,15 1 1460,15 169,61 0,0000 

LI/A - P 1,51505 1 1,51505 0,18 0,6817 

LI/A - t 125,664 1 125,664 14,6 0,0021 

P2 2,29134 1 2,29134 0,27 0,6146 

P -t 0,805641 1 0,805641 0,09 0,7645 

t2 89,2599 1 89,2599 10,37 0,0067 

Error total 111,918 13 8,60911   
Total  11311,1 27    

 

Tabla 12. Análisis de varianza (ANOVA) para la cantidad de aloficocianina extraída (EAPC). 

Fuente de variación Suma de cuadrados Gl Cuadrado medio Razón-F p-valor 

B/S 13,0683 1 13,0683 3,29 0,0930 

LI/A 159,73 1 159,73 40,18 0,0000 

P 2,0677 1 2,0677 0,52 0,4836 

t 111,154 1 111,154 27,96 0,0001 

(B/S)2 5,57696 1 5,57696 1,4 0,2575 

B/S – LI/A 55,2068 1 55,2068 13,89 0,0025 

B/S - P 1,58716 1 1,58716 0,4 0,5384 

B/S - t 6,51564 1 6,51564 1,64 0,2228 

(LI/A)2 165,673 1 165,673 41,67 0,0000 

LI/A - P 2,32189 1 2,32189 0,58 0,4584 

LI/A - t 2,71665 1 2,71665 0,68 0,4234 

P2 0,426544 1 0,426544 0,11 0,7485 

P -t 4,14194 1 4,14194 1,04 0,3260 

t2 6,02323 1 6,02323 1,52 0,2402 

Error total 51,6822 13 3,97555   
Total  1046,14 27    
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Tabla 13. Análisis de varianza (ANOVA) para la cantidad de ficoeritrina extraída (EPE). 

Fuente de variación Suma de cuadrados Gl Cuadrado medio Razón-F p-valor 

B/S 0,961931 1 0,961931 3,36 0,0900 

LI/A 40,667 1 40,667 141,86 0,0000 

P 0,124867 1 0,124867 0,44 0,5208 

t 9,72052 1 9,72052 33,91 0,0001 

(B/S)2 0,151418 1 0,151418 0,53 0,4802 

B/S - LI/A 1,76279 1 1,76279 6,15 0,0276 

B/S - P 0,091597 1 0,091597 0,32 0,5815 

B/S - t 0,341231 1 0,341231 1,19 0,2951 

(LI/A)2 8,37536 1 8,37536 29,22 0,0001 

LI/A - P 0,537289 1 0,537289 1,87 0,1942 

LI/A - t 0,608868 1 0,608868 2,12 0,1687 

P2 0,0460853 1 0,0460853 0,16 0,6950 

P -t 0,0057078 1 0,0057078 0,02 0,8899 

t2 0,0487213 1 0,0487213 0,17 0,6869 

Error total 3,72668 13 0,286667   
Total  83,8079 27    

 

Tabla 14. Análisis de varianza (ANOVA) para la pureza de ficocianina en el extracto (PPC). 

Fuente de variación Suma de cuadrados Gl Cuadrado medio Razón-F p-valor 

B/S 0,0460865 1 0,0460865 33,4 0,0001 

LI/A 0,148041 1 0,148041 107,29 0,0000 

P 8,23472E-05 1 8,23472E-05 0,06 0,8108 

t 0,00131927 1 0,00131927 0,96 0,3460 

(B/S)2 5,55222E-05 1 5,55222E-05 0,04 0,8441 

B/S - LI/A 0,00352242 1 0,00352242 2,55 0,1341 

B/S - P 0,000001 1 0,000001 0 0,9789 

B/S - t 0,00005776 1 0,00005776 0,04 0,8411 

(LI/A)2 0,0412511 1 0,0412511 29,9 0,0001 

LI/A - P 0,00124609 1 0,00124609 0,9 0,3593 

LI/A - t 0,00229441 1 0,00229441 1,66 0,2197 

P2 2,96343E-05 1 2,96343E-05 0,02 0,8857 

P -t 4,6225E-06 1 4,6225E-06 0 0,9547 

t2 0,00461766 1 0,00461766 3,35 0,0904 

Error total 0,0179379 13 0,00137984 
  

Total  0,370649 27 
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Tabla 15. Análisis de varianza (ANOVA) para la pureza de aloficocianina en el extracto (PAPC). 

Fuente de variación Suma de cuadrados Gl Cuadrado medio Razón-F p-valor 

B/S 0,0127095 1 0,0127095 27,41 0,0002 

LI/A 0,0127893 1 0,0127893 27,58 0,0002 

P 2,9389E-05 1 2,9389E-05 0,06 0,8052 

t 0,00208228 1 0,00208228 4,49 0,0539 

(B/S)2 1,9512E-05 1 1,9512E-05 0,04 0,8407 

B/S - LI/A 0,00424452 1 0,00424452 9,15 0,0098 

B/S - P 3,4225E-06 1 3,4225E-06 0,01 0,9328 

B/S - t 0,00023562 1 0,00023562 0,51 0,4886 

(LI/A)2 0,00835132 1 0,00835132 18,01 0,0010 

LI/A - P 0,0008439 1 0,0008439 1,82 0,2004 

LI/A - t 0,0005546 1 0,0005546 1,2 0,2940 

P2 1,0314E-05 1 1,0314E-05 0,02 0,8837 

P -t 7,1403E-05 1 7,1403E-05 0,15 0,7011 

t2 0,00087333 1 0,00087333 1,88 0,1932 

Error total 0,00602872 13 0,00046375   
Total  0,0723823 27    

 

Tabla 16. Análisis de varianza (ANOVA) para la pureza de ficoeritrina en el extracto (PPE). 

Fuente de variación Suma de cuadrados Gl Cuadrado medio Razón-F p-valor 

B/S 0,00834201 1 0,00834201 14,03 0,0024 

LI/A 0,0446407 1 0,0446407 75,09 0,0000 

P 0,0002191 1 0,0002191 0,37 0,5543 

t 0,00112654 1 0,00112654 1,89 0,1919 

(B/S)2 6,6183E-06 1 6,6183E-06 0,01 0,9176 

B/S - LI/A 0,0025553 1 0,0025553 4,3 0,0586 

B/S - P 0,00008464 1 0,00008464 0,14 0,7120 

B/S - t 4,00E-08 1 4,00E-08 0 0,9936 

(LI/A)2 0,0103513 1 0,0103513 17,41 0,0011 

LI/A - P 0,00091204 1 0,00091204 1,53 0,2374 

LI/A - t 0,00077841 1 0,00077841 1,31 0,2732 

P2 1,8139E-05 1 1,8139E-05 0,03 0,8640 

P -t 2,2563E-05 1 2,2563E-05 0,04 0,8486 

t2 0,00084022 1 0,00084022 1,41 0,2558 

Error total 0,00772872 13 0,00059452   
Total  0,101461 27    
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Tabla 17. Análisis de varianza (ANOVA) para la cantidad extraída de carbohidratos (ECH). 

Fuente de variación Suma de cuadrados Gl Cuadrado medio Razón-F p-valor 

B/S 55,2931 1 55,2931 4,63 0,0507 

LI/A 30,0522 1 30,0522 2,52 0,1365 

P 10,9731 1 10,9731 0,92 0,3550 

t 68,7069 1 68,7069 5,76 0,0321 

(B/S)2 7,53202 1 7,53202 0,63 0,4411 

B/S - LI/A 6,70991 1 6,70991 0,56 0,4666 

B/S - P 8,04233 1 8,04233 0,67 0,4264 

B/S - t 1,21E+01 1 1,21E+01 1,01 0,3331 

(LI/A)2 106,572 1 106,572 8,93 0,0105 

LI/A - P 0,804161 1 0,804161 0,07 0,7992 

LI/A - t 20,3329 1 20,3329 1,7 0,2144 

P2 54,1875 1 54,1875 4,54 0,0527 

P -t 25,2531 1 25,2531 2,12 0,1694 

t2 0,58651 1 0,58651 0,05 0,8280 

Error total 155,088 13 11,9299   
Total  566,165 27    

 

Según el análisis estadístico dentro del rango experimental evaluado, la relación LI/A, 

(LI/A)2 y el tiempo de ultrasonicación fueron los factores más significativos. Con respecto a la 

cantidad de ficobiliproteínas extraídas, la interacción LI/A-t y el factor cuadrático t2 solo fueron 

significativos para la cantidad de PC extraída (p-valor = 0,0021 y 0,0067, respectivamente). 

Por otro lado, la interacción entre las relaciones B/S y LI/A fue significativa para la 

cantidad extraída de aloficocianina y ficoeritrina (p-valor = 0,0025 y 0,028, respectivamente). 

 Con respecto a la pureza de las ficobiliproteínas, los factores B/S y LI/A fueron los únicos 

efectos principales significativos, mientras que la interacción (LI/A)2 también resultó 

significativa. En cuanto a la cantidad de carbohidratos extraídos, el tiempo de sonicación fue el 

factor principal más significativo junto con el efecto cuadrático de la interacción (LI/A). 

❖ Modelos matemáticos 

A continuación, los resultados experimentales se ajustaron a un modelo de análisis de 

regresión múltiple no lineal, asumiendo un modelo polinómico de segundo orden, obteniendo así 

las ecuaciones matemáticas. Todos los factores se expresan en valores codificados y las 

ecuaciones son válidas dentro del rango [-1, +1]. En los modelos obtenidos se incluyen 

únicamente los factores cuyo efecto se ha considerado significativo, como resultado del análisis 

de varianza correspondiente (ecuaciones 35-41). 

EPC = 69,220 + 17,089·LI/A + 5,312·t - 23,792·LI/A2 + 2,802·LI/A·t - 5,882·t2 

(R2=0,9901).  Ecuación 35 
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EAPC = 21,546 + 2,979·LI/A + 2,485·t + 1,858·B/S·LI/A - 8,014·LI/A2 (R2=0,9506). 

 Ecuación 36 

EPE = 5,339 + 1,503·LI/A + 0,735·t + 0,332·B/S·LI/A - 1,802·LI/A2 (R2=0,9555). 

 Ecuación 37 

PPC = 0,539 + 0,051·B/S + 0,091·LI/A - 0,126·LI/A2 (R2=0,9516). Ecuación 38 

PAPC = 0,239 + 0,027·B/S + 0,027·LI/A + 0,016·B/S·LI/A - 0,057·LI/A2 (R2=0,9167). 

 Ecuación 39 

PPE = 0,2724 + 0,0215·B/S + 0,050·LI/A - 0,063·LI/A2 (R2=0,9238). Ecuación 40 

ECH = 19,686 + 1,954·t - 6,428·LI/A2 (R2=0,7261). Ecuación 41 

En todos los casos, excepto para la cantidad de carbohidratos extraída, los valores de R2 

asociados al ajuste de los modelos fueron satisfactorios (R2 > 0,9). Con respecto a la cantidad de 

carbohidratos extraídos, el valor de R2 más bajo (0,73) probablemente se debió a los errores 

experimentales relativos asociados con el muy bajo contenido de carbohidratos solubles (1,34% 

p/p) en la biomasa de partida de Arthrospira platensis (tabla 9). 

4.2.3. Influencia de las condiciones de operación sobre la extracción de 

ficocianina 

 Con el fin de evaluar la influencia de cada factor, así como la influencia de las 

interacciones binarias entre ellos, sobre la extracción de ficocianina, se analizaron dos de las 

variables de respuesta de interés para el caso de la ficocianina como son la cantidad y la pureza 

de ésta (EPC, PPC) en función a cada uno de los factores. En primer lugar, se analizarán los efectos 

principales en la cantidad de ficocianina extraída, así como en su pureza (figura 60). 
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Figura 60. Efectos principales de los factores sobre la cantidad extraída EPC (A) y la pureza PPC (B) de ficocianina. 

La figura 60 muestra los efectos principales sobre la cantidad de ficocianina extraída y su 

pureza. Como se muestra en la figura 60 (A), el factor con mayor efecto sobre la cantidad de 

ficocianina extraída fue la relación LI/A y el tiempo de ultrasonido. 

Con respecto al primero, el efecto de la relación LI/A sobre la cantidad de PC extraída es 

positivo (ecuación 35). En este caso la cantidad de ficocianina extraída aumenta al aumentar la 

cantidad de líquido iónico hasta alcanzar un máximo de ~72 mg/g a una relación de LI/A del 15% 

aproximadamente, que corresponde al valor central de este factor. Sin embargo, el efecto 

cuadrático de la relación LI/A tiene una influencia negativa significativa en la cantidad extraída 

de PC (tabla 11, ecuación 35). El aumento de esta variable operativa no produjo un aumento 

constante en la cantidad de PC extraída, tal y como se muestra en la figura 60. La disminución 

que se observa a valores más elevados de la relación LI/A, está relacionada con el aumento del 

pH (>8) medido en dicho experimento con respecto al medido en el experimento del punto central 

(pH = 7,2). Este pH conduce a la desnaturalización de las proteínas como se ha podido comprobar 

en el laboratorio y como está publicado en literatura [147]. 

 Con respecto al tiempo de ultrasonidos, cabe destacar que también influyó positivamente 

en la cantidad de ficocianina extraída. El efecto cuadrático del tiempo de sonicación es 

significativamente negativo (tabla 11, ecuación 35), por ello, hay un máximo para esta respuesta 

(EPC ~70 mg/g) cerca del valor central del tiempo de sonicación (aproximadamente 20 minutos). 

Sin embargo, este factor dejará de influir para tiempos más largos, y dejará de ser significativo. 

Para la cantidad de ficocianina extraída, el resto de las variables (B/S y P) no son significativas, 

tal y como se observó en la tabla ANOVA (tabla 11). 

 De forma paralela, los efectos principales de la pureza de PC se representan en la figura 

60 (B). De igual forma que sucedía con la cantidad, uno de los factores con mayor efecto es la 

relación LI/A. La pureza de la PC aumenta según aumenta la cantidad de LI, aumentando de 0,33 

(sin líquido iónico) a 0,55 en el punto central de este factor (LI/A ~15% p/p). A una relación LI/A 
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más alta, la pureza disminuye como resultado de la influencia negativa del efecto cuadrático del 

factor LI/A (tabla 14, ecuación 38). 

Otro de los factores con mayor efecto sobre la pureza de PC es la relación B/S, conforme 

aumenta esta relación se mejora la pureza. Concretamente, al aumentar la relación B/S se consigue 

aumentar la pureza desde 0,49 hasta 0,59, esto puede deberse a que a valores altos de B/S el 

disolvente será más selectivo hacia la PC (no presentando tanta afinidad por el resto de las 

proteínas), tal y como se vio en el apartado 1.2.8.2. 

 A continuación, en la gráfica 61 se presentan las interacciones binarias para la cantidad 

de ficocianina extraída (EPC) y la pureza de la misma (PPC). 

 

Figura 61. Gráfico de interacciones binarias entre factores sobre la cantidad extraída EPC (A) y pureza de ficocianina 

PPC (B). 

 La figura 61 muestra las interacciones binarias de las respuestas: cantidad de PC extraída 

y pureza de PC (EPC y PPC). Cada pareja de curvas de interacción ± se obtuvo usando el modelo 

codificado donde el primer factor actúa como variable y el segundo factor se fija en +1 y -1, 

respectivamente. Las curvas paralelas o con la misma tendencia, indican que las interacciones 

binarias entre esos dos factores no son significativas. En este caso, por lo tanto, el único efecto de 

interacción significativo se puede observar entre LI/A y el tiempo de ultrasonidos para la cantidad 

de ficocianina extraída (EPC) (figura 61, A), mientras que no hay interacciones significativas para 

la pureza de ficocianina (PPC) (figura 61, B). Esto se puede corroborar con las tablas ANOVA 

(tabla 11 y 14). 

4.2.4. Superficies de respuesta 

A continuación, se muestran las superficies de respuesta para los valores predichos de las 

variables seleccionadas (figura 62: A, C y E): cantidad de ficobiliproteína extraída; figura 62: B, 

D y F): pureza de ficobiliproteína y figura 62: G: cantidad de carbohidratos extraídos) en función 

de dos de los factores, con los otros dos en su valor central (codificado como 0). 
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Figura 62. Superficies de respuesta para la cantidad extraída de ficocianina (EPC) (A); y su pureza (PPC) (B); cantidad 

de aloficocianina extraída (EAPC) (C) y su pureza (PAPC) (D); cantidad de ficoeritrina extraída (EPE) (E); y su pureza 

(PPE) (F), y cantidad extraída de carbohidratos (ECH) (G). 
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Como se puede observar, existe un máximo para la cantidad extraída de cada 

ficobiliproteína (figura 62) situado aproximadamente cerca de valores intermedios de LI/A. Al 

analizar el efecto del tiempo sobre las respuestas, se observa que todas estas aumentan con el 

tiempo hasta alcanzar un máximo, manteniéndose o disminuyendo ligeramente para tiempos 

mayores. Además, económicamente no es rentable llevar a cabo el proceso con tiempos muy altos. 

Al analizar la pureza de las ficobiliproteínas (figura 62 (B), (D) y (F)), se puede observar 

cómo un aumento en el factor LI/A incrementó significativamente los valores de pureza para 

todas las ficobiliproteínas. También se puede apreciar que valores altos del factor B/S 

consiguieron maximizar los valores de las purezas. 

Con respecto a la cantidad de carbohidratos extraída, el factor LI/A, tiene un gran efecto 

a valores medios, pero es perjudicial a valores altos. Relaciones de LI/A altas, implica una mayor 

cantidad de LI, pero esto tiene un efecto negativo para la extracción de carbohidratos. Esto es 

debido a que, desafortunadamente, los carbohidratos son poco solubles en casi todos los 

disolventes (incluidos los LIs) excepto en el agua [414]. Con lo que al aumentar la concentración 

de LI disminuye la solubilidad de éstos en la disolución de LI/A. 

La figura 63 muestra la comparativa entre los valores experimentales y los valores 

predichos para todas las respuestas: cantidad de ficobiliproteínas extraídas, pureza de las 

ficobiliproteínas y cantidad de carbohidratos extraídos. 
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Figura 63. Representación de los valores experimentales frente a los predichos por el modelo para las siguientes 

respuestas: cantidad de ficocianina extraída (EPC) (A) y su pureza (PPC) (B); cantidad de aloficocianina extraída 

(EAPC) (C) su pureza (PAPC) (D); cantidad de ficoeritrina (EPE) (E) y su pureza (PPE) (F), y cantidad extraída de 

carbohidratos (ECH) (G). 

 Para todas las respuestas, los valores calculados con los modelos predictivos no lineales 

fueron muy semejantes a los obtenidos experimentalmente, lo que indica la precisión de los 

modelos, exceptuando la cantidad de carbohidratos extraídos, como se explicó anteriormente. 

4.2.5. Condiciones óptimas para la extracción de ficocianina 

 La optimización de las condiciones del proceso de extracción se ha centrado en maximizar 

la cantidad de ficocianina extraída (EPC) manteniendo unos valores de pureza razonables, 

obteniendo los valores óptimos que se muestran en la siguiente tabla (tabla 18). Usando los 

modelos matemáticos (ecuaciones 35-41, mostradas previamente) los valores teóricos para todas 

las respuestas se pudieron calcular para estos valores óptimos (tabla 18). 

Tabla 18. Valores óptimos codificados de los factores que maximizan cada respuesta. 

Factor Respuestas 

 EPC EAPC EPE PPC PAPC PPE ECH 

B/D -0,68 0,12 -0,27 1,00 1,00 1,00 0,33 

LI/A 0,39 0,25 0,46 0,45 0,44 0,53 -0,04 

Potencia 1,00 1,00 -0,88 1,00 1,00 1,00 -1,00 

Tiempo 0,58 0,99 1,00 0,05 0,22 -0,13 1,00 

Máximo 75,9 mg/g 24,2 mg/g 6,5 mg/g 0,62 0,28 0,32 28,1 

 

En estas condiciones de operación, los valores previstos para el resto de respuestas fueron 

lo suficientemente altos como para justificar esta elección: se esperan que las respuestas EAPC y 

EPC alcancen el 93% y el 94% de sus valores máximos, respectivamente. 

 A continuación, el experimento de extracción en condiciones óptimas se llevó a cabo por 

triplicado (0,18 g de A. platensis, 20,86 % p/p LI/A, 80 % de potencia en el ultrasonidos y 25 

minutos), y se obtuvo un valor experimental de EPC de 76,6 ± 0,4 mg/g, que coincidió con el calor 

predicho de EPC (75,9 mg/g, tabla 18). 
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4.2.6. Comparativa con otros trabajos anteriores 

 Se realizó la comparativa de los resultados del presente trabajo con otros publicados en 

bibliografía que utilizaban ultrasonidos o microondas combinados con líquidos iónicos para 

realizar la extracción de ficocianina (figura 64). 

 

Figura 64. Comparación de valores de ficocianina extraídos por Pinto y colaboradores [147,148] y la presente tesis 

doctoral (US: ultrasonidos; MW: microondas). 

 La figura 64 compara el valor de cantidad de PC extraída alcanzado en la presente tesis 

doctoral y los publicados en literatura, los cuales fueron obtenidos con otros LIs (acetato de 2-

hidroxietilamonio (2-HEAA), formiato de 2-hidroxietilamonio (2-HEAF), su mezcla (2-

HEAA+2-HEAF) y 1-butil-3-metilimidazolio cloruro ([BMIM][Cl]) [147,148]. Como se puede 

observar el uso de [EMIM][EtSO4] mejoró notablemente la extracción de PC, demostrando así no 

solo la capacidad de este LI para romper la pared celular de las microalgas tal y como aparece 

publicado en bibliografía [415] sino la alta capacidad de extracción de ficocianina. 

4.2.7. Proceso de extracción con otros líquidos iónicos 

 Pese a que el uso de [EMIM][EtSO4] ha demostrado ser adecuado para la disrupción de 

la pared celular de las cianobacterias [415] y eficaz en la extracción de ficocianina, se han 

estudiado otros dos líquidos iónicos cuyo catión está formado por una cadena alquílica de mayor 

longitud: [BMIM][MeSO4] y [BMIM][Cl]. El primero de ellos ha demostrado ser eficaz en la 

extracción de lípidos [416] y el segundo de ficobiliproteínas [147] Para este estudio se han 

empleado las condiciones óptimas obtenidas mediante el diseño de experimentos descrito 

anteriormente, obteniéndose los resultados que se muestran en la figura 65. 
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Figura 65. Extracción de ficobiliproteínas con distintos LIs. 

 Como puede comprobarse, el [EMIM][EtSO4] fue el LI que más cantidad de ficocianina 

extrajo ya que rompe mucho mejor la pared celular. Por ende, también fue el LI que más 

ficoeritrina y aloficocianina extrajo. Estos tres LIs tienen en común que todos son apróticos y de 

tipo imidazol. Sin embargo, se diferencian en el tipo de catión, ya que el [BMIM][MeSO4] y 

[BMIM][Cl] comparten el mismo un imidazol y un radical butilo, mientras que el [EMIM][EtSO4] 

está formado por un imidazol y un radical etilo. 

La diferencia en la longitud de la cadena alquílica del catión es la causante de la gran 

diferencia en la capacidad de extracción de la ficocianina. Esto es debido a que la hidrofobicidad 

del LI aumenta con la longitud de la cadena. Por ello, los LIs con cadenas alquílicas más cortas 

son más hidrófilos y, por tanto, más afines a las ficobiliproteínas, que son altamente hidrosolubles 

[195]. 

4.3. Recuperación y reutilización del líquido iónico 

 Tal y como se mencionó en el apartado 3.1.2, el líquido iónico utilizado en el proceso de 

extracción se recuperó utilizando un procedimiento basado en diálisis y fue reutilizado en 

posteriores extracciones, para comprobar así si su capacidad de extracción se mantenía. En la 

figura 66 se muestran los ciclos de reutilización del [EMIM][EtSO4] en distintos ciclos de 

extracción consecutivos. 

Para poder estudiar la integridad del LI, éste fue analizado por ATR-FTIR obteniendo los 

resultados representados en la figura 67. 
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Figura 66. Ciclos de reutilización del líquido iónico en distintas extracciones de ficobiliproteínas. 

 

Figura 67. Análisis de ATR-FTIR del LI reutilizado en cada uno de los ciclos. 

 Como se puede apreciar en la figura 66, el LI se pudo reutilizar con éxito durante 7 ciclos 

de extracción, mostrando el mismo espectro IR característico del LI puro (exceptuando el pico 

centrado alrededor de 3500 cm-1 correspondiente al agua restante en la recuperación del LI). 

Después del último ciclo de extracción (ciclo 7) el LI ya no ha mostrado el pico centrado 

en 620 cm-1 que es característico de la flexión C2-N-C5 del anillo de imidazol (gráfica 67) [417]. 

Sin embargo, la cantidad de ficocianina extraída en el séptimo ciclo solo fue un 21% menor que 

después del primer uso de éste. Por ese motivo, la reutilización del LI durante al menos 7 ciclos 
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de extracción puede resultar clave en el proceso global debido al alto coste del mismo. 

 En otros trabajos, como en el de Rodrigues y colaboradores [147] se obtuvieron valores 

por debajo de 0,8 g/L de PC (LI puro 2-HEAA + 2-HEAF + ultrasonidos), cayendo a valores de 

0,05 g/L de PC después de 3 ciclos. Por otro lado, Pinto y colaboradores [148] alcanzaron valores 

de 0,87 g/L de PC (LI puro 2-HEAA + 2-HEAF + microondas), reduciéndose hasta 0,18 g/L de 

PC después de tres ciclos. Comparando con estos valores bibliográficos, los resultados de la 

presente tesis doctoral fueron superiores, con valores por encima de 1 g/L de ficocianina después 

de siete ciclos de recuperación y reutilización del LI. 

 Al comparar la cantidad de ficocianina extraída mediante el LI [EMIM][EtSO4], 

estudiado en la presente tesis, con la cantidad de ficocianina extraída con otros disolventes, se 

observan valores similares ya que con otros disolventes se extraía una cantidad en torno a 80 mg/g 

de ficocianina. Sin embargo, el método basado en LI presenta como ventaja la posibilidad de 

reutilizar el disolvente para ciclos de extracción posteriores. Estos resultados son de gran 

relevancia en el campo de la biorrefinería y de la economía circular ya que permite la reducción 

del consumo de este disolvente, mejorando así la sostenibilidad del proceso. 

Por este motivo, este proceso resultó muy interesante para integrarlo en el marco de una 

biorrefinería para la obtención de ficocianina a partir de la biomasa de Arthrospira platensis. De 

cara a la integración de este proceso en una biorrefinería, se ha de analizar y caracterizar la 

biomasa residual resultante, tal y como se muestra en el apartado 4.6. 

4.4. Sistemas de dos fases acuosas (ATPS) 

 Tal y como se describió en el apartado 3.1.2, el primer paso para el estudio del proceso 

de separación de la ficocianina mediante un sistema ATPS fue el estudio de las condiciones del 

sistema sal-LI-agua. El objetivo era trabajar en un sistema bifásico, y para ello se han construido 

las curvas binodales o curvas de equilibrio, empleando el procedimiento descrito en la 

metodología. 

❖ Curvas binodales 

En la figura 68 se presenta la curva binodal característica del líquido iónico 

[EMIM][EtSO4], empleado en la extracción, construida mediante el método del punto de niebla 

(descrito en el apartado 3.1.2). 



 RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

 

 
 

 

Figura 68. Curva binodal de equilibrio sal-LI-agua para el LI [EMIM][EtSO4] y la sal K2HPO4. Los puntos negros 

(■) son los datos experimentales de la curva binodal, la línea verde es el ajuste a la ecuación de Merchuk, la línea 

rosa es la tie-line o recta de reparto y el triángulo azul (▲) es el punto medio de la tie-line, donde el volumen de la 

fase superior es igual al de la fase inferior (VTOP = VBOTTOM). 

