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RESUMEN 

En este trabajo de investigación se estudió el pretratamiento con ultrasonido u ozono de biomasa 

de dos consorcios de microalgas cultivada en agua residual, con fines de biorrefinería de 

multiproductos para llevar a cabo la valorización de las fracciones de proteínas y fósforo. La 

biomasa se cultivó en agua residual municipal proveniente de la planta de tratamiento ubicada en 

cerro del agua, ciudad universitaria. El primer consorcio se obtuvo a partir del cultivo de biomasa 

rica en Desmodesmus sp. (consorcio D), el segundo a partir de biomasa rica en Scenedesmus 

obliquus (consorcio S). La biomasa cultivada se cosecho por sedimentación, posteriormente fue 

pretratada con ultrasonido u ozono para evaluar la recuperación en tándem de los biocomponentes 

microalgales (lípidos, proteínas y carbohidratos). En el caso del pretratamiento con ultrasonido, 

los parámetros independientes evaluados fueron: energía aplicada (50-200 kWh/kg de biomasa 

seca), concentración de biomasa (25-75 g/L) e intensidad ultrasónica (0.32 y 0.53 W/mL). 

Mientras que, para el pretratamiento con ozono los parámetros independientes evaluados fueron: 

concentración de ozono (3-9 mg O3/L), concentración de biomasa (25-75 g/L) y tiempo de contacto 

(5-15 min).  

En el caso del pretratamiento de biomasa del consorcio D con ultrasonido, los máximos 

rendimientos de recuperación alcanzados fueron: 97 ± 0.4%, 89 ± 3% y 73 ± 0.6% para proteínas, 

carbohidratos y lípidos, respectivamente. A las condiciones experimentales de: energía aplicada 

de 50 kWh/kg de biomasa seca, 75 g/L de concentración de biomasa, 0.32 W/mL de intensidad 

ultrasónica. Por otra parte, los rendimientos máximos de recuperación alcanzados para proteínas, 

carbohidratos y lípidos, después del pretratamiento de biomasa del consorcio S fueron 83 ± 7%, 

77 ± 2% y 90 ± 2%, respectivamente. A las condiciones experimentales de: concentración de 

suspensión de 25 g/L, energía aplicada de 200 kWh/kg de biomasa seca e intensidad ultrasónica 

de 0.32 W/mL. Para ambas especies de biomasa, el ultrasonido causó alta disrupción celular 

liberando todas las proteínas al medio acuoso, evitando así el proceso de recuperación posterior. 

Los rendimientos máximos de recuperación de carbohidratos, lípidos y proteínas después del 

pretratamiento de biomasa del consorcio D con ozono fueron: 85 ± 2%, 48 ± 1% y 25 ± 1%, 

respectivamente, bajo las condiciones experimentales de: 9 mg O3/L de concentración de ozono, 

25 g/L de concentración de biomasa y 5 minutos de tiempo de contacto. Mientras que, el 

pretratamiento de biomasa del consorcio S con ozono a una concentración de ozono de 6 mg O3/L, 

concentración de biomasa de 50 g/L y tiempo de contacto de 10 min logró la máxima eficiencia 

de recuperación de biocomponentes. A estas condiciones experimentales se alcanzaron 

rendimientos máximos de carbohidratos recuperados de 92 ± 2%, lípidos de 37 ± 5% y proteínas 

de 56 ± 4%. Para la recuperación de todos los biocomponentes fue necesario el pretratamiento con 

ozono y un proceso de extracción adicional. 

Ambos pretratamientos, ultrasonido y ozono, intensificaron el proceso de disrupción celular y de 

recuperación de biocomponentes, al reducir el consumo de solventes en al menos un 92% y el 

tiempo de extracción entre 80% y 90%, en comparación con la extracción de biocomponentes de 

biomasa no pretratada. Además, mejoraron la composición de los lípidos recuperados, el 

rendimiento de lípidos neutros aumentó del 28% al 67% para el pretratamiento con ultrasonido, 

mientras que para el pretratamiento con ozono del 49% al 63%.  

Posteriormente se estudió el efecto de los pretratamientos en la estructura, peso molecular, 

solubilidad y propiedad térmicas de las proteínas presentes en cada tipo de biomasa, con el objetivo 



Resumen 
 

 

3 

 
 

de evaluar su potencial aplicación en la producción de bioplásticos. Se observó que ambos 

pretratamientos indujeron la diminución del peso molecular y el incrementó en la degradación de 

proteínas. El pretratamiento de la biomasa también indujo un incremento en la solubilidad de las 

proteínas en 10% a pH ácidos, debido a que ambos pretratamientos promueven un incremento en 

la cantidad de iones en las moléculas de proteína como consecuencia de las reacciones de radicales 

que llevan a cabo. El aumento en la degradación de proteína también muestra un efecto en la 

solubilidad. La solubilidad de las proteínas aumentó cuando la concentración de proteína 

degradada incrementó. Finalmente, ambos pretratamientos indujeron una disminución de entre 20-

100 °C la temperatura de transición vítrea (Tg) y la temperatura de desnaturalización (Td) de las 

proteínas de ambos tipos de biomasa, mientras que, la entalpia de desnaturalización disminuyó 

entre 10-50 °C. Estos resultados se correlacionan con la interrupción de una fracción de las fuerzas 

responsables de la estabilidad de las estructuras terciarias y secundarias de las proteínas, ya que la 

reducción de las fuerzas que mantienen unidas las cadenas de proteínas modifica su 

comportamiento térmico, al aumentar la movilidad molecular y disminuir la viscosidad. Como 

resultado se obtienen proteínas con mejores propiedades térmicas para la producción de un 

bioplástico. 

A partir de los resultados que se obtuvieron en el estudio de las propiedades térmicas de las 

proteínas de ambos tipos de biomasa, se determinaron los parámetros experimentales para la 

producción de un bioplástico con base en biomasa de microalgas y glicerol como plastificante, y 

de un biocomposito con base en biomasa residual de microalgas, policaprolactona (PCL) y 

glicerol, ambos mediante un proceso termoplástico. Los parámetros experimentales evaluados 

durante la producción del bioplástico fueron la mezcla de biomasa /glicerol (60/40) y la  

temperatura de moldeo (80, 100 y 120 °C). Por otra parte, para la obtención del biocomposito los 

parámetros evaluados fueron la concentración de PCL (5%, 10%, y 20%)  y la  temperatura de 

moldeo (80, 100 y 120 °C). Los resultados mostraron que la pared celular de las microalgas jugó 

un papel importante en la obtención tanto de bioplásticos como de biocompositos. La pared celular 

de Desmodesmus sp. (la microalga que se encuentra en mayor proporción en el consorcio D) evita 

la interacción entre las proteínas de la biomasa y el glicerol en el caso de bioplasticos, y las 

proteínas de biomasa y el PCL en el caso de biocompositos, a pesar de que el pretratamiento de la 

biomasa debió mejorar esta interacción debido a la rotura de la pared celular. Por lo tanto, en el 

caso de biocompositos, fue necesario tener un contenido mínimo de PCL en la mezcla para mejorar 

las propiedades viscoelásticas de los materiales obtenidos. Esta barrera que ejerce la pared celular 

durante el proceso de obtención de los materiales, induce que tanto las propiedades viscoelásticas 

de los sistemas como el esfuerzo máximo disminuyan. Por lo tanto los materiales que mostraron 

mejores propiedades viscoelásticas y mecánicas fueron los que se obtuvieron con base en biomasa 

del consorcio S.  

Los bioplásticos que se obtuvieron a partir de ambos tipos de biomasa mostraron propiedades 

viscoelásticas similares a los obtenidos con base en albúmina de huevo y otras especies de 

microalgas como Spirulina plantesis y Chlorella vulgaris. Además, mostraron una capacidad de 

absorción de agua de hasta 800%, lo que le da importantes aplicaciones en el tratamiento de aguas 

residuales. Por otra parte, los biocompositos que se obtuvieron mostraron propiedades 

viscoelásticas similares a los obtenidos con base en biomasa de especies como Spirulina plantesis 

y Chlorella vulgaris. Sin embargo, los biocompositos que se obtienen en este estudio contienen 

45% menos bioplástico sintético.  
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Las proteínas de biomasa de microalgas se valorizaron mediante la obtención de membranas de 

nanofibras por electrohilado. En el caso de proteínas de biomasa del consorcio D, se obtuvieron 

membranas de nanofibras con base en acetato de celulosa (AC)/proteína. Ninguna de las fibras de 

electrohilado que se obtuvieron a partir de los sistemas AC/proteína del consorcio D, presentó las 

propiedades necesarias para llevar a cabo un ensayo de tracción, lo que reduce considerablemente 

su área de aplicación. Sin embargo, el pretratamiento de la biomasa de microalgas del consorcio 

D con ozono favoreció el proceso de electrohilado, debido a que promueve la diminución del peso 

molecular de las proteínas en mayor medida que el pretratamiento con ultrasonido (a las 

condiciones experimentales estudiadas).  

En el caso de proteínas de biomasa del consorcio S, se obtuvieron membranas de nanofibras de 

electrohilado con base en poli (óxido de etileno, PEO)/proteína. Las membranas que se obtuvieron 

con base en PEO/ proteína de biomasa del consorcio S pretratada con ultrasonido, fueron las que 

mostraron mejores propiedades mecánicas. El esfuerzo máximo incremento al doble con la adición 

de proteína en una concentración de 0.75% a la solución, en comparación con el PEO. El 

incremento en las propiedades mecánicas se atribuye a la adición de grupos hidroxilo y aumento 

en la concentración de grupos sulfhidrilo durante el pretratamiento. El aumento en la concentración 

de estos grupos favorece la formación de entrecruzamientos. El pretratamiento con ozono de la 

biomasa del consorcio S por otra parte, induce la reducción de las propiedades mecánicas de las 

membranas de electrohilado obtenidas. El pretratamiento con ozono también produce el aumento 

en la concentración de grupos sulfhidrilo en la estructura de las proteínas. Sin embargo, favorece 

en mayor medida la adición de grupos hidroxilo, lo que deriva en la formación de 

entrecruzamientos y de enlaces por puente de hidrogeno.  

Finalmente, se obtuvo un proceso de pretratamiento secuencial con ultrasonido y ozono para la 

recuperación en tándem de biocomponentes microalgales y fosforo. Los parámetros evaluados 

fueron  la concentración de ozono (9-45 mg O3/L), el tiempo de contacto (15-35 min) y el pH (8 y 

11). Durante el pretratamiento de biomasa del consorcio D, los rendimientos máximos de 

recuperación para proteínas, lípidos, carbohidratos y fósforo fueron: 92 ± 0.4%, 68 ± 1%, 84% y 

58%, respectivamente. A las condiciones experimentales de 50 kWh/kg de biomasa seca, 75 g/L 

de concentración de biomasa, 0.32 W/mL de intensidad ultrasónica para el pretratamiento con 

ultrasonido, y concentración de ozono de 45 mg O3/L, tiempo de contacto de 35 min y pH de 11, 

para el pretratamiento con ozono. En el caso de biomasa del consorcio S, el máximo rendimiento 

de biocomponentes y fósforo recuperado fueron: 91 ± 7%, 89 ± 2%, 62 ± 1% y 75 ± 0.3%, para 

proteínas, lípidos, carbohidratos y fósforo, respectivamente. A las condiciones experimentales de 

200 kWh/kg de biomasa seca, 25 g/L de concentración de biomasa y 0.32 W/mL de intensidad 

ultrasónica para el pretratamiento con ultrasonido, y concentración de ozono de 27 mg O3/L, 

tiempo de contacto de 25 min y pH de 11, para el pretratamiento con ozono. 

El pretratamiento combinado de ultrasonido y ozono intensifico la recuperación de 

biocomponentes microalgales y fósforo, incrementó la calidad de lípidos y carbohidratos 

recuperados y evitó el uso de compuestos químicos para la recuperación de proteínas, 

carbohidratos y fósforo. Además, los procesos de pretratamiento y recuperación se llevan a cabo 

a condiciones no intensivas, lo que puede disminuir el gasto de energía y costo de los procesos. 
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1. INTRODUCCIÓN 

El agotamiento de los combustibles fósiles, la contaminación ambiental y el cambio climático 

obliga a la búsqueda de fuentes sostenibles de energía para mantener la economía industrial y la 

sociedad [1]. Los biocombustibles son una alternativa a los combustibles derivados del petróleo 

debido a los problemas de escasez y de contaminación que causan los combustibles fósiles. Los 

biocombustibles de primera generación se obtienen a partir de sustratos agrícolas, destinados 

tradicionalmente para fines de consumo humano y animal. Sin embargo, el uso de estos sustratos 

lleva al dilema "alimentos versus combustible"[2]. Este dilema indujo al desarrollo de 

biocombustibles de segunda generación producidos a partir de biomasa de productos no 

alimentarios, como residuos de cultivos de rastrojo, maíz, papa, estiércol, paja y residuos de 

madera [1]. El uso de estos sustratos lignocelulósicos presenta ventajas como que son materiales 

abundantes, no son fuente de alimentos, son renovables y, por lo tanto, no crean competencia por 

tierras de cultivo. No obstante, es necesario llevar a cabo diversas etapas de pretratamiento que 

son caras para eliminar las barreras físicas de matrices lignocelulósicas y convertir estos sustratos 

en biocombustibles [3].  

En este sentido, los biocombustibles de tercera generación derivados de algas y microalgas pueden 

ser considerados como una fuente de energía alternativa viable, que es desprovista de los 

principales inconvenientes asociados con los biocombustibles de primera y segunda generación 

[4]. El cultivo de microalgas presenta varias ventajas en comparación con las plantas terrestres, 

como mayor tasa de crecimiento (pueden duplicar su biomasa en 24 h), niveles superiores de 

fijación de CO2, no necesitan tierras de cultivo y permiten el uso de aguas no potables [1, 3]. Una 

de las limitaciones más importantes en el uso de microalgas para obtener biocombustibles es el 

costo operacional. El uso de agua residual como medio de cultivo de biomasa de microalgas se ha 

propuesto como una manera de disminuir el costo de operación, aunado a la remoción de nutrientes 

como nitrógeno, fosforo y carbono [3, 4]. No obstante, el implemento del uso de agua residual no 

es suficiente para que este proceso sea costeable. Otra estrategia que se propone para disminuir el 

costo de la producción de combustibles microalgales es una apropiada explotación de la biomasa.  

Las microalgas contienen lípidos, proteínas y carbohidratos, que pueden usarse para diferentes 

aplicaciones [5]. Los lípidos se pueden usar como fuente de biocombustibles, materia prima en la 

industria química y aceites comestibles para el mercado de alimentos y salud. Las proteínas se 

pueden usar en el mercado de alimentos, salud, productos químicos a granel y bioplásticos. 

Finalmente, los carbohidratos pueden ser utilizados para producir biocombustibles y productos 

químicos [6]. Análogo a una refinería de petróleo, el fraccionamiento completo de los 

biocomponentes microalgales puede aumentar la viabilidad de la obtención de biocombustibles a 

base de microalgas. Este concepto se conoce como biorrefinería de multiproductos, tal facilidad 

consiste en valorizar cada uno de los biocomponentes microalgales [7]. Al explotar todo el 

potencial de las microalgas el valor de mercado de la biomasa de microalgas será mayor que el 

costo de producción de los productos obtenidos [8]. Sin embargo, las microalgas tienen una pared 

celular resistente, que debe romperse antes de poder extraer los productos de interés. Los estudios 

que se centran en la obtención de cierto producto a base de microalgas desarrollan métodos de 

extracción para una fracción de biomasa en específico. Esto significa que el resto de los 

biocomponentes disponibles en las microalgas se pierden en forma de residuos [9]. Para poder 

explotar la biomasa de microalgas de forma eficiente, es necesario enfocarse en mejorar los 

procesos de pretratamiento y extracción de biocomponentes microalgales. En consecuencia, existe 
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la necesidad de desarrollar métodos de pretratamiento y técnicas de extracción factibles para 

fraccionar la biomasa de microalgas con fines de biorrefinería. Tales métodos de pretratamiento 

deben garantizar bajos costos operativos, alta eficiencia de recuperación de biocomponentes de la 

biomasa húmeda, bajo consumo de solventes y alta calidad de los productos extraídos [10]. Para 

lograr esto, es necesario comprender la composición química y la estructura de la pared celular de 

las microalgas, principalmente para que los métodos de pretratamiento puedan adaptarse a 

microalgas específicas [11]. Con el fin de mejorar la disrupción celular y la extracción de 

biocomponentes, se han probado varios métodos de pretratamiento. Dentro de estos métodos, el 

ultrasonido ha demostrado la capacidad de romper las paredes celulares de las microalgas y 

mejorar los rendimientos de extracción de lípidos y proteínas hasta en un 75% y 38%, 

respectivamente, con una reducción significativa de la temperatura de extracción, el consumo de 

solventes y el tiempo de extracción [12-14]. 

El pretratamiento con ozono es otra técnica que se ha utilizado como pretratamiento para mejorar 

una variedad de procesos, ya que la oxidación de células microalgales con ozono induce lisis 

celular, facilitando la liberación del material intracelular y la extracción de lípidos y proteínas. El 

pretratamiento con ozono, además, incrementa considerablemente la calidad de los lípidos 

recuperados, debido a que los ácidos grasos poliinsaturados son muy susceptibles a la oxidación 

por los radicales libres y oxidantes fuertes como el ozono [15].  
 

Típicamente, los lípidos microalgales son valorizados en la producción de biodiesel y los 

carbohidratos en la producción de etanol. Sin embargo, hasta el momento no existen alternativas 

para la valorización de la fracción proteica de microalgas más allá de alimentos para animales. Es 

por eso que, el objetivo de esta tesis fue estudiar el pretratamiento con ultrasonido u ozono de 

biomasa de microalgas cultivada en agua residual con fines de biorrefinería de multiproductos, 

para llevar a cabo la valorización de las fracciones de proteínas y fósforo. 
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Objetivo General: 

Diseño de un pretratamiento con ultrasonido u ozono para la recuperación en tándem de lípidos, 

proteínas, carbohidratos y fósforo, con el fin de valorizar las fracciones de proteínas y fósforo 

presentes en la biomasa de dos consorcios de microalgas cultivadas en agua residual doméstica.  

Objetivos específicos: 

 Determinar el proceso de pretratamiento, ultrasonido u ozono, más eficiente en la 

disrupción celular y recuperación en tándem de lípidos, proteínas y carbohidratos de 

biomasa de microalgas. 

 Determinar el efecto del pretratamiento, ultrasonido u ozono, en la estructura, propiedades 

térmicas y fisicoquímicas de las proteínas recuperadas, para determinar los parámetros de 

obtención de bioplásticos mediante moldeo por inyección. 

 Obtener un biocomposito con base en biomasa residual de microalgas pretratada con 

ultrasonido u ozono y policaprolactona (PCL). 

 Obtener membranas de nanofibras por electrohilado, con base en proteínas de biomasa de 

microalgas pretratada con ultrasonido u ozono. 

 Determinar el efecto del pretratamiento, ultrasonido u ozono, en la liberación del fósforo 

contenido en la biomasa de microalgas, mediante la cuantificación de ortofosfatos y fósforo 

total en cada uno de las fracciones extraídas, para evaluar su recuperación.  

 Diseño de un pretratamiento secuencial con ultrasonido y ozono para la recuperación en 

tándem de lípidos, proteínas, carbohidratos y fósforo. 

Hipótesis: 

Los procesos de ultrasonido y ozono son eficientes en el pretratamiento de biomasa de microalgas 

para la recuperación en tándem de biocomponentes microalgales, y producen un efecto positivo 

en las proteínas y el fósforo contenidos para ser valorizados mediante la producción de un 

bioplástico y un fertilizante, respectivamente. 
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3. MARCO TEÓRICO 

3.1 Microalgas 

Las algas son un grupo muy diverso de organismos fotosintéticos, predominantemente acuáticos, 

que representan casi el 50% de la fotosíntesis que tiene lugar en la tierra, en la que el CO2 y la 

energía solar son transformados en glucosa [16]. En la actualidad, se ha estimado que existen 

alrededor de 200,000 - 800,000 de especies, de los cuales unas 35,000 especies ya se han descrito 

en la literatura [17]. Los estudios indican que la fijación de dióxido de carbono en las algas es 

mayor de una a dos órdenes de magnitud que la fijación de las plantas terrestres [18]. Por lo tanto, 

se considera que juegan un papel vital en el ciclo global del carbono, debido a la eliminación del 

exceso de dióxido de carbono en el medio ambiente, ya que requieren 1.8 kg de CO2 por kg de 

biomasa seca [10].   

Las microalgas se han reconocido como un recurso prometedor en la producción de 

biocombustibles, debido a su conversión eficiente de la energía solar en energía química. La 

biomasa microalgal es capaz de producir mucho más rendimiento de ácidos grasos por área de 

medio de cultivo que otros sustratos agrícolas como el maíz y la soja, que contienen entre 10-50% 

de lípidos por peso seco, y no compiten por los recursos convencionales para producir productos 

agrícolas [19]. Numerosas especies de microalgas contienen una considerable cantidad de 

proteínas que poseen mejor calidad que las proteínas de verduras, arroz y trigo. 

Las ventajas del cultivo de microalgas como recurso de biomasa son [20]:  

 Las algas son consideradas un sistema biológico muy eficiente para la recolección de 

energía solar para la producción de compuestos orgánicos. Se estima que la productividad 

de biomasa de microalgas podría ser 50 veces mayor que la de los pastizales.  

 Las algas son plantas no vasculares, generalmente carecen de órganos reproductivos 

complejos.  

 Muchas especies de algas pueden ser inducidas a producir concentraciones particularmente 

altas de compuestos comercialmente valiosos, tales como las proteínas, los carbohidratos, 

los lípidos y los pigmentos.  

 Son microorganismos que sufren un ciclo simple de división celular.  

 Se puede cultivar con agua marina, salobre o residual.  

 Los sistemas de producción de biomasa de algas pueden adaptarse fácilmente a diversos 

niveles de capacidad operativa o tecnológica.  

3.1.1 Composición bioquímica y estructura de las microalgas 

Con propósito de obtener un beneficio a partir de la producción de biomasa de microalgas, es 

necesario conocer la composición bioquímica de la especie a cultivar. Esto permite evaluar los 

posibles beneficios a obtener así como también desarrollar metodologías para mejorar la eficiencia 

de producción de algún componente en particular. 

En la Tabla 1 se muestra el contenido aproximado de lípidos, proteínas y carbohidratos de varias 

especies de microalgas. 
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Tabla 1. Composición aproximada de varias especies de microalgas. 

Especie Lípidos (%) Proteínas (%) Carbohidratos (%) 

Scenedesmus obliquus 12-14 50-55 10-15 

Scenedesmus quadricauda 1.9 40 12 

Scenedesmus dimorphus 16-40 8-18 21-52 

Chlorella vulgaris 14-22 51-58 12-17 

Chlorella pyrenoidosa 2 57 26 

Spirogyra sp. 11-21 6-20 33-64 

Desmodesmus sp. 8 49 4 

Dunaliella bioculata 8 49 4 

Dunaliella salina 6 57 32 

Euglena gracilis 14-20 39-61 14-18 

Prymnesium parvum 22-38 28-45 25-33 

Tetraselmis maculata 3 52 15 

Porphyridium cruentum 9-14 28-39 40-57 

Spirulina plantesis 4-9 46-63 8-14 

Spirulina maxima 6-7 60-71 13-16 

Synechoccus sp. 11 63 15 

Para poder aplicar la biomasa de microalgas como un recurso sostenible, es de vital importancia 

conocer la composición y arquitectura de la pared celular y células de microalgas. Conocer la 

estructurara de las células permite  maximizar la recuperación de los bioproductos para aumentar 

su biodisponibilidad. La recuperación de biocomponentes de biomasa de microalgas depende en 

gran medida de la estructura de la pared celular, así como del tamaño y la forma de las células la 

microalga. En la Figura 1 se muestra la estructura de la célula microalgal.  

 
Figura 1. Estructura de la célula microalgal [imagen modificada de 21]. 
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3.1.1.1 Pared celular  

La pared celular de las microalgas consiste en una estructura de polisacáridos fibrilares que están 

incrustado en una matriz compuesta de polisacáridos neutros y cargados, diversas proteínas y, en 

algunos casos, polifenoles como la lignina [22]. Aunque la composición específica del polímero 

de la matriz puede variar, parece bastante claro que el diseño es el de una matriz reforzada. Los 

polímeros en la misma son tejidos incorporados e interconectados en redes estrechamente 

reguladas por factores genéticos y medioambientales.  

3.1.1.2 Lípidos  

En las células microalgales, los lípidos pueden encontrase dentro de las células como lípidos de 

almacenamiento (lípidos neutros o no polares) o bien en la membrana como lípidos estructurales 

(lípidos polares). Los lípidos neutros tienen estructura de un éster triple donde habitualmente tres 

ácidos grasos de cadena larga están acoplados a una molécula de glicerol. Los lípidos estructurales 

típicamente tienen un alto contenido de ácidos grasos poliinsaturados, que también son nutrientes 

esenciales para animales acuáticos y humanos. Bajo condiciones ambientales desfavorables, 

muchas microalgas alteran su actividad biosintética hacia la formación y acumulación de lípidos 

neutros (20-50%), principalmente la forma de triglicéridos (TAG), deseables para la producción 

de biodiesel [23]. Las TAG generalmente sirven como almacenamiento de energía que en las 

microalgas se perciben en forma de gotitas de lípidos intracelulares que se forman en el citosol y/o 

en el cloroplasto [24]. Los lípidos polares y los esteroles son importantes componentes de 

membranas celulares; se encuentran en forma de glicerol, fosfolípidos y glicolípidos; su principal 

función es actuar como una barrera selectiva permeable para células y orgánelos [25]. 

Los ácidos grasos son una variedad de ácidos monobásicos tales como palmítico (C16:0), esteárico 

(C18:0), oleico (C18: 1), linoleico (C18:2) y linolénico (C18:3). Pueden clasificarse como ácidos 

de cadena mediana (C10-C14), cadena larga (C16-C18), ácidos grasos de cadena muy larga (>C20) 

y derivados de ácidos grasos [26].  

3.1.1.3 Proteínas 

Según las estadísticas, el rendimiento proteico de las microalgas es de entre 4–15 toneladas/Ha 

/año. En general, son tres las especies de microalgas con un mayor valor comercial: Chlorella con 

55% de contenido proteico [27], Spirulina (Arthrospira) con 65% de contenido de proteína y 

Dunaliella tertiolecta con un contenido de proteína del 61% [28]. Las microalgas también 

contienen una gran cantidad de amino ácidos como isoleucina, valina, lisina, triptófano, metionina, 

treonina e histidina que son comparables o más grandes en comparación con fuentes ricas en 

proteínas como los huevos y la soja [29]. 

Las proteínas dentro de la célula microalgal se pueden encontrar tanto en forma libre o bien 

enlazadas a un pigmento. Muchos pigmentos fotosintéticos de microalgas han sido bien 

caracterizados y algunos de ellos se utilizan para aplicaciones comerciales. Las más ampliamente 

utilizadas son las ficobiliproteínas [30]. Mientras que los polisacáridos dominan la arquitectura de 

la pared celular de las microalgas, las proteínas, especialmente las formas altamente glicosiladas, 

son también constituyentes comunes e importantes. Las glicoproteínas ricas en hidroxiprolina, 

también llamadas extensinas, han sido las proteínas más frecuentemente encontradas en la pared 

celular de las microalgas. Las extensinas se autoensamblan para formar andamios en la pared 
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celular, ayudan al mantenimiento de la estructura de la pared, mejoran la resistencia a la tracción 

y contribuyen a la formación de placas y participación en respuestas de defensa [31].  

3.1.1.4 Carbohidratos 

La acumulación de carbohidratos dentro de las microalgas es principalmente debido a la fijación 

de carbono durante el proceso de fotosíntesis [32]. Los carbohidratos son normalmente 

almacenados en la capa externa de la pared celular, la composición de la pared celular externa 

varía de una especie a otra, pero contiene polisacáridos específicos, tales como pectina, agar y 

alginato. La pared celular de las microalgas consiste principalmente de una pared celular interna y 

una capa externa y se pueden agrupar en tres tipos: 

 Con una capa exterior trilaminar,  

 Con una monocapa externa delgada  

 Sin capa exterior  

La capa interna de la pared celular de las microalgas se compone principalmente de celulosa y 

otros materiales como hemicelulosa y glicoproteínas [33]. Para algunas microalgas, los polímeros 

de glucosa producidos a través de celulosa/almidón son el componente predominante en las 

paredes celulares y los productos almacenados dentro de la microalga [34]. Mientras que la 

celulosa y otros polisacáridos fibrosos representan la estructura de la pared celular, otros polímeros 

forman una matriz que es necesaria para regular las funciones de la pared celular incluyendo la 

expansión celular, defensa, adhesión y absorción. En las microalgas, las hemicelulosas (por 

ejemplo,xilanos, xiloglucanos, mananos) y las pectinas dominan la matriz de la pared,  sin 

embargo, se ha demostrado que al menos algunos de estos polímeros de la matriz junto con las 

proteínas de la pared celular forman extensos módulos macromoleculares que están directamente 

vinculados entre ellos [35]. Las microalgas se consideran una materia prima prometedora para la 

producción de bioetanol porque tienen paredes celulósicas y acumulaciones de almidón como la 

principal fuente de carbohidratos. Tanto el almidón como la mayoría de los polisacáridos de pared 

celular pueden convertirse en azúcares fermentables para la posterior producción de bioetanol [18]. 

Hoy en día, la biomasa microalgal se extrae de hábitats naturales o es obtenida a través de un 

cultivo más o menos controlado [36], los sistemas de cultivo abiertos son los principales sistemas 

utilizados para producir microalgas, ya que son sistemas más económicos para el cultivo a gran 

escala, son baratos de construir y operar [37]. Adicionalmente, las aguas residuales enriquecidas 

con nutrientes tales como nitrógeno y/o fósforo se pueden utilizar como un medio de cultivo, 

negando así la necesidad de fertilizantes derivados de combustibles fósiles. Además la absorción 

de nutrientes por las microalgas para la acumulación de biomasa es una forma de tratamiento del 

agua residual [27].  

3.2 Ficorremediación 

Las plantas de tratamiento de aguas residuales típicas equipadas con procesos de tratamiento 

secundario son capaces de cumplir con los niveles de carbono orgánico (cuantificado en la 

demanda bioquímica de oxígeno, DBO) que son necesarios para ser descargados, pero no cumplen 

con los niveles de descarga para N y P [38]. Para poder cumplir con los límites de descarga para 

N y P es necesario añadir sistemas de tratamiento terciario para tratar el efluente secundario. La 

eliminación biológica de nutrientes es una de las opciones para llevar a cabo el tratamiento terciario 
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de las aguas residuales urbanas, donde el nitrógeno amoniacal (NH3-N) se convierte en gas 

nitrógeno y el fósforo es recuperado en la biomasa, sin embargo, los procesos de eliminación 

biológica de nutrientes requieren una alta cantidad de energía [39]. Por ejemplo, en una planta que 

procesa 0.24 m3/s, el consumo de energía medido para la aireación tiene un promedio de 1.48 

kWh/kg de DBO; 13.44 kWh para la eliminación total del nitrógeno y 6.44 kWh para la 

eliminación total de P [40]. Además de la demanda de energía, se genera gran cantidad de 

subproductos. El proceso tradicional de lodos activados para la eliminación de DBO normalmente 

genera 0.45 kg de biomasa por kg de DBO eliminada, la eliminación de estos residuos contribuye 

en casi el 50% del costo de operación de una planta de tratamiento. Las tecnologías de tratamiento 

de aguas residuales se consideran, por lo tanto, insostenibles. Reconociendo estas preocupaciones, 

muchos investigadores han tratado de desarrollar tecnologías energéticamente eficientes y 

sostenibles que puedan minimizar o evitar el consumo de energía y evitar la generación de 

subproductos [41, 42]. 

El cultivo de microalgas en agua residual ofrece una solución a los tratamientos terciarios, debido 

a la capacidad de las microalgas para utilizar nitrógeno y fósforo inorgánico para su crecimiento, 

así como su capacidad para eliminar los metales pesados y algunos compuestos tóxicos orgánicos. 

Por otro lado no da lugar a contaminación secundaria como en el caso de la precipitación química, 

producen oxígeno y  tienen un efecto desinfectante debido al aumento en el pH durante la 

fotosíntesis, en donde se da lugar a la conversión de la energía solar en biomasas útiles, Figura 2 

[43].  

 
Figura 2. Proceso de cultivo de biomasa de microalgas en agua residual [21]. 

Durante el tratamiento de aguas residuales, el cultivo de microalgas se usa para una gama de 

propósitos, dentro de los que se encuentran la eliminación de coliformes, bacterias y de la demanda 

química y bioquímica de oxígeno. Los sistemas de microalgas pueden tratar aguas residuales 

humanas, residuos ganaderos, residuos agroindustriales y desechos industriales [43]. Los 

requisitos necesarios para el crecimiento de biomasa de microalgas son luz, temperatura, pH 

adecuados y la disponibilidad de nutrientes principales, tales como carbono, nitrógeno, fósforo y 
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micronutrientes que pueden ser costosos si tienen que ser añadidos en grandes cantidades, lo que 

puede reducir el costo de la producción de algas al minimizar la adición de nutrientes. Además, el 

uso de microalgas para el tratamiento de aguas residuales y de forma simultánea la producción de 

biocombustibles o fertilizantes también se justifica al disminuir los altos costos de tratamiento 

[44]. Diversos grupos de investigación y desarrollo están trabajando actualmente en varios 

aspectos de los sistemas basados en microalgas con el doble propósito de tratamiento de aguas 

residuales y la producción de energía. Dado que las aguas residuales urbanas en sí contienen 

energía interna de 6.3 e7.6  kJ/L, parece lógico cosechar esta energía en lugar de gastar energía para 

disiparla [45]. 

3.3 Bioenergía a partir de microalgas 

La bioenergía es reconocida como un componente significativo en muchos escenarios del futuro 

energético, la sustitución de los combustibles fósiles por biocombustibles aparece como una 

estrategia efectiva, no solo para satisfacer la futura demanda energética, sino también los 

requerimientos en la reducción de emisiones de carbono de los combustibles fósiles. Además del 

uso de microalgas para el tratamiento de aguas residuales, la biomasa de microalgas demostró ser 

una importante fuente de lípidos, proteínas y carbohidratos adecuados para la producción de 

bioenergía. Generalmente, el uso primario que se le da a la biomasa de microalgas es la obtención 

de biodiesel, que consiste típicamente en una mezcla de ésteres alquílicos de ácidos grasos 

obtenidos por transesterificación utilizando alcohol y un catalizador (base o ácido), normalmente 

se componen de 90-98% de triglicéridos, pequeños niveles de mono- y diglicéridos, ácidos grasos 

libres y cantidades residuales de fosfolípidos, fosfáticos, carotenos, tocoferoles, compuestos de 

azufre y agua [46].  

La producción de etanol a partir de biomasa microalgal se obtiene principalmente a través de la 

fermentación de su almidón, azúcar y celulosa. En el caso de microalgas, el contenido de hidratos 

de carbono asciende de un 70 a un 72% [47], con contenidos de almidón de hasta 60% en peso 

seco, dependiendo de las condiciones de cultivo [48]. El etanol tiene un octanaje más alto que la 

gasolina y pueden ser mezclados en cualquier porcentaje para ser utilizados en motores a gasolina 

como un reemplazo. Sin embargo, esta cualidad del combustible puede ser explotado sólo si los 

motores se ajustan correctamente, la mayoría de los automóviles de combustión interna pueden 

funcionar con mezclas de hasta 15% de bioetanol con gasolina. El contenido de oxígeno del etanol 

también conduce a una mayor eficiencia, lo que resulta en un proceso de combustión más limpio 

a temperaturas relativamente bajas [49].  

La producción de biogás a través de digestión anaerobia ofrece ventajas significativas sobre otras 

formas de producción de bioenergía. Ha sido evaluada como una de las tecnologías más eficientes 

desde el punto de vista energético [50]. La generación de biogás puede reducir drásticamente la 

generación de gases de efecto invernadero, en comparación con los combustibles fósiles [51]. 

Reijnders y Huijbregts informaron que el metano presenta el mayor valor de calentamiento en 

comparación con los combustibles de transporte más comunes [52]. La biomasa de microalgas es 

un sustrato adecuado para la digestión anaerobia, debido a que la composición mineral de las 

células se ajusta a la demanda de nutrientes de las bacterias anaeróbias [53]. Las microalgas 

contienen oligo-nutrientes como hierro, cobalto y zinc que estimulan la metanogénesis [54], 

además liberan menos sulfuro de hidrógeno que otros sustratos, debido a su bajo cantidad de 

aminoácidos sulfurados [53]. El proceso de digestión anaerobia implica una comunidad diversa de 
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bacterias que pueden actuar como una unidad metabólica integrada para producir metano (~ 60%) 

y dióxido de carbono (~30%) por medio de una serie de reacciones secuenciales y concurrentes. 

El proceso biológico envuelve cuatro etapas principales: hidrólisis, acidogénesis, acetogénesis y 

metanogénesis [55].  

3.4 Biorrefinería 

En un mundo en continuo desarrollo, el sistema industrial necesita sostener la creciente población 

de la tierra. Es reconocido que el sistema industrial actual genera productos y servicios que no son 

sostenibles, además, la eficiencia de producción es <10%, mientras que el 90% de los recursos 

materiales utilizados en la producción actual de productos son desechados como residuos con alto 

impacto en el ambiente. Aunado a esto, los cambios climáticos requieren minimización de las 

emisiones de gases de efecto invernadero utilizando nuevas tecnologías [56]. Esta presión sobre la 

biocapacidad del planeta, el cambio sin precedentes en el clima y la tendencia del agotamiento de 

los combustibles fósiles invitan a evaluar las maneras de producir y procesar los recursos humanos 

de manera eficiente y sostenible para un desarrollo respetuoso con el medio ambiente [57].  

La biomasa es considerada ambientalmente sostenible, ya que se puede obtener a partir de 

derivados de residuos industriales y urbanos. La biorrefinería de biomasas integra la producción 

de alimentos, productos químicos, materiales, combustibles y energía gracias al desarrollo de 

tecnologías para el procesamiento de materias primas biogénicas [58], abarca una amplia gama de 

tecnologías capaces de separar los recursos de biomasa (madera, hierbas, maíz, microalgas...) en 

sus componentes fundamentales (carbohidratos, proteínas, triglicéridos ...) que pueden convertirse 

en productos de valor añadido, biocombustibles y productos químicos. Este concepto es análogo a 

la refinería de petróleo actual que produce combustibles múltiples y productos del petróleo [59].  

Los productos de los sistemas de biorrefinería son denominados productos de base biológica, 

incluyen tres categorías: biocombustibles, bioenergía y productos químicos. Los biocombustibles 

derivados de biomasa deben ser capaces de reemplazar los combustibles fósiles convencionales 

principalmente la gasolina, el diésel, el petróleo pesado, el carbón, el gas natural y los productos 

derivados de la refinería de petróleo. En cuanto a las sustancias químicas, estas pueden ser 

producidas a partir de biomasa o bien producir una molécula que tengan una función equivalente 

a la deseada. Los productos energéticos más importantes que se pueden obtener a partir de la 

biorrefinería son [60]: 

 Biocombustibles gaseosos: biogás, gas de síntesis, hidrógeno y biometano. 

 Biocombustibles sólidos: pellets, lignina y carbón vegetal. 

 Biocombustibles líquidos: bioetanol, biodiesel, combustibles FT y bioaceite.  

Los productos químicos y materiales más importantes son los siguientes: 

 Productos químicos: bloques de construcción y productos químicos a granel. 

 Ácidos orgánicos: succínicos, lácticos y otros derivados. 

 Polímeros y resinas: plásticos con base en almidón, resinas fenólicas, furanos y resinas. 

 Biomateriales: paneles de madera, pulpa, papel y celulosa. 

 Alimentos para ganado y acuacultura. 

 Fertilizantes [60]. 
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Una biorrefinería, de una manera similar a lo que ocurre en la refinería de petróleo, debe basarse 

en un proceso de mejora continua, en el que la materia prima sea valorada. Esto significa que una 

biorrefinería debe separar todos los componentes de la biomasa a través de una cadena de procesos. 

Como consecuencia, una materia prima no puede ser directamente refinada sin ningún tratamiento 

previo, ya que su objetivo es aumentar el valor de los diferentes componentes de la biomasa. Este 

concepto conduce a las siguientes observaciones: 

Una biorrefinería debe producir al menos un producto químico/material, además de productos de 

bajo y alto volumen (como alimentos para ganado y fertilizantes), producir al menos un producto 

energético calor, electricidad o bien un biocombustible líquido, sólido o gaseoso [60]. 

Una planta de biorrefinería también debería aspirar a trabajar de manera sustentable: todas las 

necesidades energéticas del proceso de conversión de biomasa deben ser suministrados 

internamente, de manera similar los desechos sólidos, líquidos y gaseosos deben ser minimizados. 

Este objetivo puede lograrse de dos maneras: utilizando todos los diferentes 

componentes para producir un amplio espectro de productos múltiples en un solo lugar, o la 

creación de "bio-clusters" industriales. Intercambios de flujos de materiales entre diferentes 

plantas para transformar un residuo en materia prima [60]. 