 En la curva binodal mostrada en la figura 68, se ha comprobado experimentalmente que 

los puntos por encima de la curva de equilibrio corresponden a un sistema bifásico, es decir, se 

forman dos fases acuosas, necesarias para la separación de la PC. Sin embargo, por debajo de la 

curva de equilibrio se formará un sistema monofásico en el cual no se conseguirá ningún tipo de 

separación de dicho biocompuesto. 

 Los datos experimentales de la curva de equilibrio (puntos de color negro) se han ajustado 

a la ecuación de Merchuk (línea verde). De esta forma se obtuvieron los parámetros A, B, C para 

la curva de equilibrio y para este sistema ATPS el ajuste al modelo de Merchuk fue totalmente 

satisfactorio obteniendo unos valores de R2 mayores de 0,999 (tabla 19). 

 Por otro lado, para la determinación de la recta de reparto se resolvió el sistema de 

ecuaciones ya mencionado en la metodología (ecuaciones 4-8) y se obtuvieron así, los puntos de 

corte de la recta de reparto con la curva de equilibrio (YT, YB, XT, XB). 

 Tal y como se hizo para la extracción de ficocianina, se utilizaron los LIs [BMIM][Cl] y 

[BMIM][MeSO4] en el sistema de dos fases acuosas. Para ello, de igual forma, se determinaron 

las curvas binodales de equilibrio (figuras 69-70). 
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Figura 69. Curva binodal de equilibrio sal-LI-agua para el LI [BMIM][Cl] y la sal K2HPO4. Los puntos negros (■) 

son los datos experimentales de la curva binodal, la línea verde es el ajuste a la ecuación de Merchuk, la línea rosa es 

la tie-line o recta de reparto y el triángulo azul (▲) es el punto medio de la tie-line, donde el volumen de la fase 

superior es igual al de la fase inferior (VTOP = VBOTTOM). 

 

Figura 70. Curva binodal de equilibrio sal-LI-agua para el LI [BMIM][MeSO4] y la sal K2HPO4. Los puntos negros 

(■) son los datos experimentales de la curva binodal, la línea verde es el ajuste a la ecuación de Merchuk, la línea 

rosa es la tie-line o recta de reparto y el triángulo azul (▲) es el punto medio de la tie-line, donde el volumen de la 

fase superior es igual al de la fase inferior (VTOP = VBOTTOM). 

Para ambos sistemas ATPS el ajuste al modelo de Merchuk fue satisfactorio obteniendo 

unos valores de R2 mayores de 0,999 (tabla 19). 
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Como se estudió el efecto de la cadena alquílica del catión del LI [EMIM][EtSO4] 

mediante los siguientes líquidos iónicos: [BMIM][EtSO4], [HMIM][EtSO4], [OMIM][EtSO4] fue 

necesaria la elaboración de las correspondientes curvas binodales asociadas al uso de estos LIs, 

que se presentan a continuación (figuras 71-73). 

 

Figura 71. Curva binodal de equilibrio sal-LI-agua para el LI [BMIM][EtSO4] y la sal K2HPO4. Los puntos negros 

(■) son los datos experimentales de la curva binodal, la línea verde es el ajuste a la ecuación de Merchuk, la línea 

rosa es la tie-line o recta de reparto y el triángulo azul (▲) es el punto medio de la tie-line, donde el volumen de la 

fase superior es igual al de la fase inferior (VTOP = VBOTTOM). 
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Figura 72. Curva binodal de equilibrio sal-LI-agua para el LI [HMIM][EtSO4] y la sal K2HPO4. Los puntos negros 

(■) son los datos experimentales de la curva binodal, la línea verde es el ajuste a la ecuación de Merchuk, la línea 

rosa es la tie-line o recta de reparto y el triángulo azul (▲) es el punto medio de la tie-line, donde el volumen de la 

fase superior es igual al de la fase inferior (VTOP = VBOTTOM). 

 

Figura 73. Curva binodal de equilibrio sal-LI-agua para el LI [OMIM][EtSO4] y la sal K2HPO4. Los puntos negros 

(■) son los datos experimentales de la curva binodal, la línea verde es el ajuste a la ecuación de Merchuk, la línea 

rosa es la tie-line o recta de reparto y el triángulo azul (▲) es el punto medio de la tie-line, donde el volumen de la 

fase superior es igual al de la fase inferior (VTOP = VBOTTOM). 

 Para todos los sistemas ATPS descritos en las figuras 71, 72 y 73 que corresponden a los 

ATPS formados por los LIs [BMIM][EtSO4], [HMIM][EtSO4] y [OMIM][EtSO4] el valor de R2 
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asociado al ajuste al modelo de Merchuk ha sido completamente satisfactorio, obteniendo unos 

valores de R2 mayores de 0,999 (tabla 19). En la tabla 19 también se muestran los parámetros de 

ajuste de la ecuación de Merchuk (A, B y C) para cada uno de los sistemas ATPS estudiados. 

Tabla 19. Parámetros de ajuste de la ecuación de Merchuk: A, B, C y R2. 

Líquidos iónicos en los 

sistemas bifásicos estudiados 
Parámetros de ajuste a la ecuación de Merchuk 

 A B C R2 

[EMIM][EtSO4] 85,29 -0,32 4,12E-05 0,99978 

[BMIM][Cl] 91,94 -0,41 1,95E-05 0,99944 

[BMIM][MeSO4] 84,13 -0,31 4,76E-05 0,99994 

[BMIM][EtSO4] 98,50 -0,37 4,96E-05 0,99929 

[HMIM][EtSO4] 96,75 -0,36 1,04E-04 0,99971 

[OMIM][EtSO4] 117,03 -0,42 9,76E-05 0,99963 

 

4.4.1. Estudio del efecto del pH 

Como se ha mencionado anteriormente, la ficocianina es estable en un rango de pH entre 

6,5-7. Por este motivo, antes de añadir el extracto crudo de PC al sistema ATPS, el pH del sistema 

se ajustó a 6,5-7 mediante la adición de HCl. En la figura 74 se muestran las recuperaciones de 

las diferentes ficobiliproteínas en cada uno de los sistemas ATPS formados con distintos LIs, 

comparando las recuperaciones de las ficobiliproteínas en sistemas ATPS sin regulación de pH y 

en sistemas en los que sí se ajustó el pH. 

 

Figura 74. Recuperación de ficobiliproteínas (PC: ficocianina, PE: ficoeritrina, APC: aloficocianina) en la fase 

superior del ATPS formada por los LIs [EMIM][EtSO4], [BMIM][MeSO4] y [BMIM][Cl]. 
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 En general, tal y como se muestra en la figura 74, para el sistema bifásico acuoso en el 

que el pH de la fase superior ha sido ajustado a 6,7 se han obtenido mayores recuperaciones para 

todas las ficobiliproteínas. Concretamente, para el caso de la ficocianina se obtuvieron 

recuperaciones de los sistemas ATPS formados por [EMIM][EtSO4], [BMIM][Cl] y 

[BMIM][MeSO4] sin regular el pH de 49,5 ± 0,1%, 45,6 ± 1,5% y 30,5 ± 0,9%, respectivamente; 

frente a recuperaciones del 98,9 ± 0,5%, 95,6 ± 1,3% y 60,1 ± 0,5%, respectivamente con un 

sistema ATPS con pH ajustado. Aunque la ficoeritrina y la aloficocianina no son el objetivo 

principal del presente trabajo, en la figura 74 también se evaluó el efecto del pH en su 

recuperación en los diferentes sistemas ATPS. Para los ATPS formados por los LI 

[EMIM][EtSO4] y [BMIM][MeSO4] se obtuvieron mayores recuperaciones de ambas 

ficobiliproteínas al ajustar el pH (PE: 68,9 ± 2,7% y 96,3 ± 0,7%; APC: 41,2 ± 0,9% y 56,3 ± 

0,7%, respectivamente) con respecto al sistema ATPS sin pH regulado (PE: 64,7 ± 0,2% y 66,0 

± 1,5%; APC: 19,9 ± 0,2% y 25,1 ± 1,8%, respectivamente). Por el contrario, para el [BMIM][Cl] 

las recuperaciones de ambas ficobiliproteínas no mejoraron al presentar un sistema ATPS con pH 

ajustado con respecto a uno sin regular. 

 Paralelamente, se ha analizado el efecto del pH sobre la pureza de las ficobiliproteínas 

recuperadas en la fase superior de los sistemas ATPS, tanto en los que no se ha ajustado el pH 

como en aquellos en los que sí se ha hecho (figura 75). 

 

Figura 75. Pureza de las ficobiliproteínas recuperadas en la fase superior del ATPS formada por los LIs 

[EMIM][EtSO4], [BMIM][MeSO4] y [BMIM][Cl]. 

 Prácticamente ninguno de los LIs utilizados consiguieron aumentar la pureza de la PC de 
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forma significativa en los sistemas ATPS propuestos con respecto a la pureza del extracto de PC 

que se obtenía (PPC = 0,54). Cabe destacar que, al igual que se ha comentado con las 

recuperaciones, en los sistemas de dos fases acuosas en los que el pH ha sido ajustado a 6,7 se 

han obtenido mayores purezas para cada una de las ficobiliproteínas y para cada uno de los 

sistemas ATPS correspondientes. El LI con el que se han conseguido mayores purezas para las 

tres ficobiliproteínas, y, sobre todo, para la ficocianina fue el [EMIM][EtSO4], concretamente, 

PPC en sistemas ATPS con pH sin regular (0,290 ± 0,003) con respecto a sistemas ATPS con pH 

ajustado (0,57 ± 0,01), PPE en sistemas ATPS con pH sin regular (0,180 ± 0,002) con respecto a 

sistemas ATPS con pH ajustado (0,28 ± 0,01) y PAPC en sistemas ATPS con pH sin regular (0,100 

± 0,003) con respecto a sistemas ATPS con pH ajustado (0,180 ± 0,003). Cabe destacar que las 

purezas de PE y APC obtenidas mediante el sistema ATPS con pH ajustado con el 

[EMIM][EtSO4] son menores que las que se obtuvieron en el extracto crudo de PC. Con respecto 

a los otros dos LIs de estudio ([BMIM][Cl] y [BMIM][MeSO4]) no se consiguió aumentar la 

pureza de ninguna ficobiliproteína, con respecto a la que se obtuvo en el extracto crudo de PC, 

obteniendo valores comprendidos entre 0,07-0,27. 

De igual forma que para la extracción, esto fue debido a que los LIs que tiene las cadenas 

alquílicas del catión más largas ([BMIM][MeSO4] y [BMIM][Cl]) son más hidrofóbicos mientras 

que el LI con cadena alquílica más corta es más hidrofílico ([EMIM][EtSO4]) y, por tanto, más 

afín a las ficobiliproteínas [195]. 

 Como el [EMIM][EtSO4] fue el LI que forma parte del sistema ATPS con el que se ha 

conseguido una mayor recuperación y pureza de PC, será el sistema bifásico elegido para separar 

la ficocianina de los carbohidratos. 

Como conclusión, resulta imprescindible para todos los experimentos que impliquen la 

utilización de estos sistemas bifásicos la regulación del pH, previamente a la adición del extracto 

de PC del cual se quiera separar la misma. 

4.4.2. Estudio del efecto del catión del líquido iónico 

 Como se ha podido comprobar, tanto en el proceso de extracción como en el sistema de 

dos fases acuosas (ATPS), el [EMIM][EtSO4] fue el LI con el que se han obtenido mejores 

resultados tanto en la extracción como en la recuperación y pureza de PC con respecto a otros LIs 

estudiados: [BMIM][MeSO4] y [BMIM][Cl]. Los líquidos iónicos con cadena alquílica más larga 

son más hidrofóbicos y, por tanto, menos afines a la superficie de estas ficobiliproteínas, aunque 

parece que las interacciones hidrofóbicas entre los grupos hidrofóbicos de la PC y las cadenas 

alquílicas del LI tienen un efecto significativo en la eficacia de su extracción y reparto en el 

sistema ATPS [219]. Por ello, para el presente trabajo, se ha analizado el efecto de la cadena 

alquílica del catión en la pureza de PC en el sistema ATPS con los LIs [BMIM][EtSO4], 
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[HMIM][EtSO4] y [OMIM][EtSO4]. 

Los resultados de recuperación y pureza de PC obtenidos para el [EMIM][EtSO4] en un 

sistema ATPS con pH regulado se mostraron con anterioridad en las figuras 74 y 75. Con respecto 

a la pureza y al factor de purificación en dicha etapa (0,57 ± 0,01 y 1,07 ± 0,01, respectivamente) 

cabe destacar que ha aumentado ligeramente, pero se pudo comprobar que la PC en esta etapa no 

se ha purificado, como se explica más detalladamente en el apartado 4.5.2. Los resultados 

obtenidos en el sistema ATPS con los distintos LIs de cadena alquílica más larga se muestran a 

continuación: 

Tabla 20. Rendimiento de extracción (EPC), recuperación, pureza (PPC) y factor de purificación (PF) de PC para el LI 

[BMIM][EtSO4]. 

Etapa EPC (mg/g) Recuperación PC (%) PPC PF 

Extracto crudo de PC 76,5 ± 0,3 - 0,53 ± 0,02 - 

Diálisis 75,8 ± 0,2 99,0 ± 1,2 1,01 ± 0,06 1,9 ± 0,1 

Fase superior (ATPS) 17,2 ± 1,8 22,5 ± 1,3 0,340 ± 0,001 0,63 ± 0,02 

 

Tabla 21. Rendimiento de extracción (EPC), recuperación, pureza (PPC) y factor de purificación (PF) de PC para el LI 

[HMIM][EtSO4]. 

Etapa EPC (mg/g) Recuperación PC (%) PPC PF 

Extracto crudo de PC 76,5 ± 0,3 - 0,48 ± 0,03 - 

Diálisis 76,1 ± 0,3 99,5 ± 0,4 1,07 ± 0,01 2,21 ± 0,02 

Fase superior (ATPS) 9,0 ± 0,3 11,8 ± 0,4 0,180 ± 0,002 0,36 ± 0,04 

 

Tabla 22. Rendimiento de extracción (EPC), recuperación, pureza (PPC) y factor de purificación (PF) de PC para el LI 

[OMIM][EtSO4]. 

Etapa EPC (mg/g) Recuperación PC (%) PPC PF 

Extracto crudo de PC 74,5 ± 0,3 - 0,46 ± 0,05 - 

Diálisis 76,7 ± 1,0 101,7 ± 1,7 0,92 ± 0,01 2,00 ± 0,03 

Fase superior (ATPS) 10,5 ± 0,6 13,9 ± 0,7 0,210 ± 0,003 0,47 ± 0,01 

 

 En los tres sistemas de purificación mediante ATPS, basados en los LIs [BMIM][EtSO4], 

[HMIM][EtSO4] y [OMIM][EtSO4] (tablas 20, 21 y 22, respectivamente) fue necesaria una etapa 

previa de diálisis para separar el LI empleado en la etapa de extracción [EMIM][EtSO4], ya que 

este era diferente al usado en el sistema ATPS correspondiente. La recuperación de PC en la etapa 

de ATPS de todos ellos disminuyó drásticamente (22,5 ± 1,3%, 11,8± 0,4% y 13,9 ± 0,7%) junto 

con la pureza de PC (0,340 ± 0,001, 0,180 ± 0,002 y 0,210 ± 0,003). Esto también se puede 

apreciar visualmente en la siguiente figura ya descrita previamente en la metodología: 
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Figura 49. Efecto de la cadena alquílica del catión en la separación y purificación de ficocianina. Mostrada en 

metodología.  

 Tal y como se aprecia en la figura 49 la PC se ha concentrado preferentemente en la fase 

superior de todos los sistemas ATPS, sin embargo, el brillo y la tonalidad de la misma se aprecian 

diferentes conforme aumenta la cadena alquílica del catión (menos azulada y brillante) lo que está 

en consonancia con los datos mostrados en las tablas anteriores (tablas 20-22). 

Las bajas recuperaciones, purezas y cambio de tonalidad de PC (de azul a morado) para 

los LIs de cadena alquílica mayor indican un posible cambio o alteración en la ficocianobilina 

(PCB), que es el cromóforo de la PC. Una de las posibles razones por las que se podría producir 

dicha alteración es por cambios de pH, pero se comprobó de forma experimental que todos los 

valores de pH de los distintos sistemas ATPS estaban entre 6,5-7, lo que no generaría cambios en 

la ficocianobilina. Para comprobar el estado del cromóforo se hicieron medidas de fluorescencia. 

❖ Análisis de fluorescencia 

Debido a los resultados de baja recuperación y pureza de PC obtenidos en la fase superior 

de los sistemas ATPS para los LIs de estudio: [BMIM][EtSO4], [HMIM][EtSO4] y 

[OMIM][EtSO4] se quiso comprobar si el aumento de la longitud de la cadena alquílica del catión 

afectaba de alguna forma a la ficocianobilina. Por ese motivo se ha evaluado la fluorescencia de 

la PC en dichas fases ya que la PC es una ficobiliproteína fluorescente. Por ello, se analizaron los 

correspondientes espectros de emisión en fluorescencia, tal y como se muestra en la figura 76. 
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Figura 76. Espectro de emisión de PC en la fase superior del sistema ATPS para los distintos LIs de estudio. La 

excitación se realizó a 620 nm y el espectro de emisión se registra en el intervalo de 600 a 700 nm. Todos los 

espectros se midieron a temperatura ambiente. 

Como se puede observar en el espectro de fluorescencia de la figura 76, según aumenta 

la longitud de la cadena alquílica del catión (C2 en MIMEtSO4 → C8 en MIMEtSO4) la intensidad 

de la emisión disminuye. Por ello, el cromóforo estaba siendo afectado por ese cambio en la 

cadena alquílica. Sin embargo, esta disminución en la fluorescencia también pudo deberse a la 

disminución en la cantidad de PC tal y como mostraban las tablas 20-22. Por ese motivo se 

analizaron también los respectivos espectros de absorción UV-Vis para cada una de estas fases 

superiores de PC correspondientes a los distintos LIs empleados (figura 77). 
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Figura 77. Espectro de absorción UV-Vis de la PC en la fase superior del sistema ATPS con [EMIM][EtSO4] (A), 

[BMIM][EtSO4] (B), [HMIM][EtSO4] (C) y [OMIM][EtSO4] (D). 

Como se puede ver en el espectro de UV-Vis (A) correspondiente a la fase superior del 

ATPS con el LI [EMIM][EtSO4], el máximo de absorción se encuentra próximo a 615 nm, es 

decir, donde se encuentra el pico característico de la PC tal y como se muestra en la figura 78. 

Sin embargo, aunque en el espectro UV-Vis obtenido para el LI [BMIM][EtSO4] (B) se 

sigue observando el máximo a 615 nm, se aprecia una gran disminución en la intensidad de 

absorbancia a esa longitud de onda, lo cual implica una disminución de la cantidad de PC, lo cual 

está en concordancia con los resultados de la tabla 20. 

Por último, prestando atención a los espectros UV-Vis (C) y (D) por un lado, también 

presentan una gran caída en la intensidad de absorción a 615 nm y, además, se aprecia como el 

máximo de absorción ha cambiado a 575 nm. Dicho máximo de absorción (575 nm) coincide con 

un isómero de la ficocianobilina, la ficoviolobilina (PVB). Lo que genera una segunda posibilidad 

de lo que puede estar pasando con el cromóforo. 
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Figura 78. Espectro de absorción UV-Vis de la ficocianina pura. 

Por lo tanto, considerando tanto los cambios de color observados en la fase superior del 

ATPS para los LIs de cadenas alquilo largas (cambio a tonalidad morada) como los cambios 

observados en el máximo de absorción en los espectros UV-Vis (figura 77) resulta prácticamente 

evidente que el cromóforo de la PC (ficocianobilina) ha cambiado. 

En primer lugar, Chen y colaboradores [418] estudiaron previamente que en algunas 

especies de microalgas uno o dos cromóforos periféricos (α-84 PCB y/o β-155 PCB) de PC se 

pueden sustituir por otros cromóforos como la ficoviolobilina (PVB), la ficoeritrobilina (PEB) o 

la ficourobilina (PUB), para su adaptación a ciertas condiciones ambientales. Y, a su vez, 

Hardman y colaboradores [419] detectaron la autoisomerización del cromóforo de PC, 

ficocianobilina (PCB) a PVB (figura 79), o, lo que es lo mismo, el cambio de color azul a morado, 

con lo que existe la posibilidad de que esto sea lo que ha sucedido en el presente trabajo. 

La ficoviolobilina (PVB) es un tipo de ficobilina que está presente en otro tipo de 

ficobiliproteína menos relevante como es la ficoeritrocianina, este tipo de ficobiliproteína es 

captadora de luz de color magenta y participa también la fotosíntesis de algunas cianobacterias. 

Dicha ficobiliproteína consta de dos subunidades alfa y beta, agregadas formando un hexámero, 

que contiene pigmentos de tipo ficobilina, que pueden ser violetas, correspondientes al cromóforo 

ficoviolobilina o dos ficocianobilinas azules. 
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Figura 79. Biosíntesis de las ficobilinas en cianobacterias. Modificado de Chen y colaboradores [418] 

En la figura 79 se ha explicado la biosíntesis de la ficocianobilina (cromóforo de la 

ficocianina) siendo el principal precursor de las ficobilinas la biliverdina IX, que a su vez es el 

producto resultante de la acción de la enzima hemo oxigenasa. La unión de los cromóforos a las 

ficobiliproteínas se basa en modificaciones postraduccionales en las que intervienen enzimas 

liasas específicas. Estas enzimas aseguran la unión de la bilina al residuo de cisteína 

correspondiente. Y, por último, se muestra la interconversión por autoisomerización de PCB a 

PVB [419]. 

 En segundo lugar, otra explicación de lo que puede estar sucediendo es que, aunque los 

cationes del LI influyen menos en la estabilidad de las proteínas que los aniones; aun así, influyen 

de manera significativa. En un estudio realizado por Silva y colaboradores [420] se demostró que 

las cadenas de alquilo más largas de los LIs basados en imidazolio (LIs más hidrofóbicos) están 

asociados con un mayor efecto de desestabilización en proteínas que los grupos alquilo cortos 

(menos hidrofóbicos). La razón de tal desestabilización radica en el aumento de la superficie de 

contacto del catión con la proteína, particularmente en los contactos hidrofóbicos promovidos por 

el extremo de la cadena alquílica. 
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Mediante la herramienta STD-NMR determinaron qué átomos de hidrógeno del catión 

del LI interaccionan más fuertemente con la proteína. Para LIs de cadena corta ([C2MIM]+) la 

interacción se localizaba predominantemente en el núcleo del anillo aromático de imidazol, lo 

que significaba que la principal fuerza impulsora de la interacción proteína-catión era de 

naturaleza electrostática. Sin embargo, los resultados obtenidos para LIs de cadena alquílica 

mayor ([C4MIM]+) mostraron que, además de tener como fuerza impulsora de la interacción 

proteína-catión interacciones electrostáticas, las interacciones hidrofóbicas también eran 

importantes. Por ello hay que prestar especial atención al carácter hidrofóbico de los aminoácidos 

presentes en la superficie externa de la PC. Por ese motivo, para comprobar la hipótesis de la 

interacción hidrofóbica proteína-catión, en la figura 80 se ha coloreado la superficie externa, 

expuesta al disolvente (en el caso de la presente tesis el LI), del hexámero de PC de acuerdo con 

la escala normalizada de hidrofobicidad de Eisenberg [421] (tabla 23), de forma que una mayor 

intensidad de color rojo se correlaciona con un mayor carácter hidrófobo de los aminoácidos. 

Tabla 23. Escala normalizada de Eisenberg de hidrofobicidad de aminoácidos 

Escala normalizada de hidrofobicidad 

Ile:1,38 Pro: 0,12 

Phe:1,19 Thr: -0,05 

Val:1,08 Ser: -0,18 

Leu:1,06 His: -0,40 

Trp:0,81 Glu: -0,74 

Met: 0,64 Asn: -0,78 

Ala: 0,62 Gln:-0,85 

Gly: 0,48 Asp: -0,90 

Cys: 0,29 Lys: -1,50 

Tyr: 0,26 Arg: -2,53 
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Figura 80. Superficie externa del hexámero (α/ β)6 de PC, coloreados según la escala de hidrofobicidad 

normalizada de Eisenberg. Mostrado en la figura 11 (ver apartado 1.2.2). 

La representación anterior se ha realizado a partir de la secuencia 1HA7 (Protein Data 

Bank, https://www.rcsb.org/) empleando el programa PyMOL (The PyMOL Molecular Graphics 

System, Version 2.5.4. Schrödinger, LLC. Nueva York, NY, EE.UU.). Para la representación de 

colores de la superficie hidrofóbica del hexámero se ha empleado también el programa, escrito en 

Python, “color_h.py” (https://pymolwiki.org/index.php/Color_h), encargado de transformar la 

escala numérica de hidrofobicidad de Eisenberg en la correspondiente escala de colores. 

Tal y como se observa en la figura 80 se han representado los aminoácidos de la superficie 

externa del hexámero de la PC coloreados según su hidrofobicidad, en la que se confirmó que, 

efectivamente había muchas zonas hidrófobas, tal y como también publicaron Mohamed y 

colaboradores [422]. Por ese motivo, al utilizar LI más largos (más hidrófobos) aumentaba la 

superficie de contacto entre la proteína y el catión del LI de cadena larga, y, por ende, la 

desestabilización de la PC. 

Por ello, un LI con cadenas alquílicas más largas es capaz de interaccionar con la proteína 

de forma electrostática (al igual que lo haría un LI de cadena corta) y de forma hidrofóbica, por 

lo que es un desestabilizador más potente; ya que puede ocasionar un mayor daño conformacional 

a la estructura terciaria de la PC. Se cree que el LI puede ser capaz de distorsionar los enlaces de 

la estructura terciaria y esto causaría una disminución en la intensidad del máximo visible en el 

espectro de UV-Vis tal y como se ha visto en la figura 77 y afectará igualmente de forma 

significativa a la fluorescencia, tal y como se ha apreciado en la figura 76. 

De igual manera, la disminución de la intensidad del máximo visible en el espectro de 

https://pymolwiki.org/index.php/Color_h
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UV-Vis ha sido explicada en bibliografía como una desnaturalización de la ficocianina, 

normalmente mediante calor, urea, digestión proteolítica y acidificación [423]. Sin embargo, 

relacionando este resultado con el trabajo anterior de Silva y colaboradores [420], se puede 

observar que la desestabilización de la proteína ocasionada por LIs de cadenas alquílicas más 

largas ocasiona la disrupción del entorno proteico, que es de suma importancia para la geometría 

del cromóforo. Estos cambios en la conformación del cromóforo dan como resultado diferentes 

formas del sistema π-electrónico y, en consecuencia, diferentes espectros de absorción, tal y como 

sucedió en la presente tesis doctoral. Cuando la ficocianina se encuentra en estado nativa, el 

esqueleto de la proteína mantiene a los cromóforos en una conformación estrechamente extendida 

que maximiza la absorbancia en la región visible. Sin embargo, tras la desnaturalización de la 

misma, las interacciones cromóforo-proteína se destruyen o se debilitan de forma que los 

cromóforos son más flexibles, y, aunque siguen unidos a las proteínas, tienen a enrollarse en una 

conformación más plegada. 

 Para concluir, a partir de los resultados obtenidos, se ha seleccionado el [EMIM][EtSO4] 

como el LI utilizado en la presente tesis doctoral tanto para la extracción de PC como para el 

sistema ATPS. Por lo que, una vez obtenido el extracto de PC, esta ficobiliproteína se ha 

purificado mediante dos enfoques diferentes (apartado 4.5). 