3.5 Biorrefinería de microalgas 

Aunque las microalgas son una materia prima prometedora para la producción de biocombustibles, 

la producción a escala industrial de biocombustibles con base en microalgas todavía es distante. 

Para mejorar la viabilidad económica del uso de microalgas en procesos a gran escala, todos los 

componentes de la biomasa (lípidos, proteínas, carbohidratos, pigmentos y fósforo, entre otros) 

deben ser valorizados, lo que requiere un proceso de biorrefinería. Sin embargo, este concepto 

sigue siendo demasiado caro. Con el propósito de disminuir el costo de la biorrefinería de 

microalgas, el proceso se ha divido en dos etapas para su estudio. Las etapas principales de la 

biorrefinería de microalgas son: proceso corriente arriba y proceso corriente abajo, Figura 3 [61]. 

Figura 3. Diagrama de flujo del proceso de biorrefinería de biomasa de microalgas. 

El proceso corriente arriba está enfocado principalmente al cultivo de microalgas y envuelve la 

selección de especies de microalgas y las condiciones de cultivo como temperatura, pH, intensidad 

de luz y disponibilidad de nutrientes. La temperatura es un factor importante para apoyar el 
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crecimiento de cualquier microorganismo, ya que afecta los procesos bioquímicos celulares. Las 

variaciones de temperatura afectan la absorción de nutrientes, capacidad de adsorción de dióxido 

de carbono y la capacidad de captura de fotones. La acidez o basicidad de un medio de cultivo 

puede afectar el crecimiento y distribución de especies de algas; puede correlacionarse con la 

temperatura y la disolución de oxígeno e influye en el crecimiento de algas [61]. La alternancia de 

pH en el medio de cultivo puede afectar la tasa de fotosíntesis y la actividad enzimática que luego 

puede impactar en la tasa de acumulación de lípidos [62]. La intensidad de la luz tiene un enorme 

impacto en la tasa de crecimiento celular, ya que la luz es la principal fuente de energía para 

conducir la fotosíntesis. La ausencia de luz reduce la tasa de fotosíntesis y reduce así la conversión 

de energía solar en compuestos de energía química tales como trifosfato de adenosina (ATP) y 

fosfato dinucleótido de nicotinamida y adenina (NADPH) para apoyar el crecimiento celular [63]. 

Sin embargo, el exceso de intensidad de luz puede causar daños a células y clorofila. Por último, 

un medio de cultivo adecuado definitivamente ayuda a maximizar la ingesta de nutrientes para 

cada especie de microalgas, y si se combina adecuadamente con otros parámetros del proceso, 

como la temperatura, el pH y la intensidad de la luz, el crecimiento de microalgas puede 

maximizarse [64]. 

El proceso corriente abajo se compone de múltiples procesos secuenciales, entre los cuales se 

encuentran: cosecha, disrupción celular, extracción de los biocomponentes de interés, purificación 

y acabado del producto [65]. Representa alrededor del 60% del costo total de la producción de 

biocombustibles con base en biomasa de microalgas y la secuencia de procesos a llevar a cabo 

dependerá de la naturaleza de la pared celular de las cepas de microalgas [66].  

3.5.1 Cosecha 

La cosecha de microalgas es un campo que se está desarrollando rápidamente. Diferentes técnicas 

innovadoras se han propuesto para cosechar microalgas de sistemas diluidos. La cosecha de 

microalgas de sistemas diluidos mediante centrifugación es un proceso costoso y de alto consumo 

energético [67]. En algunos casos, la centrifugación representa entre el 20-25% del costo total del 

proceso de biorrefinería [68], y por lo tanto, es preferible usar tecnologías de cosecha de bajo costo 

como la floculación [67]. Se han desarrollado de manera exitosa diferentes técnicas de floculación 

para cosechar microalgas cultivadas en agua dulce y marina. Ejemplos son la adición de floculantes 

inorgánicos, polímeros catiónicos, biofloculantes, floculantes reciclables y más recientemente, el 

uso de nanopartículas [69]. Un inconveniente general de tales floculantes es que se pueden 

encontrar residuos en la biomasa cosechada así como en el medio clarificado. Si los floculantes no 

son de grado alimenticio, la presencia de estos compuestos unidos a las células de microalgas 

reducirá considerablemente el valor de la biomasa cosechada.  

Otra tecnología convencional para la cosecha de microalgas es la microfiltración. Actualmente, el 

consumo de energía del proceso de microfiltración puede ser sustancialmente inferior a 1 kWh/m3 

[70]. Bilad y colaboradores [71] informaron el uso de membranas sumergidas para la cosecha 

exitosa de microalgas, con un gasto de energía de solo 0.27–0.41 kWh/m3 (0.64–1.32 kWh/kg de 

biomasa seca). Gerardo y colaboradores [70] pudieron concentrar biomasa de una concentración 

inicial de 0.5 g/L a una concentración de 150 g/L en un solo paso, mediante microfiltración usando 

solo 0.8–3 kWh/kg de biomasa seca. La investigación en procesos de cosecha de microalgas es 

necesaria porque el conocimiento existente sobre las técnicas de cosecha individuales es escaso. 

Sin embargo, es importante darse cuenta de que una tecnología de cosecha particular puede 
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funcionar de manera diferente para diferentes especies de microalgas [72]. Cuando los avances 

actuales en la cosecha de microalgas se vuelven integrales y coherentes, la selección racional de 

una técnica de cosecha adecuada será posible. Esto implica no solo aspectos como el método de 

cultivo y la especie de microalgas sino también aspectos biológicos específicos de la cepa de 

microalgas, como la presencia de polímeros/matrices extracelulares. 

3.5.2 Pretratamiento 

La disrupción celular de las microalgas es un requisito previo para llevar a cabo una biorrefinación, 

porque la pared celular y la membrana de las microalgas constituyen una barrera para la liberación 

de compuestos intracelulares. El pretratamiento de la biomasa microalgal constituye una operación 

clave en la obtención del máximo potencial de los recursos. La evolución de los bioprocesos ha 

presentado desafíos que requieren un mayor desarrollo de las operaciones de disrupción celular. 

Específicamente, la capacidad de proporcionar la liberación del producto selectivamente, 

minimizar el requerimiento de energía, ayudar a manipular la suspensión de células, optimizar la 

recuperación de biocomponentes y su purificación.  

La disrupción celular debe realizarse, preferiblemente, en condiciones moderadas. Estas 

condiciones son necesarias para mantener la estructura nativa de los biocomponentes celulares 

individuales [73], ya que el resultado del proceso de pretratamiento afecta la extracción y 

fraccionamiento de los biocomponentes microalgales y su conversión en productos. Cuando se 

usan condiciones severas de tratamiento en procesos químicos como pH bajo/alto o altas 

temperaturas pueden tener un efecto negativo [74]. 

Para el diseño de sistemas de disrupción celular y la predicción de su rendimiento es necesario 

entender la ubicación del producto deseado en relación con la pared celular, el efecto de las fuerzas 

de fluido, fuerzas fisicoquímicas y las propiedades del material de la pared celular. Las células 

microalgales, se componen generalmente, de una o más membranas y una pared celular estructural. 

La pared celular es una estructura de polisacáridos reticulados que proporciona resistencia [75], 

además del mantenimiento de la forma celular y su protección, la pared celular estabiliza la presión 

osmótica dentro de la célula y regula la permeabilidad con respecto a macromoléculas. 

En la recuperación de productos periplasmáticos o asociados a la pared celular no se requiere la 

rotura completa de la pared, mientras que cuando el producto es citoplasmático, es necesario 

romper la pared celular. Para la extracción de estructuras citoplásmicas solubles, es suficiente con 

generar puntos de quiebre, mientras que la liberación de inclusiones granulares o grandes 

moléculas tales como DNA se requiere la irrupción completa de la pared celular. Cuando el 

producto se encuentra en un orgánulo, también se requiere la irrupción de estas subestructuras 

[76]. La elección de un proceso de pretratamiento en una biorrefinería de microalgas es altamente 

dependiente del tamaño, la composición de la pared y la estructura de sus células [77, 78]. Algunas 

especies de algas contienen una estructura de pared celular multicapa que tiene alta resistencia a 

la disrupción química y biológica [79]. Por otro lado, existen especies de microalgas que no tienen 

pared celular. Por lo tanto, son cultivos más propensos a los ataques químicos y biológicos [80]. 

Los procesos de pretratamiento pueden clasificarse en térmicos, mecánicos, químicos y biológicos 

o, de forma más general, en mecánicos o no mecánicos. En la Figura 4 se muestra esta clasificación 

[81]. 
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Figura 4. Clasificación de los métodos de disrupción celular. 

3.5.2.1 Métodos de disrupción celular mecánicos 

Los procesos de disrupción mecánica incluyen prensado, molienda con perlas, ultrasonido, 

autoclave y homogeneización. Estas tecnologías requieren uso intensivo de energía y tienen mejor 

funcionalidad cuando se tiene alta densidad celular (50-200 kg/m3) [82]. Para mejorar la extracción 

de los compuestos deseados, estos métodos se utilizan a menudo en combinación con disolventes 

o bien pretratamientos ácidos/alcalinos y enzimáticos, para obtener mejor recuperación [83]. Sin 

embargo en general se prefiere una disrupción mecánica de las células, ya que esto ofrece un 

enfoque que evita contaminación química de la preparación de algas preservando al mismo tiempo 

la mayor parte de la funcionalidad del material celular [84]. 

3.5.2.2 Métodos de disrupción celular no mecánicos 

Existen componentes microalgales como pigmentos y lípidos que pueden extraerse fácilmente por 

medio de productos químicos, solventes, calefacción, calentamiento por microondas, congelación, 

enzimas y osmosis. Sin embargo, también se ha observado que el uso de un método de disrupción 

celular mecánica ayuda en la extracción de estos componentes, lo que al mismo tiempo provoca 

una disminución en el uso de productos químicos [85].  

3.5.2.3 Ultrasonido 

El ultrasonido es la energía emitida por las ondas de sonido con frecuencias por encima del oído 

humano. Existen dos aplicaciones principales del ultrasonido en bioprocesos, el ultrasonido de 

baja intensidad usa frecuencias muy altas, del orden de 2-20 MHz, con bajos niveles de potencia 

de 0.1-1 W/cm2. Tiene aplicaciones no invasivas, como la formación de imágenes y el análisis en 

algunos productos industriales como la composición, madurez, eficiencia de emulsificación y la 

concentración o dispersión de material partículado dentro de un fluido. El ultrasonido de alta 

potencia utiliza frecuencias más bajas, normalmente en el intervalo de 20 a 100 kHz y puede 

producir niveles de potencias mucho más altos del orden de 10-1000 W/cm2; se aplica para alterar 
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las características del material, aumentar las tasas de procesamiento e inactivar microorganismos 

y enzimas. Tiene suficiente energía para romper enlaces intermoleculares, generará efectos de 

cavitación, que se sabe puede irrumpir algunos sistemas físicos así como mejorar o modificar 

muchas reacciones químicas [86]. 

Cuando se aplica ultrasonido a un líquido, hay dos mecanismos principales por los cuales las 

células u otras estructuras pueden ser alterados: cavitación y la transmisión acústica. La 

funcionalidad del ultrasonido habita en la creación de cavitación en la pared celular, la cavitación 

se produce cuando las burbujas de vapor de un líquido forman un área donde la presión del líquido 

es inferior a su presión de vapor. Estas burbujas crecen cuando la presión es negativa y se 

comprimen bajo presión positiva [87]. Las microburbujas crecer y colapsan violentamente, la 

implosión genera una onda de choque con la energía necesaria para perturbar las membranas 

celulares e incluso romper los enlaces covalentes. La temperatura y la presión en el interior de las 

burbujas pueden aumentar hasta aproximadamente 5000 K y varios cientos de atmósferas [88]. 

Estas condiciones extremas resultan en la disrupción celular, lo que libera o facilita la extracción 

del material intracelular. Algunos puntos, tales como las características de la pared celular de las 

especies (espesor, composición y rigidez) pueden contribuir a la eficacia de esta tecnología [89].  

Otro posible mecanismo para la inactivación de células es la formación de radicales libres y que 

pueden o no ser beneficiosos. En la sonolisis del agua, se pueden producir radicales OH●, H● y 

peróxido de hidrógeno, se piensa que los radicales hidroxilos atacan los puentes de hidrógeno, lo 

que conlleva a mayores efectos de fragmentación [86].  

3.5.2.4 Efecto del ultrasonido en microorganismos  

Las células difieren en su sensibilidad al tratamiento de ultrasonido. Ha sido demostrado que, en 

general, las células más grandes son más sensibles al ultrasonido. Esto puede ser debido al hecho 

de que las células más grandes tienen mayor superficie, por lo que son más susceptibles a ser 

alcanzadas por la alta presión producida durante la cavitación, haciéndolas más vulnerables al 

tratamiento de sonicación. También se ha investigado la forma celular y se ha encontrado que las 

células cocoides son más resistentes al tratamiento con ultrasonidos que las células tubulares. Se 

ha encontrado que las células vegetativas son más resistentes a la sonicación y se sabe que muchos 

de los microorganismos que son resistente al calor son igualmente resistentes al ultrasonido [86]. 

3.5.2.5 Pretratamiento de biomasa microalgal con ultrasonido 

Se ha demostrado que el ultrasonido mejora la solubilidad de sustrato de microalgas. La sonicación 

de biomasa utilizando ultrasonido a una resonancia de 10 kHz durante 5 min tiene eficiencia 

similar que al usar métodos como molienda con perlas o choque osmótico en la extracción de 

lípidos de Scenedesmus sp. Sin embargo, su eficiencia era inferior que al usar microondas [78]. 

Mason y colaboradores [90] estudiaron la liberación de proteínas hidrosolubles de biomasa de 

microalgas pretratada con ultrasonido. La máxima concentración de proteína se liberó después de 

30 min de ultrasonicación, la concentración de proteínas hidrosolubles en la fase acuosa siguió la 

misma tendencia que la hidrólisis química, pero con una menor cantidad de proteínas liberadas 

(9% por peso seco después en 25 min). La presencia de pigmentos en la solución indicó que el 

tratamiento provoco pequeñas cavidades producidas en la pared celular, así como en el cloroplasto, 

lo que permitió a algunos pigmentos penetrar a través de la membrana celular. Así mismo se 

estudió la extracción de pigmentos celulares como la clorofila. Estos pigmentos son liberados en 
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el medio acuoso con componentes de la membrana celular durante la lisis de la célula y 

permanecen allí incluso después de la centrifugación a 14.000 g [90]. El proceso de sonicación 

utilizado en este estudio no solamente tuvo efecto en la lisis celular y del orgánulo, sino también 

en la dispersión de las pequeñas partículas de restos celulares. La presencia de color verde en el 

sobrenadante después de la centrifugación es un indicador de pigmentos de clorofila en suspensión, 

con otros restos celulares que fueron reducidos en tamaño por el proceso de sonicación, hasta el 

punto donde no podrían ser precipitados en el pellet durante la centrifugación [84]. 

3.5.2.6 Ozono 

El ozono es un agente oxidante fuerte (O3), que se ha utilizado para eliminar el sabor, el olor, el 

color y para controlar el crecimiento biológico en las plantas de tratamiento de agua. Puede oxidar 

dobles enlaces y anillos aromáticos ricos en electrones a compuestos como cetonas, aldehídos y 

ácidos carboxílicos. El ozono puede reaccionar con la materia orgánica en el agua a través de dos 

vías: ataque directo del ozono molecular y acción indirecta del ozono a través de una variedad de 

radicales de alta potencia oxidativa, que pueden actuar como oxidantes secundarios. En la primera 

vía de oxidación, el ataque directo del ozono es seguido por una sustitución aromática electrófilica 

y se somete a reacciones muy selectivas. La segunda vía de oxidación es menos selectiva que la 

primera y se ve facilitada por la acción de especies radicales. Esos radicales se generan a partir de 

la descomposición del ozono, como los radicales hidroxilo y conducen a reacciones rápidas con 

compuestos orgánicos [91]. Nguyen y colaboradores [92] reportaron que la preoxidación de 

microalgas por ozono puede inducir la lisis celular y, por lo tanto, la liberación de materia orgánica 

intracelular y facilitar la extracción de lípidos y proteínas de las microalgas [92]. 

3.5.2.7 Pretratamiento de biomasa microalgal con ozono 

La literatura en el uso de ozono como pretretramiento para inducir la lisis celur es limitada. Sin 

embargo, el concepto de combinar las propiedades oxidantes del ozono con el proceso de flotacion 

ya ha sido aplicado reportando la remocion de biomasa microalgal, sólidos totales disueltos y 

coliformes totales de un efleunte de agua residual, a traves de la lisis celular, por efecto del ozono 

y la liberación de proteínas que funcionan como agente surfactante [93].  

Durante el proceso de ozono-flotación, la disrupsion de la pared celular de las microalgas es 

fuertemente dependiente de la dosis de ozono y de las reacciónes de competencia que se dan con 

la materia orgánica presente [94]. Por otra parte se observó que a dosis de 0.12 a 0.23 mg de O3/mg 

de biomasa seca se recuperan el doble de lípidos microalgales, en comparación con técnicas como 

centrifugación. Sin embargo, durante el proceso también se puede llegar a la oxidación de lípidos 

y carbohidratos, debido a un exceso de ozono o la sobre exposición [95]. Por lo cual es preciso 

encontrar la dosis de ozono adecuada para provocar la lisis en las células microalgales, sin la 

necesidad de que se tengan pérdidas importantes de los componentes extracelulares. 

Plummer y Edzwald [96] obtuvieron fotomicrografías (MEB) de Scenedesmus quadricauda antes 

y después de la oxidación con ozono, para estudiar las características de la pared celular y 

demostrar el efecto del ozono en la estructura celular. Los estudios se llevaron a cabo con muestras 

de microalgas de 100,000 células/mL, y se pusieron en contacto con distintas dosis de ozono por 

30 min. En las fotomicrografías se observa que, a una dosis de 1 mg de O3/L, no existe evidencia 

de lisis, sin embargo, la capa reticulada se encuentra doblada de una manera más flexible. A dosis 

de 3 mg de O3/L se observaron alteraciones graves, la capa reticulada es separada de las espiguillas 
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y tanto las espiguillas como la vaina trilaminar (que encierra cada célula individual) son fácilmente 

visibles, una pequeña fracción de las células se lisaron a esta dosis intermedia de ozono. A dosis 

altas de ozono (8 mg de O3/L) se produjeron grandes daños incluyendo la separación de la capa 

reticulada y espiguillas, además de la perforación de la pared celular, Figura 5. Sin embargo, 

también es importante señalar que las muestras utilizadas en este estudio eran cultivos puros y, por 

lo tanto, no había demanda de oxígeno de materia orgánica distinta a las células [96]. 

 
Figura 5. Fotomicrografías electrónicas de barrido de Scenedesmus quadricauda (100 000 

células/ml) antes y después de la oxidación: (a Sin ozono, (b 1 mg de O3/L, (c 3 mg de O3/L, (d 8 

mg de O3/L ozono, barra de escala 5 micras. 

Dávila [97] estudió el efecto del ozono como pretratamiento en la hidrólisis ácida y la obtención 

de azúcares fermentables de Scenedesmus obliquus. En una primera etapa se estudió la ozono-

flotación como método de cosecha y la liberación de carbohidratos durante el tratamiento; se 

analizó el contenido de carbohidratos totales en el agua residual sometida a ozono-flotación, 

encontrando un aumento en la concentración de carbohidratos totales en el sobrenadante de ozono-

flotación. Los resultados indican que a dosis de ozono de 31.2 mg/L durante 15 minutos se tiene 

una pérdida del 23.5%, lo cual se puede atribuir a posibles causas de oxidación [96]. Estos 

resultados concuerdan con lo reportado por Nguyen y colaboradores [92], quienes encontraron que 

los polisacáridos en el sobrenadante se incrementan con el tiempo de ozono-flotación, debido a la 

lisis celular causada por el ozono [96].  

Así mismo, Chen y colaboradores [32] indican que el contenido de polisacáridos aumenta, alcanza 

un punto máximo y disminuye a medida que la dosis de ozono aumenta; lo cual es posible y 

dependiente de las condiciones de ozono-flotación. Cardeña y colaboradores [98] estudiaron la 

aplicación de ozono como un pretratamiento en la producción de metano, la producción más alta 

de metano (432.7 mL CH4/g VSalgal) se obtuvo con un cultivo compuesto de 35% de Scenedesmus, 

30% Dictyosphaerium, 15% Keratococcus, 10% Oscillatoria, 8% Monoraphidium y 2% Nitzchia, 

usando la dosis de ozono más alta (382 mg de O3/ g VS) como pretratamiento [98]. 

a) b)

c) d)
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3.5.3 Fraccionamiento de biocomponentes microalgales 

El fraccionamiento de biomasa de microalgas es un proceso para separar los biocomponentes 

deseados de los desechos e impurezas. El fraccionamiento de los biocomponentes se lleva a cabo 

en función del tamaño del producto, solubilidad, fuerza iónica y volatilidad [99]. Recientemente 

ha habido un mayor interés en las tecnologías de separación de biocomponentes microalgales como 

resultado del rápido desarrollo en la producción de microalgas. Hay varios métodos prometedores 

de extracción y separación de biocomponentes microalgales bajo investigación en este momento; 

dentro de estos métodos se encuentra la extracción con el uso de líquidos iónicos y tensoactivos, 

el objetivo principal es separar todas las fracciones sin perder ningún producto [61]. 

3.5.3.1 Extracción de lípidos 

La extracción de lípidos es el proceso central en la producción de biodiesel a partir de microalgas. 

Los dos métodos de extracción con solventes más ampliamente utilizados son el método Folch y 

el método Bligh y Dyer. El método de Folch consiste en el uso de cloroformo-metanol (en relación 

de volumen de 2:1). Este método necesita equilibrar la concentración de células microalgales con 

un cuarto volumen de solución salina [100]. Por otro lado, el método Bligh y Dyer se lleva a cabo 

utilizando cloroformo y metanol 1:2 (v/v) [101]. Sin embargo la recuperación y purificación de 

lípidos a partir de células microalgales continúa siendo un importante cuello de botella en la 

producción de biodiesel, debido a los altos costos involucrados y el alta demanda de energía. Por 

lo tanto, hay una considerable necesidad de desarrollar un método de extracción que cumpla con 

los requisitos esenciales de ser seguro, rentable, eficiente, selectivo, ambientalmente amigable, 

factible para la producción a gran escala y libre de generación de productos contaminantes [61].  

El uso de concentrados de biomasa de microalgas en base húmeda como materia prima para la 

extracción de lípidos es especialmente deseable, ya que evita el proceso de secado. Esto ahorraría 

costos considerables y eludiría al menos dos procesos largos durante la producción de biodiesel 

con base en biomasa de microalgas. Por definición, la extracción de lípidos de la biomasa de 

microalgas húmeda consiste en alterar/dañar las paredes celulares de las microalgas en la solución 

en la que se cultivaron para después llevar a cabo la extracción de lípidos. En las técnicas de 

extracción de lípidos de biomasa húmeda de microalgas, el agua actúa como una barrera entre los 

lípidos intracelulares y los disolventes orgánicos no polares. El aumento en la polaridad del 

solvente así como en la eficiencia de disrupción celular puede eliminar este obstáculo en gran 

medida, ya que las técnicas de ruptura de células microalgales liberan cuerpos lipídicos que 

posteriormente pueden ser recuperados [102]. 

3.5.3.2 Extracción de proteínas 

La extracción de proteínas generalmente se logra después de la disrupción celular. Las proteínas 

microalgales se extraen convencionalmente mediante métodos acuosos, ácidos y alcalinos, 

seguidos de varias rondas de centrifugación y recuperación utilizando técnicas como 

ultrafiltración, precipitación, o cromatografía [103]. Los métodos de extracción química, como 

tratamientos con ácidos y álcalis en dos fases, han sido especialmente eficientes para extraer 

proteínas, ya que la extracción de proteínas a pH mayores a 10 produce que los agregados de 

proteínas sean solubilizado y liberados, lo que resulta en un rendimiento de extracción de entre el 

70% al 95% por ciento [104]. Sin embargo, el proceso de extracción de proteínas de microalga 

puede verse influenciada por la disponibilidad de las moléculas de proteína en la célula microalgal, 
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debido a que la extracción de proteína puede verse obstaculizada por la alta viscosidad aniónica 

de la matriz de polisacáridos presentes en la pared celular [105].  

3.5.3.3 Sacarificación de carbohidratos 

La sacarificación suele ser el paso limitante en la producción de biocombustibles utilizando 

biomasa microalgal que contiene una fuente de celulosa. Se sabe que la celulosa y el almidón son 

los dos principales carbohidratos que contiene la biomasa de microalgas. Por lo tanto, para mejorar 

la utilización de carbohidratos, es importante identificar métodos eficientes para la división de los 

enlaces β-1,4-glucosídicos entre las subunidades de hidroglucosa en las moléculas de celulosa, y 

la división de los enlaces α-1,4-glucosídicos en almidón. Si bien el proceso de sacarificación de 

microalgas es similar al de los materiales lignocelulósicos, la falta de lignina presente en la 

biomasa de microalgas simplifica el proceso de pretratamiento [107]. Se han aplicado varios 

métodos para producir azúcares a partir de microalgas, como ácidos minerales, alcalinos, enzimas 

o agua caliente comprimida [108], y se pueden clasificar en dos grupos principales, la 

sacarificación enzimática y la sacarificación química.  

Los procesos de sacarificación enzimática, que implican el uso de celulasas, amilasas y 

glucoamilasas, se usan ampliamente para hidrolizar biomasa de microalgas y obtener azúcares. La 

celulosa contenida en la biomasa de microalgas se encuentra principalmente en la pared celular 

interna mientras que la lignina está ausente mientras que el contenido de hemicelulosa es muy 

bajo. Por lo tanto, las enzimas de degradación de lignina (por ejemplo, lacasa y la peroxidasa de 

lignina) y la xilanasa pueden no ser necesarias en el proceso de sacarificación enzimática. Además, 

tampoco es necesario un pretratamiento fuerte, como un pretratamiento ácido o alcalino, o una 

explosión de vapor, lo que hace más fácil y más barato sacarificar la celulosa con base en 

microalgas, en comparación con los materiales lignocelulósicos [109]. La hidrólisis enzimática 

tiene varias ventajas sobre la hidrólisis química (como la hidrólisis ácida o alcalina), incluidos 

equipos de  bajo costo, ya que la hidrólisis se lleva a cabo en condiciones suaves y con mayores 

rendimientos de glucosa, sin la producción de subproductos de degradación del azúcar o tóxicos 

que pueden afectar el proceso de fermentación para la producción de biocombustibles [110].  

El proceso de sacarificación química se caracteriza por su reacción rápida, pero generalmente 

requiere condiciones de reacción violentas (mayor temperatura, presión y adición de ácido o 

álcali), lo que resulta en la producción de inhibidores como furfural y 5-hidroximetilfurfural. La 

producción de estos subproductos potencialmente reprime el proceso de fermentación para la 

producción de biocombustibles y también requieren un costoso tratamiento de los residuos 

generados [111]. Mantener condiciones de reacción adecuadas (incluyendo temperatura, contenido 

de humedad, tiempo de residencia y concentración del agente de reacción) es esencial para reducir 

la producción de inhibidores y mejorar la eficiencia operativa. Debido al corto tiempo de hidrólisis 

requerido, la hidrólisis ácida/alcalina se ha aplicado con éxito a la producción de azúcar a partir de 

microalgas. En particular, dado que la celulosa presente en las microalgas no está asociada con la 

lignina, la hidrólisis química se puede llevar a cabo en condiciones no intensivas (es decir, baja 

concentración de ácido o álcali, baja temperatura de reacción, etc.) [112].  

3.6 Valorización de proteínas 

Las proteínas son heteropolímeros de aminoácidos, la unidad de repetición, que es el aminoácido, 

contiene por lo menos dos átomos de carbono así como nitrógeno y difieren sólo en sus grupos 
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funcionales laterales [113]. Desde una perspectiva bioquímica, la estructura de la proteína es 

definida en cuatro niveles. La estructura primaria es la secuencia de aminoácidos que componen 

la cadena de proteína. La estructura secundaria son segmentos de cadena que forman estructuras 

regulares como α-hélices u hojas β-plegadas. La estructura terciaria es el plegado de la cadena en 

una compleja forma tridimensional. La estructura cuaternaria son múltiples cadenas que 

interactúan para formar estructuras más grandes. En solución, en condiciones biológicas, las 

proteínas se encuentran en un típico auto-ensamble, un estado plegado estabilizado por disolventes 

e interacciones proteína-proteína, donde estas interacciones específicas son más fuertes que las 

interacciones proteína-solvente [114]. 

La conformación nativa de las proteínas es estabilizada mediante una serie de interacciones con 

diferentes fuerzas de enlace incluyendo puentes de hidrógeno (4-29 kJ/mol), fuerzas electrostáticas 

(25.4 kJ/ mol), interacciones hidrofóbicas (8-13 kJ/mol) y efectos de solvatación. La conformación 

nativa de las proteínas no es una estructura rígida fija, como tampoco lo son los procesos de 

relajación donde el sistema se mueve hacia el equilibrio desde un estado de no equilibrio, las 

proteínas experimentan equilibrio de fluctuación  incluso en un estado estable cambian entre 

múltiples sustratos conformacionales, Figura 6 [115].  

 
Figura 6. Estructuras primaria, secundaria, terciaria y cuaternaria de proteínas. 

Aunque la estructura “cristalina” de miles de proteínas ha sido resuelta por cristalografía de 

macromoléculas de rayos X, tales estructuras son realmente el promedio de la posición de los 

átomos en las moléculas que se someten a fluctuaciones rápidas en solución [115]. Las proteínas 

se mueven en formas muy dinámicas y son flexibles en una amplia gama de escalas de tiempo y 

distancia [116]. 
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3.6.1 Productos y propiedades de proteínas microalgales 

Los productos proteícos que se pueden obtener de microalgas se clasifican basados en su contenido 

de proteínas y el grado de refinación como proteína de células enteras, concentrados de proteínas, 

aislados, hidrolizados y péptidos bioactivos. Las proteínas en las células tienen la estructura celular 

y el tejido intacto y generalmente se consume directamente (células de microalgas enteras). Las 

células de microalgas contiene entre 40–50% de proteína, pero los porcentajes varían basado en 

especies y condiciones de crecimiento. Para obtener productos con alto contenido proteico (60–

89% de proteína por peso seco) como concentrados, aislados, hidrolizados y péptidos bioactivos, 

las proteínas deben extraerse de las células de microalgas y concentrarse. En relación con la 

aplicación, los ingredientes proteicos también se clasifican basados en su valor nutracéutico y 

propiedades funcionales. El valor nutracéutico de un producto proteico está relacionado con la 

salud y con beneficios nutricionales que el producto puede proporcionar como la digestibilidad, el 

contenido de aminoácidos esenciales y la bioactividad. Estos últimos son propiedades deseadas en 

la mayoría de las aplicaciones alimentarias, especialmente al formular alimentos fortificados, 

batidos nutricionales y bebidas deportivas [117].  

Las propiedades funcionales de las proteínas, por otro lado, contribuyen a propiedades físicas de 

productos alimenticios y cosméticos. Las propiedades más comunes son la capacidad de 

emulsificación y la capacidad espumante. Estas propiedades son determinadas por la estructura de 

la proteína y las interacciones proteína-proteína así como la interacción de proteínas con otras 

moléculas en solución [118]. La capacidad de emulsificación se refiere a la capacidad de las 

proteínas de retener aceites así como la estabilidad de las emulsiones aceite-proteína.  La capacidad 

de espumación se refiere a la flexibilidad de la proteína que permite la reducción de tensión 

superficial, para mantener las burbujas de aire en suspensión. La capacidad de formar espuma es 

una propiedad deseada en cremas y productos para untar, entre otros [117].  

El alto contenido de proteínas de las algas también puede ser beneficioso para su uso como 

alimento de animales de granja y mascotas, así como en la acuacultura. Se estima que 

aproximadamente el 30% de la producción mundial de microalgas es utilizado para alimentación 

animal, con un 50% de biomasa de Spirulina en particular como suplemento alimenticio, debido a 

su excelente perfil nutricional [119]. Varias especies de microalgas, incluidas Spirulina, Chlorella, 

y Schizochytrium sp., se pueden incorporar como fuentes de proteína en las dietas de aves de corral, 

cerdos, vacas, ovejas y conejos [120]. El uso de microalgas como fuente de alimento animal tiene 

cuatro principales beneficios, como la resistencia al stress, la mejora del sistema inmunológico, el 

aumento de la productividad/calidad y la reducción de microorganismos patógenos en el producto 

final [121]. Estos beneficios se han observado en varias especies, incluidas especies monogástricas 

y de rumiantes cuando se encuentran en niveles del 2% del alimento diario [122]. 

Por otra parte las proteínas se encuentran entre los recursos biológicos más prometedores para la 

producción de bioplásticos, ya que los materiales basados en proteínas tienden a formar redes 

macromoleculares tridimensionales, estabilizadas y reforzadas por enlaces de hidrógeno, 

interacciones hidrofóbicas y enlaces disulfuro [123]. La fabricación de bioplásticos con base en 

proteínas implica, como primera etapa, la desnaturalización de proteínas inducida por vía química, 

térmica o por presión. Debido a la diversidad en el ensamblaje de las redes de proteínas y a sus 

estructuras únicas, se puede producir una gran variedad de materiales biodegradables, que ofrecen 

una amplia gama de propiedades funcionales [113]. 



3. Marco Teórico 
 

 

29 

 
 

3.6.2 Obtención de bioplásticos con base en proteínas 

Los materiales con base en proteínas son redes macromoleculares más o menos ordenadas con 

bajo contenido de humedad, estabilizadas y reforzadas por enlaces de hidrógeno, interacciones 

hidrofóbicas y enlaces disulfuro. La probabilidad de formar enlaces intermoleculares depende de 

la forma de las proteínas. Es decir, de la longitud de la cadena, la relación con su diámetro y de las 

condiciones durante la fabricación [124]. La formación de una red macromolecular a partir de 

proteínas requiere de tres pasos principales:  

1. La ruptura de enlaces intermoleculares de baja energía que estabilizan al biopolímero en 

su estado nativo y aumentan la movilidad de las cadenas poliméricas, lo que modifica la 

estructura tridimensional de las proteínas [125]. 

2. Organización y orientación de las cadenas de polímero móviles en la forma deseada. 

3. La formación de nuevos enlaces intermoleculares e interacciones para estabilizar la red 

tridimensional.  

En la actualidad se utilizan una variedad de procesos tecnológicos para elaborar materiales con 

base en proteínas, entre los cuales se encuentran proceso en húmedo basado en la dispersión o 

solubilización de las proteínas. Los procesos en seco que se basan en las propiedades 

termoplásticas de las proteínas bajo condiciones de poca humedad y los proceso de electroehilado 

que se basan en aplicar suficiente fuerza eléctrica que supere las fuerzas de tensión superficial en 

una solución viscoelástica de polímero [126]. 

3.6.3 Obtención de bioplásticos a partir de un proceso termoplástico 

Para obtener bioplásticos con base en proteínas mediante un proceso termoplástico se requiere que 

las cadenas de proteínas estén desnaturalizadas, disociadas y desalineadas. Esto permite que fluyan 

en presencia de calor, debido a que tienen mayor movilidad y, de este modo, puedan tomar la 

forma deseada para posteriormente llevar a cabo la formación de nuevas interacciones moleculares 

al enfriarse. Los sitios activos para la formación de enlaces deben ser libres y lo suficientemente 

cercanos entre sí para crear enlaces de hidrógeno, interacciones hidrofóbicas y enlaces disulfuro, 

formando una nueva red tridimensional. La movilidad de las cadenas poliméricas se consigue por 

calentamiento o por la adición de plastificantes, ya que sin plastificantes, las temperaturas 

requeridas para asegurar la movilidad de las cadenas de proteínas son alrededor de su temperatura 

de descomposición [113]. 

El comportamiento termoplástico de las proteínas ha sido estudiado y utilizado para fabricar 

materiales bajo condiciones de baja humedad, similares a los de los materiales termoplásticos con 

base en almidón [127]. Aunque los biopolímeros como las proteínas han sido descritos como 

estructuras amorfas plastificadas por agua, aspectos de la estructura de las proteínas (regiones 

ordenadas como α-hélices u hojas β-plegadas) y su comportamiento endotérmico pueden hacerlos 

parecer materiales semicristalinos [128]. Cuando un material semicristalino se calienta, se somete 

a una serie de transiciones. La primera es la temperatura de transición vítrea en la que las regiones 

amorfas se convierten en móviles, seguida de la temperatura de fusión, donde las regiones 

cristalinas se funden. Por último se llega a la temperatura de degradación del polímero, donde las 

cadenas se descomponen térmicamente. De manera más formal, las temperaturas de transición son 

las temperaturas a las cuales las propiedades macroscópicas de las proteínas cambian y esto se 

describe en términos de movimientos o relajaciones moleculares específicos que se producen en 
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escalas de tiempo observables, aunque a menudo se describe en términos cinéticos. Analizar estas 

transiciones y estructuras de las proteínas proporciona información útil sobre cómo procesar las 

proteínas para obtener materiales termoplásticos [129]. 

3.6.3.1 Temperatura de transición vítrea (Tg) 

Las propiedades termoplásticas de las proteínas se definen en relación con la teoría de transición 

vítrea, que explica los cambios de textura durante el procesado de polimerización [130]. La 

transición vítrea es un cambio de un estado vítreo metaestable a un estado gomoso inestable, en 

una temperatura específica, induce variaciones de las propiedades físicas de los materiales y, más 

particularmente, de sus propiedades térmicas y mecánicas. La respuesta molecular de un material 

vítreo como un sistema de transformación de un estado vidrioso metaestable a un estado gomoso 

inestable corresponde a un aumento general en el desorden, el volumen libre y la movilidad de las 

macromoléculas [131].  

Tabla 2. Factores generales que influyen en la transición vítrea de proteínas y la forma en la que 

se presentan. 

Atributo Forma en la que se presenta en proteínas 

Factores que incrementan la temperatura de transición vítrea 

Grupos laterales voluminosos 

Residuos aromáticos (fenilalanina, tirosina y 

triptófano), otros residuos grandes (leucina, 

isoleucina, metionina, glutamina, lisina, arginina 

e histidina). 

Grupos rígidos 

Residuos de prolina, carácter parcial de doble 

enlace en los enlaces C-N en la mayoría de las 

cadenas polipeptídicas. 

Simetría de la cadena Poco común en proteínas. 

Grupos polares 

Sitios de puentes de hidrógeno en la mayoría de 

los enlaces C=O y N-H, residuos polares (lisina, 

histidina, arginina, ácido aspártico, treonina, 

serina, ácido glutámico y tirosina). 

Enlaces covalentes cruzados 

Enlaces disulfuro cruzados de los residuos de 

cisteína, puentes salinos entre residuos de ácido 

(ácido aspártico y ácido glutámico) y residuos 

de bases (lisina, histidina y arginina). 

Factores que disminuyen la temperatura de transición vítrea 

Aditivos como plastificantes Agua u otros plastificantes. 

Flexibilidad de grupos principales 

Enlaces-Ф (N-Cα) y enlaces-ψ (C´-Cα), aunque 

hay limitaciones estéricas en las que los ángulos 

son permitidos. 

Asimetría de los grupos laterales Secuencias en la estructura primaria. 

Grupos no polares 

Residuos hidrofóbicos (prolina, glicina, 

fenilalanina, alanina, valina, leucina, isoleucina 

y metionina). 
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Dado que las proteínas contienen grandes cantidades de interacciones intermoleculares con una 

gran variedad de fuerzas, cualquier tratamiento teórico de su temperatura de transición vítrea (Tg) 

debe tomar estas interacciones en cuenta. Mientras que muchos polímeros sintéticos son 

homopolímeros con una sola unidad de repetición, las proteínas son heteropolímeros con una 

amplia variedad de grupos laterales que son capaces de interactuar con una variedad de fuerzas. El 

fenómeno de transición vítrea se ve afectada por las características de las macromoléculas, tales 

como flexibilidad, longitud de las cadenas, tamaño y polaridad de los grupos laterales, peso 

molecular, presencia de enlaces covalentes intermoleculares y el contenido de plastificantes, Tabla 

2 [132]. 

Las técnicas más comunes que se utilizan para medir la Tg de los polímeros incluyen la calorimetría 

diferencial de barrido (DSC) y análisis térmico-dinámico-mecánico (DMTA). La Tg aparece como 

un escalón en la línea base del DSC, lo que resulta de un cambio en la capacidad calorífica 

(entalpía), Figura 7 [133]. 

 
Figura 7. Cambio general en el módulo de almacenamiento de proteínas y polímeros sintéticos 

con un cambio de temperatura.  

Se han estudiado las transiciones vítreas y el comportamiento de relajación de proteínas secas o 

semisecas, la Tg de proteínas secas sin plastificante varía dependiendo de la composición de 

aminoácidos, pero está típicamente en el rango de 120 a 250 oC [134].  