4.5. Purificación de ficocianina 

 Tal y como se mencionó en el apartado 3.1.2, la separación y purificación de ficocianina 

se ha llevado a cabo mediante dos vías: (1) diálisis + precipitación con sulfato de amonio y (2) 

sistema de bifásico acuoso (ATPS) + diálisis + precipitación con sulfato de amonio. Ambos 

esquemas se describieron con anterioridad en la figura 44 del apartado de metodología. 

4.5.1. Método de purificación 1: diálisis + precipitación 

Los resultados obtenidos de la purificación del extracto crudo de ficocianina mediante la 

primera vía: (1) diálisis + precipitación con sulfato de amonio se muestran en la tabla 24: 

Tabla 24. Rendimiento de extracción (EPC), recuperación, pureza (PPC) y factor de purificación (PF) de PC para el 

método de purificación 1 (diálisis + precipitación). 

Etapa EPC (mg/g) Recuperación PC (%) PPC PF 

Extracto crudo de PC 76,6 ± 0,4 - 0,54 ± 0,01 - 

Diálisis 67,7 ± 0,9 88,4 ± 1,5 0,85 ± 0,03 1,57 ± 0,05 

Precipitación* 48,9 ± 0,9 63,9 ± 0,9 3,5 ± 0,1 6,4 ± 0,2 

*Precipitado correspondiente a la 2º precipitación (50% de saturación de sulfato de amonio) 
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Como se observa en la tabla 24, en este primer enfoque de purificación, el rendimiento 

de extracción disminuyó en las etapas de diálisis y precipitación (67,7 ± 0,9 y 48,9 ± 0,9 mg/g, 

respectivamente) en comparación con el valor correspondiente al extracto crudo de ficocianina 

(76,6 ± 0,4 mg/g). Esto fue debido a las correspondientes pérdidas de PC en cada paso de 

purificación. Por ese motivo las recuperaciones tras la diálisis y la precipitación fueron del 88,4 

± 1,5 y del 63,9 ± 0,9 %, y las pérdidas de extracto de PC del 11,6 % y el 36,2 %, respectivamente. 

Con respecto a la pureza de PC (PPC), ésta mejoró en comparación con la del extracto 

crudo de PC (0,54 ± 0,01), alcanzando valores de 0,85 ± 0,03 (tras la diálisis) y 3,5 ± 0,1 (tras la 

precipitación), correspondientes al grado 1 (0,7-1,5) y grado 3 (2,5-3,5), que la hacen apta para 

uso en la industria alimentaria y como biomarcador en aplicaciones biomédicas, respectivamente. 

De igual forma, estos resultados son análogos al grado de pureza evaluado a través del 

factor de purificación (PF): 1,57 ± 0,05 (diálisis) y 6,4 ± 0,2 (precipitación). Con respecto al 

último valor, significó que la pureza aumentó seis veces con respecto a la del extracto crudo. Todo 

ello demuestra la idoneidad del proceso de extracción basado en LI con este procedimiento de 

purificación. 

Además, la pureza de PC (PPC) obtenida a través del método de purificación (1) del 

presente trabajo fue significativamente superior a los valores publicados previamente por otros 

autores [424–428]. Valores de pureza de PC de 3,25 y 3,74, similares a los obtenidos en el 

presente trabajo, se han obtenido utilizando etapas de purificación adicionales basadas en 

cromatografía en uno y/o dos pasos, respectivamente [225]. En otros trabajos, para alcanzar 

dichas purezas, las recuperaciones de PC fueron significativamente inferiores (48% y 22%, 

respectivamente) a la del presente trabajo (63,9 ± 0,9%), ya que una de las desventajas frecuentes 

de utilizar técnicas cromatográficas para purificar PC son las bajas recuperaciones obtenidas. 
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4.5.2. Método de purificación 2: ATPS + diálisis + precipitación 

Para este caso, en el sistema ATPS se ha utilizado el LI seleccionado previamente, el 

[EMIM][EtSO4], ya que fue el que ha mostrado los mejores resultados tanto para extracción como 

para ATPS. Los resultados obtenidos de la purificación del extracto crudo de ficocianina mediante 

ATPS + diálisis + precipitación con sulfato de amonio se muestran en la tabla 25: 

Tabla 25. Rendimiento de extracción (EPC), recuperación, pureza (PPC) y factor de purificación (PF) de PC para el 

método de purificación 2 (ATPS + diálisis + precipitación) con el LI [EMIM][EtSO4]. 

Etapa EPC (mg/g) Recuperación PC (%) PPC PF 

Extracto crudo de PC 76,6 ± 0,4 - 0,54 ± 0,01 - 

Fase superior (ATPS) 74,0 ± 0,2 96,7 ± 0,3 0,57 ± 0,01 1,07 ± 0,01 

Diálisis 70,0 ± 0,4 91,3 ± 1,4 2,4 ± 0,3 4,5 ± 0,3 

Precipitación* 46,0 ± 1,0 60,0 ± 1,1 4,22 ± 0,05 7,88 ± 0,06 

*Precipitado correspondiente a la 2º precipitación (50% de saturación de sulfato de amonio) 

En este enfoque de purificación, el rendimiento de extracción (EPC), disminuyó 

ligeramente después de las etapas de ATPS (74,0 ± 0,2 mg/g) y diálisis (70,0 ± 0,4 mg/g) con 

respecto al valor del extracto crudo de PC (76,6 ± 0,4 mg/g). Las pérdidas de PC fueron más 

notables después de la etapa de precipitación (46,0 ± 1,0 mg/g). Aun así, estos resultados muestran 

unas altas recuperaciones de PC utilizando el sistema ATPS (96,7 ± 0,3%) y la etapa de diálisis 

(91,3 ± 1,4%). Aunque se aprecie una recuperación menor en la etapa de precipitación (60,0 ± 

1,1%), sigue siendo superior a las recuperaciones obtenidas en otros trabajos donde se realizaron 

pasos adicionales como la cromatografía de filtración en gel y la cromatografía de intercambio 

iónico [225,426]. 

 Como se puede observar en las tablas 24 y 25, las recuperaciones finales de ambas vías 

de purificación de PC (diálisis + precipitación y ATPS + diálisis + precipitación) fueron muy 

similares (63,9 ± 0,9 % y 60,0 ± 1,1 %, respectivamente) con lo que la adición del paso adicional 

del sistema de dos fases acuosas no supone una disminución importante en términos de cantidad 

de ficocianina recuperada. 

 La pureza de PC (PPC) obtenida tras el sistema ATPS fue ligeramente mayor (0,57 ± 0,01) 

que la pureza del extracto crudo (0,54 ± 0,01). Esto se puede explicar ya que el sistema ATPS 

extrae de forma selectiva las proteínas en la fase superior, debido a la afinidad de ellas por el LI, 

mientras que en este sistema los carbohidratos se fraccionan preferentemente en la fase inferior. 

Para comprobar esta hipótesis se analizaron la fase superior e inferior obtenidas en el sistema 

ATPS, mostrando que el 83% en peso de las proteínas totales se solubilizaron en la fase superior, 

mientras que el 38,6% en peso de los carbohidratos restantes se acumularon en la fase inferior. 

De esta forma, se demuestra que, aunque el ATPS no ha resultado muy eficaz en la purificación 

de ficocianina, sí que ha resultado ventajoso en la separación de carbohidratos de PC, y, de alguna 
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forma, la eliminación del 17% de proteínas totales, principalmente no ficobiliproteínas, a la fase 

inferior hace que la pureza final alcanzada sea algo mayor en este enfoque. 

 La pureza de PC aumentó a 2,4 ± 0,3 y 4,22 ± 0,05 y el factor de purificación a 4,5 ± 0,3 

y 7,88 ± 0,06 después de las etapas de diálisis y precipitación, respectivamente. Esto permitió 

concluir que mediante este método la pureza de la PC aumentó en hasta casi 8 veces con respecto 

al extracto crudo de PC. De modo que la pureza obtenida mediante este método de purificación 

(ATPS + diálisis + precipitación) alcanzó el grado analítico de pureza (>4), apto para fines 

farmacéuticos y nutracéuticos, siendo superior a la pureza final obtenida mediante el método de 

purificación visto en el apartado 4.5.1 (diálisis + precipitación). 

 A modo comparativo se presenta la figura 81, donde se comparan los resultados de pureza 

de PC obtenidos en el presente trabajo mediante los métodos de purificación 1 y 2 con valores de 

pureza obtenidos en otros trabajos anteriores. 

 

Figura 81. Gráfica comparativa entre la pureza de PC obtenida en otros trabajos frente a la pureza obtenida en el 

presente trabajo. 

 Como se puede observar en la figura 81, con respecto a la pureza obtenida mediante 

diálisis + precipitación se mejoraron los valores obtenidos bibliográficamente. Por ejemplo, 

Kumar y colaboradores [426] obtuvieron una pureza de 2,93, próxima a la obtenida en el actual 

trabajo (3,5 ± 0,1), pero obtuvieron una recuperación de PC menor (aproximadamente del 39%). 

Por otro lado, la pureza final obtenida en la presente tesis doctoral (4,22 ± 0,05) mediante 
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la adición de una etapa previa de purificación, como es el ATPS, resultó comparable con otros 

valores de pureza obtenidos en otros trabajos donde se emplearon procesos adicionales como la 

cromatografía de intercambio iónico, obteniéndose valores de purezas de PC de 4,42 [425] y 4,58 

[426], y la ultrafiltración, con valores de pureza de 3,8 [428]. Sin embargo, estos aumentos en la 

pureza implican una menor recuperación de PC, 45,6%, 14%, 49,6%, respectivamente; que son 

notablemente inferiores al obtenido en el presente trabajo (60%). 

Por todo lo mencionado anteriormente, es importante tener en cuenta que debe existir un 

equilibrio entre la pureza y la cantidad de PC recuperada al final del proceso de purificación. 

 Por ello, se ha seleccionado el segundo método de purificación (ATPS + diálisis + 

precipitación), ya que ha permitido alcanzar una pureza mayor con una adecuada recuperación 

final de PC (semejante al primer método de purificación). El contenido de ficocianina, proteínas 

totales, carbohidratos (CH) y lípidos se ha analizado en todas las fracciones obtenidas durante 

todo el proceso y se presenta a continuación en los balances de materia. 

❖ Balances de materia 

El reparto de los distintos componentes se ha planteado tanto por cada etapa del proceso 

(extracción mediante ultrasonidos, sistema de dos fases acuosas (ATPS), diálisis y precipitación 

con sulfato de amonio) como de forma global, donde se puede ver con más claridad. A 

continuación, se muestran los balances de cada etapa en las figuras 82, 83, 84 y 85. 

 

Figura 82. Balance de materia en el proceso de extracción. *Proteínas no incluye la PC. 

 Como se aprecia en la figura 82 la mayoría de las proteínas (tanto la PC como las proteínas 

totales) se han extraído en el extracto crudo de PC (81,8% y 79,9%, respectivamente). Sin 

embargo, tanto los lípidos como los carbohidratos se han concentrado preferentemente en la 

biomasa residual resultante tras la extracción de PC (78,5% y 80,8%, respectivamente), lo que 

resultó muy interesante de cara a su valorización energética a través del proceso de HTL y de 

digestión anaerobia. 

A continuación, se plantea el reparto de los distintos componentes en el sistema ATPS (figura 83). 
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Figura 83. Balance de materia en el sistema ATPS. *Proteínas no incluye la PC. 

Tal y como muestra la figura 83, la mayor parte de las proteínas totales (83%), incluyendo 

la PC (99%), se han concentrado preferentemente en la fase superior del sistema ATPS. Tanto la 

separación de ambas fases como el reparto de los distintos compuestos está condicionado por 

atracciones electrostáticas e interacciones hidrofóbicas. Por ello, las fuerzas impulsoras que, 

generalmente, permiten el reparto de las proteínas a la fase superior (preferentemente) son las 

interacciones electrostáticas entre los residuos de aminoácidos cargados negativamente en la 

superficie de la proteína y el catión del líquido iónico, cargado positivamente. 

Como ya se mencionó previamente, el pH del sistema ATPS se ha ajustado a un valor de 

7. Los dos motivos principales por los que fue necesario realizar el ajuste del pH fueron: en primer 

lugar, que la PC es estable a pH de 6,5-7 y, por otra parte, que el pH afectaba al reparto de esta 

biomolécula en el sistema ATPS. Cuando el pH del sistema es superior al punto isoeléctrico de la 

proteína objetivo (pIPC = 4,1-4,3), ésta se carga negativamente e interacciona con el catión del LI 

que está cargado positivamente. Por ese motivo, tanto la PC como el resto de las proteínas se han 

concentrado en la fase superior y por ello, la pureza de PC prácticamente no ha mejorado en esta 

etapa. 

Sin embargo, los carbohidratos se han distribuido entre las distintas fases, de forma que, 

una parte de ellos se ha concentrado entre la fase intermedia y la fase inferior (39%), eliminándose 

de la fase superior enriquecida en ficobiliproteínas, con lo que el ATPS ha resultado ventajoso en 

la separación de los CH de las proteínas. 

 Con respecto a la fracción lipídica remanente en el extracto crudo de PC (21%) que se ha 

incorporado al sistema ATPS, cabe destacar que también se ha separado de las proteínas y de la 

PC, puesto que se ha concentrado preferentemente en una tercera fase intermedia, formada entre 

la fase superior y la inferior, como también han confirmado anteriormente Suarez Ruiz y 

colaboradores [429]. 
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De esta forma, el sistema bifásico acuoso ha resultado muy útil ya que tanto una parte 

importante de los carbohidratos como la totalidad de los lípidos que acompañaban a la PC y a 

otras proteínas en el extracto inicial, han podido separarse de ellas sin afectar a la calidad de 

dichas proteínas. 

Al igual que en las etapas anteriores, a continuación, se plantea el reparto para la etapa 

de diálisis (figura 84). 

 

Figura 84. Balance de materia en el proceso de diálisis. *Proteínas no incluye la PC. 

 Relacionando los resultados de pureza de la tabla 25 obtenidos tras el proceso de diálisis 

con el reparto de proteínas observado en la figura 84, se justifica la relevancia que tiene el proceso 

de diálisis tanto en la purificación de PC, como en la recuperación del LI. Como se analizó en la 

tabla 25, la pureza de PC aumentó de 0,57 a 2,4 en el proceso de diálisis. Esto es debido a que el 

76% de las proteínas totales que acompañaban a la PC atraviesan la membrana de diálisis junto 

con el LI, manteniéndose sólo el 24% de ellas acompañando a la PC. Cabe destacar que la 

recuperación de la PC que permanece dentro de la membrana es del 91%. 

 Con respecto a los carbohidratos, el proceso de diálisis consigue separar de nuevo las 

proteínas de los CH, quedándose en el extracto de PC dializado únicamente el 41% de los CH 

restantes. Por todo lo indicado anteriormente, el proceso de diálisis resultó necesario tanto para 

poder recuperar el LI y reutilizarlo en otros ciclos de extracción (como ya se vio en el apartado 

4.3), como para separar la PC tanto de las proteínas como de los carbohidratos y así poder purificar 

dicho bioproducto de una manera eficaz. 

 Por último, se ha evaluado el reparto tanto de las proteínas restantes en el extracto 

dializado como los carbohidratos en la etapa de precipitación (figura 85). 



 RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

 

 
 

 

Figura 85. Balance de materia en el proceso de diálisis. *Proteínas no incluye la PC. 

Cómo se puede apreciar en la figura 85, el 85% de la PC ha precipitado a una alta 

concentración de sulfato de amonio (50%) lo que significó que esta biomolécula es más soluble, 

es decir, menos hidrofóbica, que el resto de proteínas. Andrews y colaboradores [430] afirmaron 

que la hidrofobicidad de las proteínas se mide de forma general a través de la precipitación con 

sulfato de amonio, como el inverso de la solubilidad. Es decir, a concentraciones más bajas de 

sulfato de amonio precipitan las proteínas menos solubles (más hidrofóbicas) mientras que las 

proteínas más hidrofílicas precipitan a concentraciones de sal más elevadas, como es el caso de 

la PC y de alguna otra proteína afín (43%). El resto de las proteínas precipitan a bajas 

concentraciones de sulfato de amonio o quedan solubilizadas en el sobrenadante final resultante 

de la segunda precipitación. En la etapa de precipitación se ha conseguido retirar casi la mitad de 

las proteínas remanentes que provienen de la diálisis, lo que está en concordancia con el aumento 

de la pureza de PC de 2,4 a 4,22 (tabla 25). 

Con respecto a los carbohidratos, de igual forma se ha conseguido separar de la PC la 

mitad de los CH remanentes, con lo cual se ha obtenido un extracto de PC purificado. 

Para poder tener una visión general del balance de materia global del proceso, se muestra 

la figura 86 a continuación. 
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Figura 86. Balance de materia global en el proceso de purificación de PC para LI puro. *Proteínas no incluye la PC. 

 Para concluir, y tal y como se había comprobado con los balances de materia individuales 

de cada proceso, el balance global (figura 86) también corroboró que las etapas más relevantes 

para la purificación de la PC fueron la diálisis y la precipitación, puesto que en ellas se consiguió 

separar un 50,3% y un 8,81% de proteínas de la PC, respectivamente. 

4.5.2.1 ATPS con LI recuperado 

Tal y como se ha realizado en la etapa de extracción de PC, se quiso comprobar el efecto 

de la reutilización del LI [EMIM][EtSO4] en el sistema de dos fases acuosas. Para ello, se eligió 

el mismo punto de mezcla mostrado en la tie-line de la figura 68 (18,10% sal, 22,67% LI y 59,23% 

agua) que equivale a volúmenes iguales entre la fase superior y la fase inferior (VTOP =VBOTTOM). 

Los resultados obtenidos en el sistema ATPS con LI reutilizado y los resultados de las siguientes 

etapas posteriores (diálisis y precipitación) se muestran en la tabla 26. 

Tabla 26. Rendimiento de extracción (EPC), recuperación, pureza (PPC) y factor de purificación (PF) de PC para el 

método de purificación 2 (ATPS + diálisis + precipitación) con el LI [EMIM][EtSO4] reutilizado. 

Etapa EPC (mg/g) Recuperación PC (%) PPC PF 

Extracto crudo de PC 75,4 ± 0,2 - 0,44 ± 0,01 - 

Fase superior (ATPS) 74,1 ± 0,2 98,3 ± 0,3 2,9 ± 0,1 6,7 ± 0,3 

Diálisis 70,5 ± 0,7 93,5 ± 1,3 2,60 ± 0,03 5,91 ± 0,03 

Precipitación* 41,9 ± 1,1 55,6 ± 1,1 2,72 ± 0,01 5,98 ± 0,02 

*Precipitado correspondiente a la 2º precipitación (50% de saturación de sulfato de amonio) 

El rendimiento de extracción (EPC), disminuyó después de las etapas de ATPS (74,1 ± 0,2 

mg/g) y diálisis (70,5 ± 0,7 mg/g) con respecto al valor del extracto crudo de PC (75,4 ± 0,2 

mg/g), aunque su disminución no fue muy acusada. Las pérdidas de PC fueron más importantes 

después del paso de la precipitación (41,9 ± 1,1 mg/g). Aun así, estos resultados mostraron unas 
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altas recuperaciones de PC utilizando el sistema ATPS (98,3 ± 0,3%) y la etapa de diálisis (93,5 

± 1,3%). Y aunque se apreció una recuperación menor en la etapa de precipitación (55,6 ± 1,1%), 

sigue estando en consonancia con la recuperación obtenida en un sistema en el que se emplea el 

LI puro e igualmente es superior a la obtenida en otros trabajos donde se realizaron pasos 

adicionales como la cromatografía de filtración en gel y la cromatografía de intercambio iónico 

[225,426]. 

 Prestando atención a la pureza de PC obtenida en cada una de las etapas de purificación, 

se puede destacar que la pureza de PC aumentó a 2,9 ± 0,1, y el factor de purificación a 6,7± 0,3 

después del proceso de ATPS, lo que significa que mediante el ATPS con LI reutilizado la pureza 

ha aumentado hasta casi 7 veces con respecto al extracto crudo de PC. Esto difiere en gran medida 

de la pureza obtenida en el sistema ATPS con el mismo LI [EMIM[[EtSO4] (0,57), pero siendo 

este puro (tabla 25). Sin embargo, a diferencia del proceso en el cual se utilizó un LI puro en el 

sistema ATPS; en el sistema ATPS con LI reutilizado la pureza de PC no aumentó en gran medida 

en las etapas posteriores de diálisis y precipitación, arrojando valores de pureza de 2,60 ± 0,03 y 

2,72 ± 0,01, respectivamente. 

 En el sistema ATPS, los solutos y las biomoléculas a fraccionar tienen un tamaño definido 

(peso molecular y diámetro hidrodinámico) así como una geometría (conformación 

tridimensional) por lo que van a estar sujetos a efectos estéricos impuestos por los constituyentes 

del sistema. Estos efectos estéricos generalmente están relacionados con el volumen libre 

disponible (que es limitado) para que los solutos o las biomoléculas se fraccionen hacia una fase 

en concreto [431], por lo que cualquier alteración en dicho volumen disponible puede suponer un 

gran cambio para el sistema ATPS ya que es un sistema muy sensible a perturbaciones y puede 

verse afectado su equilibrio. Cuando se analizaron las fracciones de cada una de las etapas del 

proceso global (figura 86), se observó que el LI recuperado tras el proceso de diálisis, empleado 

en este apartado, iba acompañado de gran cantidad de proteínas totales (50,3%). 

Por otro lado, se puede producir una alteración del volumen libre disponible en la fase 

superior del sistema ATPS que provoca la migración de las proteínas a la fase contraria a la que 

deberían ir y dicha migración puede ser consecuencia de: 

1. Una alta concentración del LI en la fase superior del ATPS, lo que supone una reducción 

en el volumen libre disponible, con lo que algunas proteínas que van acompañando al 

extracto crudo de PC son excluidas de la fase superior del ATPS, desplazándolas a la fase 

inferior o a la intermedia [432]. Sin embargo, en el presente trabajo, la concentración del 

LI no se varió, siendo idéntica a la que se utilizó en el sistema ATPS con LI puro. 

2. La presencia de proteínas a concentraciones relativamente bajas puede tener un efecto 

muy importante en el reparto de éstas en el sistema ATPS y se puede observar la 
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precipitación o suspensión de ellas en la fase intermedia del sistema ATPS [236]. 

Como ya se ha mencionado anteriormente, el LI reutilizado que conformaba este sistema 

bifásico llevaba asociadas una gran cantidad de proteínas, que, junto con las que iban con el 

extracto de PC que se añadió al sistema ATPS, podrían hacer que se cumpla la segunda premisa 

propuesta anteriormente. Los sistemas bifásicos son sistemas en equilibrio, muy sensibles, en los 

que cualquier cambio en la concentración de LI, sal o las biomoléculas a separar, pueden alterar 

el sistema y cambiar el reparto de dichas biomoléculas objetivo. Esto demostraría el cambio en la 

distribución de proteínas en el sistema ATPS con LI reutilizado y la migración de éstas de la fase 

superior a otra fase; lo que implica el incremento de la pureza de PC. Sin embargo, para conocer 

la migración de las proteínas tanto en el sistema ATPS como en los demás procesos, se realizó de 

nuevo un análisis de proteínas, carbohidratos y lípidos y se planteó un balance de materia global 

para el LI reutilizado (figura 87). De esta forma, seguramente se podrá esclarecer el motivo por 

el cual, en este caso, la PC se purificó más en el sistema de dos fases acuosas empleando un LI 

reutilizado. 

 

Figura 87. Balance de materia global en el proceso de purificación de PC para LI reutilizado. *Proteínas no incluye la 

PC. 

 Como se aprecia en la figura 87, en el sistema ATPS la mayoría de las proteínas que 

provenían del extracto de PC se han concentrado preferentemente en la fase intermedia (83%). 

Esto es debido a la disminución del volumen libre disponible en la fase superior del sistema ATPS 

(ya que los cationes del LI reutilizado llevan proteínas asociadas) por lo que no habrá suficiente 

espacio para acomodar PC ni otras proteínas. Debido a esta alta concentración de proteínas, las 

que eran menos afines al LI precipitaron o se quedaron suspendidas en la fase intermedia [236]. 

Además la PC, que tiene más afinidad por el LI (ya que es más hidrofílica), desplazó a las 

proteínas menos afines hacia esa fase intermedia (figura 88) y se concentró preferentemente en la 
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fase superior (98%). Únicamente el 7,96% de las proteínas permaneció en la fase superior, dato 

que difiere en gran medida con respecto al ATPS con LI puro (66,22%), por ese motivo la pureza 

de PC fue mayor para un sistema bifásico con LI reutilizado. 

 Para poder expresar de forma más visual el efecto que supone en el sistema ATPS tener 

una elevada concentración de proteínas, se muestra la figura 88. 

 

Figura 88: Esquema de reparto de proteínas en el sistema ATPS para LI puro (A) y para LI reutilizado (B). 

Elaboración propia. 
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Como se aprecia en la figura 88, la principal diferencia entre ambos sistemas ATPS radica 

en el uso de un LI puro (A) y reutilizado (B), respectivamente. Como se puede observar en el 

primer caso, los cationes del líquido iónico se encuentran libres, de esta forma, no hay limitación 

de volumen libre disponible e interaccionarán con ellos tanto la PC como las proteínas. En 

consecuencia, para un sistema ATPS con LI puro tanto la PC como las proteínas se concentrarán 

en la fase superior, limitando así la purificación de PC en este sistema. 

Sin embargo, para el segundo caso (B), los cationes del LI ya no se encuentran libres, 

sino que, parcialmente están asociados o interactuando con proteínas, por lo que, el volumen libre 

disponible es menor que para el caso anterior. Esta disminución en el volumen libre disponible, 

unido al hecho de que hay una elevada concentración de proteínas en la fase superior del sistema 

ATPS (sobre todo cuando se añade el extracto al sistema), provoca la precipitación de las 

proteínas menos solubles hacia la fase intermedia. Esta precipitación está condicionada a la 

solubilidad/afinidad de las proteínas en el LI, siendo la PC la más soluble y estable, por lo que 

tendrá preferencia por la fase superior, mientras que el resto de proteínas, que son menos afines, 

se agruparán y migrarán a la fase intermedia, consiguiendo purificar en mayor grado la PC. 

Por otro lado, con respecto a los carbohidratos, éstos se han distribuido entre las distintas 

fases del sistema ATPS, de forma que, una parte de ellos se ha concentrado entre la fase 

intermedia y la fase inferior (32,1% en total), con lo que el ATPS con LI reutilizado también 

resultó ventajoso en la separación de los CH de las proteínas. Además, la fracción lipídica 

remanente en el extracto crudo de PC (21%) que se incorporó al sistema ATPS, de igual forma 

que para el LI puro, se ha separado de las proteínas y de la PC, puesto que se ha concentrado en 

la fase intermedia [429]. 

 Por este motivo, y tal y como se aprecia en la tabla 26 y analizando el reparto de proteínas 

en la figura 87, la etapa más relevante para la purificación de PC en el caso de reutilizar un LI fue 

el sistema de dos fases acuosas (ATPS), ya que tras este proceso únicamente quedaron el 9,96% 

de las proteínas totales (excluida la PC) en la fase superior, es decir se han conseguido concentrar, 

en las fases intermedia e inferior, el 90% de las proteínas totales. 

Por ello, las siguientes etapas del proceso de purificación no contribuyeron demasiado en 

la pureza de PC. Concretamente tras la etapa de diálisis, considerando el balance global del 

proceso, se ha conseguido retirar únicamente el 3,58% de proteínas totales mientras que, en la 

etapa de precipitación, se ha separado un 2,1%, por ese motivo la pureza no aumentó en esta etapa 

final (2,72 ± 0,01). 

La pureza de PC obtenida mediante este proceso de purificación alcanzó el grado reactivo 

(2,5-3,5), pudiéndose utilizar como biomarcador en aplicaciones biomédicas. 
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 Al evaluar la reutilización del LI [EMIM][EtSO4] en el sistema de dos fases acuosas, se 

puede concluir que los resultados no han resultado exitosos. Aunque se consiguió aumentar la 

pureza de PC en el primer paso de purificación, que fue el sistema ATPS; en las etapas posteriores, 

ésta no aumentó, quedándose en un grado 3 de pureza final. 

Una vez conseguida la purificación de PC mediante el enfoque de purificación 2, se 

procedió a caracterizar las distintas fracciones de PC obtenidas en este proceso mediante 

electroforesis. 

4.5.3. Electroforesis 

 Para analizar más a fondo la composición de la PC, se examinaron las distintas muestras 

obtenidas durante el proceso de purificación: extracto crudo de PC, fase superior del sistema 

ATPS y precipitado rico en ficocianina; mediante SDS-PAGE (figura 89-90). Todas ellas se 

analizaron por duplicado. 

 

Figura 89. Análisis SDS-PAGE de las distintas muestras obtenidas durante el proceso de purificación de PC: calle M 

(marcadores de pesos moleculares, en kDa), calles 1-2 (patrón de PC comercial), calles 3-4 (extracto crudo de PC), 

calles 5-6 (precipitado rico en PC), calles 7-8 (fase superior del sistema ATPS con LI puro). 

 La identificación de los pesos moleculares de las diferentes bandas de las muestras (calles 

1-8) se han llevado a cabo empleando el programa UN-SCAN-IT, introduciendo como calibrado 

los pesos moleculares del marcador de pesos moleculares, en kDa (M). 

 Varias bandas con diferentes intensidades se han resuelto en el gel con dos bandas 

principales en la región de 12–21 kDa que corresponden a la subunidad alfa y beta de la 

ficobiliproteína predominante (PC), de acuerdo con la bibliografía [433]. Estas cadenas 
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polipeptídicas están presentes en cantidades equimolares siendo la unidad α de bajo peso 

molecular (17,6 kDa) mientras que la unidad β es de mayor peso molecular (18,05 kDa) [434,435]. 

Como se observa, las bandas características del patrón de PC (calles 1-2) se encuentran a pesos 

moleculares de 17,4 ± 1,1 y 14,7 ± 1,1 kDa, respectivamente, correspondientes a las cadenas β y 

α. Por otro lado, también se aprecia una banda a 34,7 ± 1,0 kDa, característica de proteínas 

conectoras [436]. 

 Con respecto al extracto crudo de PC (calles 3-4) se pueden apreciar, de igual forma que 

para el patrón de PC, las bandas características (subunidades β y α). Sin embargo, también existen 

varias bandas a pesos moleculares menores entre 9-12 kDa que pueden ser debidas a otras 

proteínas presentes en el extracto. 

 En el caso del análisis mediante SDS-PAGE para la PC purificada (calles 5-6), también 

están presentes las bandas de las subunidades β y α (16,4 ± 1,1 kDa y 14,0 ± 1,1 kDa) y, a 

diferencia del extracto crudo de PC se puede observar que, hay menos bandas resueltas en el gel 

y que las bandas correspondientes a proteínas de menor peso molecular (9-11 kDa) disminuyen 

su intensidad, lo que indica que la PC se ha purificado con respecto al extracto crudo. Al igual 

que la muestra patrón de PC en las muestras del precipitado rico en PC también se presenta la 

banda a 34,9 ± 1,0 kDa. 

 Por último, también se evaluó la presencia de bandas características para las muestras de 

la fase superior del sistema ATPS con LI puro (calles 7-8). Debido a problemas experimentales 

de miscibilidad, ya que se trata de muestras del sistema de dos fases acuosas, se aprecian las 

bandas características a 15,1 ± 1,1 kDa (subunidad β) y a 13,1 ± 1,1 kDa (subunidad α), pero son 

bandas mucho más tenues. 

 Tal y como se comentó anteriormente el proceso de purificación también se llevó a cabo 

utilizando un LI reutilizado en el sistema ATPS, por ello, también se analizaron las distintas fases 

del proceso mediante SDS-PAGE (figura 90). 
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Figura 90. Análisis SDS-PAGE de las distintas muestras obtenidas durante el proceso de purificación de PC con 

ATPS LI reutilizado: calle M (marcador de pesos moleculares en kDa), calle 10 (fase superior del sistema ATPS, LI 

reutilizado), calles 11-12 (precipitado rico en PC). 

 Como se muestra en la figura 90, con respecto a la fase superior del sistema ATPS 

utilizando LI reutilizado (calle 10), se aprecian las bandas características a 19,2 ± 1,1 y 18,2 ± 1,1 

kDa correspondientes a las subunidades β y α, respectivamente. Igualmente, debido a problemas 

experimentales de miscibilidad, se puede observar que son algo borrosas. 

 Finalmente, se analizaron mediante SDS-PAGE las muestras de PC purificadas mediante 

precipitación tras el proceso de ATPS (con LI usado) + diálisis (calles 11-12). Igualmente, se 

pueden apreciar las bandas a 15,8 ± 1,1 y 14,3 ± 1,1 kDa (subunidades β y α, respectivamente). 

 Las subunidades de proteína (α y β) están en la forma de trímero (αβ)3 para la muestra de 

PC purificada (5-6) tal y como se muestra el análisis PAGE en estado nativo (figura 91), esto es 

así ya que la muestra purificada estaba disuelta en tampón fosfato a pH 7 y, en esas condiciones, 

la PC está en forma de trímero [76,418]. 
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Figura 91. Análisis -PAGE en estado nativo de: calle M (marcador de pesos moleculares en kDa), calles 5-6 

(precipitado rico en PC). 

Con respecto a las muestras de PC purificadas (calles 5-6) presentan dos bandas 

principales una a 128,0 ± 1,1 kDa y la otra a 111,1 ± 1,1 kDa. La primera de ellas puede ser debida 

a la estructura de dímero de la PC (αβ)2 (2 α de 17,6 kDa cada uno y 2 β de 18,1 kDa cada uno) 

repetida dos veces, y la segunda de ellas está en concordancia con que las subunidades α y β están 

en la forma (αβ)3 confirmando que el peso molecular es de 111,1 ± 1,1 kDa (3 α de 17,6 kDa cada 

uno y 3 β de 18,1 kDa cada uno) [437]. 

El valor del Intervalo de confianza adecuado para el valor medio del peso molecular a 

cada posición de la banda en el gel correspondiente se obtiene de la desviación estándar del valor 

medio junto con la distribución t-Student para el 95% de confianza con dos grados de libertad. 

Por lo que una vez conseguida la purificación de PC mediante el enfoque de purificación 

2, y caracterizado mediante electroforesis, se procedió a valorizar la biomasa residual obtenida 

(rica en lípidos y carbohidratos) mediante licuefacción hidrotérmica y digestión anaerobia 

(apartado 4.6). 
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4.6. Aprovechamiento de la biomasa residual 

 Con el fin de revalorizar la biomasa residual resultante del proceso de extracción de 

ficocianina, se ha realizado un proceso de licuefacción hidrotérmica (HTL) y un proceso de 

digestión anaerobia para producir bioaceite y biometano, respectivamente. Para ello, resultó 

imprescindible saber el contenido en proteínas, carbohidratos, lípidos y cenizas que caracterizaba 

dicha biomasa residual, así como su análisis elemental tal y como se muestra a continuación en 

el apartado 4.6.1. 

4.6.1. Caracterización de la biomasa residual 

 Antes de presentar la caracterización bioquímica y el análisis elemental de la biomasa se 

presenta la tabla 27 donde se resumen los resultados de la composición bioquímica de ambas fases 

resultantes de la extracción (en base seca): el extracto crudo de ficocianina y el “pellet” o biomasa 

residual obtenida. 

Tabla 27. Composición de las fracciones obtenidas en la extracción de ficocianina (en base seca). 

Composición bioquímica (p/p%)  Extracto crudo Biomasa residual 

Proteínas totales* 52,2 ± 2 13,2 ± 1,0 

Ficobiliproteínas 

- Ficocianina 7,2 ± 0,2 1,6 ± 0,2 

- Aloficocianina 1,63 ± 0,09 1,6 ± 0,3 

- Ficoeritrina 1,00 ± 0,05 0,7 ± 0,1 

Lípidos 2,4* 8,8 ± 1,0 

Carbohidratos totales 3,7* 15,7 ± 4,0 

Cenizas 2,6* 2,8± 0,2 

*Incluidas ficobiliproteínas. 

 Como ya se había mencionado previamente, las ficobiliproteínas se encontraban 

mayoritariamente en el extracto crudo (72%), lo que indicaba la idoneidad del método de 

extracción propuesto para obtener este tipo de proteínas, especialmente en el caso de la 

ficocianina, para la cual se alcanzó un rendimiento de extracción del 82%. Este parámetro rara 

vez se estudia en la literatura, ya que la mayoría de los autores suelen publicar la concentración 

de ficocianina [124,147,148]. De igual forma, como era de esperar, los lípidos y carbohidratos 

permanecieron principalmente en la biomasa residual (79% y 81%, respectivamente). Esa 

concentración de lípidos y carbohidratos en la biomasa residual (tabla 28) hizo de ésta una 

biomasa muy atractiva en el ámbito de la bioenergía y podría utilizarse para producir biogás, 

bioetanol y bioaceite, entre otros y/o bioproductos como pigmentos, nanocelulosa, etc. en un 

esquema de biorrefinería dentro de un marco de economía circular. 
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Tabla 28. Composición bioquímica de la biomasa residual tras el proceso de extracción de ficocianina de Arthrospira 

platensis junto con su análisis elemental (en base seca). 

Composición bioquímica (%p/p) Composición elemental (p/p%) 

Proteínas totales 32,5 ± 1,0 C 48,8 ± 0,1 

- Ficocianina 8,0 ± 0,2 H 7,2 ± 0,1 

- Aloficocianina 3,46 ± 0,09 N 9,2 ± 0,03 

- Ficoeritrina 8,1 ± 0,3 S 0,24 ± 0,04 

Lípidos 21,8 ± 0,4 O 22,4 ± 0,5 

Carbohidratos totales 38,7 ± 3,6   

Cenizas 7,0 ± 0,2   

*Incluidas ficobiliproteínas. 

 Tal y como se observa en la tabla 28 la composición bioquímica de la biomasa residual 

obtenida tiene un mayor contenido en lípidos y carbohidratos (21,8 ± 0,4 y 38,7 ± 3,6%, 

respectivamente) que la biomasa completa de Arthrospira platensis (11,2 ± 0,8 y 19,4 ± 1,3%, 

respectivamente) así como un menor contenido en proteínas (32,5 ± 1,0%). Esa extracción previa 

de proteínas en el extracto crudo de PC se hizo notable en la composición elemental de la biomasa 

residual (9,2 ± 0,03%) frente a la composición elemental del nitrógeno en A. platensis (11,0 ± 

0,1%), con respecto al carbono, hidrógeno, azufre y oxígeno no hubo muchas diferencias entre 

ambas biomasas. 

4.6.2. Proceso de HTL 

 En este apartado se ha analizado el proceso de HTL a partir de la biomasa residual de A. 

platensis generada tras el proceso de extracción de ficocianina (biorrefinería 1) expuesto en el 

apartado 4.2. Se analizará la influencia de la temperatura y de la presencia o no de cosolventes 

(metanol, etanol e isopropanol), comparándola, de igual forma, con la producción de bioaceite de 

la biomasa completa de A. platensis. 

 El rendimiento de las diferentes fracciones obtenidas (bioaceite, fase acuosa, residuo 

sólido y fase gaseosa) a partir del proceso de HTL llevado a cabo a dos temperaturas de reacción 

(300ºC y 350ºC) y para distintos cosolventes manteniendo un tiempo de reacción de 30 minutos, 

se muestran en las figuras 92 y 93, respectivamente. 

A. platensis no está considerada entre las cianobacterias con mejores características para 

llevar a cabo la licuefacción hidrotérmica (HTL) por su bajo contenido en lípidos; sin embargo, 

la revalorización energética de su biomasa residual que es más rica en carbohidratos y lípidos 

puede ser una buena alternativa para evitar desechar los residuos en el marco de una economía 

circular. El rango de temperaturas óptimas para A. platensis se encuentra entre 300-350ºC de 

acuerdo con la bibliografía [438]. Según Toor y colaboradores [439], la temperatura óptima para 

dicha microalga fue de 310ºC. Asimismo, en otros trabajos se comprobó que la temperatura tiene 

un efecto muy significativo en el rendimiento a bioaceite, mientras que el tiempo de reacción 
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influía en menor medida [438]. Por otro lado, diversos estudios, concretamente el de Parimi y 

colaboradores [368], demostraron que a 350ºC y un tiempo de reacción de 30 minutos se 

alcanzaba el máximo rendimiento a bioaceite. Todo esto confirmó que, dentro de una misma 

especie de microalga o cianobacteria, la temperatura óptima de trabajo no se conoce previamente 

en el proceso de HTL, por ello, en el presente trabajo, se ha trabajado a 300ºC y a 350ºC. 

 

Figura 92. Rendimientos de las diferentes fases (% p/p, bs) después del proceso de HTL para 300ºC y 30 minutos con 

la biomasa completa de Arthrospira platensis y con la biomasa residual húmeda. 

 Como se puede apreciar, el rendimiento del bioaceite generado a partir de la licuefacción 

hidrotérmica de A. platensis (29,0 ± 1,1% p/p, bs) está en concordancia con rendimientos 

obtenidos bibliográficamente [440], y fue más alto que el obtenido a partir de la biomasa residual 

(17,9 ± 1,2% p/p, bs), tanto con el proceso de HTL con agua como utilizando alcoholes como 

cosolventes. Esto se puede deber principalmente a que, en dicha biomasa residual, aunque posee 

un mayor contenido lipídico que la biomasa completa de A. platensis, la mayor parte de las 

proteínas han sido extraídas (~80%) y son el segundo contribuyente más importante a la 

formación del bioaceite, tal y como estudiaron Biller y colaboradores [441]. Esto, junto con el 

empleo de una temperatura inferior, puede haber causado una menor conversión del componente 

proteico, con la consecuente disminución en el rendimiento a bioaceite [442]. 

El rendimiento del bioaceite aumentó con la utilización de cosolventes (metanol, etanol 

e isopropanol) tanto para la biomasa de A. platensis como para la biomasa residual, de acuerdo 

con estudios previos en los que se demostró que la utilización de alcoholes mejora tanto el 

rendimiento como la calidad del bioaceite [351,352,440]. El disolvente que presentó mejores 

resultados con respecto al bioaceite producido a partir de la biomasa residual fue el isopropanol 
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(22,1 ± 1,1% p/p, bs). 

 El rendimiento de la fase acuosa aumentó con el uso de metanol, en el caso de la biomasa 

residual. Dicho incremento puede deberse a la mayor solubilidad que presenta el metanol en agua; 

ya que cuando se aislaba la reacción y se separaban ambas fases (la acuosa y la orgánica) al 

adicionarse diclorometano, la mayor parte del metanol (junto con ciertos compuestos polares) se 

disolvió en la fase acuosa. De igual forma esto se vio reflejado en la disminución acusada de la 

fase gaseosa. 

Por último, los rendimientos del residuo sólido disminuían cuando se utilizaban 

cosolventes, aunque no de forma significativa. Por ejemplo, para la biomasa residual húmeda el 

rendimiento de sólidos fue de 3,7 ± 1,1% p/p, (bs) y para esta misma biomasa con isopropanol, 

dicho rendimiento disminuyó hasta un valor de 0,80 ± 0,03% p/p, (bs). Esto es debido a que, al 

utilizar alcoholes, se favoreció la extracción de componentes como lípidos y proteínas, y sus 

productos de reacción pasaron a formar parte del bioaceite, de la fase gaseosa o de la acuosa. 

 Entre los cosolventes estudiados en el proceso de HTL, a 300ºC, el etanol e isopropanol 

fueron los que presentaban mayores rendimientos de bioaceite (21,8 ± 0,8 y 22,1 ± 1,1% p/p, (bs), 

respectivamente). 

A continuación, en la figura 93, se muestran los resultados de las distintas fracciones para 

el proceso de HTL a 350ºC. En estas condiciones, únicamente se utilizó isopropanol como 

cosolvente ya que la presión dentro del reactor excedió el límite máximo cuando se utilizó metanol 

y etanol. 

 

Figura 93. Rendimientos de las diferentes fases (% p/p, bs) después del proceso de HTL a 350ºC y 30 minutos con la 

biomasa de Arthrospira platensis y la biomasa residual húmeda (BMR). 
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 Comparando las figuras 92 y 93, de forma general, al aumentar la temperatura de 300ºC 

a 350ºC aumentó el rendimiento a bioaceite. Para la biomasa residual, se ha obtenido el mejor 

resultado con el uso de isopropanol (54,9 ± 1,1% p/p, bs). 

Sin embargo, para el caso concreto de A. platensis, el mayor rendimiento a bioaceite se 

obtuvo a 300ºC tanto con cosolvente como sin él (33,2 ± 0,9 y 29,0 ± 1,1% p/p, bs, 

respectivamente) mientras que a 350ºC el rendimiento a bioaceite fue de 25,4 ± 0,4% p/p, bs y en 

presencia de isopropanol fue de 32,9 ± 2,0% p/p, bs. Esta disminución en el rendimiento se debió 

a que la temperatura óptima para el proceso de HTL de dicha cianobacteria es de 

aproximadamente 300ºC, tal y como se había mencionado antes y, disminuyendo el rendimiento 

para temperaturas superiores [443]. Esta disminución se debe, principalmente, a la formación de 

hidrocarburos más livianos y volátiles que no fueron retenidos en la fase de bioaceite ni en los 

compuestos de mayor peso molecular presentes en la fase sólida, sino que pasaron a la fase 

gaseosa. Por ello, se puede apreciar un aumento en la fase gaseosa para el caso particular de A. 

platensis que pasó de tener rendimientos de 50,0 ± 1,0 y 52,6 ± 1,4% p/p (bs) a 300ºC a tener 

rendimientos de 65,7 ± 1,5 y 57,9 ± 1,5% p/p, (bs) a 350ºC sin y con cosolvente, respectivamente. 

 Por otro lado, el rendimiento a bioaceite para la biomasa residual a 350ºC (37,9 ± 0,5 % 

p/p, bs) fue mayor que el rendimiento a bioaceite obtenido a 300ºC con dicha biomasa (17,9 ± 1,2 

% p/p, bs). Según Xu y colaboradores [444], la temperatura es un factor determinante en la 

cantidad y la calidad del bioaceite, ya que al aumentar la temperatura no solo se produce un 

aumento en la producción de bioaceite, sino que, además, éste tiene un menor contenido de 

heteroátomos (nitrógeno y oxígeno). Todo esto, unido al hecho que con temperaturas más 

elevadas se pueden extraer mejor los lípidos (que son los que tienen más tendencia a la formación 

de bioaceite) y, que la biomasa residual es más rica en lípidos, en comparación con la biomasa 

completa; hace que se hayan obtenido mayores rendimientos a bioaceite. 

Como se observa en la figura 93, la adición de isopropanol aumentó de forma importante 

el rendimiento a bioaceite en el proceso de HTL a 350ºC utilizando la biomasa residual, tal y 

como se vio anteriormente para el proceso de HTL a 300ºC (figura 92). De esta forma, se logró 

incrementar el rendimiento a bioaceite de 37,9 ± 0,5% usando agua a 54,9± 1,1% usando 

isopropanol como cosolvente. En resumen, el uso de alcoholes como cosolventes en combinación 

con temperaturas más altas (350ºC) produjo mayores rendimientos de bioaceite por la mejora en 

la capacidad de extracción de lípidos hacia la fase orgánica que tienen dichos alcoholes [398,445]. 

 Con respecto a los rendimientos de las fases acuosas a 350ºC, cabe destacar que 

disminuyeron en todos los casos con respecto a los obtenidos a 300ºC, ya que disminuye el 

contenido de compuestos orgánicos disueltos en agua. De igual forma, aunque los rendimientos 

a la fracción sólida ya eran bajos a 300ºC, a 350ºC disminuyeron aún más [344]. Por el contrario, 
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en todos los casos, (excepto en el caso de utilizar la biomasa residual con isopropanol) al 

incrementar la temperatura aumentó la fracción gaseosa. En general, el rendimiento de la fase 

gaseosa se incrementa de forma continua al aumentar la temperatura hasta un punto de saturación 

[446]. 

❖ Caracterización del bioaceite 

En la tabla 29, se muestra la composición elemental y la energía recuperada (ER) en el 

bioaceite obtenido por HTL a 300ºC con las dos biomasas estudiadas en la presente tesis doctoral: 

Arthrospira platensis, y su biomasa residual tras la extracción de ficocianina. 

 En todos los bioaceites obtenidos a 300ºC se observó una disminución, significativa, 

cercana al 60%, del contenido en O con respecto a la biomasa inicial de A. platensis (22,1 ± 0,4% 

p/p, bs) y del 50% para el caso de la biomasa residual (22,4 ± 0,5% p/p, bs). Estos resultados 

indicaron la presencia de reacciones de descarboxilación durante el proceso de HTL, las cuales 

se intensificaron con el aumento de la temperatura [447]. Sin embargo, para todos los casos en 

los que se utilizaron cosolventes se pudo apreciar un ligero aumento en el contenido en O con 

respecto al uso de agua como disolvente. Esto puede ser debido a la reducción de la polaridad de 

la mezcla de cosolvente al utilizar alcoholes, lo que puede cambiar ligeramente la distribución de 

los productos orgánicos entre las fases acuosa y de bioaceite [448]. 

El contenido en N de los bioaceites obtenidos a 300ºC se redujo en un 24% para el caso 

de utilizar como biomasa de partida la biomasa residual (9,2 ± 0,03% p/p, bs) y en casi un 30% 

para A. platensis como biomasa inicial (11,0 ± 0,1% p/p, bs), debido a las reacciones de 

desnitrogenación del HTL [449]. De igual forma que sucedió con el O, se observa un ligero 

aumento en el contenido en N cuando se emplean alcoholes con respecto a utilizar agua como 

disolvente. Esto es debido a que, al añadir alcoholes, generalmente, se consigue una conversión 

más completa del componente proteico de las proteínas de la biomasa, con el consiguiente 

aumento de la concentración de N en el bioaceite. Por ello, los bioaceites generados a partir de la 

biomasa residual con agua como disolvente a 300ºC y 30 minutos contenían la menor proporción 

de N (5,94 ± 0,04% p/p, bs); no obstante, el rendimiento del bioaceite en estas condiciones fue 

bajo (17,9 ± 1,2% p/p, bs). 
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Tabla 29. Análisis elemental (% p/p. bs) y energía recuperada de los bioaceites generados a 300ºC y 30 minutos para 

las dos biomasas: Arthrospira platensis y biomasa residual húmeda (BMR). 

Biomasa + disolvente C (%) H (%) N (%) S (%) O (%) ER (%) 

A. platensis + agua 75,1 ± 0,5 9,27 ± 0,02 6,45 ± 0,03 0,87 ± 0,02 8,3 ± 0,3 39,0 ± 0,5 

A. platensis + isopropanol 71,1 ± 0,4 9,1 ± 0,2 9,1 ± 0,2 0,59 ± 0,01 10,1 ± 0,8 48,3 ± 0,7 

BMR + agua 75,8 ± 0,4 9,5 ± 0,2 5,94 ± 0,04 0,81 ± 0,01 7,9 ± 0,1 24,8 ± 0,6 

BMR + metanol 72,6 ± 0,3 8,96 ± 0,01 6,4 ± 0,2 0,85 ± 0,02 11,25 ± 0,03 25,5 ± 0,3 

BMR + etanol 68,4 ± 0,6 8,7 ± 0,1 8,37 ± 0,01 1,8 ± 0,2 12,7 ± 0,3 27,0 ± 0,6 

BMR + isopropanol 71,32 ± 0,05 9,10 ± 0,04 7,4± 0,2 1,33 ± 0,08 10,9 ± 0,3 25,6 ± 0,3 

 

 Las disminuciones observadas en los contenidos de O y N son típicas en el proceso de 

HTL con microalgas, lo que provoca que los contenidos en C (68,4 ± 0,6 – 75,8 ± 0,4% p/p, bs) 

y H (8,7 ± 0,1 – 9,5 ± 0,2% p/p, bs) aumenten con respecto a las biomasas de partida (tablas 9 y 

28). 

 A pesar de las mejoras notables en los bioaceites producidos con respecto a las biomasas 

de partida, la composición elemental obtenida indica que no pueden usarse, al menos 

directamente, como combustibles para el transporte. Sería necesario adicionar una etapa de 

hidrotratamiento posterior para reducir el contenido en O y N, mejorar la composición química 

de los bioaceites y así cumplir con la normativa estándar [450,451] en relación con el contenido 

de ambos heteroátomos en combustibles comerciales como el crudo obtenido de biorrefinería y 

el diésel. 

 La energía recuperada (ER) de los bioaceites aumentó, con el uso de cosolventes, de 

forma más notable para el caso de A. platensis. Las mayores ER se obtuvieron para isopropanol 

en el caso de la biomasa completa (48,3 ± 0,7%) y para etanol e isopropanol para la biomasa 

residual (27,0 ± 0,6% y 25,6 ± 0,3%). Por lo tanto, se ha recuperado aproximadamente la mitad 

de la energía total de la microalga inicial para el caso de A. platensis y casi un 30% de la energía 

total de la biomasa residual. 

 A modo comparativo y para poder analizar el efecto de la temperatura en todos los 

parámetros anteriormente mencionados para los bioaceites obtenidos, se estudió el proceso de 

HTL para ambas biomasas a una temperatura mayor (350ºC). 

En la tabla 30, se muestra la composición elemental y la energía recuperada (ER) en el 

bioaceite obtenido por HTL a 350ºC con las dos biomasas estudiadas en la presente tesis doctoral: 

A. platensis, y su biomasa residual. 
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Tabla 30. Análisis elemental (% p/p. bs) y energía recuperada de los bioaceites generados a 350ºC y 30 minutos para 

las dos biomasas: Arthrospira platensis y biomasa residual húmeda (BMR). 

Biomasa + disolvente C (%) H (%) N (%) S (%) O (%) ER (%) 

A. platensis + agua 73,8± 0,2 9,08 ± 0,01 6,22 ± 0,06 0,45 ± 0,09 10,5 ± 0,2 35,2 ± 0,5 

A. platensis + isopropanol 73,0 ± 0,5 9,33 ± 0,04 8,3 ± 0,2 0,56 ± 0,04 8,79 ± 0,01 39,2 ± 0,5 

BMR + agua 74,4 ± 0,3 9,70 ± 0,02 6,5 ± 0,1 0,34 ± 0,04 9,0 ± 0,2 55,9 ± 0,4 

BMR + isopropanol 76,3 ± 0,2 10,4 ± 0,1 5,2 ± 0,2 0,60 ± 0,02 7,5 ± 0,2 78,4 ± 0,5 

 

De igual forma que para 300ºC, en todos los bioaceites obtenidos a 350ºC se observó una 

disminución del contenido en O con respecto a la biomasa inicial. Para el caso de la biomasa 

completa esa disminución fue cercana a un 56% mientras que para la biomasa residual fue de un 

63%, ligeramente mayor que a 300ºC. Estos resultados corroboran lo que se mencionó 

anteriormente; por un lado, que existen reacciones de descarboxilación durante el proceso de 

HTL, y por otro, que se intensifican con el aumento de la temperatura [447]. También se observa 

que, a estas temperaturas más elevadas y empleando isopropanol como cosolvente, se redujo aún 

más el contenido en O con respecto al uso de agua como disolvente. 