Hasta hace poco, no podían ser estudiados los materiales en polvo por técnicas de relajación 

mecánicos como DMA. Sin embargo, ahora es posible obtenerlos por técnicas calorimétricas, 

aunque puede ser difícil distinguir la temperatura de transición vítrea (Tg) y la temperatura de 

desnaturalización (Td) si se encuentran demasiado cercanas. Es fácil distinguir la Tg en proteínas, 

que ya han perdido parte de su estructura terciaria cuando se tienen bajos contenidos de humedad 

[135]. Por otra parte, técnicas moduladas de DSC, pueden resolver la superposición de eventos 

térmicos en proteínas aisladas, utilizando tasas de calefacción oscilante [136].   

3.6.3.2 Desnaturalización y temperatura de fusión 

La desnaturalización es el proceso de transformación de una proteína a una conformación no 

nativa, sin embargo, todavía pueden haber estructura residual en su estado nativo, dependiendo de 

las condiciones, la desnaturalización puede ser reversible o irreversible [137]. Cuando estudiamos 

la temperatura de desnaturalización (Td) inducida térmicamente por DSC, la Td es el pico 
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endotérmico, en solución, este se produce normalmente por debajo de 100 oC [138]. El punto 

medio en el pico endotérmico de desnaturalización es a menudo llamado temperatura de fusión de 

la proteína (Tf), por analogía con la fusión de los sólidos. No obstante la Tf de proteínas también 

es un caso endotérmico que no se debe equiparar con la temperatura de fusión de los cristales en 

polímeros sintéticos, ya que la estructura nativa de las proteínas no es una típica conformación 

rígida, sino una aproximación promedio y estados desnaturalizados todavía pueden ser 

desplegados [115]. En contraste, la fusión en polímeros se entiende que normalmente implica un 

cambio de un estado de cadenas alineadas a un estado amorfo móvil [139]. 

Procesos endotérmicos en seco o con proteínas parcialmente hidratadas también han sido 

identificados como desnaturalización de proteínas. En tales casos, la Td depende del contenido de 

humedad y aumenta a medida que disminuye el contenido de humedad [138]. Se pueden observar 

múltiples Td si está presente más de una proteína, pero la presencia de dos picos no siempre 

significa que esté presente más de una proteína, debido a que las proteínas son heteropolímeros 

complejos con una amplia variedad de interacciones, las diferentes partes de una sola cadena puede 

responder de manera diferente y contribuir con múltiples eventos térmicos [140].  

Los comportamientos de desnaturalización de proteínas en solución y de proteínas secas (o con 

plastificante) son relevantes para el procesamiento de materiales termoplásticos basados en 

proteínas. La formación de un artículo de plástico consolidado requiere nuevas interacciones 

intermoleculares que se formen a expensas de las interacciones intramoleculares existentes en la 

proteína. Esto implicaría que un plástico consolidado ya no contiene a las proteínas en su estado 

nativo y que en algunas ocasiones la desnaturalización es necesaria [141]. Los estudios de 

desnaturalización en solución demostraron que se mantiene un poco de orden después del proceso, 

la implicación de esto para materiales termoplásticos basados en proteínas es que la estructura 

secundaria puede permanecer por encima de la Td y su presencia puede influir en el 

comportamiento térmico y las propiedades reológicas.  

3.6.3.3 Agregación 

La agregación térmica de las proteínas se caracteriza a menudo como un modelo de dos estados: 

el primero es un despliegue reversible seguido de una agregación irreversible. Se ha argumentado 

que la agregación no requiere proteínas totalmente desplegadas, simplemente el despliegue de 

algunas regiones para permitir la formación de nuevas interacciones intermoleculares. Los 

procesos de agregación son importantes en la obtención de termoplásticos con base en proteínas, 

debido a que se requieren nuevas interacciones entre las múltiples cadenas poliméricas, para 

impartir fuerza mecánica después de la consolidación pero la agregación excesiva en la masa 

fundida puede causar dificultades durante el procesamiento. También puede haber ramificaciones 

que aumentan la viscosidad, si se produce un aumento en la agregación después de cada ciclo de 

calentamiento [139]. La estructura primaria de una proteína es la que determina su tendencia a 

formar enlaces covalentes cruzados, así como su sensibilidad hacia la plastificación o movilidad 

de la cadena.  

3.6.3.4 Degradación  

La razón por la que la degradación es importante es que impone límites superiores de temperatura 

en el procesamiento para termoplásticos. Los cambios en las propiedades mecánicas y el aumento 

de la solubilidad indican degradación de proteínas. Los principales productos que se forman de la 
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degradación de proteínas son H2O, CO2 y NH3. Aunque la temperatura óptima de procesamiento 

depende tanto de la secuencia de aminoácidos de las proteínas como del nivel de plastificación 

utilizado [113], esta debe estar por encima de la temperatura de ablandamiento pero por debajo de 

las temperaturas que causan degradación excesiva. Para las proteínas, la temperatura de 

ablandamiento o fusión es típicamente 40 °C por encima de la Tg [142]. Las temperaturas típicas 

del procesamiento de proteínas están en el rango de 70-130 °C. 

3.6.4 Plastificante 

La temperatura de trabajo durante el proceso de obtención de bioplásticos es un parámetro crítico, 

ya que la movilidad de las cadenas poliméricas estabilizadas por enlaces de hidrógeno, las 

interacciones hidrofóbicas y los enlaces disulfuro [124] aumentan con un aumento de temperatura, 

pero las interacciones hidrofóbicas y agregación que siguen a la desnaturalización restringen el 

movimiento de la cadena [143]. 

La mayoría de los plásticos sintéticos tienen una Tg por debajo de 100 oC, mientras que las 

proteínas con menos de un 5% de contenido de humedad muestran temperaturas de transición 

vítrea cercanas o por encima de su temperatura de descomposición [144]. Calentamiento adicional 

por encima de la Tg por encima del punto de reblandecimiento o por encima de la Tf se traduce en 

un material de baja viscosidad que puede ser fácilmente procesado. En consecuencia, el uso de 

plastificantes u otros aditivos para aumentar la movilidad de la cadena se ha convertido en algo 

esencial para prevenir la degradación de proteínas y aumentar su procesabilidad [145].  

Los plastificantes son moléculas con bajo peso molecular y baja volatilidad que modifican la 

estructura tridimensional de las proteínas, reducen las fuerzas intermoleculares y aumentan la 

movilidad de las cadenas poliméricas. Además, reducen la temperatura de transición vítrea del 

material termoplástico. Los plastificantes son un componente necesario para superar la fragilidad 

de los materiales con base en proteínas, así como para ayudar a evitar roturas o rasgaduras durante 

el manejo y almacenamiento posteriores, el agua es el plastificante más común [146]. 

El agua se considera un plastificante natural y se utiliza ampliamente durante la obtención de 

bioplásticos con base en proteínas. Su pequeño tamaño le permite maniobrar fácilmente a través 

de pequeñas aberturas entre cadenas. Cada molécula de plastificante puede interactuar con una 

cadena de proteína, lo que implica que en fracciones de masa iguales, el agua es normalmente más 

eficientes que otros plastificantes [142]. El efecto del contenido de humedad en la temperatura de 

transición vítrea se ha estudiado ampliamente y se encontró que el agua no solo reduce la 

temperatura de transición vítrea sino también la temperatura a la que las interacciones secundarias 

entre cadenas poliméricas de proteínas se forman, actúa como un medio de dispersión, plastificante 

y disolvente, influyendo en la disolución, viscosidad de la mezcla y la deformación de partículas 

dispersas [144]. El agua tiene un bajo peso molecular y muy baja temperatura de transición vítrea 

(-135 oC), por lo que es un plastificante muy eficiente para proteínas. En la Tabla 3 se observa el 

efecto del agua en la reducción de la temperatura de transición vítrea (Tg). El agua entra en la red 

de proteínas e interactúa con las cadenas laterales fácilmente accesibles de aminoácidos polares 

mediante puentes de hidrógeno, previniendo así las interacciones proteína-proteína y conduciendo 

de ese modo a la plastificación.  
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Tabla 3. Efecto del contenido de humedad en la temperatura de transición vítrea (Tg) de 

diferentes bioplásticos con base en proteínas [113]. 

Fuente de proteína 
Tg en oC al porcentaje de agua Técnica de 

análisis 0 5 10 15 20 25 30 

Harina de gluten de 

maíz 
178 100 70 55 45 40 30 MDSC 

Zeina 139 70 40 10 <0   DSC 

Caseína 210 140 90 70 50 40 25 
DMTA, PTA, 

DSC 

Soya 172 105 80 60 45 35 35  

Gluten de trigo 162 110 65 40 20 18 <18  

Otro plastificante muy común para las proteínas es el glicerol, una molécula pequeña y soluble en 

agua, que muestra efectos plastificantes similares a los del agua, ya que penetra con facilidad la 

superficie plegada de la proteína para interactuar con los aminoácidos polares [147]. La diferencia 

más importante entre el glicerol y el agua es la alta viscosidad del glicerol, que ha demostrado 

induce disipación viscosa de calor durante la mezcla con gluten de trigo [124].  El glicerol y el 

agua son plastificantes eficaces, debido a su bajo peso molecular y la capacidad de interactuar con 

residuos polares en la proteína. No obstante los estudios han observado la migración del 

plastificante durante el almacenamiento de los plásticos con base en proteínas [148]. En 

condiciones secas, el agua no unida se evapora fácilmente lo que reduce su efecto plastificante, la 

baja permanencia de un plastificante en el producto es muy importante, ya que se asegura que las 

propiedades del material son consistentes a cuando fue producido [149]. 

El consenso general es que las interacciones hidrofóbicas gobiernan las asociaciones de cadenas 

de proteínas durante el moldeo por inyección aunque los plastificantes polares como el glicerol y 

el agua no son capaces de interactuar con las zonas hidrofóbicas en la cadena polipeptídica. Las 

zonas hidrófobas sólo serán capaces de interactuar una con otra y no con el plastificante polar, 

formando densos dominios estructurales envasados [144]. Otras sustancias como los plastificantes 

anfifílicos tienen una composición química similar a las proteínas, que contienen ambos grupos 

polares y no polares [150].  

Las proteínas se estabilizan principalmente por enlaces de hidrógeno, pero las interacciones 

hidrofóbicas también juegan un papel importante. Pommet y colaboradores probaron varios 

plastificantes para la producción de materiales termoplásticos con base en gluten de trigo; se 

seleccionaron 23 plastificantes y se usaron al 30% en peso para obtener el material. Se encontró 

que los plastificantes con pocos grupos hidrófilos eran incompatibles con el gluten de trigo y no 

se formaba un material consolidado, otro resultado interesante que se encontró fue que el ácido 

láctico tenía la eficiencia más alta como plastificación, mientras que el ácido octanoico fue el 

menos eficiente, principalmente debido a su hidrofobicidad. El ácido láctico contiene grupos 

hidroxilo y carboxilo, esto favorece las interacciones con diferentes cadenas laterales de 

aminoácidos, en comparación con otros plastificantes. Un beneficio adicional de las condiciones 

ácidas fue el prevención de la formación de enlaces disulfuro, ya que ésta se ve favorecida en 

condiciones alcalinas [124].  
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En resumen un plastificante eficiente tendrá un bajo punto de fusión, baja volatilidad y una buena 

compatibilidad con la proteína. La eficiencia de plastificación es generalmente proporcional a la 

masa molecular e inversamente proporcional al porcentaje de grupos hidrófilos del plastificante 

[151]. Un plastificante que funciona para una proteína no necesariamente debe tener éxito con otra 

proteína, esto debido a la amplia gama de posibles secuencias de aminoácidos. Por esa razón, es 

importante llevar a cabo investigaciones preliminares para poder designar un plastificante 

compatible y poder predecir su efecto reológico en la red de proteínas [113]. 

La Figura 8 ilustra cómo la plastificación y el calentamiento por encima de la temperatura de 

transición vítrea y el punto de reblandecimiento permitirá que un material se convierta en un 

producto comercial. El uso de un plastificante reduce la Tg con el punto de reblandecimiento y 

cuando el punto de reblandecimiento está por debajo de la temperatura de descomposición, el 

material debe ser fácilmente procesables. Los plastificantes mejoran la procesabilidad 

interponiéndose entre las cadenas de polímero y alterando las fuerzas que existen entre ellas [147]. 

Esto se produce a través de dos mecanismos: lubricación y aumento de volumen libre, reducen los 

puentes de hidrógeno, Van der Waals o interacciones iónicas a través de la formación de 

interacciones plastificante-polímero. La cantidad adecuada de plastificante reducirá la necesidad 

de energía mecánica, lo que resulta en un material menos perturbado y de mejor calidad [152]. 

 
Figura 8. Representación esquemática de un proceso termoplástico aplicado a un material con 

base en proteínas. 

3.6.5 Moldeado por inyección 

Las mezclas de proteínas/plastificantes (bioplásticos) pueden procesarse utilizando las tecnologías 

existentes que son utilizadas para el procesamiento de plásticos comunes: desde métodos 

fisicoquímicos, de fundición o termoplásticos/mecánicos (moldeo por compresión o extrusión). 

De estos procesos, el moldeado por inyección es una de las técnicas de procesamiento de polímeros 

más versátiles y cada vez más utilizadas [153], el moldeado por inyección es particularmente útil 

para materiales poliméricos (por ejemplo, proteínas) que se desvían de un comportamiento 

termoplástico típico. Consiste en un proceso de dos etapas: el primero es un paso de mezcla 

seguido del moldeo por inyección adecuado. Es importante controlar las condiciones de 

procesamiento en la etapa mezclado y en el proceso de inyección posterior, seleccionando las 

Moldeado del producto

Temperatura (oC)

Producto plastificado 
terminadoProducto terminado con 

perdida de plastificante

Material de inicio Transición vítrea 

Ablandamiento

El material es suave y gomoso

Contenido de plastificante



3. Marco Teórico 
 

 

36 

 
 

condiciones apropiadas para garantizar una velocidad de inyección óptima, relacionada con la 

reducción en la velocidad del pistón, esto permite que la masa se inserte en el molde [154]. 

Dependiendo de las condiciones seleccionadas (por ejemplo, tiempo de mezcla o presión de 

inyección), los biocompuestos fabricados exhibirían diferentes propiedades (es decir, una alta 

absorción de agua para ser considerado como materiales absorbentes adecuados) para 

considerarlos para aplicaciones específicas [155]. 

 3.6.5.1 Etapa de extrusión o mezclado 

 Casi todos los termoplásticos se procesan por extrusión en alguna etapa de su fabricación. Antes 

de procesar un bioplástico, es necesario obtener una masa, que es una mezcla de concentrado de 

proteínas y plastificante o bien, cuando se trata de un composito, una mezcla de polímero, 

plastificante y concentrado proteína o fibra [156]. La etapa de extrusión juega un papel importante 

en el establecimiento de las propiedades del polímero, ya que el material puede hacerse 

termoplástico bajo condiciones especiales de calor y cizallamiento.  

Como regla general, durante la etapa de mezclado se debe seleccionar un procesamiento moderado. 

Tal procesamiento incluye un tiempo de residencia corto, configuración moderada de los tornillos, 

bajas temperaturas de procesamiento y, si es necesario, secado previo de los materiales. De lo 

contrario, puede ocurrir un daño que produce efectos negativos durante el posterior proceso de 

moldeo por inyección, debido a la exposición del material al estrés térmico. Por un lado, se 

requieren largos periodos de mezclado para obtener una masa homogénea pero al mismo tiempo 

se deben evitar períodos de mezcla excesivamente largos, para evitar estructuras inducidas por 

cizalla [157]. 

3.6.5.2 Etapa de moldeo por inyección 

El moldeo por inyección es el proceso más utilizado para la producción de termoplásticos, 

especialmente para aquellos que son de forma compleja y requieren alta precisión dimensional. Es 

el método de moldeo más utilizado en la industria para la producción de compuestos de polímeros, 

debido a su simplicidad y su rápido ciclo de procesamiento. La máquina de moldeo por inyección 

inyecta una cantidad medida de mezcla en el molde dando como resultado el producto deseado. Se 

compone de tres secciones principales: la unidad de inyección, el molde y la unidad de expulsión 

y sujeción [158]. 

La unidad de inyección consiste en un barril calentado que tiene un tornillo de compresión. La 

función del barril caliente es proporcionar calor a la matriz polimérica, para que se derrita antes de 

la inyección. La función del tornillo es inyectar la mezcla en el molde cerrado que actúa como un 

pistón. Las cavidades en el molde son la réplica de la geometría deseada del producto. Los moldes 

consisten en bobinas de enfriamiento y/o calentamiento para regular la temperatura del molde. La 

temperatura del molde determina la velocidad de enfriamiento del producto. La unidad de sujeción 

sujeta firmemente el molde contra la presión de inyección, para evitar la formación de rebabas y 

la unidad eyectora acciona los expulsores en el molde, para expulsar la pieza cuando se completa 

el ciclo. Generalmente, el ciclo de moldeo por inyección comienza desde la posición de cierre del 

molde. Después de que el molde se cierra, la unidad de sujeción lo sujeta firmemente. Mientras 

tanto, el tornillo se retrae a su posición posterior y luego inyecta la mezcla fundida con la presión 

de inyección y la velocidad deseadas en la cavidad del molde. La mezcla inyectada se contrae 

durante la solidificación y para compensar que el tornillo se mantenga hacia adelante se aplica la 
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presión de retención deseada durante algún tiempo. Después de este punto se permite que la pieza 

se enfríe lo suficiente, como para poder soportar la fuerza del eyector y cumplir con las 

dimensiones deseadas. El molde se expulsa y el ciclo se repite [158]. 

La típica máquina de moldeo por inyección está diseñada para la fabricación de termoplásticos y 

la misma se utiliza para la fabricación de bioplasticos con base en proteínas sin ningún cambio 

importante. Como las propiedades de las proteínas naturales obtenidas son diferentes de las 

propiedades de las fibras sintéticas utilizadas en la fabricación de termoplásticos tradicionales, es 

necesario comprender los diversos parámetros del proceso de la máquina de moldeo por inyección 

y sus efectos para lograr los compuestos deseados. Hay varios parámetros de proceso a tener en 

cuenta durante el moldeo por inyección. La optimización de estos parámetros del proceso conduce 

a una reducción en el tiempo del ciclo y, como resultado, una reducción en el costo operativo y 

una mayor productividad. Los parámetros importantes del proceso se identifican como temperatura 

del cilindro, velocidad de inyección, tiempo de inyección, presión de inyección, temperatura del 

molde y contrapresión [158]. 

3.6.5.3 Temperatura de la unidad de inyección 

La temperatura del cilindro de inyección es un parámetro importante del proceso, ya que influye 

directamente en las propiedades del producto final. La fusión de la matriz polimérica tiene lugar 

en el cilindro por lo tanto la temperatura de esta zona depende de la temperatura de procesamiento 

de la matriz utilizada. La temperatura del cilindro debe ajustarse cuidadosamente, ya que la 

viscosidad de la mezcla se reduce a medida que aumenta la temperatura, pero al mismo tiempo, 

las temperaturas más altas pueden conducir a la degradación de la matriz [158]. 

3.6.5.4 Velocidad de inyección 

La velocidad de inyección es un parámetro importante del proceso durante el moldeo por inyección 

de termoplásticos. Depende de la viscosidad de fusión del polímero y de la carga de mezcla. La 

velocidad de inyección tiene que incrementarse con el aumento de la viscosidad de la masa 

fundida, ya que se hace difícil que la mezcla viscosa fluya hacia cavidades delgadas. La alta 

velocidad de inyección provoca altas velocidades de cizallamiento al pasar por el molde, lo que 

generalmente reduce la viscosidad de la masa fundida. La velocidad de inyección debería ser más 

rápida en caso de moldes que tienen una sección transversal delgada o en caso de moldes de 

múltiples cavidades y se mantiene relativamente más lenta para piezas gruesas [158].  

3.6.5.5 Tiempo de inyección 

El tiempo de inyección depende directamente del tiempo en que el material deja de fluir debido a 

su solidificación en la entrada de la cavidad del molde. El tiempo de inyección consiste en el 

tiempo de llenado y el tiempo de retención. El tiempo de sellado de la entrada del molde se 

determina midiendo el peso del producto a intervalos regulares mientras se aumenta el tiempo de 

inyección hasta que el peso del producto se vuelve constante. Si el tiempo de inyección es menor, 

significa que la presión de retención se elimina antes de que el material se solidifique, el material 

en las cavidades del molde volvería a fluir debido a la alta presión en la cavidad del molde que 

conduce a varios defectos como huecos, hundimientos y desajustes dimensionales. Por lo tanto, 

para optimizar el tiempo de inyección, el tiempo de retención debe reducirse gradualmente hasta 

que se logre el tiempo de retención óptimo (hasta la solidificación del material en la entrada del 

molde) [158]. 
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3.6.5.6 Presión de inyección 

La presión de inyección consiste en la presión de llenado y la presión de retención. La presión de 

llenado durante el moldeo por inyección suele ser mayor que la presión de retención. Debe poder 

inyectar del 90 al 95% del volumen de inyección en la cavidad del molde. Idealmente, la presión 

de llenado debería ser la presión máxima que se puede lograr sin molde, pero una presión alta 

conduciría a mayores tensiones en la pieza moldeada. La presión de mantenimiento es importante 

para superar la contracción durante la solidificación a baja temperatura del polímero cristalino. La 

presión de mantenimiento debe establecerse de acuerdo con las propiedades de contracción del 

material. La alta presión de retención también reduce los defectos de vacío y hundimiento, pero 

debe regularse cuidadosamente, ya que la alta presión de retención también conduce a la formación 

de rebabas [158]. 

3.6.5.7 Temperatura del molde 

La temperatura del molde también es un parámetro importante en el proceso de moldeo por 

inyección. La temperatura del molde se puede regular mediante el uso de calentadores y los canales 

de enfriamiento provistos en el molde. Las bajas temperaturas del molde se pueden lograr 

utilizando canales de agua de enfriamiento, que toman continuamente el calor del molde, pero la 

baja temperatura del molde conduce a un enfriamiento rápido de la parte que resulta en el 

desarrollo de tensiones residuales. Se desea una temperatura alta del molde para obtener piezas 

brillantes. Para evitar la deformación, las piezas moldeadas deben enfriarse por debajo de la 

temperatura de deflexión térmica [158]. 

3.6.6. Biocompositos 

Los biocompositos son sistemas multicomponentes que se constituyen principalmente de 

polímeros sintéticos y naturales como las proteínas. La mezcla de polímeros naturales o sintéticos 

es a menudo un medio eficiente y económico para abordar muchos de los problemas que enfrentan 

los bioplásticos con base en proteínas, incluida la resistencia limitada a la humedad, degradación 

rápida y desempeño insatisfactorio, particularmente en ambientes húmedos. La mezcla de 

polímeros ofrece las siguientes ventajas: proporcionar materiales con un conjunto completo de 

propiedades deseadas a bajo costo; ampliar la aplicación de materiales sintéticos capitalizando el 

máximo rendimiento posible de la mezcla; mejora propiedades específicas tales como resistencia 

al impacto o resistencia a solventes, la procesabilidad, uniformidad del producto y reducción de la 

producción de desechos. En general, las mezclas efectivas pueden proporcionar ventajas sobre los 

polímeros individuales en términos de procesabilidad, rendimiento y costo [159]. 

La combinación de proteínas con polímeros termoplásticos biodegradables es particularmente 

interesante, porque las mezclas resultantes generalmente conservan su biodegradabilidad. Algunos 

de los polímeros potenciales estudiados que podrían retener la biodegradabilidad de las proteínas 

y mejorar el rendimiento incluyen poli (adipato de butileno-co-ftalato de butileno) (PBAT), 

polihidroxi (butirato-co-valerato) (PHBV), poli (succinato de butileno) (PBS), policaprolactona 

(PCL), poli (ácido láctico) o combinaciones [159]. Sin embargo, el principal problema encontrado 

al usar polímeros de base biológica es su adhesión interfacial bastante pobre. La pobre adhesividad 

da como resultado baja resistencia, rigidez relativamente baja y alta absorción de humedad. Una 

forma de mejorar la mala adhesión es una modificación de la interfase de la matriz y la proteína. 
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Sin embargo, el pretratamiento de la superficie normalmente aumenta tanto los pasos de 

procesamiento como su costo [158].  

Debido a la facilidad de fabricación, la alta tasa de producción y la alta variabilidad del proceso, 

el moldeo por inyección se ha utilizado ampliamente en la industria de producción de 

biocompositos, sin embargo, al procesar biocompositos se debe considerar ajustes al proceso. En 

particular, de debe tener en cuenta la absorción de humedad de las fibras y la sensibilidad térmica 

ya que conducen a menores propiedades mecánicas, decoloracion, desarrollo de olores y 

fluctuaciones de procesamiento. Exposición extensa al estrés térmico debe evitarse porque puede 

producir carbonización en la superficie, lo que a su vez afecta de forma negativa las propiedades 

mecánicas. Cuando se produce un biocomposito, el material de la matriz debe tener un punto de 

fusión relativamente bajo, para exponer el polímero natural a la menor cantidad de estrés térmico 

posible. Los parámetros de procesamiento deben seleccionarse en consecuencia, para que el ciclo 

y los tiempos de residencia del material sean lo más corto posibles [158].   

3.6.7 Propiedades del material obtenido 

Las propiedades finales del bioplástico son fuertemente influenciadas por las condiciones de 

procesamiento y la fuente de proteínas [160]. La solubilidad, absorción de agua, descomposición 

térmica y las propiedades mecánicas pueden estar relacionadas con las características estructurales 

de las cadenas de proteína en el producto final [161]. 

3.6.7.1 Solubilidad 

La solubilidad de las proteínas antes y después del procesamiento a menudo se considera como un 

buen indicador de la formación de interacciones covalentes durante el procesamiento. La 

solubilidad en agua puede indicar el tipo de interacciones que se formaron durante el proceso en 

las formas siguientes: 

1. Generalmente, el agua sola se puede usar para determinar la fracción total insoluble. 

2. Las moléculas de proteínas que están sueltas o no asociadas deben disolverse en sistemas 

tampón. 

3. La disolución en soluciones de dodecil sulfato de sodio (SDS) podría ser indicativo de 

interacciones hidrofóbicas o electrostáticas entre cadenas de proteínas. 

4. Fracciones insolubles en SDS pueden solubilizarse con la adición de reactivos reductores 

que rompan los enlaces cruzados. 

Se han realizados amplias investigaciones de los cambios en la solubilidad en sistemas de proteína 

en agua a altas temperaturas, así como en soluciones de SDS con agentes reductores. En todos los 

casos, la solubilidad se reducía cuando la temperatura de calentamiento se incrementó. Se cree que 

tras el calentamiento se forman enlaces disulfuro y no disulfuro, lo que reduce la solubilidad, sin 

embargo, la exposición a altas temperaturas y bajos contenidos de humedad provoca un aumento 

en la solubilidad, que se atribuye a la degradación de proteínas. Por otra parte las proteínas que 

contienen altas cantidades de cisteína, mantienen su integridad estructural a altas temperaturas, 

esto se atribuye a la formación de enlaces covalentes cruzados [162].  
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3.6.7.2 Absorción de agua 

La absorción de agua es una prueba cualitativa para el análisis de la densidad reticular de los 

bioplásticos con base en proteína, que puede ser relacionado con las propiedades mecánicas. No 

obstante, en algunos casos, la absorción de agua debe ser controlada, independientemente de la 

densidad reticular, en función del uso previsto de los bioplásticos. Huang y colaboradores 

investigaron el efecto de la temperatura en las propiedades físicas y mecánicas de bioplásticos con 

base en mezclas de proteína de soja-almidón, mediante un proceso de moldeo por inyección. En 

este trabajo se observó que la absorción de agua disminuyó y las propiedades de tracción 

aumentaron con el aumento de temperatura, hasta 130 oC. La disminución en la absorción de agua 

y el aumento de las propiedades mecánicas se atribuyó al aumento de las interacciones entre 

proteínas después del procedimiento. Por encima de 130 oC, la absorción de agua aumentó 

ligeramente, acompañado por una ligera disminución en la resistencia a la tracción y alargamiento 

a la rotura, indicativo de la degradación de proteínas [163].  

Pommet y colaboradores investigaron el comportamiento de absorción de agua del gluten de trigo 

extruido, utilizando diversos tipos de plastificantes. El uso de ácido láctico como plastificante 

causo la desintegración del bioplástico después de la inmersión en agua, debido a la reducción de 

la agregación y la densidad reticular en condiciones ácidas. La disminución de la absorción de 

agua se observó para materiales procesados a temperaturas más altas, como resultado de un 

aumento de la densidad reticular. En cambio, cuando se utiliza ácido octanoico como plastificante, 

se vio afectada la absorción de agua por el aumento de las temperaturas de procesamiento. La 

absorción de agua se redujo mediante el uso de un plastificante hidrófobo y el grado de 

reticulación. Por lo tanto, los plastificantes hidrófobos pueden ser utilizados para reducir la 

sensibilidad de los materiales al agua. Por lo general, los plastificantes hidrófobos no formarán 

bioplásticos homogéneos debido a su falta de compatibilidad. Incluso después de hacerlos 

reaccionar químicamente con la proteína, la eficiencia de plastificación fue baja a pesar de que la 

reducción de la absorción de agua es un resultado útil [164].  

A partir de estos estudios, se puede concluir que la absorción de agua no sólo está influenciada por 

los enlaces covalentes, sino también por la capacidad de la proteína para interactuar con agua. La 

exposición de grupos hidrófobos, ya sea por reordenamiento de la cadena o por los aditivos 

químicos, también puede influir en la absorción de agua. Sin embargo, en ausencia de estos 

aditivos, es mucho más difícil obtener un buen producto [113]. 

3.6.7.3 Propiedades mecánicas 

Las propiedades mecánicas de los polímeros están fuertemente asociadas con la distribución y 

concentración de las interacciones inter e intra-moleculares permitidas por la secuencia de 

aminoácidos de las cadenas polipeptídicas [126]. La extrusión y otras técnicas de procesamiento 

térmico dan lugar a reordenamientos y nuevas interacciones, las cuales pueden ser ajustadas con 

el uso de plastificantes y aditivos químicos. En general, los verdaderos plastificantes aumentarán 

la flexibilidad e inducirán un incremento en la extensibilidad del producto moldeado. Por otro lado, 

el aumento de las interacciones moleculares dará lugar a un material con mayor resistencia a la 

tracción y rigidez. Severas condiciones de procesamiento pueden conducir a la degradación de 

proteína y afectar adversamente las propiedades mecánicas del material obtenido [113]. La Tabla 

4 resume algunas de las propiedades mecánicas de diversos bioplásticos con base en proteínas 

plastificadas con glicerol o agua.  
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Tabla 4. Propiedades mecánicas de proteínas procesadas mediante un proceso termo-mecánico, 

plastificadas con agua y glicerol. 

Proteína 
Contenido de 

plastificante (%) 

Esfuerzo a la 

tensión (MPa) 

Módulo de Young 

(MPa) 

Elongación 

(%) 

SPI/almidón de 

maíz (1:1) 
11.5 (W:G = 0.3) 2.9–3.9 28–46 69–95 

SFPI 
4–22 (G) 

18 (W) 
10.6–16.1 500–2000 0.58–1.8 

Almidón – 

Zeina (4:1) 

11.5–12.5 (G) 

6.6–8 (W) 
22–25  4.7–5.3 

SPFI 
37 (G) 

10.5 (W) 
3.2 18 73 

SPI/almidón de 

maíz (1:0.66) 
46.4 (G) 3.09 104 45 

Suero de 

proteína 

18.4 (G) 

15.4 (W) 
3.1–4.1 31–47 121–132 

Zeina 0–10 (SDS) 17.3–22.4 186–299 11–13 

SPI: Proteína aislada de soya SFPI: Proteína aislada de girasol W: Agua G: Glicerol 

3.7 Electrohilado 

El electrohilado, una variante del hilado por electrostática o electroespreado, es actualmente la 

única técnica que puede producir fibras ultrafinas continuas de diámetros de micrómetros a 

nanómetros. El electrohilado es un enfoque para producir fibras a partir de una solución de 

polímero bajo la influencia de fuerzas electrostáticas. El equipo de electrohilado típico está 

compuesto por cuatro componentes principales:  

 

1. Fuente de alimentación de CC capaz de suministrar más de 10 kV. 

2. Tuvo capilar con hilador (comúnmente una jeringa conectada a una aguja) donde se forma 

el hilo de fibra. 

3. Bomba para suministrar solución de polímero a la jeringa. 

4. Colector, que también actúa como contraelectrodo. 

En un proceso típico de electrohilado se utiliza alto voltaje para crear un chorro de solución 

polimérica cargado eléctricamente, que se seca para dejar una fibra polimérica [164]. La 

solución se alimenta a través de la aguja a una velocidad constante usando una bomba para 

jeringa. Cuando se aplica alto voltaje, la gota colgante de solución de polímero en la boquilla 

de la aguja se carga estáticamente y las cargas inducidas son uniformemente distribuidas sobre 

la superficie [165]. La tensión superficial de la gota normalmente daría como resultado una 

esfera en equilibrio pero la gota está distorsionada en el campo eléctrico, debido a que las 

cargas dentro de la gota migran a la superficie del colector. La acumulación de carga provoca 

una protuberancia que aparece en el extremo de la gota, distorsionando la gota en una forma 

cónica conocido como el cono de Taylor [166]. Con el incremento en el campo de fuerza, la 

fuerza electrostática repulsiva supera la tensión superficial y un chorro de fluido cargado se 

expulsa de la punta del cono de Taylor cuando se alcanza el valor crítico. La solución de 
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polímero se descarga como un chorro que luego se somete a un proceso de estiramiento y 

golpeteo (una serie de bucles conectados) lo que lleva a la formación de un hilo largo y fino. 

A medida que el solvente se evapora, las fibras sólidas de polímero con diámetros que van 

desde micrómetros a nanómetros, se forman y se colocan sobre una pantalla de metal o tambor 

colector conectado a tierra, Figura 9 [167].  

Figura 9. Equipo de electrohilado. 

Durante el proceso de electrohilado, la formación de fibras está controlada por los procesos 

simultáneos de evaporación del solvente y alargamiento de las fibras [168]. Como el disolvente se 

elimina del polímero en escalas de tiempo inferiores a un segundo, las cadenas moleculares están 

altamente alineadas, pero generalmente no tienen tiempo suficiente para formar una estructura bien 

definida a microescala. Como resultado, para polímeros cristalinos o semicristalinos hay un retraso 

en el proceso de cristalización [169]. La morfología y el diámetro de las fibras electrohiladas 

dependen de un número de parámetros que incluyen: (a) parámetros de la sustancia, incluyendo 

las propiedades del propio polímero y las propiedades de la solución intrínseca, como viscosidad 

(o concentración), conductividad y tensión superficial; y (b) parámetros del proceso [170], 

incluidas las condiciones de operación (como el potencial eléctrico aplicado y la distancia entre 

punta y colector) y parámetros ambientales (como temperatura y humedad) [171]. 

3.7.1 Parámetros asociados a la solución de proteína 

Los parámetros asociados a la solución están muy bien documentados en la literatura y se han 

investigado muchas combinaciones de polímeros y solventes de uso común [172]. La elección de 

la solución a menudo está dictada por la necesidad de formar fibras de un material dado y, como 

tal, la solución debe hacerse de modo que los siguientes parámetros sean propicios para el 

electrohilado: 

 

• Viscosidad 

• Conductividad 

• Tensión superficial 

• Elasticidad 

 

Los métodos que pueden emplearse para alterar las propiedades de la solución son numerosos e 

incluyen la alteración de la concentración, la elección del disolvente, el peso molecular del 

polímero y el uso de aditivos. 

 

Cono de 

Taylor

V

Solución de 

polímero
Bomba

Fuente de 

alimentación de 

alto voltaje

Colector

Chorro de 

polímero
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3.7.1.1 Viscosidad 

La viscosidad de la solución depende de la concentración (porcentaje de polímero 

en solución), el peso molecular del polímero, la temperatura ambiente y la presencia de impurezas 

en la solución [173]. La viscosidad puede ser alterada ajustando cualquiera de estos parámetros, o 

si alguno de estos factores debe mantenerse constante, la viscosidad se puede ajustar manipulando 

condiciones operativas, como la temperatura. Se ha informado que la baja viscosidad de la solución 

es un factor importante en la formación de cuentas a lo largo de la longitud de la fibra, junto con 

varios otros parámetros [174]. La capacidad de la solución para fluir está relacionado con qué tan 

rápido y qué tan lejos pueden moverse las cadenas de polímeros individuales y puede influir en el 

diámetro de la fibra. Se cree que la creación de perlas a baja viscosidad puede estar relacionada 

con inconsistencias en la distribución del polímero cuando se mantiene dentro del solvente [175]. 

El diámetro del cordón y el espaciamiento también están relacionados con el diámetro de la fibra: 

cuanto más delgada es la fibra, más cercanas están las cuentas entre sí y así mismo menor es el 

diámetro de las cuentas. Para producir fibras consistentes y llevar a la formación de menos cuentas, 

la viscosidad de la solución se debe mantener constante. 

3.7.1.2 Conductividad 

La solución debe ser de naturaleza iónica, para que el campo eléctrico pueda fluir entre la aguja y 

el colector a través de la solución. Si una solución no es conductora, las fibras pueden no formarse. 

La conductividad puede ser alterada cambiando el polímero o el solvente, la concentración de la 

solución, o mediante la adición de aditivos como las sales. Además de la polaridad y carga de las 

moléculas en solución, la conductividad también se ve afectada por la movilidad iónica, que a su 

vez puede verse afectada por la viscosidad de la solución. La densidad de carga neta (medida como 

la cantidad de carga transportada desde la aguja al colector, por volumen de material depositado) 

está relacionado con la formación de cuentas y el diámetro de la fibra [176].  

Por lo general, la conductividad de la solución es difícil de modificar sin alterar otras características 

de la solución. En estas situaciones puede ser más fácil alterar la intensidad del campo eléctrico, 

el caudal de la solución u otras propiedades del material para lograr la calidad deseada. Para 

soluciones con muy baja conductividad, se pueden utilizar aditivos de sal. Estas sales se disocian 

en iones en solución, aumentando el contenido de iones dentro del chorro de líquido. El uso de 

grandes cantidades de sales puede causar un aumento en la viscosidad de la solución y también 

puede afectar la tensión superficial de la solución [177]. 

3.7.1.3 Constante dieléctrica 

Se ha informado que la constante dieléctrica de la solución puede tener un efecto tanto en la 

velocidad de deposición como en el diámetro de las fibras [178]. Se cree que esto es el resultado 

de la interacción del campo eléctrico interno creado en un material dieléctrico y el campo eléctrico 

externo aplicado [175]. 

3.7.1.4 Tensión superficial 

Como factor independiente, la tensión superficial puede ser muy importante, ya que el campo 

eléctrico necesita superar la tensión superficial en términos de energía, para producir el chorro de 

solución. La tensión superficial se puede manipular cambiando el material utilizado o mediante la 
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adición de tensoactivos a la solución [176]. También es un factor muy importante en el rebordeado 

de la fibra, la solución con una alta tensión superficial favorecerá la formación de cuentas [174]. 

Las cuentas tienen una mayor relación volumen por área de superficie que una fibra y, al formar 

cuentas, se reduce la energía superficial del material a medida que se crea menos superficie. Esto 

es contraproducente para el objetivo común del electrohilado, que es crear una relación muy baja 

de volumen por área de superficie de fibras. Si la tensión superficial es demasiado alta o si la 

viscosidad es demasiado baja, la fibra no se formará en absoluto y se crearán gotitas en su lugar 

en un proceso conocido como electropulverización [179]. 

3.7.1.5 Elección de solvente 

La elección del solvente utilizado en la producción de fibras puede tener un gran impacto en sus 

propiedades. Los solventes más volátiles se evaporarán más rápido, lo que reducirá la distancia de 

giro requerida. Diferentes solventes dan como resultado soluciones que contienen polímeros que 

tienen viscosidades variables, lo que puede influir en la morfología final de las fibras. También se 

ha demostrado que, para las mismas condiciones de proceso, cambiar el solvente de acetona a 

hexafluoro-2-propanol (HFIP) puede alterar las propiedades mecánicas de los materiales 

producidos. 

3.7.1.6 Elección de polímeros 

A menudo, la elección del polímero está determinada por la aplicación específica de las fibras que 

se van a producir, ya sea como andamios biodegradables, para tejidos que serán usados como 

filtros de ingeniería o bien que sean químicamente resistentes. Alterar el peso molecular del 

polímero puede variar significativamente las propiedades de la fibra. Altos pesos moleculares 

aumentarán la viscosidad de la solución incluso si la concentración de la solución es constante. El 

peso molecular del polímero también puede afectar su nivel de disolución en el solvente elegido 

[180]. 