El contenido en N de los bioaceites obtenidos a 350ºC se redujo en un 37% a partir de la 

biomasa residual (5,2 ± 0,2 – 6,5 ± 0,1% p/p, bs) con respecto al contenido inicial de la biomasa 

residual (9,2 ± 0,03% p/p, bs) y en casi un 34% para A. platensis (6,22 ± 0,06 – 8,3 ± 0,2% p/p, 

bs) con respecto a la biomasa inicial (11,0 ± 0,1% p/p, bs), debido a las reacciones de 

desnitrogenación durante el proceso de HTL [449]. Se observa que, ese incremento de 

temperatura va asociado con una disminución mayor en el contenido de N. Sin embargo, se 

aprecia un ligero aumento en el contenido en N en la biomasa completa cuando se emplearon 

alcoholes con respecto al uso de agua como disolvente. Esto es debido a que, al añadir alcoholes 

y junto con una mayor temperatura, generalmente, se consigue una conversión más completa de 

las proteínas de la biomasa al bioaceite. Por el contrario, el bioaceite generado a partir de la 

biomasa residual con isopropanol como disolvente a 350ºC y 30 minutos contiene la menor 

proporción de N (5,2 ± 0,2% p/p, bs); y, asimismo, el rendimiento del bioaceite con esta biomasa 

y en esta condición de temperatura fue bastante alto (54,9 ± 1,1% p/p, bs). 

Como ya se mencionó, las disminuciones observadas en los contenidos de O y N son 

típicas en el proceso de HTL con microalgas, lo que provoca que los contenidos en C (73,0 ± 0,5 

– 76,3 ± 0,2% p/p, bs) y H (9,08 ± 0,01 – 10,4 ± 0,1% p/p, bs) aumenten con respecto a las 

biomasas de partida (tablas 9 y 28). 

 A pesar de las mejoras notables con respecto a la biomasa de partida, la composición 

elemental de los bioaceites obtenidos indica que no podrían usarse directamente como 

combustibles para el transporte. Es necesario añadir una etapa de hidrotratamiento posterior para 
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reducir el contenido en O y N. 

La energía recuperada de los bioaceites aumentó sobre todo para la biomasa residual tanto 

con el uso de cosolvente como con agua. Las mayores ER se obtuvieron para isopropanol en el 

caso de la biomasa residual (78,4 ± 0,5%). Por lo tanto, se recupera aproximadamente el 80% de 

la energía total de la biomasa inicial para el caso de la biomasa residual y casi un 40% de la 

energía total para A. platensis. 

 Es bien conocido que las propiedades de los biocombustibles están muy influenciadas por 

las relaciones atómicas H/C, N/C y O/C. Estas relaciones de los bioaceites para la microalga A. 

platensis y para la biomasa residual con y sin isopropanol para 300ºC y 350ºC se han representado 

para compararlas en diagramas de Van Krevelen (Figura 94). Los resultados mostraron una 

reducción de las relaciones O/C y N/C en los bioaceites producidos con respecto a las biomasas 

de partida, la cual es debida a las reacciones de desnitrogenación y descarboxilación que ocurren 

durante el proceso de HTL [452]. 
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Figura 94. Diagramas de Van Krevelen de los bioaceites producidos mediante HTL a partir de Arthrospira platensis y 

de la biomasa residual (BMR). A) O/C vs. H/C y B) N/C vs. H/C. A 300ºC y a 350ºC. 

 La proporción O/C de los bioaceites obtenidos descendió en un 69,5% para el caso de 

utilizar A. platensis en presencia de isopropanol a 300ºC y en un 74,2% en presencia de 

isopropanol a 350ºC con respecto a las relaciones O/C de la biomasa inicial de A. platensis. Por 

otro lado, para los bioaceites producidos a partir de la biomasa residual la proporción O/C 

descendió en un 66,8% en el caso de utilizar isopropanol a 300ºC y en un 78,5% utilizando 

isopropanol a 350ºC respecto a las relaciones O/C de la biomasa residual, siendo esta reducción 

mayor con el aumento de la temperatura y la presencia de dicho alcohol (figura 94. A). La relación 

O/C para la biomasa de A. platensis (0,35), están dentro del rango usual encontrado en literatura 

[453]. Asimismo, las relaciones O/C obtenidas para los bioaceites (0,07-0,11) están dentro del 

rango encontrado en bibliografía para los obtenidos de esta cianobacteria (0,05-0,25) [453]. 
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 De forma general, se observa una ligera descarboxilación comparando ambas biomasas 

de partida [454]. Resulta menor la relación O/C para la biomasa residual, lo que implica que los 

bioaceites generados por ella también tendrán una relación O/C más baja. 

 Se pudo comprobar que, la relación O/C para los bioaceites de la biomasa residual 

descendió al aumentar la temperatura y al usar isopropanol con respecto a la relación O/C de los 

bioaceites obtenidos de A. platensis. Se puede observar una posible descarboxilación a 350ºC 

comparando el bioaceite obtenido a partir de la biomasa residual en presencia de isopropanol con 

los demás bioaceites: el obtenido a partir de la biomasa residual húmeda y el obtenido a partir de 

la biomasa de A. platensis, tomado éste como el bioaceite de referencia. 

 Se ha detectado que la presencia de isopropanol implica una pérdida de oxígeno en los 

bioaceites producidos que puede ser causada por descarboxilación, pero también podrían ocurrir 

reacciones de descarbonilación o que los compuestos oxigenados pasen a la fase acuosa. Todos 

estos procesos o reacciones se ven favorecidos por el uso de dicho cosolvente y de una elevada 

temperatura.  

 Con respecto a la relación N/C que contenían las biomasas de partida, primeramente, se 

observó un descenso de este valor para la biomasa residual con respecto a la biomasa completa 

de A. platensis (aproximadamente del 20%). De igual forma, hubo un gran descenso del valor 

N/C de los bioaceites obtenidos con respecto a las biomasas de partida. Para los bioaceites 

producidos a partir de la biomasa de A. platensis la proporción N/C descendió en un 44,9% en el 

caso de utilizar isopropanol a 300ºC y en un 50,7% en el caso de utilizar isopropanol a 350ºC 

respecto a las relaciones N/C de la biomasa de partida. Por otro lado, para los bioaceites 

producidos a partir de la biomasa residual la proporción N/C descendió en un 44,8% en el caso 

de utilizar isopropanol a 300ºC y en un 64,1% utilizando isopropanol a 350ºC con respecto a las 

relaciones N/C de la biomasa residual inicial (figura 94. B). 

 Las mayores relaciones N/C se obtuvieron para los bioaceites generados a 300ºC a partir 

de la biomasa completa de A. platensis (~ 0,11) y para el caso de usar isopropanol. Sin embargo, 

a esta temperatura, para el caso de utilizar agua se observan menores valores N/C (~ 0,07). Esto 

es debido a que al añadir el alcohol se consigue una conversión más completa del componente 

proteico, rico en nitrógeno, que pasa al bioaceite. Por otro lado, el aumento de temperatura no 

parece tener un gran efecto en la relación N/C de los bioaceites, excepto para el caso de la biomasa 

residual utilizando isopropanol que tiene un valor de 0,09 a 300ºC y 0,05 a 350ºC. Además, en 

todos los casos en los que se utiliza biomasa residual, esta relación es menor que cuando se utiliza 

la biomasa completa. Asimismo, todos los valores de N/C obtenidos estuvieron entre los 

intervalos encontrados en literatura (0,025-0,1) [453]. 

 Teniendo en cuenta las relaciones O/C y N/C de los bioaceites, la biomasa residual fue 
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una materia prima bastante prometedora para el proceso de HTL en comparación con la biomasa 

completa de la cianobacteria A. platensis. Sin embargo, la relación H/C disminuyó ligeramente 

desde un valor de 1,76 para dicha biomasa residual hasta un intervalo de valores de la relación 

H/C de 1,51-1,63 para los bioaceites obtenidos a partir de ella. Cabe destacar, que para este último 

valor obtenido de H/C, próximo al de un crudo de petróleo, se han obtenido altos rendimientos a 

bioaceite (54,9 ± 1,1% p/p, bs), aunque todos los valores se encuentran dentro del rango 

bibliográfico de 1,37-1,62 para bioaceites de microalgas [455]. 

 Todas las relaciones previamente comentadas muestran que el contenido, aún elevado, de 

N y O en los bioaceites obtenidos requieren de un tratamiento posterior para la mejora de la 

calidad de los mismos. 

 En la figura 95 se muestran los poderes caloríficos superiores (HHV) de los bioaceites 

obtenidos a partir de A. platensis y de la biomasa residual a 300ºC y 350ºC. Se puede afirmar que 

los HHV para A. platensis fueron muy similares para ambas temperaturas y con el uso o no de 

alcohol, pero para el caso de la biomasa residual se obtienen valores bastante más altos a 350ºC 

y con la presencia de isopropanol (39,7 ± 0,2 MJ/kg). Todos los valores de HHV de los bioaceites 

obtenidos se encuentran dentro del intervalo observado para bioaceites producidos a partir de 

otras microalgas (30-43 MJ/kg) [456] y son próximos al del crudo de petróleo [328]. 

 

Figura 95. Poder calorífico (HHV) en MJ/kg de los bioaceites obtenidos a 300ºC y 350ºC con agua e isopropanol a 

partir de las dos biomasas de estudio y de la microalga entera (AP) y la biomasa residual (BMR). 
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 Los valores de HHV de los bioaceites obtenidos fueron mayores con respecto a la biomasa 

inicial tanto para A. platensis (25,8 MJ/kg) como para la biomasa residual (26,9 MJ/kg), debido 

al descenso del contenido en O y el incremento en H en los bioaceites. El poder calorífico superior 

(HHV) para los bioaceites producidos mediante A. platensis se encuentra en el rango publicado 

por otros estudios [457] para 350ºC. La presencia de alcoholes en el proceso de HTL para la 

biomasa residual, aumentó los rendimientos a bioaceite y los contenidos de C y H en comparación 

con los bioaceites producidos por la biomasa completa, siendo esto responsable del incremento 

del poder calorífico [458]. 

Como conclusión, las condiciones en las que se generó un bioaceite con los mejores 

rendimientos y características fue a 350ºC, 30 minutos de reacción y con la presencia de 

isopropanol (50% v/v). 

 Con el fin de determinar la composición del bioaceite, se empleó la técnica GC-MS 

(descrita en el apartado 3.2.4). Debido a la complejidad de su composición, los compuestos se 

agruparon en los siguientes tipos: hidrocarburos (lineales o ramificados), ciclos N, ácidos 

orgánicos, cetonas y alcoholes, aminas y amidas, y nitrilos. Los resultados mostrados en la figura 

96, muestran cantidades importantes de compuestos de nitrógeno en los aceites (20-78%), que 

corresponden principalmente a aminas y amidas que provienen de las reacciones de hidrólisis, 

descarboxilación y desaminación de los aminoácidos que forman parte de las proteínas presentes 

en las microalgas. 

 

Figura 96. Composición química de los bioaceites tras el proceso de HTL para la temperatura de 350ºC y 30 minutos 

para las biomasas de Arthrospira platensis y la biomasa residual húmeda. 
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 Por otro lado, el contenido en hidrocarburos (mayoritariamente lineales) fue 

significativamente más elevado para la biomasa residual en presencia de isopropanol (33,7%), 

seguido de la biomasa residual húmeda (14,6%) y de la biomasa completa, que tiene una 

concentración en hidrocarburos mucho menor (<10%), lo que puede deberse a la menor 

concentración de lípidos en dicha biomasa (tabla 9). Desde el punto de vista de su empleo como 

combustible, un elevado contenido de hidrocarburos sería positivo ya que estos compuestos 

forman parte de la composición de los combustibles de origen fósil empleados actualmente, por 

lo que no sería necesario transformarlos. 

 Con respecto a los ácidos orgánicos, éstos se generan principalmente durante la hidrólisis 

de lípidos y la hidrólisis y desaminación de proteínas. El aumento de ácidos orgánicos observado 

en el bioaceite obtenido con isopropanol a partir de la biomasa residual, significa que los lípidos 

se pueden extraer de forma más efectiva (ya que esa biomasa previamente ha sido tratada con 

ultrasonidos) en presencia de este disolvente, y se hidrolizan para formar ácidos orgánicos. 

Además, el contenido de aminas y amidas disminuyó en este bioaceite usando isopropanol, ya 

que este disolvente promueve las reacciones de desaminación de las proteínas. 

❖ Caracterización de la fase acuosa 

El análisis elemental de las fases acuosas obtenidas en los distintos procesos de HTL 

llevados a cabo con la biomasa completa y con la biomasa residual a 300ºC y 350ºC, se presentan 

en las tablas 31 y 32, respectivamente. Se puede observar que el contenido en C disminuyó en las 

fases acuosas, a ambas temperaturas, alcanzando valores similares. Estas cantidades 

relativamente bajas de C en la fase acuosa se deben a la descomposición de las macromoléculas 

en otras más pequeñas que son solubles en agua. Aun así los contenidos de C y N de estas fases 

hacen que puedan resultar interesantes para su reutilización en los cultivos de microalgas [459]. 

Sin embargo, el contenido en los heteroátomos (N y O) de estas fases fue relativamente más 

elevado en comparación con el del bioaceite. Principalmente, esto se debe a la hidrólisis de 

carbohidratos y proteínas y la posterior descarboxilación y desaminación de los mismos que 

produce compuestos de N y O solubles en medios acuosos [456,460]. 

Tabla 31. Análisis elemental (% p/p. bs) de las fases acuosas generadas a 300ºC y 30 minutos para las dos biomasas: 

Arthrospira platensis y biomasa residual húmeda (BMR). 

Biomasa + disolvente C (%) H (%) N (%) S (%) O (%) 

A. platensis + agua 48,7 ± 0,5 7,16 ± 0,02 10,0 ± 0,3 0,670 ± 0,001 33,5 ± 0,8 

A. platensis + isopropanol 43,1 ± 0,6 6,84 ± 0,07 10,3 ± 0,1 0,84 ± 0,06 38,9 ±0,5 

BMR + agua 39,9 ± 0,3 7,72 ± 0,02 16,2 ± 0,1 4,7 ± 0,3 31,4 ± 0,3 

BMR + metanol 40,08 ± 0,03 9,49 ± 0,06 12,2 ± 0,2 2,5 ± 0,5 35,7 ± 0,4 

BMR + etanol 41,0 ± 0,1 8,56 ± 0,04 14,1 ± 0,1 3,8 ± 0,4 32,5 ± 1,0 

BMR + isopropanol 40,3 ± 0,1 7,9 ± 0,1 15,73 ±0,03 5,1 ± 0,2 31,0 ± 0,5 
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Tabla 32. Análisis elemental (% p/p. bs) de las fases acuosas generadas a 350ºC y 30 minutos para las dos biomasas: 

Arthrospira platensis y biomasa residual húmeda (BMR). 

Biomasa + disolvente C (%) H (%) N (%) S (%) O (%) 

A. platensis + agua 48,10 ± 0,08 8,09 ± 0,06 7,01 ± 0,08 0,25 ± 0,01 36,6 ± 0,9 

A. platensis + isopropanol 42,9 ± 1,8 6,53 ± 0,08 8,0 ± 0,2 0,910 ± 0,003 41,7 ± 0,5 

BMR + agua 47,0 ± 0,5 7,840 ± 0,003 9,2 ± 0,3 2,7 ± 0,1 33,69 ± 0,09 

BMR + isopropanol 34,7 ± 0,6 9,24 ± 0,01 15,1 ± 0,4 8,9 ± 0,3 32,2 ± 0,2 

 

 Se puede observar que, para el caso de la biomasa residual el contenido en N es mayor 

tanto a 300ºC como a 350ºC, en comparación con la biomasa inicial. Esto puede ser porque esta 

biomasa ha sido previamente tratada con ultrasonidos, por ello, su pared celular estará más 

debilitada y las proteínas más accesibles, por ende, el contenido en N será mayor debido a la 

posterior desaminación de las mismas que produce compuestos de N solubles en agua. El 

contenido en N también aumenta al utilizar cosolventes, tanto para la biomasa completa como 

para la biomasa residual. 

 Para todos los casos, el contenido en S de las fases acuosas aumentó en gran medida con 

respecto al contenido en S de los bioaceites. Este S probablemente proviene de la descomposición 

de proteínas con aminoácidos que contienen azufre y la ciclación de éstos [461]. Watson y 

colaboradores [462] también encontraron que más del 70% del S en la microalga Nannochloropsis 

sp. se recuperó en la fase acuosa, lo que sugiere la mayor solubilidad de estos compuestos de 

azufre en la fase acuosa. 

❖ Caracterización del residuo sólido 

Es la fase que presenta menores rendimientos, tanto para 300ºC como para 350ºC (3,7 ± 

1,4 y 1,1 ± 0,1 % p/p, bs, respectivamente). Esta fracción se compone principalmente de cenizas, 

compuestos ricos en carbono y ciertos elementos minoritarios como Ca, Fe, K, Mg, Na y P, entre 

otros. En general, el rendimiento a residuo sólido disminuyó con el aumento de la temperatura de 

reacción. Al tener bajos rendimientos resulta complicado determinar el análisis elemental de todos 

los sólidos. Sin embargo, se pudo determinar la composición elemental de alguno de ellos a 300ºC 

como, por ejemplo: de la biomasa completa + agua y de la biomasa residual húmeda. Presentaron 

proporciones de a 36-40% p/p, bs (C), 6% p/p, bs (H), 6-11% p/p, bs (N), 0,6-11% p/p, bs (S) y 

30-50% p/p, bs (O). Como el residuo sólido tiene un contenido en carbono considerable, junto 

con un contenido relativamente elevado en N y azufre, puede ser utilizado como fertilizante [452]. 
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4.6.3. Digestión anaerobia 

 Otra de las opciones de revalorizar la biomasa residual obtenida tras la extracción de PC 

fue mediante un proceso de digestión anaerobia (DA), incluido en el esquema de biorrefinería 2. 

Se ha estudiado la producción de metano tanto en condiciones mesofílicas (37ºC) como 

termofílicas (55ºC). Como control se ha analizado la DA de la biomasa de Arthrospira platensis. 

Por otro lado, para ambas temperaturas, también se ha analizado el efecto de la adición de un 

cosustrato como el glicerol ya que las relaciones C/N para la microalga entera y para la biomasa 

residual fueron muy bajas: 4,3 y 5,3, respectivamente. 

❖ Condiciones mesofílicas 

 Los ensayos de biogás en condiciones mesofílicas para A. platensis y para la biomasa 

residual se prolongaron hasta los 39 días, a fin de asegurar la completa biometanización; sin 

embargo, los ensayos de ambas biomasas con la presencia de glicerol como cosustrato, se 

mantuvieron hasta el día 31 (figura 97). Los mayores valores de producción de metano (BMP) 

tanto para el caso de no usar cosustrato como en el caso de usarlo se obtuvieron para la biomasa 

completa de A. platensis (322 mL CH4/gSV y 452 mL CH4/gSV, respectivamente). Dichos valores 

son próximos a los obtenidos en bibliografía [463–465]. Con respecto a la biomasa residual se 

observa que los valores máximos de BMP se obtienen cuando se utilizaba cosustrato (300 mL 

CH4/gSV) valor muy próximo al que se obtenía con la biomasa completa (322 mL CH4/gSV), 

pero se consiguió reducir el tiempo de la digestión anaerobia en 10 días, lo cual resultó muy 

interesante. 

El hecho de adicionar un cosustrato rico en C como es el glicerol supuso un aumento en 

la producción de biometano del 40,3% y del 10,88% para el caso de A. platensis y de la biomasa 

residual, respectivamente. 

 Cabría esperar que las mayores BMP se obtuvieran con la biomasa residual, ya que: 

1. Es la biomasa con mayor contenido lipídico (tabla 28). 

2. La producción de metano está fuertemente influenciada por la pared celular de las 

microalgas, que puede impedir la degradación anaerobia de la materia orgánica por los 

microorganismos. Por ello, la pared celular de la biomasa residual que ha sido 

previamente tratada con ultrasonidos haría que presente una mejor biodegradabilidad y 

accesibilidad a la materia orgánica. 
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Figura 97. Producción de metano en condiciones mesofílicas a partir de Arthrospira platensis y de la biomasa 

residual húmeda en presencia y ausencia de glicerol como cosustrato. 

Como se puede observar, se han obtenido valores relativamente cercanos de BMP para la 

biomasa completa y para la biomasa residual húmeda (322 y 270 mL CH4/gSV, respectivamente), 

aunque los valores de BMP para la biomasa completa fueron algo mayores. 

Los lípidos son los componentes orgánicos que producen una mayor cantidad de metano, 

seguidos de las proteínas y, por último, de los carbohidratos [374]. Esta reducción de BMP 

observada para la BMR se debe a que esta biomasa procedía de la extracción de proteínas y 

ficobiliproteínas y por ello, se han eliminado una gran parte de proteínas de esta biomasa (~50%), 

reduciendo así los componentes que presentan un gran potencial para la producción de metano. 

Con respecto a los lípidos, la microalga de partida no tenía un alto contenido lipídico y aunque en 

la biomasa residual se duplicara dicho contenido, éste seguía siendo bajo. Por lo que a pesar de 

que la biomasa residual poseía un mayor contenido lipídico, al presentar un menor contenido 

proteico, hizo que se produjeran menores valores netos de BMP para la biomasa residual que para 

la biomasa completa. 

 Con respecto a la biodegradabilidad, que depende en gran medida de la pared celular; 

cabe destacar que la biomasa de A. platensis no es biomasa fresca que presente una pared celular 

intacta, sino que se trata de biomasa previamente liofilizada; por ese motivo, no se apreciaba un 

aumento en la biodegradabilidad de la biomasa residual con respecto a la microalga de partida, 

ya que ambas biomasas estaban previamente tratadas. 

 La integración de glicerol en la digestión anaerobia de la biomasa residual de A. platensis 
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obtenida después del proceso de extracción de PC tuvo el potencial de mejorar el proceso de DA 

y aumentó la producción de metano hasta el 11% tal y como también publicaron Ehimen y 

colaboradores [379]. 

Como conclusión, con la biomasa residual + cosustrato, en condiciones mesofílicas, se 

han obtenido valores BMP (300 mL CH4/gSV) próximos a los de la biomasa completa (322 mL 

CH4/gSV), lo cual fue un resultado prometedor ya que con una biomasa que se consideraba 

“residuo” se generó prácticamente el mismo metano que con la biomasa de A. platensis completa. 

Análisis iniciales y finales (DQO, nitrógeno total, amonio y fosfatos) 

 En las tablas 33 y 34, se presenta el análisis tanto inicial como el del residuo de los 

ensayos de BMP de la biomasa completa y de la biomasa residual sin y con cosustrato. 

Tabla 33. Contenido en fosfatos, amonio, nitrógeno total y demanda química de oxígeno (DQO) de las biomasas 

iniciales de la DA empleando biomasa completa de Arthrospira platensis y biomasa residual en presencia o no de 

cosustrato. Condiciones mesofílicas 

mg/L Fosfatos Amonio Nitrógeno T DQO 

A. platensis 179 ± 6 19 ± 9 19 ± 2 412 ± 23 

Biomasa residual 723 ± 12 16± 1 94 ± 2 1932 ± 6 

A. platensis + glicerol 51 ± 5 73 ± 17 22 ± 3 1289 ± 20 

Biomasa residual + glicerol 456 ± 14 46 ± 8 79 ± 5 1875 ± 24 

 

El contenido en fósforo es crucial para proporcionar, ATP y NADP, las moléculas 

portadoras de energía durante el metabolismo [466]. Por ello una reducción en la concentración 

de fosfatos en el digestato indica una mayor asimilación de éste por parte de los microorganismos. 

En el presente trabajo se tienen reducciones de hasta el 47% en fosfato para el caso de A. platensis 

y del 41% para el caso de la biomasa residual. Sin embargo, la presencia de glicerol afecta a la 

concentración de fosfatos haciendo que los microorganismos la asimilen en menor medida, ya 

que para la microalga completa solo se reduce en un 25% mientras que para la biomasa residual 

prácticamente se mantiene constante. 

Tabla 34. Contenido en fosfatos, amonio, nitrógeno total y demanda química de oxígeno (DQO) de los digestatos de 

la DA empleando biomasa completa de Arthrospira platensis y biomasa residual en presencia o no de cosustrato. 

Condiciones mesofílicas 

mg/L Fosfatos Amonio Nitrógeno T DQO 

A. platensis 94 ± 23 298 ± 18 137 ± 1 138 ± 22 

Biomasa residual 425 ± 28 127 ± 4 156 ± 5 1899 ± 24 

A. platensis + glicerol 38 ± 4 239 ± 17 128 ± 7 9 ± 2 

Biomasa residual + glicerol 480 ± 24 90 ± 26 80 ± 18 1454 ± 49 
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El amonio es beneficioso para el proceso de DA ya que el nitrógeno es el nutriente 

esencial de los microorganismos que intervienen en el proceso. Sin embargo, por encima de una 

concentración de 200 mg/L el amonio puede tener un efecto inhibitorio, afectando de forma 

negativa a la producción de metano [467]. Como se puede apreciar, todas las concentraciones de 

amonio, al inicio del experimento fueron menores de 200 mg/L, sin embargo, al final del proceso 

se observa, para todos los casos, un aumento en la concentración de amonio. Aunque únicamente 

fue para la cianobacteria de partida con la que se superaron las concentraciones de amonio, esto 

indica que hubo inhibición por parte de éste. Por el contrario, para la biomasa residual los niveles 

de amonio se mantuvieron por debajo de 200 mg/L, por lo que la menor producción de metano 

por parte de esta biomasa no se debió a una inhibición por amonio. Tampoco se debió a que la 

biomasa sea menos accesible por tener una pared celular más resistente, puesto que esta biomasa 

se obtuvo tras un tratamiento con ultrasonidos. Esa reducción en la producción de metano se debió 

exclusivamente a la reducción significativa en el contenido de proteínas de dicha biomasa, que 

son uno de los potenciadores para la producción de metano. 

 La concentración de nitrógeno total inicial se aprecia mucho más elevada para la biomasa 

residual que para la microalga entera, con y sin cosustrato. En principio teniendo en cuenta las 

relaciones C/N obtenidas para la biomasa completa y para la biomasa residual (4,3 y 5,3, 

respectivamente), cabría esperar que el mayor contenido en nitrógeno total lo tuviera la biomasa 

completa de A. platensis, ya que contiene todas las proteínas. Sin embargo, según la tabla 33, el 

contenido en nitrógeno total inicial más elevado lo presentó la biomasa residual. Esto puede 

deberse a que después del pretratamiento con ultrasonidos la pared celular pudo estar aún más 

debilitada, haciendo que el nitrógeno estuviera mucho más accesible. 

 Por último, la DQO en la DA es una medida indirecta de la materia orgánica a 

biodegradar. De igual forma en que sucedía con el nitrógeno, se observa una mayor DQO para la 

biomasa residual, ya que la materia orgánica estaba mucho más expuesta que para la A. platensis. 

A partir de la concentración de DQO final se pudo evaluar la eficiencia de la producción de 

metano. Acorde con esto, las menores DQO del residuo de DA (tabla 34) se obtuvieron con la 

microalga completa, que fueron las que produjeron mayor cantidad de metano. De igual forma, 

comparando los análisis sin presencia de glicerol con los análisis con la presencia de glicerol, se 

puede observar que en el digestato se han obtenido valores inferiores de DQO utilizando 

cosustrato, ya que los experimentos con glicerol son los que mayor cantidad de metano 

produjeron. Todo lo mencionado anteriormente se representa de forma gráfica en la figura 98. 



 RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

 

 
 

 

Figura 98. Contenido inicial y de los residuos de la BMP en fosfatos, amonio, nitrógeno total y demanda química de 

oxígeno (DQO) para Arthrospira platensis (A.P), biomasa residual (BMR), A.P + glicerol y BMR + glicerol. 

❖ Condiciones termofílicas 

 De igual forma, los experimentos en condiciones termofílicas se mantuvieron hasta el día 

33 (figura 99). El objetivo de emplear estas condiciones fue producir o más biometano o 

aproximadamente el mismo que en condiciones mesofílicas, pero en un menor tiempo, ya que al 

aumentar la temperatura aumenta la constante cinética y es posible generar biogás más 

rápidamente, aunque esto es algo específico de cada especie de microalgas [468]. 

 Las mayores producciones de metano, tanto en presencia como en ausencia de cosustrato, 

se obtuvieron para la biomasa completa de A. platensis (329 mL CH4/gSV y 294 mL CH4/gSV, 

respectivamente) valores relativamente próximos a los obtenidos en bibliografía en condiciones 

termofílicas [463]. De igual forma que en el estudio de El-Mashad [463], los valores de BMP 

obtenidos para A. platensis fueron similares a 37 y a 55ºC, 322 y 329 mL CH4/gSV, 

respectivamente. Esto es debido a que la temperatura a la que se lleva a cabo la digestión anaerobia 

puede tener dos efectos: por un lado, la mejora de la eficiencia de la hidrólisis enzimática y la tasa 

de crecimiento de metanógenos, con lo que se puede reducir el tiempo de producción de metano. 

Y, por otro lado, los altos niveles de amoniaco y ácidos grasos volátiles (AGV) que repercute 

negativamente en la producción de metano [468]. No obstante, como se observa en la gráfica 99, 

tanto para la microalga de partida como para la biomasa residual, se han obtenido valores de BMP 

inferiores que en condiciones mesofílicas. Esto fue debido a que el rango de temperaturas más 

alto está asociado con altos niveles de amoníaco y ácidos grasos volátiles (AGV) que, a su vez, 

están relacionados con la falla del proceso debido a la posible inhibición de los metanógenos por 
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parte de estos compuestos [468,469]. Tanto la concentración de amonio, como de fosfatos, DQO 

y nitrógeno total se han discutido más adelante en las tablas 35 (análisis iniciales) y 36 (análisis 

del residuo). 

Con respecto a la biomasa residual, se observa que los valores máximos de BMP se 

obtienen cuando se utiliza cosustrato (171 mL CH4/gSV), al igual que para la biomasa completa, 

mucho menor que el que se obtenía en condiciones mesofílicas (300 mL CH4/gSV). 

 

Figura 99. Producción de metano en condiciones termofílicas a partir de Arthrospira platensis y la biomasa residual 

húmeda en presencia y ausencia de glicerol como cosustrato. 

Análisis iniciales y finales (DQO, nitrógeno total, amonio y fosfatos) 

 En las tablas 35 y 36, se presenta el análisis inicial y el del digestato, cuando se emplea 

la biomasa completa y la biomasa residual sin y con cosustrato. 

Tabla 35. Contenido en fosfatos, amonio, nitrógeno total y demanda química de oxígeno (DQO) de las biomasas 

iniciales de la DA a partir de la (biomasa completa de Arthrospira platensis y biomasa residual) en presencia o no de 

cosustrato. Condiciones termofílicas 

mg/L Fosfatos Amonio Nitrógeno T DQO 

A. platensis 168 ± 22 67 ± 5 126 ± 14 1785 ± 7 

Biomasa residual 274 ± 20 6 ± 3 131 ± 3 1801 ± 14 

A. platensis + glicerol 143 ± 12 11 ± 5 14 ± 8 1790 ± 8 

Biomasa residual + glicerol 239 ± 13 6 ± 2 117 ± 7 1871 ± 8 
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Como se ha mencionado el contenido en fosfatos es crucial para proporcionar los 

portadores de energía, ATP y NADP, durante el metabolismo [466]. Por ello una reducción en la 

concentración de fosfatos del residuo másico indica una mayor asimilación de éste por parte de 

los microorganismos. Sin embargo, en condiciones termofílicas la concentración de fosfatos no 

se reduce para ningún caso, sino que aumenta, sobre todo para la biomasa residual + glicerol. Este 

aumento significa que los microorganismos asimilan el fosfato en menor medida que para 

condiciones mesofílicas. 

Tabla 36. Contenido en fosfatos, amonio, nitrógeno total y demanda química de oxígeno (DQO) en el digestato de la 

DA a partir de la biomasa completa de Arthrospira platensis y de la biomasa residual, en presencia o no de 

cosustrato. Condiciones termofílicas 

mg/L Fosfatos Amonio Nitrógeno T DQO 

A. platensis 170 ± 2 545 ± 11 224 ± 0,1 809 ± 3 

Biomasa residual 336 ± 5 106 ± 19 276 ± 1 1049 ± 35 

A. platensis + glicerol 170 ± 9 499± 8 193 ± 4 874 ± 38 

Biomasa residual + glicerol 452 ± 6 189 ± 9 225 ± 13 1079 ± 10 

 

Al igual que en condiciones mesofílicas, al inicio, todas las concentraciones de amonio 

fueron menores de 200 mg/L; sin embargo, al final del proceso se observó para todos los casos 

un aumento en la concentración de amonio, sobre todo para la microalga de partida donde se 

superaron los 200 mg/L por lo que para esta biomasa hubo inhibición por parte de éste. Sin 

embargo, para la biomasa residual los niveles de amonio se han mantenido por debajo de 200 

mg/L, por lo que la menor producción de metano por parte de esta biomasa no se debió a una 

inhibición por amonio, sino que puede deberse a los altos niveles de ácidos grasos volátiles (AGV) 

producidos en condiciones termófilas, que están relacionados con la posible inhibición de los 

metanógenos por parte de estos compuestos [468,469]. 

Respecto a la concentración de nitrógeno total inicial se apreció que era mucho más 

elevada para la biomasa residual que para la microalga completa, con y sin cosustrato. De igual 

forma que en las condiciones mesofílicas esto se pudo deber a que después del pretratamiento con 

ultrasonidos la pared celular pudo estar aún más debilitada, haciendo que el nitrógeno estuviera 

más accesible. 

Tanto para la biomasa completa como para la residual se han observado valores de DQO 

iniciales próximos que podrían dar lugar a una producción de metano similar. Sin embargo, 

evaluando el digestato obtenido, los menores valores de DQO (tabla 36) se obtuvieron con la 

microalga completa, que son las que produjeron mayor cantidad de metano. Sin embargo, los 

valores de DQO para el digestato de la biomasa residual también se han reducido, aunque en 

menor medida que las de la biomasa completa, debido a que el proceso de DA se ve inhibido en 
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mayor grado para la biomasa residual. Para poder observar de forma más visual todo lo 

mencionado anteriormente, se presenta la figura 100. 

 

Figura 100. Contenido inicial y de los residuos de la BMP en fosfatos, amonio, nitrógeno total y demanda química de 

oxígeno (DQO) para Arthrospira platensis (A.P), biomasa residual (BMR), A.P + glicerol y BMR + glicerol. 
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4.7. Análisis del ciclo de vida de los procesos 

4.7.1. Definición del objetivo y alcance 

 Para establecer el alcance del estudio se tuvieron en cuenta las diferentes etapas para 

realizar el Análisis del ciclo de vida (ACV), comentadas anteriormente en el apartado 3.5: 

Objetivo: la principal finalidad de este estudio es la determinación de los principales 

impactos medioambientales implicados en las diversas etapas del proceso de extracción y 

purificación de ficocianina y del aprovechamiento de la biomasa residual resultante mediante 

HTL o digestión anaerobia. Para la realización correcta del ACV es fundamental tener bien 

descrito tanto la unidad funcional como los límites del sistema (ver apartado 3.5). 

a) Unidad funcional: se ha decidido establecer una unidad funcional, de tipo físico, 

consistente en la producción de 100 gramos de ficocianina. 

b) Límites del sistema: en las figuras 58 y 59 mostradas en el apartado 3.5 se muestran 

todas las etapas del proceso que quedan incluidas en el sistema y que, en consecuencia, son las 

que van a ser estudiadas en el ACV. Se ha tenido en cuenta desde el cultivo de la microalga hasta 

la obtención de la ficocianina ya purificada, así como la producción de un bioaceite o de un biogás 

a partir de la biomasa residual; incluyendo todos los procesos intermedios para la obtención de 

los productos finales. El transporte, la gestión de residuos y todos los equipos utilizados quedan 

excluidos de los límites del sistema. 

4.7.2. Análisis de inventario 

 Una vez realizada la definición de objetivos y el alcance de estudio se debe realizar el 

análisis de inventario siguiendo la normativa UNE EN ISO 14040 y 14044 [413]. Para ello se 

realiza la identificación y cuantificación de las entradas y salidas del proceso, tanto de materia 

como de energía. En el caso de la presente tesis doctoral, las entradas se corresponden con el 

consumo de recursos que supone la realización del proceso y las salidas con las emisiones a la 

atmósfera o con la generación de residuos. Dicha cuantificación se ha realizado, como ya se ha 

mencionado anteriormente, realizando la simulación de todas las etapas implicadas en el proceso 

mediante el software comercial SuperPro Designer 9.5. Como en el presente trabajo se han 

planteado dos esquemas de biorrefinería, se han realizado dos simulaciones distintas, modificando 

el aprovechamiento de la biomasa residual obtenida, mediante: HTL, produciendo un bioaceite, 

o digestión anaerobia, obteniendo biogás. 

 Como ambas biorrefinerías son extensas, para facilitar el seguimiento de las mismas se 

va a elaborar el análisis de inventario por etapas del proceso: cultivo, secado/liofilización, 

extracción de ficocianina, purificación de ficocianina y aprovechamiento de la biomasa residual. 
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❖ Cultivo y secado (liofilización) 

Tal y como se observa en la figura 101, se puede ver el esquema correspondiente a la 

etapa de cultivo del proceso. El cultivo de la microalga Arthrospira platensis se lleva a cabo en 

sistemas abiertos, tipo “raceway ponds” (P-10/RP-101-Algae Growth), seguido de una 

centrifugación (P-1/DC-101-Centrifugation) de la biomasa microalgal obtenida junto con el 

proceso de secado/liofilización (P-6/ FDR-101-Freeze Drying). Como se puede apreciar hay dos 

corrientes de entrada (Nutrients y Air-1) que están compuestas por agua, aire y los nutrientes 

necesarios (NaH2PO4 y NaNO3) para el crecimiento de la microalga. Por otro lado, se obtienen 

tres corrientes de salida: la primera de ellas va directamente al siguiente proceso (extracción de 

PC, S-114) con la biomasa cultivada ya sin agua y con muy pocos nutrientes; la corriente Outlet 

gas, que se emite directamente a la atmósfera y contiene dióxido de carbono, nitrógeno y oxígeno 

y la corriente water + nutrients en la que se elimina prácticamente la totalidad del agua (99,99%) 

y contiene los nutrientes restantes. 

 

Figura 101. Diagrama de la etapa de cultivo y secado (liofilización). 

 Las condiciones de operación a las se trabaja en la etapa de cultivo son 25ºC y 1 bar de 

presión. Una de las etapas más relevantes del sistema es la centrifugación de la biomasa obtenida 

en la etapa de cultivo (ya que en ella se elimina el 99% de agua) para poder secarla y liofilizarla. 

El motivo de que sea tan necesaria es porque la extracción de ficocianina se realiza a partir de 

biomasa seca. A continuación, en la tabla 37, se detallan los valores obtenidos a través de la 

simulación en el software SuperPro Designer 9.5 que, posteriormente, serán utilizados para 

evaluar los impactos ambientales mediante ACV. Todos los datos de las tablas de inventario en 

cada una de las etapas están referidos a la unidad funcional de 100 gramos de PC producida. 
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Tabla 37. Corrientes de entrada principales e intermedias, y corrientes de salida en la etapa de cultivo y secado 

(liofilización). 

Cultivo, secado/liofilización 

Entradas principales 

Nutrients Air-1 

Compuesto Caudal (g/h) Compuesto Caudal (g/h) 

CO2 15163,37 

Aire 17460121,26 
NaH2PO4 2545,5 

NaNO3 1769,05 

Agua 37975419,89 

Corrientes intermedias 

S-101 S-102 S-106 

Compuesto Caudal (g/h) Compuesto Caudal (g/h) Compuesto Caudal (g/h) 

Na2HPO4 2659,33 Na2HPO4 2644,7 Na2HPO4 14,63 

NaH2PO4 297,95 NaH2PO4 296,31 NaH2PO4 1,64 

NaNO3 176,73 NaNO3 175,76 NaNO3 0,97 

A. platensis 2135,71 Agua 37671773,84 A. platensis 2135,71 

Agua 37974238,65   Agua 302464,81 

S-103 S-111 

Compuesto Caudal (g/h) Compuesto Caudal (g/h) 

Agua 302464,81 

Na2HPO4 14,63 

NaH2PO4 1,64 

NaNO3 0,97 

A. platensis 2135,71 

Energía 

Centrífuga P-1+liofilizador 116,62KWh 

Salidas 

Outlet gas Water + nutrients S-114 

Compuesto Caudal (g/h) Compuesto Caudal (g/h) Compuesto 
Caudal 

(g/h) 

CO2 11040,89 Na2HPO4 2644,7 Biomasa residual 864,75 

Nitrógeno 13393971,13 NaH2PO4 296,31 Carbohidratos 82,22 

Oxígeno 4070496,34 NaNO3 175,76 Proteína* 916,64 

  Agua 37974238,65 Ficocianina 160,18 

    Aloficocianina 36,31 

    Ficoeritrina 22,21 

    Lípidos 53,39 

    Na2HPO4 14,63 

    NaH2PO4 1,64 

    NaNO3 0,97 

*No incluidas ficobiliproteínas. 

En la tabla anterior (tabla 37) también se muestran las corrientes intermedias (S-101, S-

102, S-106, S-103 y S-111). La S-101 es la corriente que sale de la etapa de cultivo y entra a la 

centrífuga, por lo que llevará todavía el agua asociada a la microalga junto con los nutrientes. Las 

corrientes de salida de la centrífuga son dos: S-102 y S-106 (ésta entra directamente a la etapa de 
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secado/liofilización), en la primera, se concentran preferentemente el agua y los nutrientes 

mientras que, en la segunda, se concentra la biomasa prácticamente seca (con solo un 0,79% de 

agua). Después de la etapa de secado se generan las corrientes de “salida” S-103 y S-111. La 

primera de ellas está compuesta por el agua restante que se elimina y la S-111 estaría compuesta 

por la biomasa de la microalga A. platensis junto con algún resto de nutrientes. 

 El principal consumo de energía en esta etapa viene dado principalmente por la centrífuga 

y el liofilizador. 

❖ Extracción de ficocianina 

Una vez realizado el secado y el proceso de liofilización de la biomasa de la microalga A. 

platensis, se procede a la etapa de extracción de PC. Por un lado, se obtendrá el extracto crudo de 

PC (corriente S-108) que posteriormente se purificará, y, por otro lado, se obtendrá la biomasa 

residual (corriente S-110) que se revalorizará para producir bioaceite, a partir del proceso de 

licuefacción hidrotérmica, o biogás, a partir de la digestión anaerobia. La extracción en el caso de 

la presente tesis doctoral se realiza, asistida por ultrasonidos, empleando un LI ([EMIM][EtSO4]) 

y utilizando una relación LI/biomasa de 11 (p/p) [131]. 

Observando la figura 102, se puede ver la etapa de extracción de PC (P-3/V-101-

Blending/Storage), seguida de la centrifugación (P-4/DC-102-Centrifugation) necesaria para 

separar el extracto crudo de PC de la biomasa residual. Como se puede apreciar hay dos corrientes 

de entrada (EmimEtSO4 y S-114): la primera de ellas aporta el LI ([EMIM][EtSO4]) y el agua y 

la segunda proviene de la etapa de secado y liofilización. Por otro lado, se tienen dos corrientes 

de salida: una de ellas que va directamente al siguiente proceso (purificación de PC, S-108) que 

contiene la ficobiliproteína de interés, con una pureza de 0,54, junto con el LI; y la corriente S-

110 que contiene la biomasa residual + agua que pasará a revalorizarse en la siguiente etapa: HTL 

o DA. El esquema de simulación de la etapa de extracción de PC está detallado a continuación en 

la figura 102: 

 

Figura 102. Diagrama de la extracción de ficocianina. 

Las condiciones de operación a las se trabaja en la etapa extracción de PC son 25ºC y 1 
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bar de presión. La centrifugación de la mezcla obtenida en la etapa de extracción es una etapa 

muy relevante para poder separar el extracto crudo de PC de la biomasa residual resultante, y es 

la mayor responsable del consumo de energía en esta etapa. Se detallan los valores obtenidos a 

través de la simulación en el software SuperPro Designer 9.5 en la tabla 38. 

Tabla 38. Corrientes de entrada principales e intermedias, y corrientes de salida en la etapa extracción de PC. 

Extracción de ficocianina 

Entradas principales 

EmimEtSO4 S-114 

Compuesto Caudal (g/h) Compuesto Caudal (g/h) 

[EMIM][EtSO4] 24808 

Biomasa residual 864,75 

Carbohidratos 82,22 

Proteína* 916,64 

Ficocianina 160,18 

Aloficocianina 36,31 

Agua 94100 

Ficoeritrina 22,21 

Lípidos 53,39 

Na2HPO4 14,63 

NaH2PO4 1,64 

NaNO3 0,97 

Corrientes intermedias 

S-107 

Compuesto Caudal (g/h) 

Biomasa residual 864,75 

Carbohidratos 82,22 

Proteína* 916,64 

Ficocianina 160,18 

Aloficocianina 36,31 

Ficoeritrina 22,21 

[EMIM][EtSO4] 24808 

Lípidos 53,39 

Na2HPO4 14,63 

NaH2PO4 1,64 

NaNO3 0,97 

Agua 94100 

Energía 

Centrífuga P-4 8,68KWh 

Salidas 

S-108 S-110 

Compuesto Caudal (g/h) Compuesto Caudal (g/h) 

Carbohidratos 15,68 Biomasa residual 864,75 

Proteína* 731,67 Carbohidratos 66,54 

Ficocianina 131,19 Proteína* 184,98 

Aloficocianina 18,43 Ficocianina 28,99 

Ficoeritrina 13,01 Aloficocianina 17,87 
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[EMIM][EtSO4] 24807,98 Ficoeritrina 9,2 

Lípidos 11,44 [EMIM][EtSO4] 0,02 

Na2HPO4 14,63 Lípidos 41,95 

NaH2PO4 1,64 Na2HPO4 0 

NaNO3 0,97 NaH2PO4 0 

Agua 64806,67 NaNO3 0 

  Agua 29293,33 

*No incluidas ficobiliproteínas. 

En la tabla anterior (tabla 38), aparte de las corrientes de entrada y salida, también se 

muestra la corriente intermedia (S-107). Esta es la corriente que sale de la etapa de extracción de 

PC y entra a la centrífuga, por lo que es una mezcla compuesta por LI + biomasa + agua. Con 

respecto a las corrientes de salida de la centrífuga, en la S-108 (entra directamente a la etapa de 

purificación de PC) se concentran preferentemente el agua, las proteínas y la ficocianina y en la 

S-110 (que irá a la a la etapa de HTL o de DA, según el esquema de biorrefinería que se considere) 

se concentra la biomasa residual, rica en lípidos y carbohidratos. 

❖ Separación y purificación de ficocianina 

Una vez obtenido el extracto crudo de ficocianina (corriente S-108) se procede a la 

separación y purificación de dicha ficobiliproteína en tres etapas: separación mediante un sistema 

de dos fases acuosas (ATPS), diálisis para recuperar el LI y para purificar la PC y precipitación 

en dos etapas. 

Se detallan los valores de la simulación obtenidos en esta etapa en la tabla 39. Para mayor 

claridad de los datos, aunque dicha tabla está referida a los resultados obtenidos en el proceso de 

separación y purificación de PC completo, se han subclasificado dichos resultados a su vez, en 

las tres etapas de este proceso: ATPS, diálisis y precipitación (1º y 2º precipitación). 

1. ATPS: para llevar a cabo este proceso, se introduce la corriente que proviene de 

la extracción de PC (S-108) en un sistema ATPS (P-20/V-104-Blending/Storage) que ya contiene, 

la correspondiente sal: fosfato dipotásico (K2HPO4), el LI ([EMIM][EtSO4]) y agua, preparado 

en las proporciones adecuadas para que se forme el sistema bifásico y pueda llevarse a cabo la 

separación de PC. Para la elaboración de este sistema es necesario que el pH esté ajustado a 6,5-

7 y también se debe controlar la temperatura a 25ºC. En primer lugar, se procede a la 

homogeneización de la mezcla de extracto crudo + ATPS. A continuación, se deja decantar (P-

8/V-105-Decanting) hasta que se forma el sistema de dos fases acuosas, obteniendo dos corrientes 

una de ellas (TOP phase) rica en LI y PC y la otra (BOTTOM phase) rica en sal (figura 103). 

2. Diálisis: la corriente que procede del sistema ATPS (TOP phase) que contiene la 

ficocianina ya separada de lípidos y carbohidratos, se somete a un proceso de diálisis para separar 

el LI de la PC, empleando una membrana de diálisis (P-21/DF-101-Diafiltration) [470]. Las 
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condiciones en las que se lleva a cabo la diálisis son 25ºC y 1 bar de presión y se dejará dializar 

dicha fase superior durante 4 horas. Como resultado de esta operación se recupera más del 95% 

de LI y más del 90% de PC con una pureza de 2,4. El esquema de simulación de esta etapa se 

muestra también en la figura 103. De igual forma que para el ATPS, los valores obtenidos en esta 

etapa mediante la simulación se muestran en la tabla 39. 

3. Precipitación: es el último proceso que se lleva a cabo dentro de la etapa de 

separación y purificación de PC. En él se realiza la mezcla de la corriente S-136 (procedente del 

proceso de diálisis mediante el cual ya se ha eliminado el LI y se ha purificado la PC) con una 

corriente que contiene sulfato de amonio (Sulfate-1). La relación extracto/sal en esta primera 

precipitación es de 9 (p/p). Esta mezcla se lleva a cabo en el mezclador (P-23/V-106-

Blending/Storage) a 25ºC y se agita durante 1 hora. A continuación, la mezcla resultante (S-117) 

se centrifuga (P-2/DC-103-Centrifugation) por lo que se generan dos corrientes (S-130 y waste-

1). La primera de ellas es el sobrenadante resultante, rico en PC, que se mezclará de nuevo con 

una nueva corriente de sulfato de amonio (Sulfate-2) en el mezclador (P-25/V-108-

Blending/Storage), mientras que la segunda de ellas es un precipitado formado por otras proteínas 

e impurezas. 

La segunda precipitación se lleva a cabo de forma similar a la primera, aumentando la 

cantidad de sulfato de amonio añadida y, disminuyendo por tanto la relación extracto/sal a 5 (p/p). 

En ella, como ya se ha mencionado, se mezclarán la corriente derivada de la primera precipitación 

S-130 con la corriente sulfate-2 que contiene el sulfato de amonio, en el mezclador (P-25/V-108- 

Blending/Storage) a 25ºC, durante 1 hora. A continuación, la mezcla resultante (S-141) se 

centrifuga (P-19/DC-104-Centrifugation) por lo que se generan dos corrientes (waste-2 y Phyco). 

La primera de ellas es el sobrenadante final, que contiene proteínas y carbohidratos y, en la 

segunda de ellas se obtiene la PC con una pureza de 4,22 (corriente Phyco). De esta forma se 

consigue mejorar en casi 8 veces la pureza de la ficocianina, con respecto a su valor de partida 

(0,54). 

El esquema de simulación de esta etapa se muestra también en la figura 103. 
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Figura 103. Diagrama de la separación y purificación de ficocianina mediante ATPS, diálisis y precipitación. 

Observando la figura 103, se puede ver el esquema correspondiente a la etapa de 

separación de PC mediante ATPS (P-20/V-104-Blending/Storage), seguida de la decantación (P-

8/V-105-Decanting) necesaria para separar ambas fases. Como se puede apreciar en la etapa de 

ATPS hay dos corrientes de entrada (Salt y S-108). La primera de ellas aporta la sal (K2HPO4) 

necesaria para el sistema ATPS y la segunda consiste en el extracto crudo de PC procedente de la 

etapa de extracción. Por otro lado, se tienen dos corrientes de salida: la primera, denominada TOP 

phase, que contiene la ficobiliproteína de interés con una recuperación de un 98,96% (pureza = 

0,57) junto con el LI, va directamente al siguiente proceso de diálisis; y la segunda corriente, 

denominada BOTTOM phase, que está formada por carbohidratos, restos de proteínas y sales. En 

el presente trabajo esta última corriente se puede considerar como residuo [219]. Por último, 

dentro del proceso ATPS, la corriente intermedia (S-118) se obtiene después de mezclar el sistema 

ATPS con el extracto crudo de PC. 

La etapa de recuperación del LI mediante diálisis (P-21/DF-101-Diafiltration), es 

necesaria para recuperar y reutilizar dicho LI en otras etapas de extracción de PC así como para 

purificar la PC. Como se puede apreciar hay dos corrientes de entrada (TOP phase y water IN-1): 

la primera de ellas proviene de la etapa de separación de PC mediante un sistema ATPS y la 

segunda contiene el agua necesaria para que se produzca la diálisis. Por otro lado, se tienen tres 

corrientes de salida (S-137, S-136 y water out-1), la primera de ellas (S-137) es la corriente que 

contiene prácticamente la totalidad del LI (97%) acompañado de una gran cantidad de proteínas, 

agua y carbohidratos; la segunda (S-136), rica en PC parcialmente purificada, que va directamente 
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al siguiente proceso de purificación por precipitación y, por último, la corriente (water out-1) que 

contiene únicamente agua. 

 La última etapa de purificación de ficocianina consiste en dos precipitaciones 

consecutivas mezclando la corriente obtenida en la diálisis (S-136) con sulfato de amonio como 

agente precipitante (corrientes sulfate-1 y sulfate-2) en dos mezcladores (P-23/V-106-

Blending/Storage y P-25/V-108-Blending/Storage). Se obtiene una recuperación final de PC en 

el extracto purificado de más del 80%. 

Los valores obtenidos a través de la simulación en las distintas etapas de ATPS, diálisis 

y precipitación se muestran a continuación en la tabla 39. 

Tabla 39. Corrientes de entrada principales e intermedias, y corrientes de salida en la etapa separación y purificación 

de PC (ATPS, diálisis y precipitación). 