3.7.2 Parámetros asociados al procesamiento 

Los parámetros de procesamiento que pueden influir al producir fibras incluyen: 

 Conducción de fuerza de campo eléctrico 

 Distancia /movimiento del colector en relación con la aguja 

 Cualquier campo magnético o eléctrico adicional 

 Presión hidrostática en la solución y en el caudal 

 Elección de aguja 

3.7.2.1 Fuerza del campo eléctrico 

El voltaje eléctrico requerido para producir un chorro a partir de una solución de polímero debe 

tener un potencial mayor que la energía superficial de la solución en la interfase 

solución/atmósfera. Una mayor intensidad de campo proporciona una aceleración más rápida del 

chorro emitido, cuando una masa igual de solución es expulsada. Este aumento en la velocidad del 

chorro debería reducir el grosor de la fibra o llevar a una solidificación incompleta, ya que el 

polímero llegara al colector en un tiempo más corto. Como se mencionó anteriormente, el 

electrohilado solo ocurrirá cuando la energía potencial eléctrica suministrada sea mayor que la 

energía superficial de una gotita de solución.  
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Cuando la energía potencial eléctrica se acerca al valor de la energía de la superficie, la forma de 

la gota se distorsiona para formar un cono de Taylor. Como el voltaje crítico al que ocurre esto 

depende de varios factores, incluida la tensión superficial de la solución, el diámetro de la gota y 

la intensidad del campo eléctrico (distancia al objetivo), alterar el voltaje puede compensarse con 

pequeños cambios en otros parámetros. Es sencillo mantener la intensidad de campo eléctrico 

constante cuando se utiliza un suministro de voltaje variable. Los voltajes usados durante el 

proceso de electrohilado suelen estar en el rango de 5–35 kV [164]. 

3.7.2.2 Colectores 

El tipo de colector que se utiliza en el proceso afecta la morfología de las fibras recogidas. Una 

placa colectora simple formará una estera de fibras no tejidas en una orientación aleatoria, mientras 

que otros colectores diseñados específicamente pueden recoger fibras alineadas. Los colectores 

especializados incluyen discos giratorios, tambores, entre otras formas de discos, para los cuales 

la velocidad de rotación es un factor importante que afecta la tasa de deposición de fibra [171].  

3.7.2.3 Distancia 

La distancia entre la aguja y el colector es un factor clave que determina la morfología de las fibras 

que se producen. Como se mencionó anteriormente, el alargamiento y adelgazamiento del chorro 

solo ocurre mientras el chorro está en vuelo y todavía fluye. Este alargamiento se produce debido 

a la carga de repulsión entre iones en la solución, combinada con un tirón hacia el colector. Las 

inestabilidades de flujo en el chorro pueden hacer que gire, lo que aumenta la distancia de viaje. 

Mientras que en vuelo, la solución de polímero se solidifica a medida que el disolvente se evapora, 

lo que produce la formación de fibras poliméricas. Por lo tanto, si se aumenta la distancia de giro 

aumentará el tiempo de adelgazamiento y siempre que el polímero no solidifique, el diámetro 

promedio de la fibra se reducirá. Para asegurar que este alargamiento ocurra en toda la distancia, 

el solvente, la temperatura, la humedad y la composición de la atmósfera deben mantenerse 

constantes, de manera que el chorro se solidifique antes de golpear al colector. Si el chorro no es 

sólido cuando golpea el colector, las fibras pueden formar una red. Además, el campo eléctrico 

debe ser suficiente para acelerar el chorro de polímero en toda la distancia, teniendo en cuenta las 

fuerzas opuestas, tales como resistencia al aire y concentraciones de carga localizadas. La distancia 

de giro también tiene un efecto en la intensidad de campo; a medida que esta distancia aumenta, 

el campo se debilita siguiendo una relación cuadrada inversa [181]. 

3.7.2.4 Caudal 

La velocidad a la que se expulsa la solución de polímero de la aguja es típicamente gobernada por 

la presión hidrostática, usando una bomba para jeringa. La fuerza requerida para entregar la 

solución a una velocidad constante dependerá de varios factores, incluido el diámetro de la punta 

de la jeringa y la viscosidad de la solución. Si el caudal es demasiado bajo, la solución puede 

solidificarse en la aguja, o no ser capaz de formar un cono de Taylor, debido a una deficiencia de 

solución en la punta de la aguja. Incluso cuando el caudal es suficiente para producir nanofibras, 

pueden ocurrir complicaciones debido a la velocidad de flujo, como el goteo de la solución o la 

formación de "orugas" en la punta de la aguja. Se produce una "oruga" cuando la solución se 

solidifica en la interface atmosférica formando un tubo de polímero. En la práctica, disminuir la 

distancia de giro induce a producir fibras de alta calidad. El caudal debe elegirse dependiendo de 

la elección y concentración de polímero/disolvente. El incremento en el caudal también tiene un 
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efecto durante el proceso de electrohilado en el diámetro de las fibras y en la producción de 

defectos. Esto se debe a que cuando el caudal aumenta se expulsa un mayor volumen de solución 

de la punta de la aguja al colector. Si hay un mayor volumen de solución en movimiento a una 

distancia establecida, las fibras resultantes serán más gruesas [182].  

3.7.2.5 Aguja 

El efecto del diámetro de la punta de la aguja ha sido ampliamente revisado, se concluyó que el 

diámetro interno tiene un efecto en el caudal de la solución de polímero, así como en la forma y el 

tamaño de la interfaz aire/solución, que finalmente influye en el voltaje crítico requerido para que 

se lleve a cabo el proceso de electrohilado [183, 184]. El diseño de la aguja varía mucho en la 

literatura. En la mayoría de las aplicaciones, se usa una aguja hipodérmica simple donde con la 

punta se forma una abertura plana. Las jeringas que se venden comercialmente vienen con agujas 

de diferentes medidas. 

3.7.3 Parámetros ambientales 

Como se mencionó anteriormente, los parámetros ambientales pueden cambiar en un día a otro y 

laboratorio a laboratorio. Estos parámetros ofrecen la mayor oportunidad de permitir que las fibras 

se produzcan de manera más consistente. Los factores ambientales que incluyen son: 

 Humedad 

 Temperatura 

 Composición y movimiento del gas ambiental 

3.7.3.1 Humedad 

La humedad del ambiente afectará a cada solución de forma diferente, dependiendo del solvente 

utilizado y la hidrofilia de la solución de polímero. Las soluciones acuosas obviamente son las 

soluciones más afectadas, ya que la humedad es una medida de la presión de vapor del solvente en 

la atmósfera y se puede esperar que el agua en solución y en la atmósfera interactuará. Se ha 

reportado que el aumento de la humedad durante el proceso de electrohilado de soluciones acuosas 

vuelve lento el proceso de solidificación, lo que provoca el aumento tanto en la formación de 

defectos en forma de cuentas como en los diámetros de las fibras producidas [185]. La velocidad 

de evaporación de un líquido puro de una superficie libre es proporcional a la diferencia entre la 

presión de vapor saturado (100% de humedad en el caso de una solución acuosa) y la presión de 

vapor del medio ambiente. Alta humedad disminuirá la velocidad de evaporación del agua, 

aumentando así el tiempo de secado, lo que producirá fibras más delgadas dando tiempo suficiente 

para que el agua se evapore por completo antes de que el chorro golpee el colector. Las soluciones 

no acuosas pueden verse afectadas de varias maneras. Si la presión del agua es demasiado alta, la 

evaporación del solvente durante el proceso se volverá lenta por un efecto de saturación, incluso 

si no hay solvente presente en la atmósfera. Habrá un límite de la cantidad de líquido que se puede 

contener en la atmósfera a una cierta presión antes de que el agua o el solvente comiencen a 

condensarse nuevamente en forma líquida. Este factor puede tener varias consecuencias, se pueden 

producir fibras más delgadas o bien pueden producirse tiempos de solidificación más largos o 

puede formarse una capa de fibras coaguladas debido a la solidificación incompleta. Otro impacto 

que la humedad tendrá en las soluciones no acuosas es que la solución puede absorber agua durante 

el vuelo. La tasa de la absorción dependerá de la afinidad del material por el agua y la capacidad 
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de la solución para absorber agua. Este fenómeno podría causar una desaceleración en la 

evaporación, lo que puede causar un aumento en el diámetro de la fibra, e introduce poros en la 

superficie de la fibra debido a las variaciones de concentración de solvente, o bien induce la 

formación de pelusas coaguladas en lugar de fibras no tejidas [186].  

3.7.3.2 Temperatura 

La temperatura ambiente en la que se realiza el hilado tiene un efecto considerable sobre las fibras 

producidas. Hay dos efectos principales que resultan de un aumento de la temperatura: la velocidad 

de evaporación del disolvente aumenta y la viscosidad de la solución disminuye. La velocidad de 

evaporación del disolvente aumenta en relación con un aumento en la temperatura. En un ambiente 

más cálido, las moléculas individuales de solvente tendrán más energía y así más moléculas 

tendrán la energía requerida para saltar de forma líquida a gaseosa, haciendo que la solución se 

seque más rápido. La viscosidad de la solución de polímero disminuye con un aumento de la 

temperatura; esto se atribuye a varias propiedades de la solución de polímero. Se produce el 

ablandamiento de los polímeros a temperaturas más altas, con dos pasos principales que ocurren 

en dos puntos: la transición vítrea (donde el polímero cambia su comportamiento de deformación 

de frágil a elástico) y el punto de fusión (donde las cadenas de polímero se desenredar para permitir 

el flujo viscoso).  

Cuanto mayor es la temperatura, más flexibilidad se muestra por cada molécula de polímero 

individual.  Las cadenas del polímero tienen un mayor grado de libertad de movimiento, debido a 

que al aumento de la energía rompe o debilita los enlaces entrecruzados, las fuerzas de Van der 

Waals y los enlaces de hidrógeno entre las cadenas. Si las cadenas de polímero tienen más libertad 

de movimiento (es decir, menor viscosidad), la solución podrá fluir más rápido y requerirá menos 

energía para inducir flujo, lo que permite que el polímero se alargue más y se vuelva más delgado 

durante su vuelo. En general, la temperatura tiene dos efectos opuestos sobre el proceso 

relacionado con un cambio en la velocidad de evaporación del disolvente y en la viscosidad. A 

altas temperaturas, la solución se seca rápidamente, lo que deja poco tiempo para el alargamiento 

y el adelgazamiento de las fibras. Sin embargo, a mayor temperatura, la disminución en la 

viscosidad hará que la solución fluya más rápido antes del secado, esto permite que la fibra pueda 

alargarse más [181]. 

3.7.3.3 Composición y movimiento del gas medio ambiental 

La oxidación de membranas de electrohilado de celulosa ha sido investigada, aunque esta 

oxidación se logra después de electrohilar la fibra, es posible oxidar la celulosa durante la 

producción de las fibras mediante el control del medio ambiente. También ha resultado favorable 

usar una aspiradora para controlar el campo eléctrico. El polipropileno fundido fue electrohilado 

al vacío para producir campos eléctricos más altos de lo normal. En estos casos, es probable que 

el electrohilado bajo vacío o dentro de una atmósfera controlada tenga un impacto significativo en 

la velocidad de solidificación del polímero. La evaporación de solventes en el vacío es muy rápida, 

ya que el punto de ebullición de los líquidos es proporcional a la presión atmosférica [187]. 

Llevar a cabo el proceso de electrohilado en un entorno cerrado durante largos periodos de tiempo 

puede provocar la formación de inconsistencias en la fibra, ya que la acumulación de solvente en 

la atmósfera afecta la velocidad de evaporación del disolvente. Eliminar constantemente el 

disolvente saturado durante el proceso puede ayudar a mantener una concentración constante de 
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solvente en la atmósfera. Usar un sensor para monitorear la concentración de solvente en la 

atmósfera a través de la ventilación podría ser una forma útil de mantener una tasa de evaporación 

constante. El flujo de aire alrededor de un equipo de electrohilado también tendrá un efecto 

profundo en las fibras producidas. Todas las fibras producidas en un entorno sin vacío estarán 

sujetos a ser arrastrados cuando pasen por la atmósfera, como cualquier otro objeto. Al controlar 

la dirección y la velocidad de cualquier flujo de aire, la velocidad del vuelo de un chorro de 

polímero puede ser controlado. Por ejemplo, si la dirección neta del flujo de aire se opone a la 

dirección del flujo de chorro de polímero, se puede aumentar el alargamiento de la fibra, ya que el 

chorro de polímero se desplazará con el aire y se incrementara el tiempo necesario para contactar 

con el colector [181]. 

3.7.4 Materiales 

Como se mencionó anteriormente, técnicamente, casi cualquier polímero soluble con un peso 

molecular suficientemente alto puede ser electrohilado. El método puede ser aplicado a polímeros 

sintéticos y naturales, mezclas de polímeros y polímeros cargados con cromóforos, nanopartículas 

o agentes activos, así como para metales y cerámicas. En los primeros estudios de electrohilado, 

la técnica se centró principalmente en polímeros sintéticos, tales como el poli (óxido de etileno) 

(PEO), el nylon, la poliimida, la poliaramida y la polianilina. Sin embargo, rápidamente se observó 

que esta técnica también podría usarse para producir fibras ultrafinas de algunos polímeros que 

ocurren naturalenmente como el ADN [164, 168]. 

3.7.5. Aplicaciones 

El electrohilado tiene la capacidad única de producir fibras ultrafinas de diferentes 

materiales en varios conjuntos fibrosos. Debido a su tamaño, las fibras electrohiladas pueden 

formar una malla altamente porosa y su gran relación superficie/volumen las hace ideales para 

muchas aplicaciones [188]. 

3.7.5.1 Filtros y textiles 

Las mallas de fibra electrohilada son excelentes materiales para ser usados como filtros y textiles 

debido a su alta porosidad, interconectividad, espacio intersticial a microescala y gran relación 

superficie/volumen. Las nanofibras electrohiladas pueden ser utilizadas como membranas de 

exclusión por tamaño, ya que son efectivas en la eliminación de partículas de aguas residuales. La 

eficiencia de filtración de una membrana de nanofibra ha sido estudiada, se encontró que el 

material nanofibroso fue extremadamente efectivo para la eliminación (~100% de rechazo) de 

partículas en el aire con diámetros entre 1 mm y 5 mm. Aunque las membranas fibrosas 

electrohiladas pueden exhibir grandes ventajas sobre materiales convencionales en aplicaciones 

ambientales, como filtración de aire y agua, todavía quedan muchos desafíos en sus aplicaciones, 

como las bajas tasas de producción en masa de ultrafibras de alta calidad y la selección de 

materiales y química apropiada para introducir la funcionalidad deseada, para satisfacer 

necesidades específicas [188].  

3.7.5.2 Aplicaciones médicas (administración de fármacos e ingeniería de tejidos) 

En el campo del uso médico, la administración de fármacos y la ingeniería de tejidos son las 

dos áreas principales de trabajo establecido y son el principal objetivo en la investigación de fibras 

de biopolímeros electrohilado. Kenawy y colaboradores exploraron esteras electrohiladas de PLA, 
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poli (etileno-co-acetato de vinilo) (PEVA) y sus mezclas, para su uso como sistemas de 

administración de fármacos. Encontraron que las membranas electrohiladas cargadas con drogas 

liberaron relativamente bien el clorhidrato de tetraciclina, que se utilizó como fármaco modelo. En 

total, el porcentaje de fármaco liberado de la fibra electrohilada fue mayor que el liberado cuando 

se utilizaron películas moldeadas, debido a su área de superficie mucho más alta [189].   

Po otra parte, la ingeniería de tejidos utiliza andamios para proporcionar soporte temporal para la 

adhesión de células que regeneran la matriz extracelular que ha sido destruida por enfermedad, 

lesión o defectos congénitos. El electrohilado proporciona una estructura porosa 3D poco 

conectada con un área de superficie alta que puede imitar la estructura de la matriz extracelular y, 

por lo tanto, se convierte en un excelente candidato para uso en ingeniería de tejidos. El uso de 

fibras electrohiladas en aplicaciones de ingeniería de tejidos a menudo implica la optimización 

sobre varias consideraciones, incluida la elección del material, orientación de la fibra, porosidad, 

modificación de la superficie y aplicación de tejidos. Los requisitos para que un material se use en 

ingeniería de tejidos son biocompatibilidad y biodegradabilidad, ya que el andamio debe 

degradarse con el tiempo y ser reemplazado por tejidos recién regenerados.  

Después de su fabricación, la superficie del andamio se puede modificar con una alta densidad de 

moléculas bioactivas, debido a que el área superficial del andamio es relativamente alta. La 

arquitectura del andamio también es muy importante y afecta la unión celular. Las células que se 

unen a los andamios con arquitecturas de microescala se aplanan y se extienden como si estuvieran 

cultivados en superficies planas, mientras que los andamios con arquitectura a nanoescala tienen 

una mayor área de superficie para absorber proteínas y presentar más sitios de unión a la célula. 

Las proteínas adsorbidas pueden cambiar aún más su conformación, favoreciendo la exposición 

de sitios de unión adicionales, y se espera que proporcionen una ventaja sobre las arquitecturas de 

microescala para aplicaciones de regeneración de tejidos. Se requiere una elección adecuada de 

biomateriales en términos de propiedades mecánicas y el tiempo de degradación, que depende del 

tipo de andamio requerido, el tipo de tejido a regenerar y su tiempo de regeneración [188].  

Polimeros sintéticos biocompatibles y biodegradable (como PLA, PGA, PCL) y sus copolímeros 

en varios composiciones, así como polímeros naturales (como colágenos, gelatina, quitosanos, 

sedas y alginatos) son utilizados como materiales de soporte en la producción de membranas. 

Además también se han utilizado polímeros sintéticos como PLA o PCL mezclados con injerto de 

polímeros naturales como gelatina o quitosano. El objetivo de tales modificaciones es proporcionar 

superficies con mayor capacidad de adhesión y proliferación de células. Los andamios 

electrohilados se han empleado en diferentes tejidos u órganos humanos, incluida la piel, injertos 

vasculares, huesos, fibra neural y tendones o ligamentos debido a la flexibilidad de los materiales 

utilizados y a la capacidad de controlar las propiedades del andamio obtenido [188]. 

3.7.5.3 Compositos y plantillas 

Una de las aplicaciones más importantes de las fibras tradicionales es su uso como refuerzos en la 

obtención de compositos. Con estos refuerzos, los compositos pueden proporcionar propiedades 

estructurales, como un alto módulo de Young y relaciones de resistencia a peso, que generalmente 

no se pueden lograr con otros materiales. Esta metodología también se puede aplicar a fibras de 

electrohilado para aplicaciones médicas. La estructura de las nanofibras de electrohilado se puede 

aplicar como matriz de soporte o plantilla, y por lo tanto se pueden obtener nanocompuestos con 

propiedades estructurales superiores y una variedad de componentes funcionales. Por ejemplo, 



3. Marco Teórico 
 

 

50 

 
 

nanopartículas, nanocables, en particular especies moleculares se puede agregar directamente a la 

solución de electrohilado para obtener nanofibras con una diversa gama de composiciones y 

funcionalidades bien definidas. Mientras tanto, las fibras de polímero electrohiladas pueden usarse 

como plantillas en la preparación de fibras huecas para producir nanofibras [188]. 

3.7.5.4 Otros 

Las fibras electrohiladas también se están explorando para su uso en muchas otras  

aplicaciones, como dispositivos electrónicos micro/nano, sensores y catálisis, todo lo cual podría 

tener aplicaciones biomédicas. Las nanofibras de polímero electrohilado también podrían usarse 

en el desarrollo de sensores, ya que la gran área superficial de las nanofibras facilita el aumento 

de la sensibilidad. Además, agentes catalíticamente activos (tanto catálisis heterogénea como 

homogénea) pueden dispersarse en nanofibras de polímero. La estructura altamente porosa de las 

fibras electrohiladas, con una porosidad total de hasta el 95%, permite un flujo de gases o fluidos 

a través del sistema catalizador. La dimensión a nanoescala de las nanofibras da como resultado 

altas áreas superficiales, lo que produce mayor contacto entre los componentes de la mezcla de 

reacción y las fibras [188]. 

3.8 Recuperación del fósforo contenido en biomasa de microalgas 

El uso de fertilizantes químicos ha contribuido a la alimentación de miles de millones de personas 

ya que aumenta los rendimientos agrícolas. Sin embargo, el mineral de fósforo, que es la principal 

fuente mundial de fertilizantes, es un recurso no renovable que se está volviendo cada vez más 

escaso y costoso. Si no se realizan cambios en la demanda actual del fósforo para alimentar a una 

población mundial cada vez mayor, la demanda a largo plazo aumentará ya que es necesario 

satisfacer las dietas hacia más carne y productos lácteos [190].  

El fósforo (P) es un elemento esencial en el ADN, los lípidos de ARN, proteínas, enzimas y ATP 

portador de energía. Por lo general, en el entorno natural, el P se encuentra en su forma 

completamente oxidada, ortofosfato PO4
-3, los niveles de P en el agua dulce son bajos, de alrededor 

de 10-25 µg/L, debido a que se une a Al, Fe, Mn y Ca mediante la formación de sales poco solubles. 

Otras formas de fosfato disuelto incluyen polifosfato inorgánico y compuestos orgánicos de P, 

principalmente en complejos con ácidos orgánicos [191]. 

El P tiene un ciclo geológico inorgánico y dos ciclos orgánicos que ocurren en tierra y en el agua. 

El ciclo geológico dura varios millones de años. Inicia en la transferencia de P de los suelos 

erosionados al fondo del mar. Posteriormente el P que se encuentra en los sedimentos del mar, se 

levanta lentamente para regresar a la tierra, gracias al levantamiento tectónico. El ciclo orgánico 

parte de la absorción del P por las plantas, las plantas son utilizados por los seres humanos y 

animales que luego producen residuos orgánicos. El P en los residuos orgánicos puede ser utilizado 

en la agricultura o se une al ciclo geológico, ya que se adhiere al suelo, Figura 10 [192]. 

Las mayores reservas de mineral de P se encuentran en Marruecos, Irak, China, Argelia y Siria. 

Además, se han detectado grandes depósitos en las plataformas continentales en los océanos 

Atlántico y Pacífico. Sin embargo, la recuperación de estos depósitos es cara, por lo que solo se 

consideraran una alternativa cuando se desarrolle tecnología de extracción rentable [193]. Las 

estimaciones de la suficiencia de recursos de P varían entre 60 y 240 años, la más común es de 100 

años [194].  
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Figura 10. Ciclo del fósforo. 

Otra forma de expresar los recursos es el pico de P, que indica en cuanto tiempo se agotarán los 

recursos de mineral de P de alta calidad y fácil acceso. El pico de P estima que esto puede ocurrir 

en este siglo, posiblemente antes del año 2040, después de lo cual la demanda superará a la oferta, 

por lo que la producción comenzara a disminuir y el consumo será rebasado por el suministro. Sin 

embargo, hay consenso en que los minerales de roca fosfórica están en declive, el acceso físico a 

los minerales será cada vez más difícil y es probable que aumenten los costos de energía y la 

generación de residuos, Figura 11 [194, 195]. 

 
Figura 11. Tiempo estimado para el pico de fósforo. 
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Por otra parte muchos de los suelos agrícolas del mundo con baja disponibilidad de P (es decir, 

donde el P está estrechamente unido o fijado a otros compuestos) se encuentran en los países en 

desarrollo, regiones donde los agricultores tienen bajo poder adquisitivo para acceder a los 

mercados de fertilizantes. Aunque todavía hay mucho debate sobre la longevidad de las reservas 

de fosfato, científicos y la industria coinciden en que existe una fuerte necesidad de aumentar el 

reciclaje y el uso eficiente de P en todo el sistema alimentario [194, 195].  

3.8.1 Usos del fósforo 

3.8.1.1 Fertilizantes 

De acuerdo con el Servicio Geológico de Estados Unidos (2010), alrededor de 80 a 90% del 

mineral de P extraído se utiliza en la industria de fertilizantes. Por ejemplo, alrededor del 95% del 

mineral de P procesado en los Estados Unidos se extrae como ácido fosfórico o ácido 

hipofosforoso; estos productos químicos son necesarios en la producción de fertilizantes como 

MAP (fosfato monoamónico) o DAP (fosfato diamónico) y en suplementos de forraje para 

animales.  

El  P junto con el nitrógeno y el potasio son los tres nutrientes primarios en los fertilizantes. 

Adicionalmente pueden contener nutrientes secundarios (Ca, Mg, S), y micronutrientes tales como 

Mn, B, Zn, y Fe. Los fertilizantes deben tener una estructura adecuada para una fácil aplicación en 

los campos, que los nutrientes se encuentren en forma disponible para las plantas y bajas 

concentraciones de sustancias nocivas [196].  

3.8.1.2 Detergentes 

Los fosfatos se utilizan en limpiadores domésticos para ablandar el agua, con el fin de mejorar el 

proceso de lavado, para la eliminación y prevención de incrustaciones en las fibras y como 

portadores de otros ingredientes del detergente. Anualmente, los 25 países que conforman la unión 

europea, con una población total de 456 millones de personas, consume alrededor de 110, 000 

toneladas de P como detergente. En comparación, el uso de fosfatos en fertilizantes equivale a 

aproximadamente 1.25 millones de t/ de P. El tipo de fosfato más comúnmente utilizado en los 

detergentes es el tripolifosfato de sodio (STPP). La preocupación por la eutrofización se ha 

traducido en la disminución del uso de detergentes en muchos países y la sustitución de los fosfatos 

con otros productos químicos. La principal alternativa al uso de STTP en detergentes para ropa es 

la zeolita. Sin embargo, los detergentes para lavar platos siguen siendo con base en P, 

principalmente [197]. 

3.8.1.3 Otros usos del fósforo 

Además de limpiadores para el hogar, otros compuestos de P son utilizados para la elaboración de 

productos que son utilizados en la vida diaria, tales como pasta de dientes y champús. En la 

industria alimentaria son parte de los bicarbonatos utilizados y están presentes en los refrescos 

embotellados en forma de ácido fosfórico, para la prevención del crecimiento de bacterias y 

amortiguar el pH. Recipientes metálicos de manganeso, hierro y zinc, especialmente aquellos que 

se usan en la industria alimentaria son fosfatados para proporcionar un revestimiento inerte e 

insoluble y evitar la liberación de metal a los alimentos y, por lo tanto, intoxicaciones metálicas 

[198]. 
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Los compuestos de P (por ejemplo, tricloruro de fosforilo POCl3) se utilizan en textiles y otros 

materiales inflamables, tales como polímeros sintéticos, pinturas y revestimientos protectores de 

madera. Estos materiales se tratan con compuestos de P para reducir el riesgo de incendio. En los 

dispositivos eléctricos, el oxicloruro de P se utiliza simultáneamente como plastificante y 

retardante de llama, para disminuir los riesgos causados por la electricidad y calor en las máquinas. 

Lubricantes de alta temperatura contienen pentasulfuro de P para llegar a una buena lubricación, 

estabilidad térmica y resistencia al fuego [198]. En el tratamiento de agua potable, el P se utiliza 

para el control de la corrosión y la inhibición de incrustaciones [199]. 

3.8.2 Fósforo en la industria alimentaria  

El P en el sistema mundial de alimentos por lo general comienza en el sector minero. Cuando el 

mineral de P es extraído, se limpia y se transfiere a la industria de fertilizantes, donde es procesado 

químicamente. Estos fertilizantes se comercializan a nivel mundial y luego entran al sector 

agrícola, donde se aplican con regularidad a los campos y pastos, una parte del P aplicado es 

absorbido por las plantas raíces y ganado, posteriormente deja los campos en forma de cosechas. 

Otra parte del P se queda en el suelo erosionado o permanece en los residuos de cultivos, suelos y 

abonos. El sector de alimentos procesa el P que se encuentra en los cultivos, productos animales, 

vegetales (cereales, cultivos hortícolas) y alimentos de origen animal, tales como carne, leche, 

huevos y pescado. Algunos de estos productos son consumidos por la población humana; el resto 

acaba en los residuos orgánicos con destino a vertederos o composta. Casi todo el P presente en 

los alimentos es consumido por los seres humanos donde finalmente abandona el cuerpo en la 

orina y las heces; esto ingresa a las aguas residuales (excepto en el caso de la defecación al aire 

libre o la reutilización) donde se somete a alguna forma de tratamiento y en gran parte termina en 

los océanos, los ríos o en tierra [190]. 

En última instancia, sólo una quinta parte del P extraído para la producción alimentaria se 

encuentra en la comida consumida por la población mundial cada año [190]. La producción de 

alimentos y el sistema de consumo actual es extremadamente ineficiente con respecto al uso de P. 

Algunas de estas pérdidas son permanentes, como el P en el estiércol, mientras que otras pérdidas 

son temporales, como el fertilizante residual que queda en el suelo disponible para las plantas 

[200].  El P se pierde en todas las etapas de producción de alimentos, incluso en la minería, la 

producción de fertilizantes, la producción de cultivos, la producción ganadera, el procesamiento 

distribución y consumo de alimentos. Algunas de estas pérdidas (por ejemplo, las fracciones de 

los cultivos no comestibles, tales como cáscaras de plátano o de hojas de maíz) son inevitables 

aunque en algunos casos los residuos pueden ser reciclados para extraer el P presente [190].  

3.8.3 Fósforo en aguas residuales 

El P contenido en aguas residuales se deriva de fuentes industriales y domésticas. Las principales 

fuentes domesticas de P son los residuos metabólicos humanos, detergentes y productos de 

limpieza. Los seres humanos producimos entre 1-1.5 g P/persona/día en los excrementos que son 

desechados a las aguas residuales, mientras que la carga de detergentes es de 0.3 kg/por 

habitante/día [201, 202]. Esto significa que a nivel mundial, la población humana produce 

alrededor de 3 millones de toneladas de P solo en sus excrementos. Aproximadamente el 10% se 

devuelve actualmente a la agricultura como lodos o directamente como aguas residuales. Esto 

significa, que en promedio, aproximadamente el 90% termina en ríos, lagos, océanos del mundo o 
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tierras no agrícolas cada año. La concentración media de P en las aguas residuales es de 4 a 16 

mg/L, aproximadamente el 50% está en forma de ortofosfato inorgánico soluble, 35% son 

complejos de fosfatos inorgánicos (polifosfatos) tales como los fosfatos de los detergentes y el 

15% son fosfatos orgánicos encontrados en materia orgánica y el protoplasma celular de 

microorganismos presentes en el agua [190, 203]. 

El aumento de la recuperación de P en aguas residuales no sólo puede generar fertilizantes 

renovables, sino también reducir la carga de nutrientes que se consideran contaminantes y, por lo 

tanto, la reducción del proceso de eutrofización, por otra parte, también ayudará a mejorar el 

proceso de tratamiento de aguas residuales y aumentar la seguridad de los fertilizantes mediante 

la reutilización en la agricultura local [204, 205]. Problemas de las últimas décadas con la 

eutrofización en aguas superficiales han resultado en estrictos valores límites del contenido de P 

para los efluentes de tratamiento de aguas residuales [206]. 

3.8.4 Recuperación de fósforo de aguas residuales 

Una posible fuente para el reciclaje de P son las aguas residuales municipales. Dentro del proceso 

de tratamiento de aguas residuales, el P ligado a partículas sólidas comprende alrededor del 11% 

de la carga total y se retira en el tratamiento primario. Durante el tratamiento primario, las aguas 

residuales pasan a tanques de sedimentación, cuyo objetivo es eliminar los sólidos sedimentables 

por gravedad [194]. El tratamiento secundario tiene como objetivo reducir la DBO mediante la 

reducción de la materia orgánica; esto es mediado principalmente por una población mixta de 

bacterias heterótrofas que utilizan los constituyentes orgánicos del agua residual para obtener 

energía y generar crecimiento. Para poder llevar a cabo el tratamiento secundario, es necesario un 

alto contenido de P en el agua residual ya que funciona como sustrato para los microorganismos. 

El lodo activado, por ejemplo, requiere una de una relación de DBO5/P de 1:100 que es igual a las 

exigencias de cualquier otro proceso biológico [207]. Por Consiguiente el tratamiento biológico 

puede quitar del 20 al 30% de P, incluso sin un proceso de eliminación de P específico, quedando 

restante el P que no está unido al proceso de lodos activados y debe de ser eliminado durante el 

tratamiento terciario [201,203]. 

El proceso de tratamiento terciario tiene como objetivo eliminar todos los iones orgánicos, esto se 

puede lograr biológica o químicamente. El proceso biológico ha mostrado tener un buen 

desempeño en comparación a los procesos químicos que son, en general, demasiado costosos y 

pueden conducir a generar contaminación secundaria. Además, cada etapa de tratamiento adicional 

en un sistema de aguas residuales aumenta en gran medida el costo total [43]. Un completo 

tratamiento terciario ayuda a la eliminación de nitrato y fosfato de amonio. Los tratamientos 

avanzados se basan generalmente en técnicas complejas, tales como la precipitación química, la 

ozonación, la ósmosis inversa o la adsorción en carbón activado. Estas técnicas incluyen procesos 

diseñados para eliminar determinados nutrientes, tales como fósforo o nitrógeno que pueden 

estimular la eutrofización en determinadas situaciones [208].  

3.8.5 Fósforo en microalgas  

Durante la extracción de lípidos de la biomasa microalgal para generar combustibles líquidos la 

mayoría del N y P no son utilizados, por lo que es posible reciclar los nutrientes presentes en la 

microalga: en particular el reciclaje de P. Unos de los objetivos de esta investigación es estudiar 
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la recuperación de P, por lo que es necesario conocer donde se encuentra el P dentro de las células 

microalgales, para enfocar los esfuerzos de recuperación correctamente. 

Investigaciones recientes se han centrado en estudiar las fracciones bioquímicas en las células de 

microalgas marinas, llegando a la conclusión de que estas fracciones pueden variar en función de 

las condiciones de crecimiento. Sin embargo, esto proporciona pistas para entender el destino de 

P después del procesamiento de lípidos, proteínas y carbohidratos [209, 210]. 

Los estudios realizados indican que el P puede estar situado dentro del adenosín trifosfato (ATP), 

lípidos y ácidos nucleicos. El ATP contiene más del 18% en peso de P (C10H16N5O13P3), pero 

comprenden menos de 30 µg por g de masa celular; por lo tanto, el P asociado con ATP es de 5 

µg por g de célula. Las formas difosfato ADP y monofosfato AMP son fracciones más pequeñas 

de la masa celular con menos P incorporado y también son contribuyentes insignificantes de 

almacenamiento de P celular [211]. 

El contenido de P en los fosfolípidos es función de la fracción de los lípidos presentes en las 

microalgas y altamente dependiente de las condiciones de cultivo. En algunos estudios se encontró 

que del contenido total de fosfolípidos en algunas microalgas es de aproximadamente 3.8% en 

peso es P. Por esta razón, no se espera que un alto contenido de P en los lípidos. Por otro lado, 

también se estimó el contenido de P asociado con el ADN y ARN, en comparación con la 

composición biológica de la célula que es de 3% ADN y ARN 17% en peso con su composición 

elemental donde el 10 % de ADN y ARN es P [212, 213]. Por lo tanto, el P asociado con ADN 

comprende aproximadamente el 0.3% del total del peso de la célula y el P asociado con ARN es 

1.7% del peso total de las células; esto es, respectivamente 15% y 83% del P total celular. En 

consecuencia, se espera que la mayoría del P celular se encuentre en los ácidos nucleicos. Esto 

también se observó en estudios realizados son cianobacterias, donde la mayoría del P total celular 

se encuentra asociado con el ARN, por lo que se concluye que el ARN es la fracción de la 

microalga más abundante en P, seguido de fosfolípido y ADN, Figura 12 [209, 214].  

 
Figura 12. Ubicación estimada de P en Synechocystis sp. PCC 6803: a la izquierda composición 

elemental; al centro composición biológica y a la derecha contenido de fósforo en ADN, ARN y 

lípidos. Todos los números dados son en por ciento en peso de la biomasa total o P total en la 

biomasa [212, 215, 216].  
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3.8.6 Métodos de recuperación de fósforo  

Para recuperar el P de la biomasa microalgal, primero se debe oxidar el P ligado a los compuestos 

orgánicos a ortofosfato inorgánico (orto-PO4
-3). Esto es necesario para mejorar la eficiencia del 

siguiente paso, que es la captura del orto-PO4
-3, ya que es más reactivo y se puede capturar 

selectivamente, para generar un producto reutilizable. 

En la actualidad existen muchos métodos de recuperación de P. Dentro de los más utilizados para 

liberar P orgánico de la biomasa residual se encuentran los procesos de oxidación avanzada con 

peróxido de hidrógeno y calentamiento por microondas o bien el uso de ozono. La oxidación 

avanzada crea radicales hidroxilos libres, que son altamente eficientes para atacar la materia 

orgánica y liberar el P como orto-PO4
-3. Esta transformación puede implicar reacciones de 

oxidación e hidrólisis [217, 218]. Si bien es posible encontrar tecnologías que requieran menor 

cantidad de energía, tales como las celdas microbianas de combustibles e hidrólisis enzimática, o 

que no diluyen la biomasa tal como el dióxido de carbono supercrítico, los procesos de oxidación 

avanzada demuestran el principio para la liberación de orto-PO4
-3 [219, 220].   

Por otro lado, dentro de las técnicas más utilizadas para recuperar el orto-PO4
-3 se encuentran la 

adsorción, el intercambio iónico o la precipitación como estruvita, la técnica más utilizada es la 

precipitación de estruvita ya que producen un sólido de baja solubilidad que pueden ser de gran 

utilidad en la agricultura: muestra cualidades comparables con fertilizantes comerciales, además 

puede ser utilizado en industrias de detergentes, cosméticos, comida para animales y cemento 

[221]. 
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4. METODOLOGÍA EXPERIMENTAL 

 

 

 

 

 

Figura 13. Diagrama de flujo de la metodología experimental. 
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4.1 Muestras de microalga  

La microalga Desmodesmus sp. es una microalga nativa y fue aislada del lago artificial “Nabor 

Carrillo”, localizado en Texcoco, México, adaptada al agua residual por el grupo de trabajo 

“Nuevas tecnologías para la obtención de biocombustibles a partir de microalgas cultivadas en 

agua residual”, bajo la dirección de la Dra. María Teresa Orta Ledesma. La microalga, 

Scenedesmus obliquus (Turpin) Kützing, fue proporcionada por el Instituto Politécnico Nacional, 

Ciudad de México, México.  

4.2 Cultivo de microalgas  

La biomasa de Desmodesmus sp. y Scenedesmus obliquus se cultivó en reactores de 10 L a 

temperatura ambiente (20 ± 3 °C) utilizando agua residual municipal como medio de cultivo (33.7 

± 2.2 mg/L NH4
+-N, 20.3 ± 0.6 mg/L orto-PO4

-3 y 467.5 ± 41.5 mg/L DQO). La luz fue 

proporcionada por lámparas fluorescentes bajo períodos de luz/oscuridad de 12:12 h. Después de 

27 días de cultivo, la biomasa se cosechó por sedimentación; luego se secó en horno a 40 °C, 

durante 12 h y se almacenó a 4 °C hasta su uso.  

La composición aproximada se determinó mediante recuentos celulares usando una cámara de 

recuento Neubauer y en microscopio (AX10 Lab A1, Zeizz, Jena, Deutschland). La biomasa de 

Desmodesmus sp. mostró una composición de 90% Desmodesmus sp., 5% Cianobacteria sp., 5%  

Mychonastes sp. 5% Chlorococcum sp. Mientras que la biomasa de Scenedesmus obliquus mostró 

una composición de 85% Scenedesmus obliquus, 10% Mychonastes sp. y 5% Cianobacteria sp. 

Debido a que la biomasa de ambos géneros de microalgas fue cultivada en agua residual no fue 

posible obtener sepas puras, por lo tanto las muestra de biomasa rica en Desmodesmus sp. será 

nombrada a lo largo de esta tesis como consorcio D. Mientras que la muestra de biomasa rica en 

Scenedesmus obliquus será nombrada como consorcio S. 

El contenido de lípidos, proteínas, carbohidratos y fósforo por gramo para cada consorcio se 

determinó mediante los métodos informados por Valeriano-González y colaboradores [222], Safi 

y colaboradores [223], Mirsiaghi y colaboradores [224] y USEPA PhosVer® 3, respectivamente. 

Los resultados se muestran en la Tabla 5. 

Tabla 5.- Composición bioquímica de la biomasa de los consorcios D y S. 

Biomasa Biocomponente Contenido (mg/g biomasa) 

Consorcio D 

Lípidos 101.86 ± 4.22 

Proteínas 660.35 ± 56 

Carbohidratos 116.6 ± 6.4 

Fósforo  

Consorcio S 

Lípidos 118 ± 16.55 

Proteínas 680 ± 11.66 

Carbohidratos 125 ± 9.95 

Fósforo  
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Durante la fase de cultivo se monitoreo el pH, el contenido de sólidos suspendidos totales, 

nitrógeno amoniacal, nitratos, fósforo total (TP) y ortofosfatos (orto-PO4
-3). En la Tabla 6 se 

observan los métodos utilizados. 

Tabla 6.- Metodología usada para la caracterización fisicoquímica de los cultivos de microalgas. 