Separación y purificación de ficocianina 

ATPS 

Entradas principales ATPS 

S-108 Salt 

Compuesto Caudal (g/h) Compuesto Caudal (g/h) 

Carbohidratos 15,68 

K2HPO4 20000 

Proteína* 731,67 

Ficocianina 131,19 

Aloficocianina 18,43 

Ficoeritrina 13,01 

[EMIM][EtSO4] 24807,98 

Lípidos 11,44 

Na2HPO4 14,63 

NaH2PO4 1,64 

NaNO3 0,97 

Agua 64806,67 

Corrientes intermedias 

S-118 

Compuesto Caudal (g/h) 

Carbohidratos 15,68 

Proteína* 731,67 

Ficocianina 131,19 

Aloficocianina 18,43 

Ficoeritrina 13,01 

K2HPO4 20000 

[EMIM][EtSO4] 24807,98 

Lípidos 11,44 

Na2HPO4 14,63 

NaH2PO4 1,64 

NaNO3 0,97 

Agua 64806,67 
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Salidas ATPS 

TOP phase BOTTOM phase 

Compuesto Caudal (g/h) Compuesto Caudal (g/h) 

Carbohidratos 9,62 
Carbohidratos 6,06 

Proteína* 109,75 

Proteína* 621,92 
Ficocianina 1,36 

Aloficocianina 18,43 

Ficocianina 129,82 
Ficoeritrina 13,01 

K2HPO4 20000 

[EMIM][EtSO4] 24559,9 
[EMIM][EtSO4] 248,08 

Na2HPO4 14,63 

Agua 32403,34 
NaH2PO4 1,64 

NaNO3 0,97 

  Agua 32403,34 

Diálisis 

Entradas principales diálisis 

TOP phase Water IN-1 

Compuesto Caudal (g/h) Compuesto Caudal (g/h) 

Carbohidratos 9,62 

Agua 26809,42 

Proteína* 621,92 

Ficocianina 129,82 

[EMIM][EtSO4] 24559,9 

Agua 32403,34 

Corrientes intermedias 

S-139 

Compuesto Caudal (g/h) 

Carbohidratos 9,62 

Proteína* 621,92 

Ficocianina 129,82 

[EMIM][EtSO4] 24559,9 

Agua 6480,67 

Energía 

Filtrador 1,55KWh 

Salidas diálisis 

S-136 S-137 Water OUT-1 

Compuesto Caudal (g/h) Compuesto Caudal (g/h) Compuesto Caudal (g/h) 

Carbohidratos 3,97 Carbohidratos 5,65 

Agua 25922,67 

Proteína* 228,81 Proteína* 393,1 

Ficocianina 117,64 Ficocianina 12,18 

[EMIM][EtSO4] 662,45 [EMIM][EtSO4] 23897,45 

Agua 1411,99 Agua 31878,1 

1º Precipitación 

Entradas principales  

S-136 Sulfate-1 

Compuesto Caudal (g/h) Compuesto Caudal (g/h) 

Carbohidratos 3,97 Sulfato de amonio 265 
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Proteína* 228,81 

Ficocianina 117,64 

[EMIM][EtSO4] 662,45 

Agua 1411,99 

Corrientes intermedias 

S-117 

Compuesto Caudal (g/h) 

Carbohidratos 3,97 

Proteína* 228,81 

Ficocianina 117,64 

[EMIM][EtSO4] 662,45 

Sulfato de amonio 265 

Agua 1411,99 

Energía 

Centrífuga P-2 1,84KWh 

Salidas 

S-130 Waste-1 

Compuesto Caudal (g/h) Compuesto Caudal (g/h) 

Carbohidratos 3,35 Carbohidratos 0,62 

Proteína* 189,18 Proteína* 39,63 

Ficocianina 103,22 Ficocianina 14,42 

Agua 1397,87 [EMIM][EtSO4] 662,45 

  Sulfato de amonio 265 

  Agua 14,12 

2º Precipitación 

Entradas principales  

S-130 Sulfate-2 

Compuesto Caudal (g/h) Compuesto Caudal (g/h) 

Carbohidratos 3,35 

Sulfato de amonio 325 
Proteína* 189,18 

Ficocianina 103,22 

Agua 1397,87 

Corrientes intermedias 

S-141 

Compuesto Caudal (g/h) 

Carbohidratos 3,35 

Proteína* 189,18 

Ficocianina 103,22 

Sulfato de amonio 325 

Agua 1397,87 

Energía 

Centrífuga P-19 1,65KWh 

Salidas 

Phyco Waste-2 

Compuesto Caudal (g/h) Compuesto Caudal (g/h) 

Carbohidratos 1,20211 Carbohidratos 2,15 
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Proteína* 97,82632 Proteína* 91,36 

Ficocianina 100 Ficocianina 3,22 

Sulfato de amonio 325 Agua 1383,9 

Agua 13,97874   

*No incluidas ficobiliproteínas. 

❖ Aprovechamiento de la biomasa residual 

Una vez obtenida la biomasa residual (corriente S-110) resultante de la extracción de PC, 

se estudió el aprovechamiento energético de dicha biomasa residual obtenida para producir un 

bioaceite, a partir del proceso de licuefacción hidrotérmica o un biogás, a partir de la digestión 

anaerobia. 

1. Biorrefinería 1: Extracción y purificación de PC + licuefacción hidrotérmica 

Para la revalorización energética de la biomasa residual mediante HTL se decidió usar 

isopropanol como cosolvente ya que se ha estudiado de forma experimental que utilizando este 

cosolvente se mejora notablemente el rendimiento a bioaceite. 

Para simplificar, esta etapa del proceso se puede subdividir a su vez en dos subetapas: en 

primer lugar, se produce el proceso de HTL para obtener el bioaceite y, a continuación, tiene 

lugar la separación y recuperación de los distintos productos obtenidos tras la reacción (el 

conjunto de ambas etapas se muestra en la figura 104). 

 

Figura 104. Diagrama del aprovechamiento de la biomasa residual en la biorrefinería 1. 

 Una vez obtenida la corriente de la biomasa residual (S-110) se procede a centrifugar (P-

7/DC-105-Centrifugation) de nuevo para intentar retirar la máxima cantidad de agua posible. La 

biomasa residual ya centrifugada (corriente S-112) se mezcla con la corriente de isopropanol 

(Isopropanol) con una relación biomasa:disolvente de 1:10 (p/p) mientras que la relación 

agua:isopropanol es de 1:1 (p/p). Dicha mezcla se lleva a cabo en un mezclador (P-14/MX-103-

Mixing) dando como resultado la corriente S-126 que entra directamente a un intercambiador de 
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calor (P-12/HX-101-Heat Exchanging) el cual, gracias al vapor de agua (steam) generado en una 

caldera de gas natural (P-13/SG-101-Steam Generation), calienta dicha corriente hasta los 350ºC 

en 30 minutos (S-105). 

Para simular el proceso de HTL se utilizaron dos tanques. En el primero de ellos (P-16/V-

102-Blending/Storage) se lleva a cabo la reacción y, tras un enfriamiento durante 5 minutos en 

un cambiador de calor (P-27/HX-102-Cooling), la corriente resultante (S-146) pasa al segundo 

tanque (P-26/V-107-Blending/Storage). En este, a la mezcla de reacción se le añade 

diclorometano, obteniéndose como productos de salida una fase gaseosa (CO2) y otra corriente 

(S-145) que contiene el residuo sólido, la fase acuosa y el bioaceite que se separarán en la siguiente 

etapa. En este tanque también hay otra corriente de salida (isopropanol-emitted) mediante la cual 

se recupera prácticamente el 100% de isopropanol. 

 Para poder visualizar mejor el proceso de HTL se muestra la figura 105. 

 

Figura 105. Diagrama de la etapa de reacción de HTL. 

Los valores obtenidos a través de la simulación en las distintas etapas de la reacción de 

HTL se muestran a continuación en la tabla 40. Cabe destacar que, además de estar incluidas las 

corrientes de entrada y salida principales de la etapa de reacción de HTL, también se muestran las 

corrientes intermedias: S-122, Steam, S-126, S-105, S-122, S-127 y S-146. 
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Tabla 40. Corrientes de entrada principales e intermedias, y corrientes de salida en la etapa de reacción de 

licuefacción hidrotérmica. 

Aprovechamiento de la biomasa residual 

Reacción de HTL 

Entradas principales  

S-110 Isopropanol Water IN-2 

Compuesto Caudal (g/h) Compuesto Caudal (g/h) Compuesto Caudal (g/h) 

Biomasa residual 864,75 

Isopropanol 4323,71 Agua 6602,38 

Carbohidratos 66,54 

Proteína* 184,98 

Ficocianina 28,99 

Aloficocianina 17,87 

Ficoeritrina 9,2 

[EMIM][EtSO4] 0,02 

Lípidos 41,95 

Na2HPO4 0 

NaH2PO4 0 

NaNO3 0 

Agua 29293,33 

Natural gas Air-2 Dicloromethane 

Compuesto Caudal (g/h) Compuesto Caudal (g/h) Compuesto Caudal (g/h) 

Metano 512,52 Air-2 9654,49 Diclorometano 55522,55 

Corrientes intermedias  

S-112 Steam S-126 

Compuesto Caudal (g/h) Compuesto Caudal (g/h) Compuesto Caudal (g/h) 

Biomasa residual 864,75 

Agua 6602,38 

Biomasa residual 864,75 

Carbohidratos 66,54 Carbohidratos 66,54 

Proteína* 184,98 Proteína* 184,98 

Ficocianina 28,99 Ficocianina 28,99 

Aloficocianina 17,87 Ficoeritrina 9,2 

Ficoeritrina 9,2 Aloficocianina 17,87 

[EMIM][EtSO4] 0,02 Isopropanol 4323,71 

Lípidos 41,95 [EMIM][EtSO4] 0,02 

Na2HPO4 0 Lípidos 41,95 

NaH2PO4 0 Na2HPO4 0 

NaNO3 0 NaH2PO4 0 

Agua 4220,52 NaNO3 0 

    Agua 4220,52 

S-105 S-122 S-127 

Compuesto Caudal (g/h) Compuesto Caudal (g/h) Compuesto Caudal (g/h) 

Biomasa residual 864,75 Carbohidratos 66,54 Carbohidratos 66,54 

Carbohidratos 66,54 Proteína* 184,98 Proteína* 184,98 

Proteína* 184,98 Ficocianina 28,99 Ficocianina 28,99 

Ficocianina 28,99 Aloficocianina 17,87 Aloficocianina 17,87 

Ficoeritrina 9,2 Ficoeritrina 9,2 Ficoeritrina 9,2 

Aloficocianina 17,87 Fase acuosa 264,18 Fase acuosa 264,18 
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Isopropanol 4323,71 Bioaceite 472,76 Bioaceite 472,76 

[EMIM][EtSO4] 0,02 Sólidos HTL 2,59 Sólidos HTL 2,59 

Lípidos 41,95 CO2 125,22 CO2 125,22 

Na2HPO4 0 Isopropanol 4323,71 Isopropanol 4323,71 

NaH2PO4 0 [EMIM][EtSO4] 0,02 [EMIM][EtSO4] 0,02 

NaNO3 0 Lípidos 41,95 Lípidos 41,95 

Agua 4220,52 Na2HPO4 0 Na2HPO4 0 

  NaH2PO4 0 NaH2PO4 0 

  NaNO3 0 NaNO3 0 

  Agua 4220,52 Agua 4220,52 

S-146 

Compuesto Caudal (g/h) 

Carbohidratos 66,54 

Proteína* 184,98 

Ficocianina 28,99 

Aloficocianina 17,87 

Ficoeritrina 9,2 

Fase acuosa 264,18 

Bioaceite 472,76 

Sólidos HTL 2,59 

CO2 125,22 

Isopropanol 4323,71 

[EMIM][EtSO4] 0,02 

Lípidos 41,95 

Na2HPO4 0 

NaH2PO4 0 

NaNO3 0 

Agua 4220,52 

Energía 

Centrífuga P-7 5,08KWh 

Caldera P-13 7,12 KWh 

Intercambiador de calor P-12 5,64KWh 

Enfriamiento P-27 5,61KWh 

Salidas  

Water OUT-2 Emissions Water OUT-3 

Compuesto Caudal (g/h) Compuesto Caudal (g/h) Compuesto Caudal (g/h) 

Agua 25072,81 

CO2 1408,45 

Agua 6602,38 
Nitrógeno 7406,13 

Oxígeno 204,4 

Agua 1148,38 

CO2 Isopropanol emitted S-145 

Compuesto Caudal (g/h) Compuesto Caudal (g/h) Compuesto Caudal (g/h) 

CO2 125,22 Isopropanol 4323,71 

Carbohidratos 66,54 

Proteína* 184,98 

Ficocianina 28,99 

Aloficocianina 17,87 

Ficoeritrina 9,2 
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Fase acuosa 264,18 

Bioaceite 472,76 

Sólidos HTL 2,59 

Diclorometano 55522,55 

[EMIM][EtSO4] 0,02 

Lípidos 41,95 

Na2HPO4 0 

NaH2PO4 0 

NaNO3 0 

Agua 4220,52 

*No incluidas ficobiliproteínas. 

Con respecto a la tabla 40 cabe destacar que, aunque las corrientes intermedias S-126 y 

S-105 tengan la misma composición, cambia la temperatura a la que se encuentran, de forma que 

mientras que la corriente S-126 entra a temperatura ambiente al intercambiador de calor, la 

corriente S-105 sale del mismo a 350ºC. 

De igual forma, las corrientes S-122, S-127 y S-146 contienen los mismos compuestos 

variando únicamente la presión para el caso de las corrientes S-122 y S-127, de forma que la 

primera está a presión de 1 bar mientras que la segunda tendrá la presión autógena generada a 

350ºC; y variando la temperatura para el caso de S-127, y S-146. La primera de ellas estará a 

350ºC y es la que entra al enfriador (P-27/HX-102-Cooling) mientras que la segunda (S-146) es 

la corriente de salida del enfriador que ya saldrá a 25ºC. 

 La corriente de salida principal del proceso de HTL es la S-145, que contiene los 

productos principales: bioaceite, fase acuosa, y sólidos. Posteriormente, se procede a realizar la 

separación de los mismos. En primer lugar, la corriente resultante de la reacción (S-145) se 

introduce en una centrifuga (P-24/DC-106-Centrifugation) donde se separa y recupera la fase 

sólida generada (corriente HTL solids), produciendo la corriente S-135 que está formada por el 

bioaceite y la fase acuosa (figura 106). 

Para separar la fase acuosa del bioaceite, la corriente S-135 se introduce en un decantador 

(P-15/V-103-Decanting) obteniendo de esta forma, la fase acuosa (S-128), más ligera, y el 

bioaceite disuelto en diclorometano (S-125). Para reducir el contenido de humedad de la fase 

acuosa, ésta se introduce en un secadero rotativo (P-18/RDR-101-Rotary Drying). Por otro lado, 

la corriente que contiene el bioaceite (S-125) se introduce en una columna de destilación (P-17/C-

101-Distilation) donde se separa el disolvente (diclorometano) por cabeza de columna (corriente 

dicloromethane-rec) y el bioaceite se obtiene por fondo (corriente Biocrude), con un rendimiento 

aproximado del 55%. 
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Figura 106. Diagrama de la etapa de recuperación de productos. 

En la tabla 41 se muestran los resultados de simulación obtenidos para la etapa de 

separación y recuperación de productos de HTL (referidos a la unidad funcional). 

Tabla 41. Corrientes de entrada principales e intermedias, y corrientes de salida en la etapa de recuperación de 

productos de licuefacción hidrotérmica. 

Aprovechamiento de la biomasa residual 

Recuperación de productos HTL 

Entradas principales  

S-145 Air-3 

Compuesto Caudal (g/h) Compuesto Caudal (g/h) 

Carbohidratos 66,54 

Aire 21089,07 

Proteína* 184,98 

Ficocianina 28,99 

Aloficocianina 17,87 

Ficoeritrina 9,2 

Fase acuosa 264,18 

Bioaceite 472,76 

Sólidos HTL 2,59 

Diclorometano 55522,55 

[EMIM][EtSO4] 0,02 

Lípidos 41,95 

Na2HPO4 0 

NaH2PO4 0 

NaNO3 0 

Agua 4220,52 

Corrientes intermedias  

S-135 S-128 S-125 

Compuesto Caudal (g/h) Compuesto Caudal (g/h) Compuesto Caudal (g/h) 

Carbohidratos 66,54 Carbohidratos 66,54 
Bioaceite 472,76 

Proteína* 184,98 Proteína* 184,98 
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Ficocianina 28,99 Ficocianina 28,99 

Aloficocianina 17,87 Aloficocianina 17,87 

Ficoeritrina 9,2 Ficoeritrina 9,2 

Diclorometano 55494,73 

Fase acuosa 264,18 Fase acuosa 264,18 

Bioaceite 472,76 Diclorometano 27,76 

Diclorometano 55522,49 [EMIM][EtSO4] 0,02 

[EMIM][EtSO4] 0,02 Na2HPO4 0 

Lípidos 41,95 NaH2PO4 0 

Lípidos 41,95 

Na2HPO4 0 NaNO3 0 

NaH2PO4 0 Agua 4218,41 

NaNO3 0   

Agua 4218,41   

Energía 

Centrífuga P-24 6,06KWh 

Destilador P-17- Hervidor 7,01KWh 

Destilador P-17- Condensador 6,40KWh 

Salidas  

HTL Solids Water OUT-4 Aqueous phase 

Compuesto Caudal (g/h) Compuesto Caudal (g/h) Compuesto Caudal (g/h) 

Carbohidratos 0 

Nitrógeno 16177,8 

Carbohidratos 66,54 

Proteína* 0 Proteína* 184,98 

Ficocianina 0 Ficocianina 28,99 

Aloficocianina 0 Aloficocianina 17,87 

Ficoeritrina 0 

Oxígeno 4911,27 

Ficoeritrina 9,2 

Fase acuosa 0 Fase acuosa 264,18 

Bioaceite 0 Diclorometano 27,76 

Sólidos HTL 2,59 [EMIM][EtSO4] 0,02 

Diclorometano 0,06 

Agua 4217,81 

Na2HPO4 0 

Lípidos 0 NaH2PO4 0 

Agua 2,11 NaNO3 0 

  Agua 0,6 

Dicloromethane-rec Biocrude 

Compuesto Caudal (g/h) Compuesto Caudal (g/h) 

Bioaceite 0,05 Bioaceite 472,71 

Diclorometano 54939,79 Diclorometano 554,95 

  Lípidos 41,95 

    

*No incluidas ficobiliproteínas. 

2. Biorrefinería 2: Extracción y purificación de PC + digestión anaerobia 

La otra vía de aprovechamiento de la biomasa residual en la presente tesis doctoral fue 

mediante digestión anaerobia para generar biogás (figura 107). De igual manera que se hizo para 

el proceso de HTL, la corriente de la biomasa residual (S-110) generada tras la extracción de 

ficocianina se somete a una centrifugación (P-7/DC-105-Centrifugation) para retirar parcialmente 

el agua que contiene y obtener el grado de humedad adecuado para el proceso. La biomasa 
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residual ya centrifugada (corriente S-112) se mezcla con la corriente de glicerol (Glycerol) ya que 

los resultados experimentales demuestran que su uso como cosustrato mejora la producción de 

metano. Dicha mezcla se lleva a cabo en un mezclador (P-14/MX-103-Mixing) cuya corriente de 

salida (S-104) entra a un calentador (P-11/HX-101-Heating) donde eleva su temperatura hasta los 

37ºC (S-105) ya que la digestión anaerobia se va a llevar a cabo en condiciones mesofílicas y con 

un tiempo de residencia aproximado de 30 días. Del digestor (P-12/AD-101-Anaerobic digestion) 

se obtienen las dos corrientes de salida una de ellas contiene el biogás producido (Biogas) y la 

otra el residuo o digestato (digestate). En este proceso se tienen las corrientes de entrada: S-110 

y Glycerol y las corrientes de salida water OUT – 2, biogas y digestate. 

 

Figura 107. Diagrama de aprovechamiento de la biomasa residual mediante digestión anaerobia (Biorrefinería 2). 

 A continuación, se muestra la tabla 42 con los resultados obtenidos tras la simulación 

para esta vía de aprovechamiento de la biomasa residual. 
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Tabla 42. Corrientes de entrada principales e intermedias, y corrientes de salida en la etapa de digestión anaerobia. 

Aprovechamiento de la biomasa residual 

Digestión anaerobia 

Entradas principales  

S-110 Gycerol 

Compuesto Caudal (g/h) Compuesto Caudal (g/h) 

Biomasa residual 864,75 

Glicerol 146,85 

Carbohidratos 66,54 

Proteína* 184,98 

Ficocianina 28,99 

Aloficocianina 17,87 

Ficoeritrina 9,2 

[EMIM][EtSO4] 0,02 

Agua 7,63 

Lípidos 41,95 

Na2HPO4 0 

NaH2PO4 0 

NaNO3 0 

Agua 29293,33 

Corrientes intermedias 

S-112 S-104 S-105 

Compuesto Caudal (g/h) Compuesto Caudal (g/h) Compuesto Caudal (g/h) 

Biomasa residual 864,75 Biomasa residual 864,75 Biomasa residual 864,75 

Carbohidratos 66,54 Carbohidratos 66,54 Carbohidratos 66,54 

Proteína* 184,98 Proteína* 184,98 Proteína* 184,98 

Ficocianina 28,99 Ficocianina 28,99 Ficocianina 28,99 

Aloficocianina 17,87 Aloficocianina 17,87 Aloficocianina 17,87 

Ficoeritrina 9,2 Ficoeritrina 9,2 Ficoeritrina 9,2 

[EMIM][EtSO4] 0,02 Glicerol 146,85 Glicerol 146,85 

Lípidos 41,95 [EMIM][EtSO4] 0,02 [EMIM][EtSO4] 0,02 

Na2HPO4 0 Lípidos 41,95 Lípidos 41,95 

NaH2PO4 0 Na2HPO4 0 Na2HPO4 0 

NaNO3 0 NaH2PO4 0 NaH2PO4 0 

Agua 2135,48 NaNO3 0 NaNO3 0 

  Agua 2143,11 Agua 2143,11 

Salidas 

Water OUT-2 Biogas Digestate 

Compuesto Caudal (g/h) Compuesto Caudal (g/h) Compuesto Caudal (g/h) 

Agua 27157,85 

CO2 737,54893 Carbohidratos 66,54 

Metano 376,40301 Proteína* 184,98 

  Ficocianina 28,99 

  Aloficocianina 17,87 

  Ficoeritrina 9,2 

  Amonio 114,16 

  Glicerol 146,85 

  [EMIM][EtSO4] 0,02 
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  Lípidos 41,95 

  Na2HPO4 0 

  NaH2PO4 0 

  NaNO3 0 

  Agua 1780,82 

*No incluidas ficobiliproteínas. 

 Al igual que en procesos anteriores para el inventario también se tuvieron en cuenta las 

corrientes intermedias del proceso: S-112, S-104 y S-105. 

Una vez obtenidas las tablas de los inventarios de ciclo de vida, se procede a la evaluación 

de impactos de ciclo de vida (EICV) que se detalla a continuación en el apartado 4.7.3. 

4.7.3. Evaluación de impactos 

 Una vez elaborado y analizado el inventario obtenido mediante simulación se procede a 

evaluar tanto cualitativa como cuantitativamente los impactos ambientales asociados al proceso, 

empleando el programa SimaPro 7.2. Para ello, en primer lugar, deben determinarse qué 

categorías de impacto van a ser consideradas. 

 Entre los métodos de evaluación de impactos se han seleccionado dos metodologías 

[471]: 

• CML 2001 

• Demanda de energía acumulada (CED) 

La metodología de CML elaborada por el Instituto de Ciencias medioambientales de la 

Universidad de Leiden en los Países Bajos es la metodología más utilizada y suele considerarse 

más completa. Cabe destacar que el método “CML 2001” contiene más de 1700 flujos diferentes 

que se pueden descargar desde su página web (http://www.cml.leiden.edu/software/data-

cmlia.html). Dicho método se puede dividir en línea de base y no línea de base, siendo la primera 

la que contiene las categorías de impacto más comunes utilizadas en ACV [471,472]. 

Dentro de la metodología CML 2001 se han elegido las siguientes categorías de impacto: 

- Agotamiento de recursos abióticos (AD): se puede definir como la disminución 

de la disponibilidad de recursos materiales (tanto renovables como no renovables) debido a un 

uso masivo de ellos. De forma general, esta categoría se refiere al consumo de recursos no 

biológicos como combustibles fósiles, minerales, metales, agua, etc. Está formado por la cantidad 

de recursos que se agotan y se mide en equivalentes de antimonio en algunos modelos [471]. 

- Acidificación (A): los gases ácidos como el dióxido de azufre (SO2) reaccionan 

con el agua de la atmósfera formando la denominada “lluvia ácida”. Cuando esta lluvia cae, a 

menudo a una distancia considerable de la fuente original del gas, provoca un deterioro del 
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ecosistema. Los gases que provocan la deposición ácida incluyen amoniaco (NH3), óxidos de 

nitrógeno (NOX) y óxidos de azufre (SOX) [473]. 

- Eutrofización (E): es la acumulación de nutrientes químicos en un ecosistema que 

conduce a una productividad anormalmente elevada. Esto provoca un crecimiento excesivo de 

plantas, como algas en los ríos y mares, lo que provoca reducciones severas en la calidad del agua 

y en las poblaciones de animales. Las emisiones de amoníaco, nitratos, óxidos de nitrógeno y 

fósforo a la atmósfera o al agua tienen impacto en la eutrofización. Esta categoría se expresa 

utilizando como unidad de referencia kg PO4
3- equivalentes. 

- Cambio climático (GW): se puede definir como el cambio en la temperatura 

global terrestre causado por el efecto invernadero generado por la liberación de “gases de efecto 

invernadero” por parte de la actividad humana. Hoy en día existe consenso científico en 

considerar que el aumento de estas emisiones está teniendo un gran efecto en el clima. Se espera 

que dicho aumento de la temperatura global provoque perturbaciones climáticas, desertificación, 

aumento del nivel del mar y propagación de enfermedades. El modelo de caracterización de 

Perfiles Ambientales se basa en factores desarrollados por el Panel Intergubernamental sobre el 

Cambio Climático (IPCC) de la ONU. Dichos factores se expresan como Potencial de 

Calentamiento Global en diferentes horizontes temporales, siendo el más común 100 años 

(GWP100), medido en la unidad de referencia kg CO2 equivalentes [471]. 

- Toxicidad humana (HT): el potencial de toxicidad humana es un índice calculado 

que refleja el daño potencial de una unidad de sustancia química liberada en el medio ambiente y 

se basa tanto en la toxicidad inherente de un compuesto como en su dosis potencial. Estos 

subproductos (principalmente arsénico, dicromato de sodio y fluoruro de hidrógeno) proceden, 

en su mayor parte, de la producción de electricidad a partir de fuentes fósiles. Dichos 

subproductos son potencialmente peligrosos para los humanos por inhalación, ingestión e incluso 

contacto; llegando a producir cáncer, problemas respiratorios, etc. Esta categoría de impacto se 

mide en kg equivalentes de 1,4-diclorobenceno (1,4 DB). 

- Ecotoxicidad terrestre (TE): La toxicidad ambiental se mide en tres categorías de 

impacto separadas que examinan el agua dulce, el agua marina y el terreno. La evaluación de la 

toxicidad se ha basado en las concentraciones máximas tolerables en el agua para los ecosistemas. 

Los factores de caracterización se expresan utilizando la unidad de referencia kg 1,4 de 

diclorobenceno equivalente (1,4 DB). 

 Por otro lado, el método de Demanda de Energía Acumulada (CED) se creó en base al 

método publicado por el centro Ecoinvent [474]. Este método tiene como objetivo investigar el 

uso de la energía a lo largo del ciclo de vida de un proceso. Esto incluye tanto los usos directos 

como los indirectos. Este método se desarrolló a principios de los setenta después de la primera 

crisis del petróleo y cuantifica la cantidad de energía primaria consumida a lo largo del ciclo de 
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vida de un proceso, tanto de origen fósil como renovable. 

 Una vez que se han planteado todas las categorías de impacto que se van a estudiar y las 

tablas de inventario, se procede a realizar la cuantificación de los impactos ambientales 

seleccionados empleando el software SimaPro 7.2, tanto para la etapa de cultivo, extracción y 

purificación de ficocianina como para el aprovechamiento de la biomasa residual. 

4.7.3.1. Cultivo, extracción y purificación de ficocianina 

 En este apartado se van a representar los impactos ambientales del proceso de extracción 

y purificación de ficocianina, por lo que se incluyen asimismo tanto la etapa de cultivo de la 

microalga de partida (Arthrospira platensis), como la etapa de secado de dicha microalga (tablas 

43 y 44). 

Tabla 43. Datos correspondientes al proceso de cultivo de la microalga Arthrospira platensis y al proceso de 

extracción y purificación de PC. 

Categoría de impacto Unidad Cultivo Secado Extracción de PC ATPS 

Agotamiento de recursos 

abióticos 
kg Sb eq 0,038 0,433 0,042 0,012 

Acidificación kg SO2 eq 0,107 0,567 0,046 0,043 

Eutrofización kg PO4
3-eq 0,047 0,029 0,003 0,020 

Calentamiento global 100 años kg CO2 eq 10,613 59,098 5,299 2,866 

Toxicidad humana 100 años kg 1,4-DB eq 3,611 9,198 0,695 1,244 

Ecotoxicidad terrestre 100 años kg 1,4-DB eq 0,011 0,011 0,001 0,004 

Demanda de Energía Acumulada  MJ eq 86,521 1207,311 112,962 27,959 

 

Tabla 44. Datos correspondientes al proceso de cultivo de la microalga Arthrospira platensis y al proceso de 

extracción y purificación de PC (continuación). 

Categoría de impacto Unidad Diálisis Precipitación Total 

Agotamiento de recursos abióticos kg Sb eq 0,006 0,013 0,544 

Acidificación kg SO2 eq 0,008 0,017 0,788 

Eutrofización kg PO4
3-eq 0,000 0,001 0,101 

Calentamiento global 100 años kg CO2 eq 0,786 1,775 80,436 

Toxicidad humana 100 años kg 1,4-DB eq 0,122 0,279 15,149 

Ecotoxicidad terrestre 100 años kg 1,4-DB eq 0,000 0,000 0,028 

Demanda de Energía Acumulada MJ eq 16,053 36,233 1487,039 

 

 A partir de los datos de las tablas anteriores se calculan las contribuciones relativas de 

cada etapa en cada una de las categorías de impacto estudiadas. Para poder verlo de forma más 

visual se presenta la figura 108. 
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Figura 108. Contribuciones relativas de cada etapa en cada una de las categorías de impacto estudiadas. Etapas de: 

cultivo (■), secado (■), extracción de PC (■), ATPS (■), diálisis (■) y precipitación (■). 

 Como se puede observar en la figura 108 la etapa de secado es la que más influye en casi 

todas las categorías de impacto, teniendo contribuciones desde un 40%, para el caso de la 

ecotoxicidad terrestre, hasta un 80% para el caso de la Demanda de Energía Acumulada (CED) y 

en el agotamiento de recursos abióticos. Para el caso de la presente tesis doctoral, como ya se ha 

mencionado, la microalga con la que se trabaja experimentalmente está liofilizada, con lo que se 

requiere de un secado previo de la biomasa y su posterior liofilización, lo que genera un gran 

impacto de esta etapa en las diferentes categorías de impacto. Esta gran influencia de la etapa de 

secado se debe, fundamentalmente, al componente fósil que forma parte del mix eléctrico español 

utilizado como base de datos en el programa SimaPro 7.2. 

 En primer lugar, se analizará de forma más detallada la etapa de secado en cada categoría, 

ya que es la que más impacto genera. En el agotamiento abiótico tiene una contribución de casi 

el 80%. Esto es debido a que se incluyen las reservas de los combustibles y la mayor parte de 

electricidad que se consume en la etapa de secado, según el mix eléctrico español, se basa en el 

uso de combustibles fósiles (carbón, petróleo, gas natural.). Con respecto a la acidificación, el 

secado contribuye aproximadamente el 70% y es debido a la quema de los combustibles fósiles. 

Esto se debe a que el azufre y el nitrógeno, presente en el aire y también en dichos combustibles 

son liberados a la atmósfera tras procesos de combustión en forma de óxidos de nitrógeno (NOX) 

y dióxido de azufre (SO2) que son los principales responsables de la deposición ácida. 
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Por otro lado, la contribución de la etapa de secado al cambio climático es cercana al 

75%, esto es debido a que la energía necesaria para la etapa de secado procede de recursos no 

renovables generando de esta manera grandes cantidades de CO2 que acentúan el efecto 

invernadero. En relación con las ecotoxicidades, tanto en la humana como en la terrestre, la etapa 

de secado también presenta considerables contribuciones en ambas, siendo de un 60 y de un 40%, 

respectivamente. Este efecto alto de la etapa de secado en ambas se debe, principalmente, a las 

emisiones tóxicas que se encuentran asociadas a compuestos nocivos generados durante el 

proceso de obtención de electricidad proveniente también de los combustibles fósiles. 

En cuanto a la demanda de energía acumulada, de igual forma, la etapa de secado presenta 

una alta contribución, en torno al 81% y, se debe al gran uso de la energía eléctrica que esta etapa 

requiere. Este alto porcentaje se debe a que la CED es una metodología que cuantifica la energía 

primaria que se consume en el proceso, por ese motivo al ser la etapa de secado a la más energía 

consume, se obtiene el mayor porcentaje. 

 Como ya se ha mencionado la etapa de secado genera un gran impacto ambiental en casi 

todas las categorías de impacto estudiadas, excepto en la eutrofización. En esta categoría se puede 

comprobar que la etapa de secado tiene una contribución del 29%. Esto es debido a que en la 

etapa de cultivo se emplean numerosos fertilizantes y la producción de éstos implica cierta energía 

y recursos, aunque la energía que se necesita es menor, de ahí que el porcentaje sea relativamente 

pequeño. Por el contrario, la etapa de cultivo genera un gran impacto en la eutrofización de casi 

un 50%. Ya que la utilización de los fertilizantes, necesarios para el crecimiento, puede resultar 

en la acumulación de éstos y el consiguiente crecimiento excesivo de algas en los ríos, lo que 

provoca reducciones acusadas en la calidad de agua. La mayor contribución de impacto que se 

puede encontrar en esta etapa se debe al uso del ácido fosfórico para la obtención de estos 

fertilizantes. 

Dentro de la categoría de eutrofización, la siguiente etapa que más impacto genera es el 

sistema de dos fases acuosas (ATPS) y se debe principalmente al uso de la sal (K2HPO4). 

 La etapa de extracción de ficocianina no resulta muy contaminante para ninguna 

categoría, contribuyendo entre un 3-8%. Esta pequeña contribución se debe al uso del líquido 

iónico [(EMIM][EtSO4]) para realizar la extracción de PC. Las mayores contribuciones se dan en 

el agotamiento de recursos abióticos (8%) y en la demanda de energía acumulada (8%). Con 

respecto a la primera, en la extracción se utiliza líquido iónico junto con ultrasonidos, que requiere 

el uso de energía eléctrica, la cual incluye las reservas de los combustibles y, según el mix 

eléctrico español influye negativamente y con respecto a la segunda, el CED cuantifica la energía 

primaria que se consume en el proceso, la contribución en esta categoría de impacto no es muy 

elevada porque el equipo de ultrasonidos no se utiliza un tiempo prolongado. Con respecto al uso 
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del líquido iónico, las demás categorías (toxicidad humana y ecotoxicidad terrestre) no tienen 

contribuciones elevadas puesto que los líquidos iónicos tienen una casi nula presión de vapor con 

lo que se reducen las vías de exposición. 

 Con respecto a la etapa de purificación de PC y, concretamente, en la etapa del sistema 

bifásico acuoso, como ya se ha mencionado tiene un gran efecto en la eutrofización y, de igual 

forma, en la ecotoxicidad terrestre ya que parte de esas sales (K2HPO4) que están presentes en la 

fase inferior del sistema ATPS, considerada como “residuo” pueden ser emitidas al aire, al suelo, 

a las aguas superficiales y subterráneas y tener una alta contribución en la ecotoxicidad terrestre. 

 Por último, cabe destacar que las dos etapas que menos impacto generan en todas las 

categorías de impacto son la diálisis y la precipitación, con contribuciones del 1-3%. Esta baja 

contribución para ambas etapas y en todas las categorías se debe principalmente a que son dos 

etapas que requieren pocos recursos, tanto materiales como energéticos. Para el caso de los 

recursos energéticos que necesitan, es decir, la electricidad, la necesitan en tan poca proporción 

que el impacto que genera en comparación con el resto de las etapas del proceso de purificación 

de ficocianina es mucho menor. 

4.7.3.2. Aprovechamiento de la biomasa residual. HTL frente a Biogás 

 Los dos procesos alternativos seleccionados para el aprovechamiento energético de la 

biomasa residual obtenida en la etapa de extracción de PC han sido la licuefacción hidrotérmica 

para obtener bioaceite (biorrefinería 1) o la digestión anaerobia para obtener biogás (biorrefinería 

2). En este apartado se realizará un estudio comparativo de ambas con el fin de conocer los 

correspondientes impactos en cada una de las categorías analizadas. 

Los resultados obtenidos para cada uno de los dos procesos, por unidad de energía 

producida, se muestran en la tabla 45. Para determinar la energía contenida (expresada en MJ) en 

el bioaceite y el biogás, se multiplica la masa producida de cada uno de ellos por su 

correspondiente poder calorífico. Por lo que para el bioaceite se obtienen 18,6 MJ y para el biogás 

20,78 MJ, teniendo en cuenta que el poder calorífico superior del bioaceite es de 39,67 MJ/kg y 

el del biogás es 18,65 MJ/kg. 
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Tabla 45. Datos correspondientes al proceso de aprovechamiento de la biomasa residual. 

Categoría de impacto Unidad Bioaceite Biogás 

Agotamiento de recursos abióticos kg Sb eq 1,412 0,376 

Acidificación kg SO2 eq 0,670 0,202 

Eutrofización kg PO4
3-eq 1,049 0,168 

Calentamiento global 100 años kg CO2 eq 1,064 0,298 

Toxicidad humana 100 años kg 1,4-DB eq 1,693 0,174 

Ecotoxicidad terrestre 100 años kg 1,4-DB eq 0,681 0,204 

Demanda de Energía Acumulada MJ eq 1,280 0,364 

 

 La figura 109 muestra la comparación normalizada de los procesos estudiados, a partir de 

los datos de la tabla 45. 

 

Figura 109. Comparativa del bioaceite (■) y del biogás (■) en cada una de las categorías de impacto estudiadas. 

 Como se puede apreciar en la figura 109 la producción de bioaceite mediante licuefacción 

hidrotérmica genera un mayor impacto que la obtención de biogás mediante digestión anaerobia 

(10-30%) en todas las categorías de impacto analizadas. Esto es debido fundamentalmente a las 

condiciones de temperatura y presión, mucho más extremas, que requiere el proceso de HTL 

comparado con la digestión anaerobia. 

En primer lugar, se analizará de forma más detallada la etapa de HTL en algunas de las 

categorías de impactos como la toxicidad humana, en la eutrofización y en el agotamiento 
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abiótico. En el caso de la toxicidad humana, este gran efecto se debe a las emisiones tóxicas que 

se encuentran asociadas a compuestos nocivos utilizados o generados durante el proceso, como 

pueden ser los alcoholes empleados como cosolvente, los gases generados o el disolvente usado 

para aislar los productos de reacción (diclorometano). Por otro lado, el proceso de HTL requiere 

electricidad que, según el mix eléctrico español, se produce a partir de combustibles fósiles, lo 

que origina ciertos subproductos como el arsénico, dicromato de sodio y fluoruro de hidrógeno. 

Con respecto a la eutrofización, la etapa de HTL tiene un gran impacto ya que una de las 

fracciones que se obtiene, la fracción acuosa, es rica en Mg, K, Fe, Ca, N, P y otros minerales. 

Esta fracción puede recircularse y utilizarse en la etapa de cultivo de microalgas y puede provocar 

la acumulación de nutrientes químicos en el ecosistema. Esto provoca un crecimiento excesivo 

de plantas como algas en los ríos, lo que provoca reducciones severas en la calidad del agua y en 

las poblaciones de animales. Por ello, las emisiones de amoníaco, nitratos, óxidos de nitrógeno y 

fósforo al aire o al agua tienen impacto en la eutrofización. 

El agotamiento abiótico tiene una alta contribución ya que se incluyen las reservas de los 

combustibles, y la naturaleza del mix eléctrico español influye negativamente como se ha 

comentado anteriormente. 

 En segundo lugar, para poder determinar las causas de los impactos tan elevados del 

proceso de HTL en comparación con los de DA, se han analizado con más detalle las dos 

subetapas que el proceso de HTL conlleva: la de reacción y la de separación. La tabla 46 muestra 

los resultados de ambas. 

Tabla 46. Datos correspondientes a las dos subetapas de HTL. 

Categoría de impacto Unidad Fase de reacción Fase de separación Total 

Agotamiento de recursos abióticos kg Sb eq 1,152 0,259 1,412 

Acidificación kg SO2 eq 0,416 0,254 0,670 

Eutrofización kg PO4
3-eq 0,933 0,116 1,049 

Calentamiento global 100a kg CO2 eq 0,774 0,290 1,064 

Toxicidad humana 100a kg 1,4-DB eq 1,560 0,134 1,693 

Ecotoxicidad terrestre 100a kg 1,4-DB eq 0,432 0,249 0,681 

Demanda de Energía Acumulada MJ eq 1,021 0,259 1,280 

 

 De igual forma que se ha hecho con anterioridad se han calculado las contribuciones 

relativas de cada subetapa en cada una de las categorías de impacto estudiadas, para poder verlo 

de forma más visual se presenta la figura 110. 
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Figura 110. Contribuciones relativas de las subetapas del proceso de HTLen cada una de las categorías de impacto 

estudiadas (Reacción (■) y Separación (■). 

 Como se observa en la figura 110 la etapa de reacción es la que tiene un mayor 

impacto, entre el 60-90%, con respecto a la de separación (8-38%). Esto se debe, principalmente, 

al uso de energía para que se lleve a cabo la reacción de licuefacción hidrotérmica a temperaturas 

elevadas de 350ºC, siendo reflejado en la categoría de impacto de agotamiento abiótico y CED; 

ya que para alcanzar esas temperaturas se requiere el uso de electricidad que proviene de recursos 

no renovables. El proceso de HTL, como ya se ha mencionado, requiere electricidad que se 

produce a partir de combustibles fósiles, que en su combustión generan ciertos subproductos 

como el arsénico, dicromato de sodio y fluoruro de hidrógeno. Dichos subproductos son 

potencialmente peligrosos para la salud humana, llegando a producir cáncer; por eso la etapa de 

reacción tenga una elevada contribución a la toxicidad humana (92%). 

De igual forma, la generación de la fase gaseosa que contiene un alto contenido de CO2, uno de 

los gases de efecto invernadero que causan el cambio climático y que, trabajando a temperaturas 

entre 175ºC-350ºC es el producto principal en la fase gaseosa, se refleja en una alta contribución 

al calentamiento global (72%). 

 Por el contrario, la fase de separación de productos presenta una mayor contribución en 

las categorías de impacto de acidificación y ecotoxicidad terrestre. Con respecto a la acidificación, 

los equipos de separación utilizados demandan electricidad que, según el mix eléctrico español, 

proviene de la quema de los combustibles fósiles, como el carbón. Tanto el azufre como el 
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nitrógeno, que se encuentran en los combustibles, son liberados a la atmósfera en los procesos de 

combustión en forma de óxidos de nitrógeno (NOX) y dióxido de azufre (SO2) que son los 

principales responsables de la deposición ácida. En relación con la ecotoxicidad terrestre, tanto la 

eliminación del isopropanol como la del diclorometano del bioaceite deseado causan un impacto 

muy elevado inmediato o a largo plazo en el medio ambiente al ser emitidos al terreno. 

 A modo de resumen, cabe destacar que en las etapas previas de cultivo, extracción y 

purificación de ficocianina (etapas comunes en ambas biorrefinerías), la etapa de secado es la que 

tiene un mayor impacto en casi todas las categorías estudiadas (40-80%), seguida de la etapa de 

cultivo, que genera un gran impacto en la categoría de eutrofización (~50%). Sin embargo, es 

importante destacar que las siguientes etapas de purificación como son el sistema ATPS, la diálisis 

y la precipitación, no generan impactos tan elevados, manteniéndose con contribuciones en el 

intervalo 15-25%. 

 Con respecto al estudio de los impactos ambientales asociados a cada biorrefinería, cabe 

destacar que la biorrefinería 1 (HTL) es la que genera un mayor impacto ambiental en todas las 

categorías de impacto analizadas. Como ya se ha mencionado, esto es debido a las condiciones 

más severas en las que se desarrolla el proceso de HTL, tanto de temperatura como de presión. 

Igualmente, se ha analizado en detalle el proceso de HTL y sus subetapas con el fin de esclarecer 

cuál de ellas es la que genera un mayor impacto. Se ha concluido que la etapa limitante en el 

proceso de HTL y la que genera, por tanto, mayores impactos ambientales es la etapa de reacción 

(con contribuciones del 60-90%). 

 Por todo lo mencionado anteriormente, el esquema de biorrefinería 2 (DA) es el que 

resulta medioambientalmente más viable. 
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5. Conclusiones 

Como resultado de la presente tesis doctoral basada en la combinación del proceso de 

extracción, separación y purificación de ficocianina, junto con el aprovechamiento energético de 

la biomasa residual obtenida; ambos incluidos en un esquema de biorrefinería, se han extraído las 

siguientes conclusiones: 

Extracción y purificación de ficocianina 

1. Las condiciones óptimas para maximizar la cantidad de ficocianina extraída fueron: 

Suspensión de Arthrospira platensis 1,8% p/v en una disolución de líquido iónico 

[EMIM][EtSO4] al 20,86% p/p, junto con pretratamiento mediante ultrasonidos a una 

potencia del 80% y durante 25 minutos. El experimento de extracción en condiciones 

óptimas se llevó a cabo por triplicado y se obtuvo un valor experimental de 76,6 ± 0,4 

mg/g (EPC), que coincidió con el valor predicho por el modelo matemático obtenido del 

diseño factorial de experimentos 75,9 mg/g (EPC). 

2. El uso del LI [EMIM][EtSO4] junto con el pretratamiento con ultrasonidos extrae más 

cantidad de ficocianina que los LIs [BMIM][MeSO4] y [BMIM][Cl] considerados 

grandes disruptores y que los LIs 2-HEAA, 2-HEAF y su mezcla 2-HEAA+2-HEAF 

publicados previamente en bibliografía. 

3. El [EMIM][EtSO4] se reutilizó con éxito durante 7 ciclos de extracción de ficocianina, 

lo que resultó clave en el proceso ya que el alto coste que supone utilizar un LI aprótico 

como el [EMIM][EtSO4] fue minimizado por dichas reutilizaciones. La capacidad de 

extracción de dicho LI se redujo solamente en un 21% menos de ficocianina que con LI 

puro tras el 7º ciclo de extracción. 

4. El [EMIM][EtSO4] fue el LI que formaba parte del sistema ATPS con el que se ha 

conseguido una mayor recuperación y pureza de ficocianina y, por tanto, fue el elegido 

para el estudio de su cadena alquílica: 

- Los LIs basados en imidazolio con cadenas alquílicas más largas están asociados 

a una mayor desestabilización de la ficocianina. Se ha comprobado que el motivo 

de esa mayor desestabilización es el aumento de la superficie de contacto del 

catión del LI con los aminoácidos en la superficie externa de la ficocianina que 

son predominantemente hidrófobos. Por lo tanto, el LI elegido para formar parte 

del sistema bifásico fue el [EMIM][EtSO4]. 

5. Se ha demostrado que mediante el sistema ATPS con [EMIM][EtSO4] no se ha 

conseguido aumentar la pureza de la ficocianina, pero sí ha resultado ventajoso en la 

separación de carbohidratos y lípidos del extracto crudo de ficocianina. Por lo tanto, es 

necesario añadir etapas de purificación adicionales como la diálisis y la precipitación 
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con sulfato de amonio. El enfoque de purificación con el que se ha alcanzado una mayor 

pureza de ficocianina (4,22 ± 0,05), de grado analítico, fue mediante el método de 

purificación 2: sistema ATPS + diálisis + precipitación. 

6. Mediante la reutilización del LI en el sistema ATPS se ha conseguido aumentar la 

pureza de la ficocianina hasta casi 7 veces con respecto al extracto crudo (2,89 ± 0,11) 

en la etapa del ATPS. Sin embargo, en las etapas posteriores de diálisis y precipitación 

la pureza no aumentó, alcanzando un valor de pureza final de 2,72 ± 0,01. Por lo que, 

se puede concluir que la etapa más relevante para el proceso de purificación de 

ficocianina, cuando se reutiliza LI en el sistema ATPS, fue el sistema ATPS, ya que la 

mayoría de las proteínas se concentran en una fase intermedia (83%). 

Aprovechamiento de la biomasa residual mediante licuefacción hidrotérmica o 

digestión anaerobia 

Con respecto al proceso de licuefacción hidrotérmica (biorrefinería 1): 

1. En presencia de alcoholes como cosolventes, tanto a 300ºC como a 350ºC, el 

rendimiento a bioaceite aumentó con respecto a usar agua como disolvente, excepto en 

el caso de usar la biomasa completa. El aumento de la temperatura de reacción afecta 

positivamente al rendimiento y al poder calorífico del bioaceite obtenido a partir de la 

biomasa residual sobre todo en presencia de cosolventes. 

2. La cantidad de O de los bioaceites obtenidos se redujo con el aumento de la temperatura 

y con la presencia de cosolvente, ya que las reacciones de descarboxilación o 

descarbonilación se intensificaron con la temperatura. De igual forma sucede con el 

contenido en N de los bioaceites, la combinación del incremento de temperatura junto 

con la presencia del cosolvente fue asociado a una disminución en N cuando se utilizó 

biomasa residual. 

3. Tanto las mayores energías recuperadas en el bioaceite como los mayores rendimientos 

a bioaceite se obtuvieron para la biomasa residual a 350ºC y en presencia de isopropanol 

(78,43 ± 0,47% y 54,9 ± 1,1% p/p, bs, respectivamente). El poder calorífico de los 

bioaceites obtenidos a partir de la biomasa residual en las condiciones óptimas (a 350ºC 

y en presencia de isopropanol) fue de 39,7 ± 0,2 MJ/kg, muy próximo al del petróleo. 

4. Es necesario añadir una etapa de hidrotratamiento posterior para reducir el contenido en 

O, N y S de los bioaceites producidos. 

Con respecto al proceso de digestión anaerobia (biorrefinería 2): 

1. Se obtuvieron unos resultados prometedores en condiciones mesofílicas puesto que se 

consiguieron valores máximos de potencial bioquímico de metano (BMP) a partir de la 
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biomasa residual con glicerol (300 mL CH4/gSV) próximos a los que se obtenían con la 

biomasa completa de Arthrospira platensis (322 mL CH4/gSV) en un menor tiempo. 

2. Los ensayos llevados a cabo en condiciones termofílicas a partir de la biomasa residual 

y empleando glicerol, no resultaron exitosos. En primer lugar, no se consiguió producir 

la misma cantidad de metano que en condiciones mesofílicas, sino que se produjo 

bastante menos (171 mL CH4/gSV) y, en segundo lugar, tampoco se consiguió reducir 

el tiempo de los ensayos. Esto fue debido a que el rango de temperaturas más alto, en 

algunas especies de microalgas, está asociado con altos niveles de amoníaco y ácidos 

grasos volátiles (AGV) que, a su vez, están relacionados con la falla del proceso debido 

a la posible inhibición de los metanógenos por parte de estos compuestos 

Evaluación de los impactos ambientales de las dos biorrefinerías propuestas 

1. El mayor consumo de energía se ha asociado con las etapas de cultivo, concretamente 

la etapa de secado/liofilización (116,6 kWh) y con el proceso de HTL (42,9 kWh), según 

los inventarios obtenidos mediante simulación. El resto de las etapas, en términos 

energéticos, no resultaron tan relevantes. 

2. La etapa del secado de la biomasa fue la que más influyó, con diferencia, en casi todas 

las categorías de impacto, excepto en la eutrofización (29%). Tuvo contribuciones de 

hasta un 80% para el caso de la demanda de energía acumulada y en el agotamiento de 

recursos abióticos. La etapa de cultivo ha generado un gran impacto en la eutrofización, 

de casi un 50%. Las etapas que menos impacto generan y, por lo tanto, son menos 

contaminantes, fueron la extracción de ficocianina (3-8%), la diálisis (1,1%) y la 

precipitación (2,4%). La producción de bioaceite mediante licuefacción hidrotérmica ha 

generado un mayor impacto que la obtención de biogás mediante digestión anaerobia 

(10-30%) en todas las categorías de impacto analizadas. Esto fue debido a las 

condiciones de temperatura y presión mucho más severas que requiere el proceso de 

HTL comparado con el proceso de digestión anaerobia. Por lo que el aprovechamiento 

de la biomasa residual mediante digestión anaerobia (biorrefinería 2) es el escenario que 

menos impacto tuvo y por tanto el elegido. 
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5.1 Recomendaciones futuras 

 De la discusión de resultados y conclusiones obtenidas en el desarrollo de la presente 

investigación se sugieren las siguientes recomendaciones futuras con el fin de completar, avanzar 

y escalar el trabajo realizado en la presente tesis doctoral: 

1. Añadir la etapa experimental de cultivo de Arthrospira platensis en los esquemas de 

biorrefinería propuestos. De esta forma se podrán optimizar las condiciones de cultivo (luz, 

temperatura, medio de cultivo, pH, etc.) que condicionen a la cianobacteria a generar más cantidad 

de ficocianina. Así se trabajará con biomasa fresca y optimizada para contener la máxima cantidad 

de ficocianina. 

2. Mediante un diseño de experimentos en el sistema de dos fases acuosas (ATPS), 

maximizar tanto la cantidad de ficocianina obtenida en la fase superior del sistema, como su 

pureza. Evaluando los siguientes factores: longitud de la tie-line, relación de volúmenes (Vsup/Vinf) 

y mezclas del [EMIM][EtSO4] con otros LIs. Analizar los efectos en el reparto de las proteínas y 

PC de cada uno de los factores. 

3. Para el escalado del proceso a nivel industrial, la recuperación del LI mediante diálisis 

y la posterior eliminación parcial del agua con un rotavapor se podría sustituir por un proceso de 

pervaporación basado en membrana. Dicho proceso suele utilizarse a gran escala, a nivel 

industrial debido a que reduce el consumo de energía y los costes operativos en comparación con 

otros procesos industriales como la destilación. En el caso de la pervaporación una fracción del 

alimento líquido es selectivamente evaporado en condiciones moderadas a través de interacciones 

físicas-químicas entre el material de membrana y las moléculas permeantes, no se basa en la 

volatilidad relativa como la destilación; de esta manera se reduce significativamente la cantidad 

de energía necesaria frente a las tecnologías en las que toda la corriente se evapora. En concreto, 

dicha técnica suele ser efectiva en separaciones de agua/LI, disolvente orgánico volátil/LI o 

disolvente orgánico/agua [475]. Asimismo, se reducen las pérdidas de LI alcanzando mayores 

deshidrataciones del mismo, obteniéndolo prácticamente concentrado (~99% p/p LI). 

4. Escalado del proceso de licuefacción hidrotérmica en un reactor autoclave de acero 

inoxidable de, al menos, 100 mL en las condiciones óptimas obtenidas en los reactores 

discontinuos de acero de 4,1 mL en el baño de arena. 

5. Como el proceso de digestión anaerobia ha generado un impacto ambiental menor que 

el proceso de licuefacción hidrotérmica, evaluar el proceso de biodegradabilidad de la biomasa 

residual en presencia de otros cosustratos (estiércol de cerdo, estiércol de vaca, desechos sólidos 

municipales o desechos de papel). 
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6. Realizar un estudio de costes de todo el proceso, buscando la rentabilidad del proceso 

completo (desde la etapa de cultivo hasta la obtención del biocompuesto junto con los diferentes 

tipos de biocombustibles). Con la información de costes de los procesos anteriores, se analizará 

un estudio de los impactos socioeconómicos de dichos procesos. 
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