Prueba analítica Método Referencia 

Sólidos suspendidos 

totales (SST) 

Sólidos totales en suspensión 

secados a 103-105 oC. 
APHA-AWWA-WPCF 2540 D 

Nitrógeno amoniacal 
Método titulométrico en 

presencia de ácido bórico 

APHA-AWWA-WPCF 4500-

NH3 E 

Nitratos 
Método de reducción de 

cadmio 
HACH® Método 8171 

Fósforo total (TP) 

USEPA PhosVer® 3 

Método de digestión ácida de 

persulfato 

HACH® Método 8190 

Ortofosfatos (orto-PO4
-3) Método de aminoácido HACH® Método 8178 

 

4.3 Pretratamiento de biomasa de microalgas y extracción en tándem de biocomponentes  

4.3.1 Diseño de experimentos 

El diseño de experimentos comprendió una metodología de superficie de respuesta basada en un 

diseño factorial multinivel. El desarrollo del diseño y el posterior análisis estadístico se realizaron 

utilizando software estadístico (Statgraphics Centurion XVI, Statgraphics Technologies, The 

Plains, VA). Este enfoque se usó para evaluar y modelar simultáneamente los efectos de los 

parámetros operativos del pretratamientos con ultrasonido u ozono, en la disrupción de las células 

de microalgas y la eficiencia de recuperación de biocomponentes. El objetivo del estudio fue 

evaluar la influencia del pretratamiento con ultrasonido u ozono en la disrupción celular, la 

eficiencia de recuperación de biocomponentes y la intensificación de los procesos de recuperación 

de biocomponentes.  

Para el pretratamiento con ultrasonido se consideraron tres parámetros diferentes: energía aplicada 

en tres niveles (50, 125 y 200 kWh/kg de biomasa), concentración de biomasa en tres niveles 

obtenidos por sedimentación (25, 50 y 75 g/L) e intensidad ultrasónica a dos niveles (0.32 y 0.53 

W/mL) resultando en 18 experimentos. Para estudiar el efecto de la intensidad ultrasónica, se 

utilizaron dos baños de ultrasonidos con diferente potencia de salida (100 y 300 W). Teniendo en 

cuenta que ambos baños de ultrasonido funcionan a una frecuencia de ultrasonido similar (~ 40 

Hz), el tiempo de operación debe ajustarse para aplicar la energía deseada. Por lo tanto, el tiempo 

de operación disminuye cuando la potencia de salida del baño de ultrasonido aumenta de 100 a 

300 W. Con el propósito de estudiar los efectos producidos, estas dos condiciones experimentales 

también se describieron como baja potencia/tiempo largo y alta potencia/tiempo corto. Para el 

pretratamiento con ozono, se consideraron tres parámetros diferentes a tres niveles diferentes: 

concentración de ozono (3, 6 y 9 mg O3/L), concentración de biomasa obtenida por sedimentación 

(25, 50 y 75 g/L) y tiempo de contacto (5, 10 y 15 min) con 27 tratamientos.  
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Los rendimientos de lípidos, proteínas y carbohidratos liberados en la fase acuosa durante el 

proceso de pretratamiento se usaron como un indicador indirecto de la disrupción celular. La 

eficiencia de recuperación de biocomponentes se expresó en función de la suma del rendimiento 

de los biocomponentes liberados (obtenido durante el proceso de pretratamiento) y el rendimiento 

de los biocomponentes extraídos. El rendimiento de los biocomponentes extraídos se obtuvo de la 

extracción posterior de los biocomponentes en las células pretratadas. La intensificación de los 

procesos de recuperación de biocomponentes fue una función de la calidad de los lípidos 

recuperados, definida como el aumento en el porcentaje del total de lípidos recuperados que 

pueden convertirse en FAME, la reducción del tiempo de extracción y el gasto de solventes. Para 

evaluar la intensificación del proceso, se modificaron los procesos de extracción convencionales 

de biocomponentes. Para la extracción de lípidos, la relación biomasa-disolvente se redujo de 1:45 

a 1:15 (p/v) y el tiempo de extracción de 12 h a 30 min. Para la extracción de proteínas, la relación 

biomasa-suspensión se redujo de 1:50 a 1:20 (p/v) y el tiempo de extracción de 1 h a 15 min. Para 

la hidrólisis de carbohidratos, la relación biomasa-suspensión se redujo de 1:100 a 1:20 (p/v) y el 

tiempo de extracción de 5 a 1 h. Todos los experimentos se realizaron por triplicado. El análisis de 

varianza (ANOVA) también se realizó para identificar los parámetros operativos significativos. 

Los efectos se consideraron significativos a un 95% del nivel (p <0.05). 

4.3.2 Pretratamiento con ultrasonido u ozono 

El pretratamiento con ultrasonido se realizó usando dos tipos de baños de ultrasonido: 1) un baño 

de 100 W, 42 kHz con una capacidad de tanque de 2.81 L (2510-MT, Branson, Hampton, NH, EE. 

UU.) y 2) un baño de 300 W, 40 kHz con una capacidad de depósito de 5.5 L (KS-8893, Branson, 

Hampton, NH, EE. UU.). Todos los experimentos se llevaron a cabo en matraces Erlenmeyer de 

100 mL, que contenían 25 mL de una suspensión de microalgas, se sumergieron en el baño de 

ultrasonido a una temperatura controlada de 3 ± 1.5 °C usando hielo. La potencia acústica disipada 

aplicada a la solución durante este estudio se calculó determinando el aumento de temperatura en 

la suspensión durante los primeros 30 s del experimento. Con base en esto, utilizando el 

pretratamiento con ultrasonido con el baño de 42 kHz y una potencia de salida de 100 W, la 

intensidad ultrasónica fue de 0.32 W/mL mientras que con el baño de 40 kHz y la potencia de 

salida de 300 W, la intensidad ultrasónica fue de 0.53 W/mL. Estas dos condiciones se describirán 

como pretratamiento de ultrasonido a baja potencia/larga duración y alta potencia/corta duración.  

El pretratamiento con ozono se realizó usando matraces Erlenmeyer de 250 mL, que contenían 25 

mL de suspensión de microalgas. El gas ozono se proporcionó con un generador de ozono a un 

caudal de 0.5 L/min (Labo76, Emery Trailigaz, Wayne, NJ, EE. UU.), con una capacidad de 

producción de 19 g O3/h. La concentración de ozono en la fase gaseosa se determinó mediante el 

método yodométrico reportado por Birdsall y colaboradores [225]. 

4.3.3 Cuantificación de biocomponentes liberados en la fase acuosa  

Los lípidos, proteínas y carbohidratos liberados a la fase acuosa se cuantificaron por separado 

después de cada pretratamiento. Los lípidos se determinaron mediante el ensayo de sulfofosfo-

vainillina [226], las proteínas mediante el método de Biuret [227] y los carbohidratos mediante el 

método de ácido fenol-sulfúrico [228]. La cuantificación de cada biocompuesto se realizó al menos 

por triplicado. 
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4.3.4 Extracción de los biocomponentes microalgales residuales 

Los biocomponentes microalgales residuales se extrajeron del sedimento celular pretratado en el 

siguiente orden: lípidos, proteínas y, finalmente, carbohidratos. Para este propósito, las 

suspensiones de microalgas se centrifugaron a 2500 x g, 20 °C durante 15 min. 

4.3.4.1 Extracción y cuantificación de lípidos 

La extracción de lípidos se llevó a cabo mediante el método reportado por Valeriano-González y 

colaboradores [222] con algunas modificaciones, donde se reduce la relación pellet-solvente y el 

tiempo de extracción. Una solución homogénea de cloroformo-metanol (2:1 v/v) y el sedimento 

celular se mezclaron a 150 rpm durante 30 minutos, con una relación 1:15 (p/v). La mezcla 

resultante se centrifugó a 1500 x g, 20 °C durante 15 min. El sobrenadante se filtró a través de un 

papel de filtro de microfibra de vidrio Whatman, y el sedimento se conservó para la extracción de 

proteínas. Los filtrados utilizados se recogieron en matraces Erlenmeyer de 25 ml previamente 

pesados y se dejaron secar en la incubadora a 40 °C y 50 rpm. La cantidad de lípidos microalgales 

extraídos se calculó restando el peso del matraz Erlenmeyer del peso final constante. La extracción 

de lípidos se realizó al menos por triplicado. 

4.3.4.2 Extracción y cuantificación de proteínas 

Después de la extracción de lípidos, la biomasa de algas desgrasada se secó en la incubadora a 40 

°C durante 1 h, para eliminar el residuo de solventes. La extracción de proteínas se realizó mediante 

el procedimiento informado por Safi y colaboradores [223] con algunas modificaciones en la 

relación pellet-solución y tiempo de extracción. La solución madre para la extracción de proteínas 

se preparó de la siguiente manera: 500 mL de agua destilada se ajustaron a pH 11 con NaOH 2N, 

para una máxima solubilidad de proteínas. La biomasa seca se suspendió en la solución madre 

usando una relación 1:10 (p/v) y se agitó durante 15 minutos a 40 ºC. La separación del 

sobrenadante del sedimento se realizó por centrifugación a 1500 x g, 20 °C durante 15 min. El 

sobrenadante se usó para la cuantificación de proteínas, y la biomasa residual se conservó para la 

hidrólisis de carbohidratos. La extracción y cuantificación de proteínas se realizó al menos por 

triplicado. 

4.3.4.3 Hidrólisis y cuantificación de carbohidratos 

La extracción de carbohidratos se realizó por hidrólisis, de acuerdo con el procedimiento 

informado por Mirsiaghi y colaboradores [224] donde se redujo la relación pellet-solución y el 

tiempo de extracción. El sedimento celular se suspendió en agua destilada con una concentración 

de biomasa de 50 g/L, luego la suspensión se mezcló con 10% (v/v) de ácido sulfúrico concentrado 

(98%). La hidrólisis se realizó a 100 °C durante 1 h. La suspensión se centrifugó a 1500 x g, a 20 

° C, durante 15 min. El sobrenadante se conservó para la cuantificación de carbohidratos utilizando 

el método de ácido fenol-sulfúrico [228]. La hidrólisis y cuantificación de carbohidratos se realizó 

al menos por triplicado. 

4.3.5 Análisis de la composición de los lípidos recuperados 

El fraccionamiento y análisis de la cantidad total de lípidos recuperados se llevó a cabo mediante 

extracción en fase sólida. Los lípidos brutos (10 mg) se disolvieron en 100 µL de cloroformo y se 

cargaron en un cartucho Agilent Bond Elut NH2 (100 mg), que previamente se acondicionó con 4 
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ml de hexano. Todos los lípidos neutros, excepto los lípidos polares y los fosfolípidos, se eluyeron 

en 4 ml de elución A (cloroformo: 2-propanol; 2:1 v/v). Los lípidos polares se eluyeron con 4 ml 

de elución B (ácido acético al 2% en éter dietílico, v/v) y los fosfolípidos se eluyeron finalmente 

con 4 ml de elución C (metanol). Los resultados del fraccionamiento de lípidos SPE se confirmaron 

por cromatografía en capa fina (TLC). El disolvente para el proceso de TLC fue hexano/éter 

dietílico/ácido acético (80:20:1 v/v/v). Las manchas se visualizaron rociando con una solución al 

10% de ácido sulfúrico en etanol y carbonizando en una estufa durante 10 minutos a 105 °C [229]. 

El análisis de la composición de los lípidos recuperados se realizó al menos por triplicado. 

4.4 Efecto del pretratamiento con ultrasonido u ozono en la fracción proteica de la biomasa 

de microalgas 

4.4.1 Extracción de proteínas con fenol para SDS-PAGE de la biomasa pretratada 

La extracción con fenol se realizó mediante el procedimiento reportado por Faurobert y 

colaboradores [230] con algunas modificaciones. Un gramo de biomasa de microalgas pretratada 

con ultrasonido u ozono y liofilizado se suspendió en 5 ml de tampón de extracción (Tris-HCl 100 

µM pH 8.8, EDTA 10 µM, sacarosa de 900 µg y β-mercaptoetanol al 0.4%) en un tubo Falcon de 

45 ml.  Luego, se añadieron 6 ml de fenol tamponado con Tris (pH 8.8) y la solución se 

homogeneizó dos veces con un polytron durante 1 minuto a 4 °C. Para separar el material insoluble 

de las fases acuosa y orgánica, la muestra se centrifugó durante 30 minutos, 4000 x g a 4 °C. La 

fase fenólica, que estaba en la parte superior del tubo, se recuperó cuidadosamente para evitar el 

contacto con la interfase y se vertió en un tubo nuevo que contenía 25 ml de solución de 

precipitación enfriada (acetato de amonio 100 mM en metanol). El tubo se agitó por inversión y la 

muestra se incubó durante la noche a –20 °C. Finalmente, las proteínas se separaron por 

centrifugación durante 30 minutos, 4000 x g a 4 °C. Después de la centrifugación, el sedimento se 

lavó dos veces con solución de precipitación enfriada, dos veces con acetona enfriada y finalmente 

una vez con etanol enfriado. Después de cada etapa de lavado, la muestra se sometió a mezclado 

con vortex durante 30 segundos y se centrifugó durante 10 minutos a 4000 x g a 4 °C. El sedimento 

final de proteína se suspendió en tampón IEF. En nuestras condiciones, con una suspensión inicial 

de microalgas de 1 g, se necesitaba 1 ml de tampón IEF [230].  

4.4.2 Electroforesis en gel de dodecil sulfato de sodio y poliacrilamida (SDS-PAGE) 

El perfil de SDS-PAGE de los aislados de proteínas del consorcio D y del consorcio S se 

determinaron mediante el método de Laemmli [231] con un aparato de electroforesis universal 

Power Pac (Bio-Rad, Hercules, CA, EE. UU.). Se usó poliacrilamida al 12% como gel de 

resolución y acrilamida al 5% como gel de apilamiento. Se mezclaron 10 μl de muestra suspendida 

en tampón IEF con 100 μl de tampón de muestra (Tris-HCl 0,0625 M, 10% de glicerina, SDS al 

2% y 2-β-mercaptoetanol al 5%, azul de bromofenol al 0,0025%). Los pocillos se cargaron con 20 

μl de muestra junto con un marcador con un peso molecular que oscila entre 10 y 250 kD (Dual-

color, Bio-Rad) y se ejecutaron a 70 V durante 2.5 h a temperatura ambiente, en un tampón SDS-

PAGE en funcionamiento. Los geles se removieron y se tiñeron durante aproximadamente 16 h 

usando una solución de tinción Coomassie Brilliant Blue R-250 (tinción Bio-Safe ™ Coomassie 

G-250, Bio-Rad, Hercules, CA, EE. UU.) y luego se destiñeron con agua destilada. Se usó un 

densitómetro calibrado GS-900TM (Bio-Rad, Hercules, CA, EE. UU.) para el escaneo de geles. 
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Las bandas se identificaron mediante densitometría con el software de adquisición y análisis de 

imágenes Image LabTM (Bio-Rad, Hercules, CA, EE. UU.). La estimación de la concentración 

relativa de las bandas de proteínas se obtuvo con lisozima de clara de huevo de gallina como 

estándar, a una concentración de 1 µg/µL (Sigma Aldrich, MO, EE. UU.) [231]. 

4.4.3 Identificación de proteínas presentes en la biomasa de los consorcios D y S 

Como se mencionó en la sección 2.4.2, las proteínas se aislaron mediante la técnica de 

electroforesis en gel de poliacrilamida. El tratamiento de las muestras antes de la identificación se 

llevó a cabo de acuerdo con el protocolo desarrollado en la Unidad de Servicio de Apoyo a la 

Investigación y la Industria de la Facultad de Química de la Universidad Nacional Autónoma de 

México. Las bandas de gel se cortaron en pequeños fragmentos y se destiñeron con metanol al 

50% (v/v) y ácido acético al 5% (v/v) por 12 h. Luego se lavaron con agua destilada y se incubaron 

durante 15 minutos (dos veces) en 100 mM de bicarbonato de amonio. Se redujeron en ditiotreitol 

(DTT) 50 mM durante 45 minutos y se alquilaron con 30 mM de yodoacetamida durante 2 h. 

Posteriormente, se lavaron tres veces con 100 mM bicarbonato de amonio. Las muestras de gel se 

deshidrataron completamente con acetonitrilo al 100% y llevaron a sequedad total. La digestión 

en gel se realizó con 30 µL de tripsina porcina (Sigma-Aldrich, St. Louis, MO, EE. UU.) 

modificada a partir de una solución que contiene 20 ng /µL e incubada durante 18 h a 37 °C. Los 

péptidos se extrajeron por sonicación en acetonitrilo al 50% (v/v) y ácido fórmico al 5% (v/v) y 

llevaron a sequedad total. Posteriormente, se resuspendieron en 20 µL de ácido fórmico al 1% 

(v/v), desalado en columnas Ziptip C18, y eluido en 12 µL de fase móvil (97% de agua, 3% de 

acetonitrilo, y 0.1% de ácido fórmico). El análisis de péptidos por espectrometría de masas se llevó 

a cabo mediante un sistema integrado de alta definición. Sistema SYNAPT G2 nano-LC-ESI-

MS/MS (Waters Corporation, Milford, MA, EE. UU.) equipado con una fuente de iones 

NanoLockSpray y acoplado en línea a un Cromatógrafo de líquidos nanoACQUITY Ultra 

Performance (UPLC, Waters Corporation, Milford, MA, EE. UU.). El sistema binario de 

disolventes fue 2% acetonitrilo en agua Milli-Q con ácido fórmico al 0.1% (fase móvil A) y 

acetonitrilo al 98% en agua Milli-Q con ácido fórmico al 0.1% (fase móvil B). La muestra se 

inyectó en una columna trampa CLC UPLC (5 µm, 180 µmx y 20 mm; Waters Corporation, 

Milford, MA, EE. UU.) y se lavó con 100% de fase móvil A a un caudal de 15 µL/min. Los 

péptidos se separaron en una columna BEH, C18 UPLC (1.7 µm, 75 µm 100 mm; Waters 

Corporation, Milford, MA, EUA) con un gradiente lineal de hasta 40% de la fase móvil B con un 

caudal de 0.3 µL/min. Se realizaron búsquedas en la base de datos UNIPROT 

(https://www.uniprot.org) usando la tripsina como proteasa específica. Se aceptaron péptidos con 

un puntaje de Protein Lynx Global Server (PLGS) de >95% de confianza como correcto. El umbral 

de puntuación en las condiciones anteriores fue de 52 para p < 0.05. 

4.4.4 Extracción de proteínas para su caracterización térmica por calorimetría diferencial 

de barrido (DSC) y obtención de membranas de nanofibras por electrohilado 

La extracción de proteínas para DSC se realizó de acuerdo al procedimiento publicado por 

Chronakis y colaboradores, con algunas modificaciones, como se informa en la sección 2.3.3.2. 

Después de la centrifugación, el sobrenadante que contenía las proteínas extraídas y liberadas 

durante el pretratamiento se recogió y se ajustó a pH 3.0, con HCl 1.0 N, para la precipitación 

máxima de proteínas. La suspensión se centrifugó a 3000 x g durante 15 min. El sedimento que 

contenía las proteínas se liofilizó y se almacenó a 4 °C hasta su uso. 
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4.4.5 Solubilidad de proteínas  

Para el análisis de la solubilidad de las proteínas, los aislados de proteína se disolvieron (1 mg/ml 

en concentrado) en buffers ajustados a pH´s de 2–10 y se agitaron a temperatura ambiente, durante 

30 min. Las muestras se centrifugaron durante 20 minutos, a 10 000 x g a 10 ° C. El sobrenadante 

se recogió para determinar el contenido de proteínas, mediante el método de Markwell [232]. La 

solubilidad se expresó como porcentaje (g de proteína soluble/100 g de aislado en la muestra). 

4.4.6 Concentración de grupos disulfuro y sulfhidrilo 

La concentración de los grupos disulfuro y sulfhidrilo en los aislados de proteínas se determinó 

usando el método desarrollado por Beveridge y colaboradores [233] y Thannauser y colaboradores 

[234], respectivamente. Las muestras de aislado (1 mg/mL) se suspendieron en 0.086 mol/L Tris-

HCl, 0.09 mol/L glicina, 4 mmol/L EDTA, 8 mol/L urea, pH 8 buffer. Las dispersiones se agitaron 

a 25 °C, durante 10 min, a 500 rpm en un termomezclador y luego se centrifugaron a 15 000 x g 

(10 min, 10 °C). El sobrenadante se incubó con el reactivo de Ellman (4 mg DTNB/mL de metanol) 

y se usó 1 ml de NTSB en el caso de los sulfhidrilos totales. Se midió la absorbancia a 412 nm, en 

un espectrofotómetro Genesys-20 (Thermo Scientific, Waltham, MA, EE. UU.). Para conocer la 

concentración de grupos disulfuro y sulfhidrilo se usó el coeficiente de extinción molar del 3-tio-

6-nitrobenzoato (TNB; 13, 600 L mol−1 cm− 1). La concentración de proteína de los extractos se 

determinó mediante el método de Markwell [232]. 

4.4.7 Identificación térmica de proteínas por calorimetría diferencial de barrido (DSC) 

Se usó calorimetría diferencial de barrido para determinar la temperatura de transición vítrea (Tg), 

la temperatura de desnaturalización (Td) y la entalpía de desnaturalización (ΔHd) de las proteínas 

extraídas y de la biomasa de microalgas. El comportamiento térmico de las proteínas y de la 

biomasa se investigó con un calorímetro TA Instruments Q20 DSC (TA Instrument, New Castle, 

Delaware, EE. UU.). Para llevar a cabo los análisis, se prepararon recipientes de aluminio sellados 

herméticamente que contenían entre 2 y 8 mg de muestra de proteína, las cápsulas se escanearon 

de la siguiente manera: (a) enfriado desde temperatura ambiente hasta -50 °C, isoterma durante 5 

minutos a -50 °C para eliminar la humedad residual y elevar el historial térmico, b) calentar a 

temperatura ambiente a 10 °C/min, mantener durante 5 minutos  a temperatura ambiente y c) 

calentar hasta 350 °C a 10 °C/min para registrar el comportamiento térmico. Todas las mediciones 

de DSC se llevaron a cabo bajo una atmósfera de nitrógeno, a una velocidad de flujo de 50 mL/min. 

Los valores de Tg, Td y ΔHd se obtuvieron mediante el software Universal Analysis (TA 

Instruments, New Castle, Delaware, EE. UU.). Se consideró que la Tg era el punto de inflexión de 

la línea base, causada por la discontinuidad del calor específico de la muestra. 

4.5 Obtención de bioplásticos a base de biomasa de los consorcios D y S 

4.5.1 Preparación de bioplásticos  

Los materiales bioplásticos se obtuvieron mediante un método de dos etapas. En primer lugar, la 

biomasa de microalgas y el plastificante (glicerol) fueron mezclado en una proporción de proteína 

/plastificante 60/40. El mezclador utilizado fue un reómetro contrarotatorio de dos paletas (Haake 

Polylab QC, ThermoHaake), que permite el control de ambos valores: temperatura y torque. Las 

mezclas de tipo masa se obtuvieron después de mezclar por 5 minutos, a 25 °C y 50 rpm. Las 

mezclas de biomasa/plastificante se sometieron a un proceso de moldeo por inyección, para 
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obtener las probetas bioplásticas. Se utilizó una máquina de moldeo por inyección MiniJet II 

(ThermoHaake, Alemania) a escala laboratorio. Se obtuvieron muestras rectangulares (60 × 10 × 

1 mm) a una presión de inyección de 500 bar durante 20 s, y una presión de retención de 200 bar, 

durante 200 s. La temperatura de la cámara de inyección fue de 60 °C en todos los casos, mientras 

que se probaron tres diferentes temperaturas de molde (80, 100 y 120 °C). 

4.5.1.1 Reología de la mezcla biomasa/plastificante 

La mezcla de biomasa de microalgas y glicerol se caracterizó por mediciones de corte oscilatorio 

de pequeña amplitud (SAOS), con un reómetro de tensión controlada (AR200, TA Instruments, 

Newcastle, USA), para establecer el rango de viscoelasticidad lineal a las temperaturas de molde 

seleccionadas. La geometría utilizada fue una placa y una geometría de placa (diámetro: 40 mm) 

con una superficie rugosa y un espacio entre placas de 20 mm. Las pruebas de rampa de 

temperatura se llevaron a cabo de la siguiente manera: (a) las muestras se calentaron desde 25 °C 

hasta la temperatura de molde (80, 100 o 120 °C) a 5 °C/min, b) isoterma durante 300 s a la 

temperatura de molde (80, 100 y 120 °C)  y c) enfriamiento de la mezcla de la temperatura de 

molde (80, 100 o 120 °C) hasta 25 °C a 5 °C/min. Se realizaron pruebas de barrido de tiempo por 

1800 s a la temperatura seleccionada manteniéndola constante. Durante estas mediciones, la 

viscosidad compleja (ɳ*) se monitoreo a una frecuencia constante de 2π rad/s. Todas los sistemas 

estudiados tenían la misma historia termoreológica antes de realizar cualquier prueba. 

4.6 Obtención de biocompositos a partir de biomasa residual de los consorcios D y S 

La biomasa residual de microalgas utilizada como materia prima para la obtención de 

biocompositos se obtuvo a partir del pretratamiento con ultrasonido u ozono y la extracción de 

proteínas. Para este fin, se llevó a cabo el análisis de la composición de la biomasa residual de 

microalgas.  

4.6.1 Caracterización de la biomasa residual 

4.6.1.1 Contenido de cenizas 

Para obtener el contenido de cenizas, 300 mg de biomasa en un crisol a peso constante se llevaron 

a una mufla por 5 h a 550 °C. El contenido de cenizas se determinó como % en peso seco. Se 

realizaron al menos 3 réplicas. 

4.6.1.2  Contenido de humedad 

Para determinar el contenido de humedad, 300 mg de biomasa en un crisol a peso constante se 

llevaron a una estufa por 24 h a 100 °C. El contenido de humedad se determinó como % en peso 

seco. Se realizaron al menos 3 réplicas. 

4.6.1.3  Contenido de lípidos 

El contenido de lípidos se determinó mediante el método Soxhlet. 300 mg de muestra se 

depositaron en un cartucho y se sometieron a extracción por al menos 1 h. El solvente utilizado 

fue hexano. El contenido de lípidos se determinó como % en peso seco. Se realizaron al menos 3 

réplicas. 
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4.6.1.4 Contenido de proteínas 

El contenido de proteínas se determinó mediante el método de Dumas, que se basa en la pirólisis 

completa de la muestra y medición del contenido de nitrógeno de los gases de combustión. El 

contenido de proteínas se determinó como % en peso seco. Se realizaron al menos 3 réplicas. 

4.6.1.5 Contenido de carbohidratos 

El análisis del contenido de carbohidratos se llevó a cabo mediante el método de fenol-sulfúrico 

reportado en la sección 2.3.3.3. El contenido de carbohidratos se determinó como % en peso seco. 

Se realizaron al menos 3 réplicas. 

4.6.2 Preparación de biocompositos 

Los biocompositos se obtuvieron siguiendo los mismos dos pasos utilizados para la obtención de 

bioplasticos. La relación proteína/plastificante se mantuvo constante (60/40), el polímero sintético 

(policaprolactona) PCL se introdujo para producir mezclas con 5, 10, y 20% en peso de PCL en la 

mezcla resultante. Las mezclas de tipo masa se obtuvieron después de mezclar por 5 minutos, a 60 

°C y 50 rpm. En cuanto a la etapa de moldeo por inyección, también se obtuvieron muestras 

rectangulares (60 × 10 × 1 mm) a una presión de inyección de 500 bar durante 20 s, y una presión 

de retención de 200 bar durante 200 s, la temperatura de la cámara de inyección en este caso fue 

de 70 °C, mientras que se probaron tres diferentes temperaturas de molde (80, 100 y 120 °C). 

4.6.2.1 Análisis térmico mecánico dinámico (DMTA) de las mezclas biomasa/glicerol/PCL 

Las propiedades viscoelásticas: G ', G'' y tan δ (tan δ= G''/G') de las mezclas se realizaron con un 

reómetro RSA3 (TA Instrumentos, Estados Unidos). Se realizaron pruebas de barrido de 

frecuencia de 0.02 a 20 Hz a temperatura constante.  

4.7 Caracterización de los materiales obtenidos 

4.7.1 Análisis mecánico dinámico (DMA) 

La caracterización reológica de las probetas se realizó por medio de pruebas de DMA, con un 

reómetro Discovery-HR-3 (TA Instrumentos, Estados Unidos). Se seleccionó una geometría de 

torsión rectangular para estas pruebas de flexión oscilatoria. Se realizaron pruebas de barrido de 

frecuencia de 0.02 a 20 Hz a temperatura constante (30 °C) y pruebas de rampa de temperatura de 

25 hasta 140 °C a 3 °C/min y 1 Hz, tanto para bioplásticos como biocompositos. Ambas pruebas 

se llevaron a cabo dentro de la región viscoelástica lineal. 

4.7.2 Pruebas de tracción 

Se realizaron pruebas de tracción uniaxiales hasta alcanzar la ruptura de las probetas mediante un 

reómetro RSA3 con una geometría rectangular (TA Instrumentos, Estados Unidos). Inicialmente 

se obtuvieron curvas de tensión-deformación y, posteriormente, se obtuvieron tres parámetros de 

estas curvas: módulo de Young (E), esfuerzo máximo (σmax) y deformación a la rotura (εr). La 

velocidad de deformación seleccionada fue de 10 mm/min. Todas las pruebas tanto para 

bioplásticos como biocompositos se realizaron a temperatura ambiente. 
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4.7.3 Capacidad de absorción de agua 

La capacidad de absorción de agua de bioplásticos y biocompositos se determinó de acuerdo al 

método descrito por Cuadri y colaboradores [232]. Las probetas se secaron durante la noche en un 

horno a 50 °C (peso seco inicial). Después se introdujeron en agua destilada durante 24 h (peso 

húmedo). Finalmente, las probetas se sometieron nuevamente a un proceso de secado (peso seco 

final). La capacidad de absorción de agua y la pérdida de material soluble se determinaron 

mediante las siguientes ecuaciones [232]. 

𝐶𝑎𝑝𝑎𝑐𝑖𝑑𝑎𝑑 𝑑𝑒 𝑎𝑏𝑠𝑜𝑟𝑐𝑖ó𝑛 𝑑𝑒 𝑎𝑔𝑢𝑎 =  
𝑃𝑒𝑠𝑜 ℎ𝑢𝑚𝑒𝑑𝑜 − 𝑃𝑒𝑠𝑜 𝑠𝑒𝑐𝑜 𝑓𝑖𝑛𝑎𝑙

𝑃𝑒𝑠𝑜 𝑠𝑒𝑐𝑜 𝑓𝑖𝑛𝑎𝑙
× 100               (1) 

 

𝑃𝑒𝑟𝑑𝑖𝑑𝑎 𝑑𝑒 𝑚𝑎𝑡𝑒𝑟𝑖𝑎𝑙 𝑠𝑜𝑙𝑢𝑏𝑙𝑒 =  
𝑃𝑒𝑠𝑜 𝑠𝑒𝑐𝑜 𝑖𝑛𝑖𝑐𝑖𝑎𝑙 − 𝑃𝑒𝑠𝑜 𝑠𝑒𝑐𝑜 𝑓𝑖𝑛𝑎𝑙

𝑃𝑒𝑠𝑜 𝑠𝑒𝑐𝑜 𝑖𝑛𝑖𝑐𝑖𝑎𝑙
× 100                 (2) 

 

Todas las mediciones se llevaron a cabo por triplicado.  

4.8 Obtención de membranas de nanofibras por electrohilado a partir de proteínas de 

biomasa del consorcio D pretratada con ultrasonido u ozono 

4.8.1 Solución de acetato de celulosa (AC) 

El acetato de celulosa (contenido de acetilo 39.8%, MW=30,000) fue comprado en Aldrich Co. y 

el ácido acético (N 99%) se adquirieron de Duksan Pure Chemical Co. (Corea). Mediante estudios 

previos realizados por el grupo de Tecnología y Diseño de Productos Multicomponentes de la 

Universidad de Sevilla, se determinó que la concentración óptima para obtener membranas de 

nanofibras por electrohilado a partir de acetato de celulosa es 17% p/p. Por lo tanto se realizó una 

disolución madre al 34% p/p con acetato de celulosa y ácido acético al 80%, para, de esta forma, 

obtener disoluciones al 17% p/p diluyendo con ácido acético al 80%  o bien la solución de proteína 

adecuada. Debido a la alta viscosidad del acetato de celulosa, la mezcla se agitó durante 24 horas, 

acompañada de un ligero aumento de temperatura, para poder obtener una solución completamente 

homogénea.  

4.8.2 Solución de proteína del consorcio D en ácido acético al 80% 

Para obtener las soluciones de proteína en ácido acético, 5 g de aislado de proteína se disolvieron 

en 15 mL de ácido acético al 80% y se agitó a temperatura ambiente durante 3 h. Las muestras se 

centrifugaron durante 20 minutos, a 10 000 x g y 10 °C. El sobrenadante se recogió para su 

caracterización fisicoquímica, y determinar el contenido de proteínas mediante el método Kjeldahl, 

la solubilidad se expresó como porcentaje (g de proteína soluble/100 g de aislado en la muestra). 

4.8.3 Preparación de soluciones de proteína y AC 17%/proteína 

Para llevar a cabo el electrohilado, se prepararon las soluciones que se muestran en la Tabla 7 para 

cada concentrado de proteína, se mezcló la cantidad necesaria de solución madre de AC al 34% 

p/p y solución madre de proteína.   
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Tabla 7. Soluciones de AC/proteína electrohiladas. 

Solución 
Concentración 

de AC (%) 

mL de solución 

de proteína 

1 17 5 

2 17 2.5 

3 17 1.25 

4 17 0.75 

Se tenían cuatro concentrados de proteína de biomasa del consorcio D: concentrado de proteína de 

biomasa sin pretratamiento, concentrado de proteína de biomasa pretratada con ultrasonido a una 

energía aplicada de 50 kWh/kg de biomasa seca, concentrado de proteína de biomasa pretratada 

con ultrasonido a una energía aplicada de 125 kWh/kg de biomasa seca y concentrado de proteína 

de biomasa pretratada con ozono a una concentración de 9 mg O3/L. Se eligieron estas condiciones 

de pretratamiento, ya que son las que presentaron mayor rendimiento de recuperación de proteínas. 

El total se trabajó con 4 disoluciones de proteína y 16 soluciones de AC 17%/proteína. 

4.8.4 Caracterización de soluciones de proteína y AC 17%/proteína 

Primero, se determinaron las propiedades físicas de todas las soluciones para estudiar su influencia 

sobre las membranas obtenidas. El pH se determinó con un medidor de pH (CyberScan pH1500, 

Eutech), la conductividad eléctrica mediante un conductímetro (EC-Meter Basic 30+, Crison) y la 

tensión superficial mediante un tensiómetro (Sigma 701, Dyne). La mediciones de tensión 

superficial se realizaron con una placa rectangular estándar (placa Wilhelmy) suspendida 

verticalmente a una balanza de precisión. La parte inferior del plato se puso en contacto 

(horizontalmente) con la superficie del líquido. Entonces, se ejerció una fuerza vertical en el plato 

para levantarlo. La placa se levantó gradualmente, y en cada lado se había formado una interfaz 

curva. Por otro lado, se realizaron mediciones reológicas para determinar la viscosidad de las 

soluciones en función de la velocidad de corte. Para llevar a cabo estas mediciones, las muestras 

se colocaron en geometría de placas paralelas lisas de 60 mm (espacio de 1 mm), la temperatura 

se ajustó a 25 °C. La ventana de velocidad de corte se estableció entre 1 y 100 s-1. Estas mediciones 

se llevaron a cabo en un reómetro de tensión controlada (AR200, TA Instruments, Newcastle, 

USA).  

4.8.5 Procesamiento y caracterización de membranas AC 17%/proteína 

Las membranas se obtuvieron con una configuración de electrohilado horizontal, con 

jeringas BD Luer-Lock de 10 ml, y agujas de acero inoxidable 22 G (diámetro interno 0.5 mm). 

Las membranas obtenidas se analizaron mediante microscopía electrónica de barrido (MEB) 

(JEOL 6460LV) después de recubrir las muestras con oro en un equipo sputter (EM ACE600, 

Leica). En el microscopio JEOL se obtuvieron imágenes de la superficie de las muestras a escalas 

micro y nanométricas. El diámetro de las fibras obtenidas para cada sistema se midió mediante un 

software de análisis de imágenes (Image J), que es un programa de procesamiento de imágenes de 

dominio público de Java. El coeficiente de variación también se calculó para comparar las 

distribuciones normales obtenidas de los diferentes sistemas estudiados. Además, de obtuvieron 

los espectros de infrarrojo de las muestras, para comprobar la presencia de proteína en la 
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membranas. Los espectros de infrarrojo se obtuvieron por espectroscopía infrarroja por 

transformada de Fourier (FTIR) con un espectrofotómetro Nicolet Magna-IR 560.  

4.9 Obtención de membranas de nanofibras por electrohilado a partir de proteínas de 

biomasa de microalgas del consorcio S pretratada con ultrasonido u ozono  

4.9.1 Solución de poli (óxido de etileno) (PEO) 

Mediante estudios previos realizados por el grupo de Tecnología y Diseño de Productos 

Multicomponentes de la Universidad de Sevilla, se determinó que la concentración óptima para 

obtener membranas de nanofibras por electrohilado de PEO es 3.5 % p/p. Por lo tanto se realizó 

una disolución madre al 7% p/p con PEO y agua destilada, para obtener disoluciones al 3.5% 

diluyendo con agua o bien la solución de proteína adecuada. Debido a la alta viscosidad del PEO, 

la mezcla se agitó durante 24 horas, acompañada de un ligero aumento de temperatura, para poder 

obtener una solución completamente homogénea. El PEO utilizado (PEO, 600 kDa peso molecular 

promedio) fue adquirido de Sigma-Aldrich (EE. UU.). 

4.9.2 Soluciones de proteína del consorcio S 

Mediante el estudio de solubilidad de los concentrados de proteína se determinó que tanto los 

concentrados de proteína de biomasa pretratada como el concentrado de proteína de biomasa sin 

pretratamiento presentaban un mayor porcentaje de disolución. Se usó el buffer Tris base a pH 

8.94 como disolvente. Por lo tanto este fue el buffer utilizado para obtener las soluciones de 

proteína. Para preparar el buffer se disolvieron 0.605 g de Tris base en aproximadamente 450 ml 

de agua ultrapura. Posteriormente se añadieron 4.45 g de NaCl, se ajustó el pH a 8.94 con una base 

fuerte o ácido monovalente según sea necesario. Finalmente se completó el volumen a 500 ml con 

agua ultrapura. 

Para preparar la solución madre de proteínas se pesa la cantidad necesaria de concentrado de 

proteína para preparar 20 mL de solución con concentración final de 5% p/p (teniendo en cuenta 

el porcentaje de disolución del concentrado). El concentrado de proteína pesado se disuelve en 15 

mL de buffer Tris base y se ajusta a pH 8.94, con un ácido o base fuerte, según sea necesario. 

Finalmente se ajusta el volumen a 20 mL con buffer Tris base. La solución se agita por 30 min 

para homogenizar, se centrifuga la disolución por 10 min a 5 °C y 15 000 x g. Tras el centrifugado, 

se consigue la concentración deseada del 5% de proteína. Una vez preparada la disolución, se 

añade una punta de espátula de azida sódica (NaN3) para prevenir el crecimiento bacteriano.  

4.9.3 Preparación de soluciones de proteína y PEO 3.5%/proteína 

Para llevar a cabo el electrohilado se preparan las soluciones que se muestran en las Tablas 8 y 9. 

Para cada concentrado de proteína se mezcló la cantidad necesaria de buffer Tris base y solución 

madre de proteína al 5% p/p o bien de solución madre de PEO al 7% p/p y solución madre de 

proteína al 5% p/p, según sea el caso.   
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Tabla 8.- Concentración de las soluciones de proteína del consorcio S electrohiladas. 

Solución 
Concentración 

de proteína (%) 

1 5 

2 2.5  

3 1.25 

 

Tabla 9.- Concentración de las soluciones de PEO/proteína electrohiladas. 

Solución 
Concentración 

de PEO (%) 

Concentración 

de proteína (%) 

4 3.5 2.5 

5 3.5 1.25 

6 3.5 0.75 

Se tenían tres concentrados de proteína de biomasa del consorcio S: concentrado de proteína de 

biomasa sin pretratamiento, concentrado de proteína de biomasa pretratada con ultrasonido a una 

energía aplicada de 200 kWh/kg de biomasa seca y el concentrado de proteína de biomasa 

pretratada con ozono a una concentración de 9 mg O3/L. Se eligieron estas condiciones de 

pretratamiento ya que son las que presentaron mayor rendimiento de recuperación de proteínas. El 

total se trabajó con 9 disoluciones de proteína y 9 disoluciones PEO 3.5%/proteína. 

4.9.4 Caracterización de soluciones de proteína y PEO 3.5%/proteína 

Las soluciones de proteína y PEO 3.5%/proteína se caracterizaron físicamente mediante los 

procedimientos descritos en la sección 2.8.4 

4.9.5 Procesamiento y caracterización de membranas PEO 3.5%/proteína 

El procesamiento y caracterización de las membranas se llevó a cabo mediante los procedimientos 

descritos en la sección 2.8.5. 

Adicionalmente se realizaron pruebas de tracción mediante la metodología descrita en la sección 

2.6.2. Inicialmente, se obtuvieron curvas de tensión-deformación y posteriormente se obtuvieron 

tres parámetros de estas curvas: módulo de Young (E), tensión máxima (σmax) y tensión en la rotura 

(εr). Todos los análisis se realizaron al menos por triplicado.  

4.10 Pretratamiento combinado de ultrasonido y ozono para la recuperación de 

biocomponentes microalgales y fósforo 

4.10.1 Diseño de experimentos  

El análisis estadístico se realizó mediante software estadístico (Statgraphics Centurion XVI, 

Statgraphics Technologies, The Plains, VA). Se utilizó un diseño de experimentos basado en una 



4. Metodología Experimental 
 

 

72 

 
 

metodología de superficie de respuesta. El diseñó de experimentos del pretratamiento combinado 

de ultrasonido y ozono fue basado en los resultados preliminares encontrados sobre el efecto 

individual de los pretratamientos de ultrasonido y ozono. El objetivo del pretratamiento combinado 

fue intensificar el proceso de recuperación de lípidos, proteínas, carbohidratos y fósforo de 

microalgas. El pretratamiento combinado diseñado consistió en ultrasonido para inducir la 

disrupción celular, liberar proteínas a la fase acuosa y extraer lípidos seguidos de ozono, para 

recuperar carbohidratos y fósforo. En el pretratamiento combinado durante el ultrasonido se 

aplicaron los parámetros experimentales que proporcionaron una buena respuesta tanto para la 

recuperación de lípidos como de proteínas. Estos parámetros se obtuvieron de acuerdo a la función 

e deseabilidad para la obtención de respuestas múltiples. Para el ozono se diseñó un nuevo 

experimento para la recuperación de carbohidratos y fósforo. Los parámetros experimentales 

evaluados para el ozono en el pretratamiento combinado fueron: concentración de ozono en cuatro 

niveles (9, 15, 21 y 27 mg O3/L), tiempo de contacto en tres niveles (15, 25 y 35 min) y pH en dos 

niveles (8 y 11) que implican 24 experimentos. En el pretratamiento combinado, se aplicó la 

función de deseabilidad del ozono para encontrar una combinación de los parámetros 

experimentales que proporcionaban la máxima eficiencia, tanto para la recuperación de 

carbohidratos como de fósforo. Todos los experimentos se realizaron por triplicado. El análisis de 

varianza (ANOVA) también se realizó para identificar parámetros operativos significativos. Los 

efectos de los parámetros se consideraron significativos a un nivel del 95% (p <0.05). 

4.10.2 Extracción y cuantificación de biocomponentes 

La extracción y cuantificación de biocomponentes se realizó mediante los métodos descritos en la 

sección 4.3 

4.10.2 Análisis de fósforo  

El porcentaje de TP y orto-PO4
-3 liberados a la solución durante el proceso de recuperación de 

fósforo se evaluó mediante los procedimientos presentados en la Tabla 6. 
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5. RESULTADOS y DISCUSIÓN 

5.1 Cultivo de biomasa de microalgas    

5.1.1 Cultivo de biomasa del consorcio D 

Durante todo el proceso experimental, las microalgas se cultivaron en reactores de 10 litros, la 

concentración inicial en los reactores fue de 200 ± 20 mg/L, y el periodo de cultivo fue de 27 

días. Se monitorearon las propiedades fisicoquímicas del cultivo, así como su composición al 

microscopio. La observación de los cultivos al microscopio permitió identificar la aparición de 

cianobacterias, así como de dos microorganismos nuevos que presentaban diferente morfología 

a la de la microalga inoculada (Desmodesmus sp.). Para identificar estos microorganismos, se 

tomó una muestra de agua residual sin inocular y se le dio el mismo tratamiento que a los 

cultivos de microalgas. Después de ocho días bajo irradiación con lámparas de fluorescencia se 

observó crecimiento de microorganismos en el agua residual sin inocular. La identificación de 

estos microorganismos mediante morfología permitió clasificarlos dentro del género 

Mychonastes. Por lo tanto, se concluyó que la principal fuente de procedencia de esta microalga 

es el agua residual, Figura 13a. Las especies del género Mychonastes son microalgas verdes, 

constituyen pequeñas algas esféricas, ovoides o elipsoidales; se encuentran en forma solitaria o 

colonias. Son uno de los grupos más abundantes de microalgas del fitoplancton de agua dulce 

y salobre [236]. Las microalgas del género Mychonastes son un buen candidato para la 

producción de biodiesel, debido a que pueden llegar a generar contenido de lípidos de hasta 

50% [237].  

Por otra parte se tomó una muestra del cultivo contaminado para la identificación de los 

microorganismos presentes en mayor concentración. Los análisis dieron como resultado que 

estos microorganismos son del género Chlorococcum. No existe fuente de procedencia aparente 

para estos microorganismos, sin embargo, pueden contaminarse vía aérea. El género 

Chlorococcum se compone de microalgas verdes, son células elipsoidales o esféricas con 

paredes celulares suaves y dimensiones variables. Pueden acumular gran cantidad de lípidos. 

En estudios recientes se reporta que pueden llegar a acumular hasta 65% de lípidos en 

condiciones de atmosfera de nitrógeno y deficiencia de nitrógeno en el medio de cultivo, por lo 

cual pueden llegar a ser cultivadas para la producción de biodiesel, Figura 13b [238].  

 

 

 

 

 

 

 

Figura 14. Cultivos del consorcio D con a) Mychonastes y b) Chlorococcum (x40). 

Como resultado, los cultivos contenían 85% de Desmodesmus sp., 5% Mychonastes sp., 5% 

Chlorococcum sp. y 5% cianobacteria. Por lo tanto, la biomasa de este consorcio de microalgas 

rico en Desmodesmus sp., fue nombrado a lo largo de la tesis como consorcio D. Durante el 

proceso de cultivo del consorcio D se observó que la tasa de crecimiento aumentó de forma 

exponencial en los primeros 9 días de cultivo. A partir del día 9, la tasa de crecimiento 

disminuyó debido a que la concentración de nitrógeno amoniacal fue menos de 9 mg/L. Aunque 

se tiene presencia de nitrógeno en forma de nitratos a partir del día 9 de cultivo, la tasa de 

a) b) 
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remoción de nutrientes disminuye considerablemente. La razón por la que disminuye es que a 

partir de este día las microalgas se alimentan con nitratos. El amoníaco es utilizado directamente 

por las microalgas para sintetizar aminoácidos, mientras que los nitratos tienen que ser 

convertidos a amoniaco para así poder sintetizar aminoácidos, lo cual es un proceso más largo, 

al final de la etapa de cultivo se removió el 100% de nitrógeno amoniacal, Figura 14. 

 
Figura 15. Curva de crecimiento de biomasa del consorcio D y remoción de NH4

+, TP y orto-

PO4
-3. 

Por otra parte, según la literatura, la remoción de ortofosfatos es dependiente de la remoción de 

nitrógeno. Para el caso del consorcio D se requieren 6 mg/L de nitrógeno amoniacal por cada 

mg/L de ortofosfatos removido. Estos datos se obtienen al día 9 de cultivo, ya que después de 

este día el suministro de nitrógeno en el medio de cultivo no solamente es función de nitrógeno 

amoniacal, sino también del nitrógeno en forma de nitratos. Al final de la etapa de cultivo se 

removieron 73 ± 9% de orto-PO4
-3 y 62 ± 7% de fósforo total. Para cultivar biomasa del 

consorcio D se requieren 97 mg de orto-PO4
-3/g de biomasa producida. Estos datos son 

importantes para poder llevar a cabo el balance de fósforo en la etapa de recuperación.  

5.1.2 Cultivo de biomasa de microalgas del consorcio S 

El seguimiento de los cultivos de Scenedesmus obliquus al microscopio mostró la aparición de 

células microalgales pertenecientes al género Mychonastes. Los cultivos de Scenedesmus 

obliquus estaban compuestos de 90% Scenedesmus obliquus, 5% Mychonastes y 5% 

cianobacteria sp. Como se mencionó con anterioridad, la fuente de procedencia es el agua 

residual que se usó como medio de cultivo, Figura 15. Nuevamente, debido a que la biomasa 

que se obtiene no se constituye de una solo especie de microalgas y la biomasa del consorcio 

es rica en Scenedesmus obliquus, fue nombrado consorcio S a lo largo de la tesis.   

Durante el proceso de cultivo de biomasa del consorcio S se observó que la tasa de crecimiento 

aumentó de forma exponencial durante los primeros 16 días de cultivo. A partir del día 16, la 

tasa de crecimiento disminuyó debido a que la concentración de nitrógeno amoniacal es de 16 

mg/L. De igual forma que para los cultivos del consorcio D a partir del día 16 de cultivo, la tasa 

de remoción de nutrientes disminuye debido a que los nitratos se vuelven su principal fuente de 
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nitrógeno. Al final de la etapa de cultivo se removió el 100% de nitrógeno amoniacal, Figura 

16. 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 16. Cultivo del consorcio S contaminado con Mychonastes (x40). 

Para el cultivo de biomasa del consorcio S se requieren 2.27 mg/L de nitrógeno amoniacal por 

cada mg/L de ortofosfatos removido. Estos datos se obtienen al día 16 de cultivo, ya que 

después de este día el suministro de nitrógeno es mediante los nitratos presentes. Al final del 

proceso de cultivo se removieron 84 ± 1% de orto-PO4
-3 y 83 ± 2% de fósforo total, finalmente 

se requieren 68 mg de orto-PO4
-3/g de biomasa producida.  

 
Figura 17. Curva de crecimiento del consorcio S y remoción de NH4

+, TP y orto-PO4
-3. 
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5.2 Pretratamiento de biomasa de microalgas de los consorcios D y S con ultrasonido u 

ozono 

5.2.1 Efecto del pretratamiento con ultrasonido en la disrupción celular y eficiencia de 

recuperación de biocomponentes  

Solo la concentración de biomasa y la intensidad ultrasónica tuvieron un efecto significativo 

sobre el rendimiento de biocomponentes liberados de ambos consorcios, D y S, Tabla 10.  

Tabla 10.- Análisis de varianza (ANOVA) del modelo cuadrático de superficie de respuesta 

para el rendimiento de proteínas, carbohidratos y lípidos liberados después del pretratamiento 

de biomasa de los consorcios D y S con ultrasonido (n=3). 

Origen 

Consorcio D Consorcio S 

Proteínasa Carbohidratosb Lípidosc Proteínasd Carbohidratose Lípidosf 

Valor P Valor P Valor P Valor P Valor P Valor P 

Concentración de 

biomasa (g/L) 
0.1043 0.7673 0.0071 0.4059 0.0207 0.0003 

Energía aplicada 

(kWh/kg) 
0.5788 0.8495 0.0579 0.7992 0.1013 0.1697 

Intensidad 

ultrasónica (W/mL) 
0.0008 0.0043 0.0003 0.0051 0.0000 0.0000 

a Des Std: 16.13; error abs.: 9.33; b Des Std: 7.85; error abs.: 4.63;  
c Des Std: 4.60; error abs.: 2.30; d Des Std: 15.57; error abs.: 8.18;  
e Des Std: 3.75; error abs.: 2.08; f Des Std: 3.92; error abs.: 2.41. 

Fuente en negrita denota p < 0.05. 

La Figura 18 muestra la interacción de la concentración de biomasa (25-75 g/L) y la intensidad 

ultrasónica (0.32 y 0.53 W/L) para el rendimiento de liberación de biocomponentes del 

consorcio D. La concentración de biomasa tuvo un efecto positivo, ya que el aumento de la 

concentración de biomasa aumentó el rendimiento de los biocomponentes liberados (Figuras 

18a, 18b, y 18c). Para todos los biocomponentes de ambos tipos de biomasa, los mayores 

rendimientos de biocomponentes liberados (94 ± 5% y 99 ± 3% de proteínas, 40 ± 3% y 50 ± 

6% de carbohidratos y 26 ± 1% y 42 ± 7% de lípidos para los consorcios D y S, respectivamente) 

se lograron con la concentración de biomasa más alta de 75 g/L. El proceso de ultrasonido se 

vuelve energéticamente más efectivo a altas concentraciones de biomasa, ya que la energía de 

ultrasonido tiene una atenuación insignificante en la fase acuosa y es más efectiva cuando está 

en contacto con materia sólida, como las células de microalgas [13]. Por lo tanto, a altas 

concentraciones de suspensión se promovió una mayor disrupción celular. Resultados similares 

fueron reportados por Zhang y colaboradores [239]. Ellos descubrieron que durante el 

pretratamiento con ultrasonido de Trichosporon oleaginosus para la recuperación de lípidos, 

una alta concentración de biomasa de 50 g/L aumentó la posibilidad de colisión entre las células, 

lo que mejoró la disrupción células. Silveira y colaboradores [240] informaron que una 

concentración de biomasa de 80 g /L resultó en la recuperación máxima de ficocianina de 

Spirulina platensis. Yao y colaboradores [241] informaron que la recuperación de lípidos en el 

nivel de 73 ± 8% de biomasa de Nannochloropsis sp. se logró a una concentración de 120 g/L.  

La intensidad ultrasónica tuvo un efecto negativo en el rendimiento de los biocomponentes 

liberados. El aumento de la intensidad ultrasónica de 0.32 a 0.53 W/mL redujo el rendimiento 

de 94% a 10% y de 99% a 47% para proteínas, de 40% a 15% y de 50 a 27% para carbohidratos 

y de 26% a 4% y de 42% a 8% para lípidos, Figura 18.  
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Figura 18. Superficie de respuesta del rendimiento de a) proteínas, b) carbohidratos y c) lípidos 

de biomasa del consorcio D liberados en función de la intensidad ultrasónica y la concentración 

de biomasa. Se muestran mediciones por triplicado (n=3) para cada conjunto de datos. 

Debido a que el rendimiento de las proteínas liberadas fue un indicador de disrupción celular, 

se puede deducir que la intensidad ultrasónica de 0.53 W/mL, descrita también como 

pretratamiento con ultrasonido a alta potencia/tiempo corto, disminuyó considerablemente la 

disrupción celular.  
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Figura 19. Superficie de respuesta del rendimiento de a) proteínas, b) carbohidratos y c) lípidos 

de biomasa del consorcio S liberados en función de la intensidad ultrasónica y la concentración 

de biomasa. Se muestran mediciones por triplicado (n=3) para cada conjunto de datos. 

Del mismo modo, para todos los biocomponentes, los mayores rendimientos de 

biocomponentes liberados se lograron a pretratamiento con ultrasonido de baja potencia/tiempo 

largo (intensidad ultrasónica de 0.32 W/mL). Esto es consecuencia de una reducción en el 

tiempo de operación con un aumento en la potencia de salida del baño de ultrasonido, debido a 

que la cavitación general y la energía liberada a la solución disminuyeron cuando disminuyó el 

tiempo de residencia de la suspensión de microalgas en la zona de sonicación activa. Esto 

enfatiza la importancia del tiempo en el pretratamiento con ultrasonido. El tiempo corto puede 
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conducir a la irrupción celular incompleta y el tiempo prolongado puede generar reacciones 

indeseables. La superficie de respuesta del rendimiento de (a) proteínas, (b) carbohidratos y (c) 

lípidos de biomasa del consorcio S liberados en función de la intensidad ultrasónica y la 

concentración de biomasa se muestran en la Figura 19. 

En contraste con los efectos del pretratamiento con ultrasonido sobre la disrupción celular, los 

parámetros estudiados tuvieron un impacto diferenciado en la eficiencia de recuperación de 

cada biocompuesto de biomasa del consorcio D, Tabla 11. 

Tabla 11.- Análisis de varianza (ANOVA) del modelo cuadrático de superficie de respuesta 

para el rendimiento de proteínas, carbohidratos y lípidos recuperados después del 

pretratamiento de biomasa del consorcio D con ultrasonido (n=3). 

Fuente 
Proteínasa Carbohidratosb Lípidosc 

Valor P Valor P Valor P 

Concentración de biomasa (g/L) 0.4225 0.2098 0.3941 

Energía aplicada (kWh/kg) 0.8092 0.2383 0.0269 

Intensidad ultrasónica (W/mL) 0.0014 0.0552 0.0728 

a Des Std: 15.69; error abs: 9.11; b Des Std: 9.69; error abs: 5.87;  
c Des Std: 10.10; error abs: 6.31. Fuente en negrita denota p < 0.05. 

Solo la intensidad ultrasónica tuvo un efecto significativo sobre el rendimiento de las proteínas 

recuperadas. Se observó que el rendimiento de recuperación de proteínas disminuye cuando la 

intensidad ultrasónica aumenta, Tabla 11. El mayor rendimiento de proteínas recuperadas (97 

± 1%) se logró a las siguientes condiciones: concentración de biomasa más alta de 75 g/L, 

energía aplicada más baja de 50 kWh/kg de biomasa seca e intensidad ultrasónica más baja de 

0.32 W/mL. En vista de la alta disrupción celular y el rendimiento de proteínas liberadas en 

solución (94%) a estas condiciones experimentales, alrededor del 3% de las proteínas totales en 

la biomasa se extrajeron mediante un método químico (pH 11, 40 °C durante 15 min) después 

del pretratamiento con ultrasonido, a estas condiciones experimentales se logró un 97 ± 1% de 

eficiencia de recuperación, Figura 20a. Estos resultados coinciden con la disposición de los 

biocomponentes en la célula de microalgas. La mayoría de las proteínas son material 

intracelular y se pueden encontrar en forma libre o combinadas con pigmentos. Por lo tanto, la 

liberación y extracción de proteínas requiere la alteración de la pared celular, lo que se logró 

con el pretratamiento con ultrasonido [242]. A las condiciones aplicadas durante el 

experimento, la mayoría de las proteínas se liberaron a la fase acuosa, lo que intensifica 

significativamente el proceso de recuperación de proteínas, por lo que el proceso de extracción 

realizado después del pretratamiento con ultrasonido pudo haberse omitido.  

Los parámetros estudiados no mostraron un efecto significativo sobre el rendimiento de los 

carbohidratos recuperados, Tabla 11. La cavitación por ultrasonido genera radicales y ondas de 

choque, sin embargo, las ondas de choque no pueden romper los enlaces covalentes. Esto 

sugiere que los radicales formados durante el pretratamiento reaccionaron con los carbohidratos 

almacenados en la pared celular de las microalgas y liberaron una fracción de carbohidratos a 

la fase acuosa. Como se mencionó anteriormente, en este estudio se liberaron 40 ± 3% de la 

fracción de carbohidratos en la fase acuosa. El mayor rendimiento de carbohidratos recuperados 

(89 ± 3%) se logró a la concentración de biomasa más alta de 75 g/L y la intensidad ultrasónica 

más baja de 0.32 W/mL, Figura 20b. La energía aplicada tuvo un efecto positivo sobre el 

rendimiento de los lípidos recuperados, Tabla 11. Un aumento en la energía aplicada aumentó 

el rendimiento de los lípidos recuperados. El mayor rendimiento de los lípidos recuperados (85 
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± 2%) se logró a la energía aplicada más alta de 200 kWh / kg de biomasa seca, la concentración 

de biomasa más alta de 75 g/L y la intensidad ultrasónica más baja de 0.32 W/mL, Figura 20c.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 20. Superficie de respuesta del rendimiento de a) proteínas, b) carbohidratos y c) lípidos 

de biomasa del consorcio D recuperados. Se muestran mediciones por triplicado (n=3) para 

cada conjunto de datos. 

En el caso de la recuperación de biocomponentes de biomasa del consorcio S, solo la intensidad 

mostró un efecto significativo sobre la recuperación de biocomponentes microalgales, Tabla 

12.  
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Tabla 12.- Análisis de varianza (ANOVA) del modelo cuadrático de superficie de respuesta 

para el rendimiento de proteínas, carbohidratos y lípidos recuperado después del 

pretratamiento de biomasa del consorcio S con ultrasonido (n=3). 

Fuente 
Proteínasa Carbohidratosb Lípidosc 

Valor P Valor P Valor P 

Concentración de biomasa (g/L) 0.1441 0.7093 0.6209 

Energía aplicada (kWh/kg) 0.6700 0.5853 0.8879 

Intensidad ultrasónica (W/mL) 0.0160 0.0154 0.1172 

a Des Std: 15.08; error abs: 8.27; b Des Std: 9.43; error abs: 5.71; 
c Des Std: 17.95; error abs: 11.63. Fuente en negrita denota p < 0.05. 

Solo la intensidad ultrasónica tuvo un efecto significativo sobre el rendimiento de las proteínas 

y los carbohidratos recuperados de biomasa del consorcio S. Se observó que el rendimiento de 

recuperación de proteínas y carbohidratos disminuye cuando aumenta la intensidad ultrasónica, 

Tabla 12. El mayor rendimiento de proteína recuperada (99 ± 3%) se logró a las siguientes 

condiciones: concentración de biomasa más alta de 75 g/L, energía aplicada más baja de 50 

kWh/kg de biomasa seca e intensidad ultrasónica más baja de 0.32 W/mL.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 21. Superficie de respuesta del rendimiento de a) proteínas y b) carbohidratos de 

biomasa del consorcio S recuperados en función de la intensidad ultrasónica y la concentración 

de biomasa. Se muestran mediciones por triplicado (n=3). 
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El mayor rendimiento de carbohidratos recuperados (94 ± 2%) se logró a las siguientes 

condiciones: concentración de biomasa de 50 g/L, energía aplicada de 125 g/L e intensidad 

ultrasónica más baja de 0.32 W/L, Figuras 21a y 21b. 

De la misma forma que para el pretratamiento de biomasa del consorcio D en vista de la alta 

disrupción celular y el rendimiento de proteínas liberadas en solución (99%) a estas condiciones 

experimentales, no es necesario llevar a cabo el proceso de extracción, lo que intensifica 

significativamente el proceso de recuperación de proteínas. El mayor rendimiento de 

recuperación de proteínas se logró a los mismos parámetros experimentales para ambos tipos 

de biomasa, esto nos indica que el proceso de pretratamiento propuesto puede llevarse a cabo 

con otras especies de biomasa esperando resultados similares, al menos para la recuperación de 

proteínas que es altamente dependiente de la disrupción celular. A diferencia del pretratamiento 

de biomasa del consorcio D los parámetros estudiados si mostraron un efecto significativo sobre 

la recuperación de carbohidratos de biomasa del consorcio S. Esto se puede explicar en función 

de la morfología de las células y estructura que presenta la pared celular de cada tipo de 

microalga, Figura 22.  

 

 

 

 

 

 

 

Figura 22. Fotomicrografías electrónicas de barrido (MEB) de a) Desmodesmus sp. y b) 

Scenedesmus obliquus [243]. 

Se ha demostrado que el ultrasonido es más eficiente en ciertas especies de microalgas que 

comparten similitudes en sus características morfológicas, es decir, especies que tienen áreas 

superficiales grandes como en el caso de Desmodesmus sp., mientras que especies con áreas 

superficiales más pequeñas como Scenedesmus obliquus son resistentes al pretratamiento con 

ultrasonido. Las microalgas con áreas superficiales grandes son más susceptibles al efecto de 

las burbujas producidas durante el pretratamiento con ultrasonido. Cuanto más grande es la 

superficie, más alto es la probabilidad de que la microalga entre en contacto con una burbuja. 

Este contacto con la microalga provoca la implosión de la burbuja, liberando presión (5000 

atm) y temperatura (2000 ° C) localizadas [244].  

Ninguno de los parámetros experimentales estudiados mostró un efecto significativo sobre el 

rendimiento de lípidos recuperados, Tabla 12. El mayor rendimiento de los lípidos recuperados 

(89.81 ± 1.5%) se logró a la energía aplicada más alta de 200 kWh/kg de biomasa seca, la 

concentración de biomasa más baja de 25 g/L y la intensidad ultrasónica más baja de 0.32 

W/mL, Figura 23. La influencia de la energía aplicada sobre el rendimiento de los lípidos 

recuperados podría atribuirse a la disponibilidad de lípidos en las células de microalgas. Los 

lípidos de microalgas se encuentran dentro de las células como lípidos de almacenamiento 

(lípidos neutros o no polares) y en la membrana como lípidos estructurales (lípidos polares) 

[25, 245, 246]. Para llevar a cabo la extracción de los lípidos de almacenamiento es necesario 

promover la disrupción tanto de la pared celular como de subestructuras intracelulares de las 

10 µm 10 µm 

b) a) 
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microalgas (citosol y cloroplastos), por lo tanto, la cantidad de energía requerida se incrementa. 

La extracción de lípidos estructurales solo requiere la ruptura de la matriz de polisacáridos de 

la pared celular [27]. A pesar de la discrepancia encontrada en el rendimiento de los 

biocomponentes de biomasa recuperados, la intensidad ultrasónica es el factor experimental 

que tuvo el impacto más importante en el proceso de pretratamiento. Además, debido a la alta 

disrupción celular, el pretratamiento logró altos rendimientos de biocomponentes recuperados. 

Por lo tanto, es posible obtener una combinación de los parámetros experimentales para llevar 

a cabo la recuperación en tándem de los biocomponentes. 

Figura 23. Superficie de respuesta del rendimiento de lípidos de biomasa del consorcio S 

recuperados en función de la intensidad ultrasónica y la concentración de biomasa. Se muestran 

mediciones por triplicado (n=3) para cada conjunto de datos. 

5.2.2 Efecto del pretratamiento con ozono sobre la disrupción celular y eficiencia de 

recuperación de biocomponentes 

Solo la concentración de biomasa y el tiempo de contacto tuvieron un efecto significativo sobre 

la eficiencia de componentes liberados de ambos consorcios de biomasa a la fase acuosa, Tabla 

13.  

Tabla 13.- Análisis de varianza (ANOVA) del modelo cuadrático de superficie de respuesta 

para el rendimiento de carbohidratos, proteínas y lípidos liberados después del pretratamiento 

de biomasa de microalgas de los consorcios D y S con ozono (n=3). 

Origen 

Consorcio D Consorcio S 

Carbohidratosa Proteínasb Lípidosc Carbohidratosd Proteínase Lípidosf 

Valor P Valor P Valor P Valor P Valor P Valor P 

Concentración de 

biomasa (g/L) 
0.0114 0.0928 0.0049 0.0044 0.0265 0.0003 

Concentración de 

ozono (mg O3/L) 
0.7072 0.1062 0.9385 0.9095 0.9663 0.6953 

Tiempo de contacto 

(min) 
0.1880 0.0417 0.1473 0.0244 0.4033 0.1998 

a Des Std: 4.74; error abs: 2.92; b Des Std: 1.86; error abs: 1.18;  
c Des Std: 1.23; error abs: 0.78; d Des Std: 5.56; error abs: 3.63;  
e Des Std: 4.00; error abs: 2.70; f Des Std: 1.03; error abs: 0.59. 

Fuente en negrita denota p < 0.05. 
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Figura 24. Superficie de respuesta del rendimiento de a) carbohidratos, b) proteínas y c) lípidos 

de biomasa del consorcio D liberados en función del tiempo de contacto y la concentración de 

biomasa. Se muestran mediciones por triplicado (n=3). 

La concentración de biomasa tuvo un impacto negativo sobre el rendimiento de los 

biocomponentes liberados, ya que un aumento en la concentración de biomasa disminuyó la 

dosis de ozono. En contraste, un mayor tiempo de contacto tuvo un impacto positivo sobre el 

rendimiento de los biocomponentes liberados, ya que la dosis de ozono aumenta a medida que 
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aumenta el tiempo de contacto, Figura 24 y Tabla 13. Para el caso de la biomasa del consorcio 

D los mayores rendimientos de biocomponentes liberados (26 ± 1% de carbohidratos, 11 ± 1% 

de proteínas y 8 ± 2% de lípidos) se lograron a un tiempo de contacto más largo de 15 min y la 

concentración de biomasa más baja de 25 g/L, que representa la dosis de ozono más alta, Figura 

24. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 25. Superficie de respuesta del rendimiento de a) carbohidratos, b) proteínas y c) lípidos 

de biomasa del consorcio S liberados en función del tiempo de contacto y la concentración de 

biomasa. Se muestran mediciones por triplicado (n=3) para cada conjunto de datos. 
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Para el caso de biomasa del consorcio S los mayores rendimientos de biocomponentes liberados 

(27 ± 1% de carbohidratos, 19 ± 2% de proteínas y 8 ± 0.2% de lípidos) se lograron a la 

concentración de biomasa de 50 g/L y la concentración más baja de ozono de 3 mg O3/L, Figura 

25. Durante el proceso de ozonación, la fracción que se liberó en mayor proporción fueron los 

carbohidratos, seguido de las proteínas y los lípidos para ambos tipos de biomasa. Comparando 

los rendimientos de proteínas y lípidos liberados (3-19% y 2-8%), el rendimiento de 

carbohidratos fue mayor (3-26%), Figuras 24a y 25a. Esto es consecuencia del contacto directo 

entre el ozono y los carbohidratos. Los carbohidratos se almacenan en la capa externa de la 

pared celular, por lo tanto, el ozono puede romper fácilmente la conexión entre ellos. Esta 

ruptura promueve la liberación de una fracción de carbohidratos en el medio y produce una 

fracción de microalgas sólidas, con una pared celular adelgazada con mejor reactividad para 

procesos posteriores como la extracción de proteínas y lípidos [247].  

Los bajos rendimientos de proteínas y lípidos liberados (3-19% y 2-8%) a la solución indicaron 

una baja disrupción celular, Figuras 24b, 24c, 25b y 245c. Además, el estudio del efecto del 

ozono sobre la composición de los lípidos recuperados que se presenta en la sección 5.5 indica 

que los lípidos recuperados eran principalmente lípidos polares que se encuentran en la pared 

celular de las microalgas. La baja disrupción celular durante el proceso de ozonización podría 

atribuirse a la resistencia de ambos tipos de biomasa al ataque químico del ozono, que resulta 

de la construcción de la pared celular [33]. Sin embargo, existe una clara diferencia entre los 

factores experimentales a los cuales se obtuvieron los mayores rendimientos de 

biocomponentes liberados para ambos tipos de biomasa. 

 Mientras que para la biomasa del consorcio D los mayores rendimientos se alcanzan a la dosis 

de ozono más altas (36-108 mg O3/L), para la biomasa del consorcio S los mejores rendimientos 

se tuvieron a dosis de ozono entre 6-18 mg O3/L, lo cual implica una disminución considerable 

de la demanda de ozono. Esto se debe principalmente a las diferencias que existen en la 

estructura de la pared celular de cada especie. Las especies de Desmodesmus sp.  y Scenedesmus 

obliquus, que son las que se encuentran en mayor proporción en ambos consorcios de biomasa, 

están claramente diferenciadas por sus características de la pared celular. Las células de 

Desmodesmus son células con cuatro capas de pared de esporopolenina con peculiares 

ornamentos submicroscópicos en la capa exterior. La esporopolenina es un polímero alifático 

que forma enlaces cruzados entre compuestos alifáticos de cadena lineal, grupos fenólicos y 

aromáticos. Por lo tanto, los enlaces dobles que podrían ser atacados por el ozono están menos 

disponibles. Adicionalmente, la mayoría de las especies de Desmodesmus tienen una o varias 

espinas o "dientes" en cada célula, mientras que estas estructuras están ausentes en 

Scenedesmus. Las células de Scenedesmus obliquus exhiben una característica estructura 

trilaminar resistente al tratamiento químico [248]. Las paredes celulares de Scenedesmus 

obliquus contienen celulosa en las capas de la pared interna y algaenanos en la capa trilaminar 

que las vuelven insolubles, resistentes a la acetólisis y contribuyen a la rigidez [249]. Aunque 

la estructura de la pared celular de las microalgas es lo que claramente las diferencía también 

se presentan otras características morfológicas que pueden influir en el efecto del pretratamiento 

tales como las estructuras de la superficie de la pared celular o la forma de la célula [243]. 

La influencia directa de las condiciones de pretratamiento en el rendimiento de los 

biocomponentes recuperados después del pretratamiento con ozono fue diversa para ambos 

tipos de biomasa en contraste con la influencia mostrada en el rendimiento de los 

biocomponentes liberados. Para el caso de pretratamiento de biomasa del consorcio D los 

resultados se muestran en la Tabla 14. Los parámetros estudiados no mostraron un impacto 

significativo sobre el rendimiento de los carbohidratos recuperados, Tabla 14. Como se 
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mencionó anteriormente, el pretratamiento con ozono induce la liberación de carbohidratos en 

la solución y facilita su extracción debido a su despolimerización. 

El mayor rendimiento de carbohidratos recuperados (89 ± 0.4%) se logró con la concentración 

de biomasa más alta de 75 g/L, el tiempo de contacto más largo de 15 min y la dosis de ozono 

más baja de 3 mg O3/L, Figura 26a. La concentración de ozono tuvo un efecto positivo sobre el 

rendimiento de las proteínas recuperadas, donde el aumento de la concentración de ozono 

aumentó el rendimiento de las proteínas recuperadas. No obstante, la concentración de biomasa 

tuvo un efecto negativo, el aumento de la concentración de biomasa disminuyó el rendimiento 

de las proteínas recuperadas, Tabla 14. 

Tabla 14.- Análisis de varianza (ANOVA) del modelo cuadrático de superficie de respuesta 

para el rendimiento de carbohidratos, proteínas y lípidos recuperado después del 

pretratamiento del consorcio D con ozono (n=3). 

Fuente 
Carbohidratosa Proteínasb Lípidosc 

Valor P Valor P Valor P 

Concentración de biomasa (g/L) 0.9626 0.0001 0.0021 

Concentración de ozono (mg O3/L ) 0.9895 0.0341 0.6652 

Intensidad ultrasónica (W/mL) 0.5379 0.2270 0.0152 

a Des Std: 10.21; error abs.: 6.38; b Des Std: 5.68; error abs.: 3.76;  
c Des Std: 9.10; error abs.: 5.09; Fuente en negrita denota p < 0.05. 

El mayor rendimiento de proteínas recuperadas (43 ± 5%) se logró con la concentración de 

ozono más alta de 9 mg O3/L y la concentración de biomasa más baja de 25 g/L, que representan 

las dosis de ozono más altas, Figura 26b. El objetivo principal alcanzado por el pretratamiento 

con ozono es el adelgazamiento de la pared celular, debido a la despolimerización de la matriz 

de polisacárido. Por lo tanto, la dosis de ozono tiene un impacto importante sobre el rendimiento 

de las proteínas recuperadas. Tanto el aumento de la concentración de ozono como la 

disminución de la concentración de biomasa inducen un aumento en la dosis de ozono. Un 

aumento en la dosis de ozono puede promover el adelgazamiento de la pared celular, mejorando 

el proceso de extracción de proteínas.  

La concentración de biomasa tuvo un efecto positivo sobre el rendimiento de los lípidos 

recuperados, donde al aumentar de la concentración de biomasa aumenta el rendimiento de los 

lípidos recuperados. En contraste, el tiempo de contacto tuvo un efecto negativo. Un aumento 

en el tiempo de contacto disminuyó el rendimiento de los lípidos recuperados, Tabla 14. La 

concentración de biomasa tuvo un efecto positivo debido a la disminución de la dosis de ozono 

a medida que aumenta la concentración de biomasa. Debido a la ubicación y estructura, los 

ácidos grasos poliinsaturados son susceptibles a la oxidación, por lo tanto, la reducción de la 

dosis de ozono evita la oxidación de los lípidos de la pared celular (por ozono). Resultados 

similares fueron reportados por Valeriano González y colaboradores [222] ellos descubrieron 

que la recuperación de lípidos disminuyó con un aumento en la dosis de ozono durante el 

proceso de flotación con ozono de las microalgas. Sin embargo, durante su proceso fueron 

aplicadas dosis de ozono mucho mayores (280-1360 mg de O3/g de biomasa).  

Del mismo modo, el tiempo de contacto tuvo un efecto negativo en el rendimiento de los lípidos 

recuperados, debido a su degradación por el ozono. El fuerte efecto oxidante del ozono y la alta 

reactividad de los lípidos con agentes oxidantes fuertes promueve la degradación de los lípidos 

[222]. El proceso de ozonización tiene lugar en los carbonos adyacentes a los dobles enlaces de 
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los ácidos grasos poliinsaturados, debido a los radicales formados y la presencia de doble enlace 

puede estabilizarse por su resonancia [3, 250].  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 26. Superficie de respuesta del rendimiento de (a) carbohidratos, (b) proteínas y (c) 

lípidos de biomasa del consorcio D recuperados en función del tiempo de contacto y la 

concentración de biomasa. Se muestran mediciones por triplicado (n=3) para cada conjunto de 

datos. 
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El mayor rendimiento de los lípidos recuperados (54 ± 3%) se logró con la concentración de 

suspensión de 50 g/L y el tiempo de contacto más corto de 5 min, Figura 26c. La disrupción 

celular incompleta hizo que el proceso de extracción con solvente para la recuperación de 

lípidos fuera ineficiente. Cuando la alteración de las células de microalgas no se produce 

correctamente, la pared celular evita el contacto entre los lípidos y el solvente, por lo que el 

solvente no tiene acceso a los lípidos almacenados dentro de la célula, lo que disminuye el 

rendimiento de los lípidos recuperados y extiende el tiempo de proceso [251]. Por lo tanto, los 

lípidos recuperados por el pretratamiento con ozono fueron principalmente lípidos estructurales 

(ácidos grasos poliinsaturados), que se encuentran en la pared celular de las microalgas [239]. 

Esta propuesta puede ser respaldada por el análisis de composición de los lípidos recuperados, 

como se muestra en la sección 5.2.5. 

Para el caso del pretratamiento de biomasa del consorcio S solo la concentración de biomasa 

mostró un efecto significativo en el rendimiento de los carbohidratos recuperados, Tabla 15. 

Tabla 15.- Análisis de varianza (ANOVA) del modelo cuadrático de superficie de respuesta 

para el rendimiento de carbohidratos, proteínas y lípidos recuperado después del 

pretratamiento del consorcio S con ozono (n=3). 

Fuente 
Carbohidratosa Proteínasb Lípidosc 

Valor P Valor P Valor P 

Concentración de biomasa (g/L) 0.0050 0.0286 0.4219 

Concentración de ozono (mg O3/L ) 0.3243 0.1780 0.0638 

Intensidad ultrasónica (W/mL) 0.2046 0.3653 0.4082 

a Des Std: 16.27; error abs.: 10.31; b Des Std: 9.50; error abs.: 6.15;  
c Des Std: 10.46; error abs.: 7.23; Fuente en negrita denota p < 0.05. 

El mayor rendimiento de carbohidratos recuperados (92 ± 2%) se logró a la concentración de 

biomasa de 50 g/L, el tiempo de contacto de 10 min y la concentración de ozono de 6 mg O3/L 

(Figura 27a). La concentración de biomasa tuvo un efecto negativo en el rendimiento de las 

proteínas recuperadas, el aumento de la concentración de biomasa disminuyó el rendimiento de 

las proteínas recuperadas, Tabla 15. El mayor rendimiento de proteínas recuperadas (56 ± 4%) 

se logró con la concentración de ozono de 6 mg O3/L, la concentración de biomasa de 50 g/L y 

el tiempo de contacto de 10 min, Figura 27b. Los parámetros estudiados no mostraron un efecto 

significativo en el rendimiento de recuperación de lípidos, Tabla 15. El mayor rendimiento de 

lípidos recuperados (59 ± 0.5%) se obtuvo a la concentración de biomasa de 50 g/L, la 

concentración de ozono de 9 mg O3/L y el tiempo de contacto de 10 min, Figura 27c.  

Los resultados de eficiencia de recuperación de biocomponentes de biomasa del consorcio S 

muestran una tendencia similar a la de los resultados obtenidos para el pretratamiento de la 

biomasa del consorcio D. El componente que se recupera en mayor proporción son los 

carbohidratos, seguido de proteínas y lípidos que se recuperan en porcentajes similares de 

alrededor de 50%. Esto se debe principalmente a la disposición de los biocomponentes en la 

biomasa y a que con el pretratamiento con ozono no se llega a la disrupción celular. Como se 

mencionó anteriormente, las proteínas y lípidos muestran menores eficiencias de recuperación 

debido a que son materiales intracelulares. Sin embargo, para el pretratamiento de biomasa del 

consorcio S se obtuvieron eficiencias de recuperación de biocomponentes ligeramente mayores 

(del orden del 10% para proteínas y lípidos) que para la recuperación de biocomponentes de 

biomasa del consorcio D. Esto se atribuye principalmente a que las células de Desmodesmus 

sp. presentan paredes celulares más gruesas que las células de Scenedesmus obliquus como se 



5. Resultados y Discusión 

91 
 

discutió anteriormente. Otro factor importante que impide la recuperación de lípidos además de 

la poca eficiencia de disrupción, es que el reproceso de extracción se lleva a cabo con biomasa 

húmeda. Lo cual puede incrementar considerablemente la intensificación del proceso de 

extracción, pero al mismo tiempo ejerce una barrera importante para que el proceso se pueda 

llevar a cabo con mayor eficiencia. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 27. Superficie de respuesta del rendimiento de a) carbohidratos, b) proteínas y c) lípidos 

de biomasa del consorcio S recuperados en función del tiempo de contacto y la concentración 

de biomasa. Se muestran mediciones por triplicado (n=3) para cada conjunto de datos. 
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5.2.3 Función de deseabilidad para la recuperación en tándem de biocomponentes 

microalgales 

La función de deseabilidad se ha aplicado en gran medida en procesos industriales que implican 

múltiples respuestas. En este método, cada conjunto de respuestas obtenidas mediante la 

aplicación de un diseño experimental se transforma en valores adimensionales llamados 

deseabilidades individuales, que luego se agregan en una sola respuesta llamada deseabilidad 

general. Al ajustar un modelo matemático a los valores de deseabilidad para describir 

adecuadamente su comportamiento, es posible optimizar las variables en estudio considerando 

todas las respuestas disponibles. El primer paso en la aplicación de este método es el cálculo de 

las deseabilidades individuales para cada valor que conforma el conjunto de respuestas obtenido 

para una propiedad medida específica. Los valores de deseabilidad pueden variar dentro de una 

escala de 0 (respuesta no deseada) a 1 (respuesta completamente deseable). Los valores 

intermedios de deseabilidad indican respuestas más o menos deseables, dependiendo de su 

aproximación al valor unitario. La obtención de esta escala es esencial, una vez que hace posible 

combinar las diversas respuestas de diferentes órdenes de magnitud en una sola respuesta, sin 

correr el riesgo de superponer el efecto de otra [252].  

En este estudio se aplicó la función de deseabilidad para obtener una combinación de los 

parámetros experimentales que proporcionan un buen resultado para los rendimientos de 

recuperación de lípidos, proteínas y carbohidratos para cada pretratamiento y tipo de biomasa. 

Se especificó el valor objetivo o el rango aceptable para cada respuesta. Para el pretratamiento 

con ultrasonido de biomasa del consorcio D la eficiencia máxima para los valores estudiados 

se logró a una concentración de suspensión de 75 g/L, energía aplicada de 50 kWh/kg de 

biomasa seca e intensidad ultrasónica de 0.32 W/mL. Los rendimientos de proteínas, 

carbohidratos y lípidos recuperados en estas condiciones experimentales fueron 97 ± 0.5%, 89 

± 3% y 73 ± 1%, respectivamente. La deseabilidad observada de este experimento fue de 0.92, 

Figura 28. Para la recuperación de lípidos y carbohidratos se necesitó un pretratamiento con 

ultrasonido y un proceso de extracción adicional, mientras que para la recuperación de proteínas 

solo fue necesario el pretratamiento con ultrasonido. 

 
Figura 28. Superficie de respuesta para la deseabilidad observada del proceso de pretratamiento 

de biomasa del consorcio D con ultrasonido en función de la intensidad ultrasónica y la 

concentración de biomasa. 

Para el pretratamiento con ultrasonido de biomasa del consorcio S, la eficiencia máxima para 

los valores estudiados se logró a una concentración de suspensión de 25 g/L, energía aplicada 

de 200 kWh/kg de biomasa seca e intensidad ultrasónica de 0.32 W/mL. Los rendimientos de 
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proteínas, carbohidratos y lípidos recuperados a estas condiciones experimentales fueron 83 ± 

7%, 77 ± 2% y 90 ± 2%, respectivamente. La deseabilidad observada de este experimento fue 

de 0.74, Figura 29. De igual forma que para la recuperación de biocomponentes del consorcio 

D, para la recuperación de lípidos y carbohidratos de biomasa del consorcio S se necesitó un 

pretratamiento con ultrasonido y un proceso de extracción adicional, mientras que para la 

recuperación de proteínas solo fue necesario el pretratamiento con ultrasonido. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 29. Superficie de respuesta para la deseabilidad observada del proceso de pretratamiento 

de biomasa del consorcio S con ultrasonido en función de la intensidad ultrasónica y la 

concentración de biomasa. 

Para el pretratamiento con ozono de biomasa del consorcio D la concentración de ozono de 9 

mg O3/L, concentración de biomasa de 25 g/L y tiempo de contacto de 5 min fueron los 

parámetros experimentales a los que se logró la máxima eficiencia de recuperación para los 

valores estudiados. A estas condiciones experimentales se alcanzaron rendimientos máximos 

de carbohidratos recuperados de 85 ± 2%, lípidos de 48 ± 1% y proteínas de 25 ± 1%. La 

deseabilidad observada de este experimento fue de 0.59, Figura 30. Para la recuperación de 

todos los biocomponentes fue necesario el pretratamiento con ozono y un proceso de extracción 

adicional.  

 

 

 

 

 

 

 

 
 

Figura 30. Superficie de respuesta para la deseabilidad observada del proceso de pretratamiento 

de biomasa del consorcio D con ozono en función del tiempo de contacto y la concentración de 

biomasa. 
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Para el pretratamiento con ozono de biomasa del consorcio S la concentración de ozono de 6 

mg O3/L, concentración de biomasa de 50 g/L y tiempo de contacto de 10 min fueron los 

parámetros experimentales a los que se logró la máxima eficiencia de recuperación para los 

valores estudiados. A estas condiciones experimentales se alcanzaron rendimientos máximos 

de carbohidratos recuperados de 92 ± 2%, lípidos de 37 ± 5% y proteínas de 56 ± 4%. La 

deseabilidad observada de este experimento fue de 0.82, Figura 31. Para la recuperación de 

todos los biocomponentes fue necesario el pretratamiento con ozono y un proceso de extracción 

adicional.  

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 31. Superficie de respuesta para la deseabilidad observada del proceso de pretratamiento 

de biomasa del consorcio S con ozono en función del tiempo de contacto y la concentración de 

biomasa. 

El pretratamiento con ozono no logró una alta disrupción celular para la recuperación en tándem 

de los biocomponentes a las condiciones experimentales trabajadas en este estudio. Sin 

embargo, la ozonación fue un proceso de pretratamiento ideal para llevar a cabo la liberación y 

despolimerización de carbohidratos de microalgas. La solución de carbohidratos obtenida 

después del pretratamiento con ozono es atractiva para la producción de biocombustibles, ya 

que los carbohidratos de microalgas como la celulosa y las hemicelulosas deben descomponerse 

en azúcares monoméricos (azúcares fermentables) antes de convertirse en biocombustibles 

[253, 254]. Además, el pretratamiento de la biomasa de microalgas con ozono es atractivo para 

la producción de metano, ya que puede facilitar la hidrólisis de la porción recalcitrante de 

carbohidratos y, por lo tanto, aumentar el rendimiento de metano [255]. La ozonación es un 

proceso útil de pretratamiento y su efecto en diferentes especies de microalgas que presentan 

propiedades similares de ficorremediación debe examinarse para aumentar la eficiencia del 

pretratamiento.  

5.2.4 Efecto del pretratamiento en la composición de los lípidos recuperados 

El efecto del pretratamiento con ultrasonido u ozono sobre la calidad de los lípidos recuperados 

fue función del aumento en el porcentaje del total de lípidos recuperados que se pueden 

convertir a FAME. Esto significa un aumento en la fracción de lípidos neutros. Para el 

pretratamiento con ultrasonido de biomasa de microalgas del consorcio D se estudió el efecto 

de la concentración de la suspensión y la energía aplicada, Figura 32.  
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Figura 32. Gráfico del efecto del pretratamiento con ultrasonido en la composición de los 

lípidos recuperados de biomasa del consorcio D en función de la energía aplicada y la 

concentración de biomasa. 

La energía aplicada tuvo un efecto positivo en la calidad de los lípidos recuperados, después 

del pretratamiento con ultrasonido. El rendimiento de lípidos neutros aumentó de 5% a 32% a 

una concentración de suspensión de 25 g/L, y de 28% a 67% a una concentración de suspensión 

de 75 g/L. Sin embargo, la concentración de la suspensión tuvo el efecto más significativo sobre 

la composición de los lípidos recuperados. El rendimiento de los lípidos neutros incrementó del 

5% al 67% cuando la concentración de la suspensión aumentó de 25 a 75 g/L a una energía 

aplicada de 125 kWh/kg de biomasa seca. Simultáneamente, la fracción de lípidos y 

fosfolípidos polares disminuyó del 20% al 8% y del 36% al 17%, respectivamente. Este efecto 

puede atribuirse al aumento de la eficiencia de disrupción celular, lo que mejoró la extracción 

de los lípidos de almacenamiento. Asimismo, el rendimiento de extracción de los lípidos 

neutros puede aumentar debido a la oxidación de los fosfolípidos y los lípidos polares por los 

radicales libres (H•, HO• y HOO•) formados por la termólisis del agua durante el proceso de 

ultrasonido. 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

 
 

Figura 33. Efecto del pretratamiento con ultrasonido en la composición de los lípidos 

recuperados de biomasa del consorcio S en función de la energía aplicada. 
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Para el pretratamiento con ultrasonido de biomasa de microalgas del consorcio S se estudió el 

efecto de la concentración de la energía aplicada a una concentración de biomasa de 25 g/L e 

intensidad ultrasónica de 0.32 W/L. Estas fueron las condiciones a las cuales se obtuvieron 

mejores resultados, Figura 33.  

La energía aplicada tuvo un efecto significativamente positivo en la calidad de los lípidos 

recuperados después del pretratamiento con ultrasonido. El rendimiento de lípidos neutros 

incremento de 57% a 78% cuando la energía aplicada aumentó de 50 a 200 kWh/kg de biomasa 

seca. Simultáneamente, el porcentaje de fosfolípidos disminuyó considerablemente de 33% a 

3% y el rendimiento de lípidos recuperados aumentó de 67% a 90%. Por lo tanto, el 

pretratamiento de biomasa del consorcio S con ultrasonido no solo incrementó la eficiencia de 

extracción, sino que también aumentó la calidad de los lípidos recuperados, útiles para 

aplicaciones como la producción de biodiesel. 

La influencia del tiempo de contacto sobre la composición de los lípidos recuperados de 

biomasa del consorcio D tuvo un efecto positivo, Figura 34.  

Figura 34. Efecto del pretratamiento con ozono en la composición de los lípidos recuperados 

de biomasa del consorcio D en función del tiempo de contacto. 

La cantidad de lípidos neutros incrementó de 49% a 63% cuando el tiempo de contacto aumentó 

de 5 a 15 min a una concentración de suspensión de 25 g/L. Simultáneamente, el rendimiento 

de lípidos y fosfolípidos polares se redujo de 30% a 10% y de 16% a 3%, respectivamente. Sin 

embargo, a las mismas condiciones experimentales, el rendimiento de los lípidos recuperados 

disminuyó considerablemente de 47% a 17%, como consecuencia de la degradación de los 

lípidos polares y fosfolípidos, debido a un fuerte efecto oxidante del ozono. El método utilizado 

para la extracción de lípidos también puede tener un efecto, pero aquí se mantuvo constante. 

La influencia del tiempo de contacto sobre la composición de los lípidos recuperados de 

biomasa del consorcio S no mostro ningún efecto, Figura 35. La cantidad de lípidos neutros se 

mantuvo prácticamente constante, ya que pasa de 48.5% a 47% cuando el tiempo de contacto 

aumentó de 5 a 15 min a una concentración de suspensión de 75 g/L. Simultáneamente, el 

rendimiento de lípidos y fosfolípidos también se mantuvieron constantes de 18% al 15% y del 

18% a 22%, respectivamente. A las mismas condiciones experimentales, el rendimiento de los 

lípidos recuperados disminuyó considerablemente de 35% a 15% como consecuencia de la 

degradación de los lípidos, debido a un fuerte efecto oxidante del ozono.  
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Figura 35. Efecto del pretratamiento con ozono en la composición de los lípidos recuperados 

de biomasa del consorcio S en función del tiempo de contacto. 

5.2.5 Balance de masa  

En la Figura 36 se presenta el balance de masa para el pretratamiento con ultrasonido de 

biomasa de ambos tipos de biomasa a la intensidad ultrasónica de 0.32 W/mL. Para ambos tipos 

de biomasa, la distribución de biomasa de microalgas fue función del proceso de pretratamiento 

con ultrasonido. La fracción de biocomponentes liberados a la fase acuosa aumenta a medida 

que aumenta la concentración de biomasa y la energía aplicada. Sin embargo, a la concentración 

de biomasa más alta (75 g/L) la fracción de proteínas y carbohidratos residuales aumenta a 

medida que aumenta la energía aplicada. Este efecto se atribuye a la degradación de los 

biocomponentes, ya que la fracción de proteínas y carbohidratos liberados a la fase acuosa 

aumentó considerablemente, debido a la disrupción celular. Por lo tanto, están expuestos a los 

radicales formados durante el proceso de ultrasonido durante mucho tiempo.  

En el caso de biomasa del consorcio D la fracción de carbohidratos residuales fue la que 

incrementó en mayor medida, Figura 36a. En el caso de la biomasa del consorcio S, la fracción 

de proteínas residuales es la que aumenta de forma más significativa, debido a que la pared 

celular de Desmodesmus sp. es más rígida que la de Scenedesmus obliquus, Figura 36b.  
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Figura 36. Balance de masa para el pretratamiento con ultrasonido de a) consorcio D y b) 

consorcio S a una intensidad ultrasónica de 0.32 W/mL en función de la energía aplicada y 

concentración de biomasa. Se muestran mediciones por triplicado (n=3) para cada conjunto de 

datos. 

Para el pretratamiento con ozono, la fracción de biocomponentes residuales incrementó 

considerablemente a medida que aumentó la concentración de biomasa. Este efecto se atribuye 

a la baja disrupción celular. Por lo tanto, la fracción de los biocomponentes permaneció en las 

células de microalgas a medida que incrementó la concentración de biomasa, Figura 37.  

Este efecto es más evidente en la fracción de proteínas para la biomasa del consorcio D, y para 

proteínas y carbohidratos para la biomasa del consorcio S. Por otro lado, para la biomasa del 

consorcio D a la concentración de biomasa más baja de 25 g/L, la fracción de lípidos extraídos 

disminuye considerablemente a medida que aumenta el tiempo de contacto. Este resultado se 

atribuye a la degradación de los lípidos de la pared celular por el ozono y la baja permeabilidad 

de las células de microalgas durante el proceso de extracción debido a la baja disrupción celular. 

En el caso de biomasa del consorcio S la fracción de lípidos recuperados aumentó, ya que la 
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pared celular tiene una capa menos que en el caso de las células del consorcio D por lo es 

posible que se hayan tenido mayor eficiencia de disrupción celular. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 37. Balance de masa para el pretratamiento con ozono de a) consorcio D a concentración 

de ozono de 9 mg O3/L y b) consorcio S a una concentración de ozono de 6 mg O3/L en función 

del tiempo de contacto y la concentración de biomasa. Se muestran mediciones por triplicado 

(n=3) para cada conjunto de datos. 

5.2.6 Comparación con estudios previos 

La Tabla 16 muestra estudios previos para el pretratamiento con ultrasonido y ozono de distintas 

fuentes de biomasa. Ambos pretratamientos ultrasonido y ozono implicaron un gasto de 

energético de alrededor de dos órdenes de magnitud más altos que el pretratamiento con 

homogeneización a alta presión. Para el pretratamiento de biomasa con homogeneización a alta 

presión (concentración de 75 g/L de biomasa, una pasada, a 1200 bar), el consumo de energía 

es de 0.45 kWh/kg de biomasa seca, para lograr rendimientos de lípidos recuperados entre 60-
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70% [241]. En este estudio, el pretratamiento con ultrasonido de biomasa del consorcio D tuvo 

un consumo de energía de 50 kWh/kg de biomasa seca (concentración de biomasa de 75 g/L e 

intensidad ultrasónica de 0.32 W/L), para un rendimiento máximo de lípidos recuperados de 73 

± 1%. El tratamiento de biomasa del consorcio S tuvo un gasto energético de 200 kWh/kg de 

biomasa seca (concentración de biomasa 25 g/L e intensidad ultrasónica de 0.32 W/L) teniendo 

un rendimiento máximo de lípidos de 90 ± 2%.  

El pretratamiento con ozono de biomasa del consorcio D tuvo un gasto energético de 31 kWh/kg 

de biomasa seca (concentración de biomasa 25 g/L, concentración de ozono 9 mg O3/L, tiempo 

de contacto 5 min), para lograr un rendimiento de lípidos recuperados de 48 ± 1%. El 

pretratamiento con ozono de biomasa del consorcio S tuvo un gasto energético de 30.5 kWh/kg 

de biomasa seca (concentración de biomasa 50 g/L, concentración de ozono 9 mg O3/L, tiempo 

de contacto 10 min), para lograr un rendimiento de lípidos recuperados de 59 ± 0.5%. La 

mayoría de los trabajos encontrados en la literatura, que utilizan ultrasonido u ozono como 

pretratamiento, informan un consumo de energía entre 60 y 400 kWh/kg de biomasa seca.  

El pretratamiento con ultrasonido propuesto en este estudio logró altos rendimientos de lípidos, 

proteínas y carbohidratos recuperados, para ambos tipos de biomasa, gracias a la alta disrupción 

celular inducida. Por otro lado, como el pretratamiento con ozono no logró la disrupción celular, 

el rendimiento de los biocomponentes recuperados fue bajo en comparación con el 

pretratamiento con ultrasonido. Sin embargo, hasta donde sabemos, este es el primer trabajo 

que estudia la recuperación en tándem de lípidos, proteínas y carbohidratos de microalgas 

después del pretratamiento con ultrasonido u ozono. Además, el estudio presentado se realizó 

con biomasa de microalgas cultivadas en aguas residuales que, según la literatura, aumenta la 

viabilidad del proceso de biorrefinería de microalgas para la producción de biocombustibles. 
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Tabla 16. Sumario y comparación de casos de estudio del pretratamiento de bioma de microalgas con ultrasonido u ozono con este estudio. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

   

 

Proceso Especie 
Consumo de energía 

(kWh/kg biomasa seca ) 
Eficiencia del pretratamiento Referencia 

Biomasa no 

pretratada 
Consorcio D ------------- 

4% lípidos, 8% proteínas y 37% 

carbohidratos 
Este estudio 

Homogenización 

a alta presión 
Nannochloropsis sp. 0.45 60-70% lípidos [241] 

Ultrasonido 

Scenedesmus 

obliquus 
16.64  3% carbohidratos [12] 

Chlorella vulgaris 400   75% lípidos [13] 

Nannochloropsis 

oculata y 

Chlorella vulgaris 

187  38% proteínas [223] 

Chlorella vulgaris 363  93% lípidos [14] 

Nannochloropsis sp. 2.58 73.2% lípidos  [241] 

Consorcio D 50  
73% lípidos, 97% proteínas y 89% 

carbohidratos   
Este estudio  

Consorcio S 200 
89% lípidos, 83% proteínas y 77% 

carbohidratos 
Este estudio 

Ozono 

Consorcio de 

microalgas 
342 Cosecha y 16% lípidos [222] 

Bagazo de caña 7.81 
45% lignina, 

48% hemicelulosa y 41% celulosa  
[256] 

Cultivo mixto de 

microalgas 
~60 81% glucosa  [255] 

Consorcio D 30.64 
48% lípidos, 25% proteínas y 85%  

carbohidratos 
Este estudio  

Consorcio S 30.5 
37% lípidos, 55% proteínas y 92%  

carbohidratos 
Este estudio 
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5.2.7 Intensificación de los procesos de extracción de biocomponentes 

Se logró la intensificación del proceso de recuperación de biocomponentes para ambos 

pretratamientos. La eficiencia de solventes aumentó considerablemente después del 

pretratamiento con ultrasonido u ozono, en comparación con el proceso de recuperación de 

lípidos, en el caso de la biomasa no pretratada. El proceso de recuperación de lípidos 

generalmente tiene una eficiencia de solvente entre 0.05 y 0.1 g de lípidos/L de solvente [257, 

258]. Para el proceso de recuperación de lípidos, llevado a cabo bajo las condiciones 

experimentales de este estudio, se observó una mayor eficiencia del solvente de hasta 5.6 y 3.6 

g de lípidos/L solvente, en el caso de ultrasonido y ozono, respectivamente, Tabla 17. El 

aumento de la eficiencia del disolvente provocó una reducción del gasto de solvente en un 95% 

para el ultrasonido y 92% para el ozono. La eficacia del disolvente para la recuperación de 

proteínas incrementó de 3.7 g de reactivo de proteína/L a 25.6 g de reactivo de proteína/L 

utilizando biomasa después del pretratamiento con ultrasonido y hasta 18.9 g de reactivo de 

proteína/L después del pretratamiento con ozono, Tabla 17. El tiempo de extracción disminuyó 

considerablemente para todos los procesos de extracción de biocomponentes después del 

pretratamiento. Para ambos pretratamientos, el tiempo de extracción de lípidos, proteínas y 

carbohidratos se redujo en un 90%, 87.5% y 80%, respectivamente, Tabla 17.  

Martin [259] descubrió que es posible lograr un balance energético positivo en una biorrefinería 

de microalgas mediante un proceso de extracción en húmedo, solo si el proceso acomoda una 

alta concentración de biomasa e incluye un proceso de recuperación eficiente con una baja 

relación solvente-biomasa. El estudio presentado aquí implementa un proceso con muchos de 

estos requisitos. En ambos procesos de pretratamiento -ultrasonido y ozono- se lograron a altas 

concentraciones de biomasa, en comparación con la investigación previa. En este estudio, se 

propusieron procesos de pretratamiento que podrían realizarse con biomasa húmeda a las 

concentraciones logradas durante la recolección de biomasa de microalgas por sedimentación 

(25-75 g/L). Esto puede reducir considerablemente los costos generales de procesamiento de 

una biorrefinería de microalgas, debido al hecho de que la recuperación de biocomponentes de 

biomasa de microalgas húmeda es una solución ideal para eliminar los costos e impactos 

asociados con los procesos de deshidratación y secado. En general, los estudios de evaluación 

del ciclo de vida de la producción de biodiesel a partir de microalgas han señalado que los pasos 

de secado y desecación de biomasa requieren la mayor cantidad de energía. Si la entrada de 

energía se reduce mediante la mejora o eliminación de las operaciones de secado y desagüe, el 

balance energético neto y el costo podrían ser positivos [260].  

Los métodos de pretratamiento propuestos en este estudio, posiblemente reducen los costos de 

producción de biocombustibles con base en microalgas. Los procesos de recuperación de 

biocomponentes se lograron usando biomasa húmeda y la relación solvente-biomasa disminuyó 

considerablemente, en comparación con el proceso de extracción que usa biomasa no tratada. 

Además, el pretratamiento con ultrasonido eliminó la necesidad de la aplicación de químicos 

como NaOH para la extracción de proteínas. Sin embargo, no se consideró un análisis 

económico como parte de este estudio y se requiere trabajo futuro para afirmar las ventajas de 

costos. 

 

 

 

 



5. Resultados y Discusión 

 

103 

 
 

Tabla 17. Sumario y comparación de casos publicados de la intensificación del proceso de recuperación de biocomponentes con ultrasonido u 

ozono con este estudio. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

   

 

Especie 
Biocomponentes 

recuperado 

Tiempo de 

extracción 

Mezcla/Solventes 

(v/v) 

Eficiencia de solventes 

(g biocomponente/L 

solvente) 

Referencia 

Métodos de extracción convencionales 

Tetraselmis suecica Lípidos 5 h 
C6H14:C3H7OH 

(0.7:3.3) 
0.27  [258] 

Chlorella vulgaris Proteínas 2 h NaOH, pH 12 3.17  [223] 

Nannochloropsis salina Carbohidratos 5 h H2SO4 (10%) 11.88  [224] 

Pretratamiento con ultrasonido 

Chlorophyta phylum Lípidos 5 h 
C6H14:C3H7OH 

 (0.7:3.3) 
2.02  [258] 

Scenedesmus obliquus Carbohidratos - Agua destilada 0.86  [12] 

Consorcios D y S 
Lípidos y 

carbohidratos 
30 y 60 min 

CHCl3:CH3OH (2:1) 

H2SO4 (10%) 
5.6 y 5.18  Este estudio 

Porphyridium cruentum Proteínas - Agua destilada 4.35  [223] 

Consorcios D y S Proteínas 0 Agua destilada 25.6  Este estudio 

Pretratamiento con ozono 

Consorcio de microalgas Lípidos 12 h CHCl3:CH3OH (2:1) 3.3  [222] 

Cultivo mixto Lípidos 12 h CHCl3:CH3OH (2:1) 2.47 [3] 

Consorcios D y S 

Lípidos, 

proteínas y 

carbohidratos 

30, 15 y 60 

min 

CHCl3:CH3OH  

(2:1), NaOH pH 11 y 

H2SO4 (10%) 

3.6, 18.88 y 5.11  Este estudio 
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5.3 Identificación de proteínas y efecto del pretratamiento en la fracción proteica de 

biomasa microalgal  

5.3.1 Identificación de proteínas presentes en biomasa de los consorcios D y S  

Esta sección del trabajo de tesis se enfocó en identificar las proteínas presentes en la biomasa 

de los consorcios D y S con el objetivo de evaluar potenciales aplicaciones futuras.  

En el caso de la biomasa del consorcios D se identificaron siete proteínas, dentro de las proteínas 

identificadas de encuentran ATP sintasa subunidad beta, Ribulosa bifosfato carboxilasa cadena 

larga, fotosistema II proteína D2 y gliceraldehído 3 fosfato deshidrogenasa, Tabla 18. Estas 

proteínas tienen importantes aplicaciones como marcadores biológicos, tratamiento para 

infecciones micóbacterianas y promotores de producción de compuestos como isopreno, pineno 

y polihidroxialcanoatos. 

En el caso de biomasa del consorcios S se identificaron nueve proteínas, dentro de estas 

proteínas se encuentran Ribulosa bifosfato carboxilasa cadena larga, Factor elongación Tu 

cloroplastico, Clorofila a-b proteína de unión al cloroplasto y ATP sintasa subunidad beta 

cloroplastico, Tablas 19 y 20. Estas proteínas tienen aplicaciones como biomarcadores 

biológicos para la detección de enfermedades y contaminación de suelo con Hg, precursores en 

la formación de biopeliculas y, como tratamiento, para atender infecciones micobacterianas.  

El objetivo principal de identificar las proteínas presentes en la biomasa de microalgas ambos 

consorcios es darle un valor adicional a la biomasa a partir de su fracción proteica, debido a que 

las biocomponentes que son más comúnmente aplicados a la producción de biocombustibles 

son los lípidos y los carbohidratos. Los resultados encontrados en las Tablas 18, 19 y 20 

muestran que la fracción proteica de estos tipos de biomasa puede darle un alto valor añadido 

a la biomasa de microalgas, debido a que tienen aplicaciones importantes en el área médica. Sin 

embargo, es importante mencionar que las microalgas estudiadas fueron cultivadas en agua 

residual, lo cual limita de forma importante su aplicación. 
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Tabla 18. Proteínas identificadas mediante análisis de péptidos por espectrometría de masas en biomasa del consorcio D, [261]. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

   

 

Proteína 

Peso 

molecular 

(KDa) 

pI 

(pH) 

Resul-

tado 

Cobertura 

Secuencia 

(%) 

Aminoácidos en mayor proporción Posibles aplicaciones 

Aminoácido % Aminoácido %  

ATP sintasa 

subunidad alfa 
54.4 4.96 438.4 2.57 

Ala 

Arg 

Asp 

Glu 

Gly 

7.5 

5.8 

5.0 

5.4 

7.7 

Ile 

Leu 

Lys 

Ser 

Val 

8.3 

11 

6.5 

6.2 

8.3 

Composición y métodos 

para el tratamiento de 

infecciones por 

micobacterias 

ATP sintasa 

subunidad alfa 

cloroplasto 

54.2 4.91 340.24 14.59 

Ala 

Arg 

Gln 

Glu 

Gly 

8.1 

5.1 

5.9 

6.1 

8.1 

Ile 

Lue 

Ser 

Thr 

Val 

8.4 

9.7 

6.1 

7.1 

9.3 

------------ 

ATP sintasa 

subunidad beta 

(Fragmento) 

43.7 5.10 511.05 17.12     

Marcadores biológicos 

relacionados con la 

fertilidad 

F0 F1 ATP sintasa 

subunidad beta 

(Fragmento) 

43.3 5.13 547.13 17.07                   ------------ 

Ribulosa bifosfato 

carboxilasa cadena 

larga (Fragmento) 

42.7 8.1 941.5 5.19     

Entrega dirigida 

intracelular de productos 

de expresión 

Fotosistema II  

proteína  D2 

(Proteína Q (A) 

fotosistema) 

39.3 5.88 398.14 5.39 

Ala 

Gly 

Ile 

Leu 

9.6 

9.6 

5.1 

11.5 

Phe 

Ser 

Thr 

Val 

10.7 

5.6 

7.0 

6.5 

Microorganismos 

productores de isopreno, 

pineno y 

polihidroxialcanoatos 

Gliceraldehído 3 

fosfato 

deshidrogenasa 

36.6 5.96 1801.5 6.82 

Ala 

Asp 

Gly 

Ile 

11.5 

7.4 

8.6 

6.2 

Lys 

Ser 

Thr 

Val 

7.4 

5.9 

8.3 

11.2 

Promotores de la 

expresión de genes en 

levaduras oleaginosas 
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Tabla 19. Proteínas identificadas mediante análisis de péptidos por espectrometría de masas en biomasa del consorcio S, [261]. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

   

 

Proteína 

Peso 

molecular 

(KDa) 

pI 

(pH) 

Resul-

tado 

Cobertura 

Secuencia 

(%) 

Aminoácidos en mayor proporción 
Posibles aplicaciones 

Aminoácido % Aminoácido % 

ATP sintasa 

subunidad alfa 

cloroplastico 

54.6 5.07 3397.4 53.45 

Ala 

Arg 

Gln 

Glu 

Gly 

8.1 

5.1 

5.9 

6.1 

8.1 

Ile 

Lue 

Ser 

Thr 

Val 

8.4 

9.7 

6.1 

7.1 

9.3 

Composición y métodos 

para el tratamiento de 

infecciones por 

micobacterias 

Ribulosa bifosfato 

carboxilasa cadena 

larga 

52.5 6.17 1554.7 58.95 

Ala 

Arg 

Asp 

Glu 

Gly 

9.6 

6.1 

5.6 

7.5 

9.8 

Leu 

Lys 

Thr 

Val 

8.4 

5.6 

5.8 

6.7 

Entrega dirigida 

intracelular de productos 

de expresión 

ATP sintasa 

subunidad beta 

cloroplastico 

51.7 5.38 4091.2 94.58 

Ala 

Glu 

Gly 

Ile 

Leu 

8.8 

6.5 

8.6 

7.6 

8.8 

Lys 

Ser 

Thr 

Val 

5.7 

7.6 

5.3 

8.6 

Marcadores biológicos 

relacionados con la 

fertilidad 

Factor elongación 

Tu cloroplastico 
45.7 5.28 1592.9 94.03 

Ala 

Asp 

Glu 

Gly 

Ile 

8.6 

6.8 

7.8 

9.5 

8.1 

Leu 

Lys 

Thr 

Val 

 

6.6 

5.9 

9.0 

8.8 

 

Formación de biopeliculas 

Fotosistema II 

proteína  D2 
39.6 5.35 1208.2 50.42 

Ala 

Gly 

Ile 

Leu 

9.6 

9.6 

5.1 

11.5 

Phe 

Ser 

Thr 

Val 

10.7 

5.6 

7.0 

6.5 

------------ 
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Tabla 20. Proteínas identificadas mediante análisis de péptidos por espectrometría de masas en biomasa del consorcio S, [261].  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

   

 

Proteína 

Peso 

molecular 

(KDa) 

pI 

(pH) 

Resul-

tado 

Cobertura 

Secuencia 

(%) 

Aminoácidos en mayor proporción 
Posibles aplicaciones 

Aminoácido % Aminoácido % 

Clorofila a-b 

proteína de unión 

al cloroplasto 

26.68 6.37 3603.5 49.01 

Ala 

Glu 

Gly 

Leu 

Lys 

10.5 

6.0 

12.3 

9.36 

5.24 

Phe 

Pro 

Ser 

Val 

5.61 

7.11 

7.11 

6.36 

Biomarcadores  para 

detectar suelo 

contaminado con Hg 

ATP sintasa 

subunidad beta 

cloroplastico 

20.42 9.32 892.94 64.04 

Ala 

Arg 

Glu 

Gly 

10.4 

5.2 

5.2 

10.4 

Leu 

Ser 

Thr 

Val 

9.3 

6.7 

6.2 

11.4 

------------ 

Fotosistema I P700 

clorofila a 

apoproteina A1 

10.6 6.61 1001.9 91.49 

Ala 

Asp 

Gly 

His 

Ile 

11.6 

5.3 

6.3 

6.3 

9.5 

Leu 

Phe 

Ser 

Thr 

Val 

11.6 

6.3 

7.4 

8.4 

7.4 

------------ 

Fotosistema II 

proteina centro de 

reacción H 

9.13 4.43 1370.2 45.35 

Asn 

Gly 

Ile 

Leu 

6.0 

10.4 

9.0 

16.4 

Phe 

Ser 

Val 

6.0 

7.5 

7.5 

 

------------ 
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5.3.2 Efecto del pretratamiento con ultrasonido u ozono en el perfil electroforético de las 

proteínas  

Con el objetivo de estudiar el efecto de ambos pretratamientos en la estructura, solubilidad y 

propiedades térmicas de las proteínas de microalga, se eligieron los pretratamientos que 

presentaron mayor rendimiento de proteínas recuperadas para ambos tipos de biomasa, los 

pretratamientos estudiados se muestran en la Tabla 21. 

Tabla 21. Condiciones experimentales estudiadas en el efecto del pretratamiento sobre la 

fracción proteína de biomasa de los consorcios D y S. 

Biomasa Pretratamiento 
Condiciones de 

pretratamiento 

Nombre de 

la muestra 

Consorcio D 

Sin 

pretratamiento 
 DNP 

Ultrasonido 

25 g/L, 125 kWh/kg 

biomasa seca, 0.32 W/L 
DU1 

25 g/L, 200 kWh/kg 

biomasa seca, 0.32 W/L 
DU2 

75 g/L, 50 kWh/kg 

biomasa seca, 0.32 W/L 
DU3 

75 g/L, 125 kWh/kg 

biomasa seca, 0.32 W/L 
DU4 

Ozono 

25 g/L, 9 mg O3/L, 5 

min 
DO31 

25 g/L, 9 mg O3/L, 15 

min 
DO32 

Consorcio S 

Sin 

pretratamiento 
 SNP 

Ultrasonido 

25 g/L, 50 kWh/kg 

biomasa seca, 0.32 W/L 
SU1 

25 g/L, 200 kWh/kg 

biomasa seca, 0.32 W/L 
SU2 

Ozono 

75 g/L, 9 mg O3/L, 5 

min 
SO31 

75 g/L, 9 mg O3/L, 15 

min 
SO32 

 

En la Figura 38 y Tabla 22 se muestra el efecto de ambos pretratamientos sobre el peso 

molecular de las proteínas presentes en la biomasa del consorcio D. En el perfil de SDS-PAGE 

se identificaron principalmente cinco conjuntos de bandas, que se encuentran a 54, 43, 39, 36 

y 25 kD, respectivamente. El análisis densitométrico y el perfil de SDS PAGE indicaron la 

reducción de la concentración aparente de las proteínas e incremento de la degradación a 

medida que aumentaba la energía aplicada durante el pretratamiento con ultrasonido. Las 

proteínas que se mostraron más susceptibles al pretratamiento con ultrasonido fueron las 

proteínas con peso molecular de 39 y 36 kD, ya que éstas son las proteínas que se degradan 

completamente a medida que aumenta la energía aplicada. Mientras que a estas mismas 

condiciones (incremento de energía aplicada) las proteínas con peso molecular de 25 kD 

incrementan su concentración aparente, esto también se puede deber a la fragmentación de 
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proteínas más grandes. Por otra parte, con los experimentos realizados también fue posible 

identificar el efecto de la concentración de biomasa en las proteínas. En el perfil de SDS-PAGE 

de las muestras DU1 y DU4 se puede observar que el incremento de la concentración de 

biomasa durante el pretratamiento aumentó considerablemente la degradación de las proteínas 

presentes; esto se debe a que el pretratamiento con ultrasonido se vuelve más eficiente a medida 

que incrementa la concentración de biomasa de 25 a 75 g/L como ya se discutió en la sección 

5.2.1.   

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 38. Perfil de SDS-PAGE de proteínas de biomasa del consorcio D pretratada con ozono 

(DO31 y DO32) y ultrasonido (DU1, DU2, DU3 y DU4). 
 

Tabla 22.- Densitometría del perfil de SDS-PAGE de proteínas de biomasa del consorcio D 

pretratada con ozono (DO31 y DO32) y ultrasonido (DU1, DU2, DU3 y DU4). 

Proteína 
Peso molecular 

(kD) 

Concentración relativa (g/L) 

DNP DO31 DO32 DU1 DU2 DU3 DU4 

ATP sintasa subunidad alfa + 

ATP sintasa subunidad alfa 

cloroplástico 

54.4 y 54.2 1.09 0.96 - 0.77 0.94 0.84 - 

ATP sintasa subunidad beta 

(Fragmento) + F0 F1 ATP 

sintasa subunidad beta 

Fragmento) + Ribulosa 

bifosfato carboxilasa cadena 

larga (Fragmento) 

43.7, 43.3 y 

42.7 
0.64 0.67 - 1.14 0.72 1.22 - 

Fotosistema II proteína D2 + 

Fotosistema II D2 proteína 

(Fotosistema Q (A) proteína) 

39.5 y 39.3 0.50 0.74 - 1.06 0.84 0.80 - 

Gliceraldehido 3 fosfato 

deshidrogenasa 
36.6 0.40 - - - - - - 

No identificada  25 0.66 1.08 - 0.80 0.98 0.40 0.67 

DO31 STD 
kD 

250 

100 

150 

75 

50 

37 

25 

20 

DNP DO32 DU1 DU2 DU3 DU4 
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En el caso del pretratamiento con ozono, la concentración relativa de las proteínas disminuyó 

y la degradación de las proteínas aumentó a medida que incrementó el tiempo de contacto con 

ozono. La concentración relativa de proteínas se redujo después de 5 minutos de tiempo de 

contacto con ozono para las bandas a 50, 36.6 y 25 kD, estas bandas se vuelven prácticamente 

imperceptibles después de 15 minutos de tiempo de contacto. Cuando el tiempo de contacto 

incrementó a 15 minutos para el pretratamiento con ozono, la cantidad de proteína degradada 

aumentó considerablemente y, en consecuencia, en el perfil electroforético solo se puede 

observar el degradado de proteínas que se adhiere a las orillas del carril. Sin embargo, no se 

observa la presencia de bandas de proteína. Este mismo efecto se observa en la muestra DU4 

que es la muestra que fue pretratada con ultrasonido a la energía más alta aplicada (200 

kWh/kg). Por lo tanto se omitió el análisis densitométrico de estas dos bandas, ya que puede 

conducir a errores importantes en el análisis. 

El perfil de SDS-PAGE y el análisis densitométrico de las proteínas del consorcio S indicaron 

agregación de proteínas, Figura 39. Esto se debe a la aparición de una banda alrededor de 150 

kD, tanto para el perfil que corresponde a las proteínas de biomasa sin pretratamiento y 

pretratadas con ultrasonido u ozono. La agregación de proteínas implica la disrupción de los 

enlaces electrostáticos, de hidrógeno y las interacciones de Vander Waals, lo que conlleva a la 

desnaturalización de proteínas y formación de nuevos enlaces intermoleculares [262]. El 

pretratamiento con ultrasonido produce cavitación, esfuerzo cortante, turbulencia, alta presión 

y generación de radicales en solución [263]. Además, el colapso de las burbujas de cavitación 

resulta en la generación de altas temperaturas dentro de las burbujas, a pesar del control de 

temperatura [264]. Las altas temperaturas dentro de la solución tienen un efecto directo sobre 

la conformación de las cadenas de polipéptidos en el nivel de su estructura cuaternaria, terciaria 

y secundaria, y pueden conducir a un despliegue inducido por la temperatura que promueve la 

agregación [265]. El calor producido durante el pretratamiento con ultrasonido también induce 

cambios en los grupos –SH y enlaces S–S a través de la oxidación de los grupos SH, que 

también se pueden deber a la sonólisis del agua [266]. Varios estudios han informado cambios 

en las propiedades de las proteínas como resultado de la sonicación. Stathpulos y colaboradores 

observaron la formación de agregados durante la sonicación de proteínas [267]. Descubrieron 

que estos agregados tienen un alto contenido de láminas-β y que las proteínas que contienen 

una estructura α-helicoidal nativa mostraron un aumento en la estructura de láminas-β en los 

agregados. Gulserren y colaboradores encontraron que el número de grupos tiol reactivos en 

BSA disminuyó después de la sonicación. Atribuyeron la disminución del número de grupos 

tiol a la formación de agregados de proteínas [268]. 

En el caso del pretratamiento con ozono, el proceso de oxidación de ciertos aminoácidos como 

Met, Tyr, Trp, His, Cys y Phe inducen la agregación de proteínas [269]. Una proteína puede 

sufrir varias vías de agregación, y el estado inicial de una proteína que es propensa a la 

agregación puede diferir. La susceptibilidad de las proteínas a la agregación puede estar 

impulsada por la estructura nativa, por una estructura degradada o modificada o por una 

estructura parcial o totalmente desplegada [265]. La formación de agregados no covalentes es 

a través de fuerzas débiles, como interacciones de Van der Waals, enlaces de hidrógeno, 

interacciones hidrofóbicas y electrostáticas, mientras que los agregados covalentes se forman a 

mediante enlaces disulfuro a través de grupos tiol libres o mediante la formación de enlaces no 

disulfuro como formación de ditirosina [270]. Además, se ha descrito que la acción del ozono 

convierte el grupo tiol de cisteína en disulfuros por medio de reticulación, lo que desnaturaliza 

las proteínas mediante la modificación de su conformación nativa [266, 271].  
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Figura 39. Perfil de SDS-PAGE de proteínas de biomasa del consorcio S pretratada con ozono 

(SO31 y SO32) y ultrasonido (SU1 y SU2).  
 

Tabla 23.- Densitometría del perfil de SDS-PAGE de proteínas de biomasa del consorcio S 

pretratada con ozono (SO31 y SO32) y ultrasonido (SU1 y SU2). 

Proteína 

Peso 

molecular 

(KDa) 

Concentración relativa (g/L) 

SNP SO31 SO22 SU1 SU2 

Agregados 150 0.78 1.55 0.71 0.50 0.78 

ATP sintasa subunidad alfa 

cloroplástico 
54.6 0.75 0.079 0.49 0.48 0.66 

Ribulosa bifosfato carboxilasa cadena 

larga 
52.5 1.02 0.51 0.34 0.48 0.26 

ATP sintasa subunidad beta 

cloroplástico 
51.7 0.47 0.58 0.24 0.27 0.52 

Factor de elongación Tu cloroplástico 45.7 0.45 - - - - 

Fotosistema II proteína D2  39.6 0.75 - - - - 

Clorofila a-b proteína de unión 

cloroplástica 
26.4 0.99 0.77 0.39 0.66 0.68 

Clorofila a-b proteína de unión 

cloroplástica 
26.6 0.64 0.76 0.22 0.47 0.59 

Clorofila a-b proteína de unión 

cloroplástica 
27 0.46 0.25 0.25 0.47 0.33 

Clorofila a-b proteína de unión 

cloroplástica (fragmento) 
24 0.33 0.32 - - 0.19 

ATP sintasa subunidad beta 

cloroplástico 
20 0.20 0.30 - - 0.21 

Fotosistema I P700 clorofila a 

apoproteina 
10.6 - - - - - 

Fotosistema II  proteína de centro de 

reacción 
9.13 - - - - - 

SO31 STD kD 

250 

100 

150 

75 

50 

37 

25 

20 

SNP SO32 SU1 SU2 
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En el análisis densitométrico se muestra que la concentración relativa de estos agregados 

aumenta con la energía aplicada, en el caso del pretratamiento con ultrasonido, Tabla 23. Por 

el contrario, la concentración relativa de los agregados disminuye con el incremento del tiempo 

de contacto durante el pretratamiento con ozono. Esto se puede deber al fuerte poder oxidante 

del ozono, que promueve a su vez la degradación de las proteínas. 

Por otra parte, se identificaron 12 bandas pertenecientes a conjuntos de proteína en el perfil 

electroforético de las proteínas presentes en la biomasa del consorcio S. Las bandas que 

resultaron más susceptibles a ambos pretratamientos de biomasa fueron las que se encuentran 

a 45.7, 39.6, 10.6 y 9.13 kD. Ya que estas cuatro bandas desaparecen cuando la biomasa se 

somete a cualquiera de los dos pretratamientos, Tabla 23. En el caso del pretratamiento de 

biomasa con ultrasonido, se observa que a medida que incrementó la energía aplicada la 

concentración relativa de las bandas aumentó. Caso contrario con el pretratamiento con ozono, 

ya que a medida que aumenta el tiempo de contacto la concentración relativa de las bandas 

disminuye. 

5.3.3 Efecto del pretratamiento en la solubilidad de proteínas 

El efecto del pretratamiento de la biomasa con ultrasonido u ozono en la solubilidad de las 

proteínas se estudió a partir de una curva de solubilidad a diferentes pH. La solubilidad es la 

medida más práctica de desnaturalización y formación de agregados de las proteínas y, por lo 

tanto, un buen índice de su funcionalidad. Las superficies de las proteínas tienen cargas netas 

dependiendo del pH de su entorno, debido a su contenido de aminoácidos. Una proteína muestra 

una solubilidad mínima cuando tiene una carga neta de cero, es decir, números iguales de cargas 

positivas y negativas en su superficie, esto se denomina punto isoeléctrico de la proteína. En 

este punto hay una solubilidad mínima y las proteínas tenderán a agregarse. A valores de pH 

superiores al punto isoeléctrico, la proteína tiene una carga neta negativa. A valores de pH 

inferiores del punto isoeléctrico, la proteína tendrá una carga neta positiva. En ambos casos la 

presencia de cargas superficiales pronunciadas resultará en repulsión intermolecular y la 

solubilidad incrementara [272].  

Figura 40. Efecto del pretratamiento de ultrasonido u ozono sobre la solubilidad de proteínas 

de biomasa del consorcio D. 
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En la Figura 40 se muestra el efecto de ambos pretratamientos en la solubilidad de proteínas 

del consorcio D. Ambos pretratamientos incrementan la solubilidad de las proteínas en 

aproximadamente un 10% a pH ácidos, en comparación con las proteínas de biomasa no 

pretratada. Efecto contrario, ambos pretratamientos disminuyen la solubilidad de las proteínas 

en un 20% y 40% para ultrasonido y 30% para ozono a pH alcalinos. La baja solubilidad de las 

proteínas se atribuye a la formación de complejos interpoliméricos formados por fuertes 

interacciones electrostáticas. Para los aislados de proteína obtenidos después del pretratamiento 

con ultrasonido, la solubilidad incrementó con el aumento de la energía aplicada. Sin embargo, 

es menor en comparación con la proteína extraída de biomasa no pretratada. El aumento de la 

solubilidad con el incremento de la energía aplicada se puede deber a grupos hidrofílicos que 

se han unido a la proteína durante el pretratamiento. Además, el pretratamiento con ultrasonido 

podría desplegar las proteínas y romper los agregados de proteínas insolubles en solubles, lo 

que también contribuye al aumento de la solubilidad [273]. El aumento de la solubilidad de las 

proteínas a pH ácidos se puede deber al aumento de grupos hidroxilo en la superficie de la 

proteína, causados por reacciones de radicales. Esto resulta apropiado ya que la proteína que se 

obtiene después del pretratamiento con ozono es la que presenta mayor solubilidad a pH ácido. 

Por otra parte, el aumento en la degradación de proteína también muestra un efecto importante 

en la solubilidad. La solubilidad de las proteínas aumentó cuando la concentración de proteína 

degradada incremento. 

Para el caso de las proteínas de biomasa del consorcio S, ambos pretratamientos incrementaron 

la solubilidad. Particularmente, el pretratamiento con ozono incrementó la solubilidad de las 

proteínas en todo el rango de pH en comparación con las proteínas de biomasa no pretratada, 

Figura 41.   

Figura 41. Efecto del pretratamiento con ultrasonido u ozono en la solubilidad de proteínas de 

biomasa del consorcio S. 

Como se observó en el perfil electroforético de las proteínas de biomasa del consorcio S, tanto 

los agregados como las proteínas en general se ven afectados durante el pretratamiento con 

ozono. El aumento en la solubilidad de las proteínas puede deberse al cambio conformacional 

de las proteínas y a la formación de agregados de proteínas solubles, a partir de proteínas 

insolubles durante ambos pretratamientos [274]. Para las tres muestras que se observan en la 
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Figura 40 existe un incremento en la solubilidad a pH 8.94, particularmente en la fracción de 

proteínas de biomasa pretratada con ultrasonido. Esto se puede deber a la interacción del buffer 

que fue utilizado como solvente (Tris base) con las proteínas. En particular el buffer Tris base 

se caracteriza por romper las interacciones electrostáticas (puentes salinos) presentes en las 

proteínas, aunque la proteína de biomasa no pretratada ya muestra este efecto. Este efecto se 

hace más evidente cuando se aplica pretratamiento; esto se puede atribuir al incremento en la 

cantidad de iones presentes en la proteína, como consecuencia de las reacciones de radicales 

que se pueden llevar a cabo durante ambos pretratamientos.  

5.3.4 Efecto del pretratamiento en el contenido de grupos disulfuro y sulfhidrilo 

Figura 42. Efecto del pretratamiento con ultrasonido u ozono en el contenido de grupos 

disulfuro y sulfhidrilo en proteínas de biomasa del consorcio D. 

Para las proteínas de biomasa del consorcio D se observa que el contenido de grupos disulfuro 

disminuye considerablemente con la aplicación de ambos pretratamientos, lo que indica que los 

grupos disulfuro presentes en las moléculas de proteína fueron muy susceptibles a ambos 

pretratamientos, Figura 42. Es posible que la ubicación de los grupos disulfuro los vuelva 

vulnerables a la degradación [267].  Por otra parte, el alto contenido de grupos disulfuro en las 

proteínas puede ayudar a entender algunas de las propiedades que se estudiaran más adelante. 

La tendencia de una proteína a formar enlaces cruzados está determinada por su estructura 

primaria. 

Figura 43. Efecto del pretratamiento con ultrasonido u ozono en el contenido de grupos 

disulfuro y sulfhidrilo en proteínas de biomasa del consorcio S. 
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El contenido de grupos sulfhidrilo incrementó considerablemente cuando es aplicado 

cualquiera de los dos pretratamientos, Figura 42. El aumento del contenido de grupos SH se 

puede atribuir al rompimiento de enlaces disulfuro que causó la reducción de grupos S-S para 

formar grupos SH. El mismo efecto se puede observar en las proteínas de biomasa del consorcio 

S pretratadas con ultrasonido y ozono, Figura 43. Sin embargo, el contenido de grupos 

sulfhidrilo aumenta en mayor proporción en las proteínas del consorcio S; esto puede explicar 

que las proteínas del consorcio S sean más solubles que las proteínas del consorcio D. 

5.3.5 Efecto del pretratamiento en las propiedades térmicas de las proteínas 

El efecto del pretratamiento con ultrasonido sobre la temperatura de transición vítrea (Tg), 

temperara de desnaturalización (Td) y entalpia de desnaturalización (ΔHd) de las proteínas del 

consorcio D se muestran en la Tabla 24 y Figura 44.  

Tabla 24.- Efecto del pretratamiento con ultrasonido en la Tg, Td y ΔHd de las proteínas de 

biomasa del consorcio D. 

Muestra 
Condición 

experimental (a, b) 

Tg 

(°C) 

Td 

(°C) 

ΔHd 

(J/g) 

DNP  248   

DU1 25a, 125b 167  242 91 

DU2 25a, 200b 174 259 50 ± 1 

DU3 75a, 50b 175 262 75 ± 1 

DU4 75a, 125b 167 209 46 

a[Biomasa] (g/L) 
bEnergía aplicada (kWh/kg biomasa seca) 

Los datos se muestran como media ± DS, derivados de mediciones por triplicado. 

Los termogramas de DSC mostraron una clara disminución de alrededor de 100 °C en la 

temperatura de transición vítrea del extracto proteico cuando es aplicado algún pretratamiento, 

ultrasonido u ozono; en comparación con la temperatura de transición vítrea de las proteínas de 

biomasa no pretratada. Así mismo, la temperatura y entalpia de desnaturalización muestran una 

clara disminución; esto se puede observar a pesar de que no fue posible detectar estos valores 

mediante los estudios realizados por calorimetría diferencial de barrido. La temperatura 

máxima a la que se realizó la rampa de temperatura fue 350 °C. Esto sugiere que el valor de 

temperatura y entalpia de desnaturalización se encuentran por arriba de este valor. Este 

resultado es consistente con los resultados del contenido de grupos disulfuro en las proteínas de 

biomasa no pretratada, como se muestra en la sección 5.3.4. El alto contenido de grupos 

disulfuro indica entrecruzamiento entre las moléculas de proteína, lo que las vuelve estructuras 

muy rígidas con poca movilidad. Los cambios en la estructura de las proteínas de biomasa del 

consorcio D y el comportamiento térmico se pueden atribuir a los fenómenos de cavitación y 

turbulencia producidos en la solución durante el pretratamiento con ultrasonido. Estos efectos 

causan la ruptura de enlaces, lo que resulta en la división de la estructura molecular de las 

proteínas [264]. Observaciones similares fueron reportadas por Jambrak y colaboradores para 

aislados de α-lactalbúmina y proteína de suero. Observaron la disminución del peso molecular 

de aislados de proteína de suero y la α-lactoalbúmina después del pretratamiento con 

ultrasonidos [275]. Además, Hu y colaboradores estudiaron el efecto del ultrasonido en los 

enlaces de proteínas. Descubrieron que las cavitaciones de ultrasonido producen un flujo 

turbulento y fuerzas de corte que pueden crear una gran área interfacial entre el aire y el agua y 
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alterar los enlaces de hidrógeno y las interacciones hidrofóbicas que tienen un papel principal 

en el comportamiento intermolecular y térmico de las proteínas [276].  

 
Figura 44. Termogramas de DSC de proteínas de biomasa del consorcio D pretratada con 

ultrasonido. 

Por otra parte, se pueden observar ligeros cambios en el comportamiento térmico de las 

proteínas después del pretratamiento con ultrasonido. Existen variaciones en la Tg y 

disminución en la Td y ΔHd a medida que aumenta la energía aplicada. Esto sugiere la 

disminución de los grupos disulfuro y la desnaturalización de las proteínas. Este resultado 

también se puede confirmar con la disminución de grupos disulfuro y aumento de grupos 

sulfhidrilo, a medida que aumenta la energía aplicada durante el pretratamiento con ultrasonido, 

lo que indica el despliegue de la estructura de las proteínas. El perfil de SDS-PAGE también 

mostró un notable aumento en la degradación de proteínas en las muestras pretratadas con 

ultrasonido. 

El efecto del pretratamiento con ozono sobre las propiedades térmicas de las proteínas de 

biomasa del consorcio D se muestra en la Tabla 25 y Figura 45.  

Tabla 25.- Efecto del pretratamiento con ozono en la Tg, Td  y ΔHd de las proteínas de 

biomasa del consorcio D. 
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Figura 45. Termogramas de DSC de proteínas de biomasa del consorcio D pretratada con 

ozono. 

El pretratamiento de proteínas de biomasa del consorcio D con ozono produjo la 

desnaturalización de proteínas, ya que la Tg, Td  y ΔHd de las proteínas disminuyeron a medida 

que aumentó el tiempo de contacto con ozono, Tabla 24. La disminución continua de la Tg, Td 

y ΔHd a medida que aumenta el tiempo de contacto con ozono se correlaciona con la 

interrupción de una fracción de las fuerzas responsables de la estabilidad de las estructuras de 

proteínas terciarias y secundarias, ya que la reducción de las fuerzas que mantienen unidas las 

cadenas de proteínas modifica su comportamiento térmico al aumentar la movilidad molecular 

y disminuir la viscosidad [277]. 

Los resultados encontrados en el termograma de DSC son consistentes con la información 

encontrada en la literatura. Varios estudios han investigado la interacción de diferentes 

proteínas y aminoácidos específicos como la metionina con el ozono [278, 279]. Los estudios 

han demostrado que el ozono causa la oxidación del esqueleto polipeptídico de la proteína, la 

reticulación proteína-proteína, la división del enlace peptídico y un rango de modificación de 

la cadena lateral de aminoácidos que produce cambios en las hélices-α y las láminas-β plegadas, 

que las que definen la estructura secundaria y terciaria de las proteínas [272, 280]. Esto se debe 

a que los aminoácidos son objetivos potenciales de oxidación por el ozono, especialmente las 

unidades de aminoácidos aromáticos, de los cuales, el más sensible es el triptófano, seguido de 

la tirosina [279]. Esto concuerda con la información encontrada en el perfil electroforético de 

la proteína, donde se muestran cambios en el peso molecular de las proteínas. Se ha informado 

que los cambios en el peso molecular de las proteínas y el grado de desnaturalización influyen 

en la Tg, debido a que la temperatura de transición vítrea oscila según la estructura primaria de 

las proteínas [280]. La disminución de la masa molecular de la proteína reduce la Tg debido al 

aumento de la movilidad molecular [281]. La estructura secundaria y terciaria de las proteínas 

y los pesos moleculares de las proteínas no son los únicos factores que influyen en la capacidad 

de procesamiento de los plásticos con base en proteínas. La degradación también cambia la 

estructura de la proteína.  
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El pretratamiento con ultrasonido tuvo mayor efecto en las propiedades térmicas de las 

proteínas de biomasa del consorcio D, en comparación con las muestras pretratadas con ozono. 

Lo anterior está relacionado con el hecho de que el ultrasonido puede producir cambios en las 

proteínas por acción térmica, química y mecánica, lo que produce un efecto sustancial en las 

proteínas de microalgas, mientras que el pretratamiento con ozono solo produce cambios 

químicos. 

El efecto del pretratamiento con ultrasonido sobre la Tg, Td y ΔHd de las proteínas del consorcio 

S se presenta en la Tabla 26 y Figura 46. El pretratamiento con ultrasonido tuvo efectos variados 

en la Tg, Td y ΔHd de las proteínas del consorcio S al aumentar la energía aplicada.  

Tabla 26.- Efecto del pretratamiento con ultrasonido en la Tg, Td y ΔHd de las proteínas de 

biomasa del consorcio S. 

Muestras  
Condiciones 

experimentales (a, b) 

Tg 

 (°C) 

Td  

(°C) 

ΔHd  

(J/g) 

SU1 25a, 50b 173 239 50 

SU2 25a, 125b 191 294 41 ± 1 

SU3 25a, 200b 173 265 112 

 a [Biomasa] (g/L) 
 b Energía aplicada (kWh/kg de biomasa seca) 

Los datos se muestran como media ± DS, derivados de mediciones por 

triplicado. 

Figura 46. Termogramas de DSC de proteínas de biomasa del consorcio S pretratada con 

ultrasonido. 

Durante el pretratamiento con ultrasonido, la energía aplicada más alta (200 kWh/kg de biomasa 

seca), indujo un aumento en la ΔHd en 70 °C. Estos resultados con los presentados en el perfil 

SDS-PAGE y el análisis densitométrico indicaron que el comportamiento térmico de las 

proteínas cambió debido a que incremento la concentración relativa de los agregados formados 

[282]. El aumento de la entalpía de desnaturalización puede explicarse con la formación de 
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nuevos enlaces intermoleculares y al aumento del peso molecular de los agregados de proteínas. 

Como se mencionó anteriormente, las altas temperaturas dentro de la solución durante el 

pretratamiento pueden conducir a un despliegue inducido por la temperatura que promueve la 

agregación, aún con el control de temperatura [266].  

El efecto del pretratamiento de ozono sobre las propiedades térmicas de las proteínas de 

biomasa del consorcio S pretratada con ozono se muestra en la Tabla 27 y la Figura 47. 

Tabla 27.- Efecto del pretratamiento con ozono en la Tg, Td y ΔHd de las proteínas de 

biomasa del consorcio S. 

Muestra 
Condiciones 

experimentales (a, b, c) 

Tg  

(°C) 

Td  

(°C) 

ΔHd  

(J/g) 

SO1 25a, 9b, 5c 188 311 47 

SO2 25a, 9b, 10c 172 266 79 ± 1 

SO3 25a, 9b, 15c 170 240 83 ± 1 

 a [Biomasa] (g/L) 
 b [O3] (mg O3/L) 
 c Tiempo (min) 

 Los datos se muestran como media ± DS, derivados de mediciones por 

triplicado. 

Figura 47. Termogramas de DSC de proteínas de biomasa del consorcio S pretratada con 

ozono. 

La Tg y la Td de las proteínas de biomasa del consorcio S disminuyeron, aunque la ΔHd 

incrementó a medida que aumentó el tiempo de contacto con ozono. Como se mencionó en la 

sección 5.3.2, la disminución en Tg y Td puede explicarse ya que el ozono modificó la estructura 

secundaria y terciaria de las proteínas. Los resultados encontrados en el termograma de DSC 

concuerdan con los resultados encontrados en el perfil SDS-PAGE y el análisis densitometríco, 

que mostró la aparición de una banda a 150 kD. Esta banda incrementó en concentración 

relativa a medida que incremento el tiempo de contacto con ozono y se atribuye a la formación 
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de agregado de proteínas. El perfil también mostró una disminución en la cantidad relativa de 

proteínas de pesos moleculares entre 50 y 25 kD y el desvanecimiento de bandas de proteínas 

con pesos moleculares menores de 20 kD, a medida que aumentó el tiempo de contacto con el 

ozono, lo que debería haber inducido una disminución de la ΔHd. 

5.4 Obtención de bioplásticos con base en biomasa de microalgas 

5.4.1 Caracterización térmica de biomasa de microalgas 

Los termogramas de DSC de la biomasa de los consorcios D y S en un rango de temperatura 

entre 0 °C y 200 °C se muestran en la Figura 48.  

Figura 48. Termogramas de DSC de biomasa de los consorcios D y S. 

Para ambos tipos de biomasa solo se observa un evento endotérmico. El pico endotérmico 

corresponde a la temperatura de desnaturalización de las proteínas presentes en la biomasa. 

Aunque los termogramas no proporcionan mucha información para poder elegir las condiciones 

a las cuales se puede procesar el bioplástico, nos da un límite de temperatura a la cual se puede 

trabajar. En el caso de biomasa del consorcio D la máxima temperatura de trabajo es 139.89 

°C, mientras que para biomasa del consorcio S, la máxima temperatura de trabajo es 149.14 °C. 

5.4.2 Obtención de las mezclas biomasa/glicerol (60/40) mediante mezclado termoplástico 

La selección adecuada de las condiciones de mezclado para la obtención de una masa que se 

pueda moldear es de suma importancia. Por un lado, se requiere un tiempo de mezclado extenso 

para obtener una masa homogénea. Por otro lado, se deben evitar períodos de mezcla 

excesivamente largos, para limitar la estructura inducida por el esfuerzo de corte aplicado [283]. 

Por lo tanto, para guiar la selección de las condiciones de moldeo por inyección, se 

monitorearon los valores de torque e incremento de temperatura durante el proceso de 

mezclado. La Figura 49 muestra el torque y el incremento de temperatura en función del tiempo 

de mezclado. El glicerol fue elegido como plastificante, ya que es uno de los plastificantes más 

económicos, se puede obtener a través de recursos biológicos y es biodegradable, el sistema 

biomasa/glicerol elegido fue 60/40. Se puede observar que los sistemas de biomasa de ambos 

consorcios evolucionaron rápidamente hacia valores constantes de bajo torque, lo cual es típico 
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del comportamiento líquido de una mezcla moderadamente viscosa, que resulta fácilmente 

inyectable; este sistema permanece en un valor de par moderado. En el caso de la biomasa del 

consorcio S, los cambios de temperatura durante el proceso de mezclado siguen un patrón muy 

similar al perfil de par correspondiente, y, por lo tanto, indica que existe disipación de energía 

mecánica, aunque también pueden ocurrir algunas reacciones de reticulación exotérmica de 

cadenas de proteínas. Esto no resulta extraño ya que, como se vio con anterioridad, las proteínas 

presentes en esta biomasa, en general, tienden a la formación de agregados [284]. Por otra parte 

la pared celular de ambos tipos de biomasa puede también tener un efecto importante e inducir 

la reticulación de proteínas de biomasa del consorcio D. En este punto, debemos enfatizar la 

importancia de evitar condiciones que den lugar a una reticulación inducida por cizallamiento 

durante la mezcla. Esta es la razón por la cual se seleccionó un tiempo de mezcla de tan solo 5 

minutos para la preparación de mezclas. De esta manera, todo el potencial de reticulación para 

la formación de estructuras y el refuerzo puede explotarse durante el proceso de inyección. 

 
Figura 49. Evolución del torque e incremento de temperatura durante el proceso de mezclado 

de los sistemas biomasa/glicerol. 

5.4.3 Caracterización térmica de las mezclas 

La Tabla 28 muestra el módulo elástico (G'), módulo viscoso (G'') y la tangente de pérdida (tan 

δ) obtenidos de mediciones de cizalla oscilatoria de pequeña amplitud para las mezclas 

biomasa/glicerol (60/40) como función de la temperatura. Los módulos elásticos obtenidos (G') 

siempre estuvieron por arriba de los módulos viscosos (G''), dentro del rango completo de 

temperaturas estudiado, lo que indica que las mezclas tenían, un comportamiento 

predominantemente elástico. El objetivo de estas mediciones fue determinar los procesos que 

se llevan a cabo durante el moldeo de los bioplásticos a las temperaturas de molde elegidas (80, 

100 y 120 °C). Con la misma información se determinó la temperatura en el cilindro de 

preinyección, para lograr propiedades reológicas que permitan mantener una viscosidad 

moderada, lo que facilita la inyección en el molde y evita usar una temperatura demasiado alta 

que conlleva el riesgo de reticulación entre los segmentos de proteínas en el cilindro. Esto hace 

posible obtener bioplásticos con mayor reproducibilidad y eficiencia. En el caso de la biomasa 

del consorcio D se observa un incremento para ambos módulos, elástico y viscoso, y la tangente 

de pérdida cuando la temperatura de molde se incrementa de 80 a 100 °C, con el siguiente 

aumento de temperatura ambos módulos y la tangente de pérdida disminuyeron. Este 
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comportamiento puede explicarse en términos de una mejora de la estructura de la red, 

relacionada con la aparición de reticulación de proteínas inducida térmicamente cuando la 

temperatura de molde incrementa de 80 a 100 °C, esto es favorable ya que este es el proceso 

deseado durante el moldeo. El decremento de los módulos elástico y viscoso a la temperatura 

de molde más alta (120 °C) está asociado al aumento de la movilidad de las cadenas poliméricas 

debido a la rotura de puentes de hidrogeno. Es probable que a partir de la rotura de estos enlaces 

se generen nuevas interacciones que mejoren la calidad del bioplástico [154]. Para las tres 

temperaturas de trabajo estudiadas, la tangente de pérdida permanece muy por debajo de 1 lo 

que refleja el carácter predominantemente elástico de estas mezclas durante la etapa de moldeo. 

Tabla 28.- Modulo elástico (G'), módulo viscoso (G'') y tangente de perdida (δ) a 1 Hz y 5 

°C/min como función de la temperatura para las mezclas de biomasa de los consorcios D o 

S/glicerol (60/40). 

Biomasa  Temperatura G' (Pa) G'' (Pa) tan (δ) 

Consorcio D  

25 °C 2 x 105 4.84 x 104 0.242 

80 °C 1.5 x 106 4.31 x 105 0.288 

100 °C 1.78 x 106 5.43 x 106 0.305 

120 °C 1.35 x 106 3.51 x 105 0.260 

Consorcio S 

25 °C 3.7 x 105 1.08 x 105 0.284 

80 °C 1.07 x 105 3.46 x 104 0.323 

100 °C 9.48 x 105 2.33 x 105 0.246 

120 °C 9.04 x 105 2.23 x 105 0.246 

En el caso de la biomasa del consorcio S ambos módulos aumentaron con el aumento de la 

temperatura de molde, Tabla 28. El incremento de los módulos elástico y viscoso durante el 

proceso de moldeo infiere un aumento de reticulación entre las proteínas, lo cual puede mejorar 

las propiedades mecánicas del bioplástico. Para las mezclas de biomasa del consorcio S a las 

tres temperaturas de moldeo estudiadas, la tangente de pérdida permanece muy por debajo de 

1 reflejando el carácter predominantemente elástico de las mezclas.  

5.4.4 Proceso de moldeo por inyección 

Los parámetros de procesamiento para el cilindro de preinyección se seleccionan con la 

finalidad de facilitar el proceso de inyección lo que mejora la movilidad del sistema en el 

cilindro. Teniendo en cuenta la Tg que se obtuvo en las secciones anteriores las condiciones de 

operación para el moldeo por inyección se muestran en la Tabla 29. 

Tabla 29. Condiciones de operación para el moldeo por inyección de las masas biomasa de 

microalgas/glicerol (60/40). 

Etapa T °C Presión (MPa) Tiempo (seg) 

Cilindro de pre-inyección 60 °C 0.1 120  

Inyección 60 °C 50 20 

Etapa de moldeo 80, 100 y 120 °C 20 200 
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5.4.5 Caracterización reológica de los bioplásticos 

La Tabla 30 muestra la evolución de los módulos elástico y viscoso (G' y G'', respectivamente) 

como función de la frecuencia para los bioplásticos moldeados a tres diferentes temperaturas 

(80, 100 y 120 °C) obtenidos a partir de mediciones de pequeña amplitud oscilatoria (SAOS). 

Los módulos elásticos (G') siempre estuvieron por arriba de los módulos viscosos (G'') dentro 

del rango completo de frecuencias estudiado, lo que indica que estos materiales tenían un 

comportamiento predominantemente elástico. Además, G' es casi paralela a G", lo que sugiere 

que, a temperatura ambiente, no podría observarse un punto de cruce [285]. En el caso de los 

bioplasticos con base en biomasa del consorcio D un aumento en la temperatura de molde 

indujo el incremento de los módulos viscoelásticos. Además, la tangente de pérdida promedio 

(tan δ = G''/ G') disminuyó de 0.245 ± 0.02 a 0.234 ± 0.03 al aumentar la temperatura de molde 

de 80 a 120 °C, revelando un fortalecimiento de la estructura a medida que aumentaba la 

temperatura de molde. Estos resultados a menudo son relacionados con la existencia de un 

potencial termoestable de las matrices de proteína, siempre y cuando la temperatura de molde 

sea inferior a la temperatura de degradación del sistema de proteínas [284, 286, 287].  

 

Tabla 30. Modulo elástico (G'), módulo viscoso (G'') y tangente de pérdida (δ) a 1 Hz, como 

función de la frecuencia para las mezclas de biomasa de los consorcios D o S/glicerol (60/40). 

Biomasa  
Temperatura 

de molde 
G' (Pa) G'' (Pa) tan (δ) 

Consorcio D 

80 °C 3.57 x 107 8.75 x 106 0.245 

100 °C 3.79 x 107 8.90 x 106 0.235 

120 °C 5.92 x 107 1.39 x 107 0.234 

Consorcio S 

80 °C 2.01 x 107 4.76 x 107 0.237 

100 °C 3.39 x 107 7.44 x 106 0.219 

120 °C 3.18 x 107 7.61 x 106 0.239 

Por otro lado, para las probetas que se obtienen a partir de biomasa del consorcio S, el modulo 

elástico aumentó con un aumento de temperatura de 80 a 100 °C y se mantiene prácticamente 

estable con el posterior aumento de temperatura. Mientras que el módulo viscoso y la tangente 

de pérdida disminuyen con el primer aumento de temperatura (80 a 100 °C) y aumentan con el 

siguiente aumento de temperatura (100 a 120 °C). El módulo viscoso incremento muy 

ligeramente mientras que la tangente de pérdida alcanzó un valor mayor al alcanzado a 80 °C. 

Esto indica que, a la temperatura de molde de 100 °C, se obtiene un material menos deformable, 

debido al fortalecimiento de su estructura con el aumento de temperatura. Por otra parte es 

posible que a la temperatura de molde más alta (120 °C) las proteínas sufran algún cambio en 

su estructura lo que provoca que las propiedades viscoelásticas del bioplástico disminuyan. 

Estos resultados concuerdan con los resultados obtenidos en el análisis térmico de las proteínas 

de cada tipo de biomasa, donde se observa que las proteínas de biomasa del consorcio D son 

más estables térmicamente en un rango de 60 °C, en comparación con las proteínas de biomasa 

del consorcio S. 
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5.4.6 Análisis térmico-mecánico-dinámico  

La Figura 50 muestra el módulo elástico (G') y la tangente de pérdida (δ) en función de la 

temperatura, para los bioplásticos con base en biomasa de a) consorcio D y b) consorcio S. 

Ambos sistemas exhiben el mismo comportamiento, donde el componente elástico (G') se 

mantuvo por arriba del viscoso (G''), como puede deducirse de los valores de tangente, ambos 

módulos disminuyen notablemente con la temperatura. Para todos los sistemas obtenidos el 

perfil térmico de G' pasa a través de un punto de inflexión, que puede estar relacionado con una 

transición vítrea, y tiende a alcanzar una región de meseta conforme aumenta la temperatura de 

molde. Esta región de meseta indica que no se encuentra potencial termoestable bajo las 

condiciones experimentales seleccionadas, lo que evidencia que no se requieren temperaturas 

de molde más altas y tiempos de residencia más largos.  

En el caso de bioplásticos con base en biomasa del consorcio D los valores de G' son más altos 

para la muestra moldeada a 120 °C, lo que indica una respuesta más elástica, debido a formación 

de interacciones de tipo hidrofóbicas y disulfuro que son más estables con la temperatura. En 

el caso de bioplásticos con base en el consorcio S, la muestra moldeada a 100 °C es la que 

indica una respuesta más elástica, por lo tanto se puede concluir que a la temperatura de molde 

más alta (120 °C) las proteínas del consorcio S sufren un proceso de degradación, por lo tanto, 

disminuyen sus propiedades viscoelásticas. Por otra parte, el perfil de la tangente de pérdida 

muestra un pico para todos los bioplasticos obtenidos, lo que revela que existió buena 

compatibilidad entre la proteína y el glicerol.  

Figura 50.  Valores de módulo elástico (G') y tangente de pérdida (δ) en función de la 

temperatura del análisis térmico-mecánico-dinámico llevado a cabo a frecuencia constante (1 

Hz) y velocidad de calentamiento (3 °C/min). 

Las proteínas del consorcio D condujeron a la formación de bioplasticos con mejores 

propiedades viscoelásticas. Esto se puede deber a que son más estables térmicamente en 

comparación con las proteínas del consorcio S lo que evita su descomposición durante el 

proceso de obtención de bioplasticos. Por lo tanto, es posible que los bioplásticos con base en 

biomasa del consorcio D muestren mejores propiedades mecánicas. 

5.4.7 Mediciones de resistencia a la tracción 

Las curvas de tensión-deformación que se obtuvieron de las medidas de resistencia uniaxiales 

para ambos sistemas siguen el patrón típico encontrado para otros materiales bioplásticos con 

base en proteínas, Figura 51. Todas las curvas tienen una región lineal inicial, con una constante 

pendiente de tensión-deformación (que corresponde al módulo elástico o al Módulo de Young) 
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debido a una buena resistencia a bajos valores de deformación. Luego, hay una larga región 

plástica, con una disminución continua en la pendiente de tensión-deformación hacia un valor 

constante; después del límite elástico, se alcanza el esfuerzo máximo (σmax) y la deformación 

a la rotura (εr), lo que conlleva a la ruptura de la muestra. En ese punto hay una disminución 

repentina de la tensión.  

Las curvas de tensión-deformación indicaron que el aumento de la temperatura de molde induce 

un aumento en σmax y εr. Esto fue más evidente para los bioplásticos con base en biomasa del 

consorcio D, Tabla 31. Este resultado concuerda con la mejora del módulo elástico de las 

probetas a medida que aumenta la temperatura de molde, tal como se muestra en la sección 

5.4.5. Es interesante notar que este aumento en σmax fue acompañado de un aumento en εr, lo 

que sugiere que este resultado probablemente está relacionado con la formación de reticulación 

de las proteínas a altas temperaturas [288].  

Figura 51. Curvas de tensión-deformación para los bioplásticos con base en biomasa de a) 

consorcio D y b) consorcio S/glicerol molde (80, 100 y 120 °C). 

Los resultados obtenidos de las curvas de tensión-deformación, así como los resultados 

presentados anteriormente, indicaron que el tratamiento que sufren las proteínas dentro del 

molde pueden modificar las proteínas llevándolas de su forma nativa a un estado 

desnaturalizado. Este estado desnaturalizado puede llevar a la agregación de proteínas y pueden 

ocurrir interacciones intermoleculares [289, 290]. Además de las interacciones químicas 

promovidas por el calor, los tratamientos térmicos a las temperaturas más altas (120 °C) pueden 

llevar a la formación de entrecruzamientos intermoleculares e incluso intramoleculares [291]. 

Sin embargo, como se puede notar, esos parámetros no fueron similares para los bioplásticos 

de ambos tipos de biomasa.  

Los bioplásticos que se obtienen con base en biomasa del consorcio D tuvieron valores de 

esfuerzo máximo del orden de dos magnitudes mayor a los presentados por los bioplásticos con 

base en biomasa del consorcio S. En el caso de deformación a la rotura los bioplásticos con 

base en biomasa del consorcio S presentaron valores del orden de una magnitud mayor que los 

bioplásticos con base en biomasa del consorcio D. Estos efectos se pueden deber a que las 

interacciones que se dan entre proteínas de biomasa del consorcio D son fuertes ya que tienen 

una alta resistencia a la tensión. No obstante, esta misma cualidad los vuelve poco elásticos. 

Este mismo efecto se observa en los módulos viscoelásticos para las probetas con base en 

biomasa del consorcio D que se muestran en la Tabla 30. El módulo elástico tuvo un ligero 

incremento cuando incrementó la temperatura de molde, mientras que el modulo viscoso 
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aumentó en una magnitud. Otra posible causa de estos resultados es la pared celular de las 

células del consorcio D en comparación con la pared celular de las microalgas del consorcio S, 

ya que presenta una pared más de esporopolelina, lo que probablemente evita que se lleven a 

cabo interacciones entre proteínas promovidas por el calor, como resultado se obtienen 

materiales poco elásticos. Por otra parte las proteínas del consorcio S tienden a formar 

agregados, esto puede evitar potencialmente la formación de entrecruzamientos promovidos 

por el calor. 

Tabla 31. Parámetros de tensión módulo de Young, esfuerzo máximo (σmax) y deformación a 

la rotura (εr) para los bioplásticos con base en proteínas de biomasa de los consorcios D y S. 

Los datos se muestran como media ± DS, derivados de mediciones al menos por triplicado. 

5.4.8 Capacidad de absorción de agua y pérdida de material soluble 

Figura 52. Capacidad de absorción de agua y pérdida de material soluble después de 24 h de 

inmersión, para los bioplásticos con base en proteínas de biomasa de a) consorcio D y b) 

consorcio S.  

La Figura 52 exhibe los valores para las capacidades de absorción de agua y pérdida de material 

soluble obtenidos para todos los materiales con base en biomasa de microalgas estudiados 

después de 24 h de inmersión en agua. La capacidad de absorción de agua disminuye para todos 

los sistemas de proteínas estudiados con el aumento de la temperatura de molde. Este resultado 

se puede explicar con el aumento del entrecruzamiento entre las moléculas de proteína a medida 

que aumenta la temperatura de molde, ya que evita que las probetas se hinchen. Por otro lado, 

Biomasa  
Temperatura 

de molde 

Modulo de Young 

(MPa) 
σmax (MPa) εr (%) 

Consorcio D 

80 °C 198.27 ± 6.28 9.48 ± 0.90 0.331 ± 0.02 

100 °C 112.78 ± 3.48 15.8 ± 1.6 0.276 ± 0.01 

120 °C 100.67 ± 10.63 28.75 ± 2.35 0.563 ± 0.07 

Consorcio S 

80 °C 11.60 ± 0.60 0.14 ± 0.015 0.33 ± 0.02 

100 °C 24.18 ± 2.55 0.33 ± 0.032 3.20 ± 0.34 

120 °C 21.22 ± 1.91 0.35 ± 0.087 4.81 ± 0.21 
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las probetas que se obtuvieron con base en biomasa del consorcio S presentaron menor 

capacidad de absorción de agua que las probetas que se obtuvieron con base en biomasa del 

consorcio D. Con estos resultados se puede concluir que hubo mayor entrecruzamiento de 

proteínas en las probetas con base en biomasa del consorcio S que en las probetas con base en 

biomasa del consorcio D, como resultado de la pared celular de las microalgas. Como se 

mencionó en la sección 5.4.6, las células de Desmodesmus sp. presentan una pared celular más 

rígida que las células de Scenedesmus obliquus. Por lo tanto, los bioplásticos con base en 

biomasa del consorcio S presentan una estructura más rígida en comparación con los materiales 

que se obtienen con base en biomasa del consorcio D. Esto resulta en una menor capacidad de 

hinchamiento, que siempre es directamente proporcional a su capacidad de absorción de agua.  

Por otro lado, aunque la pérdida de material soluble parece estar alrededor del 50% en peso en 

todos los casos, el aumento de la temperatura del molde conduce a una ligera disminución en 

este valor, Figura 53. El aumento en el entrecruzamiento de las proteínas con el aumento de la 

temperatura de molde, debería conducir a una mayor disminución en la pérdida de material 

soluble. Sin embargo, no se debe olvidar que la mezcla biomasa/plastificante tenía una relación 

60/40. Por lo tanto, es posible concluir que la mayor parte del material que se perdió en el agua 

fue el plastificante y que solo una proporción conduce a la pérdida de proteínas. Esto se debe, 

en el caso de materiales con base en biomasa del consorcio D, a la rígida pared celular. En el 

caso de los materiales con base en biomasa del consorcio S a la alta reticulación de proteínas.   

 

 

 

  

 

 

 

 

 

 

Figura 53. Imágenes de microscopia electrónica de barrido (SEM) para los bioplasticos con 

base en biomasa del consorcio D a tres temperaturas de molde a) 80, b) 100 y c) 120 °C y con 

base en biomasa del consorcio S a tres temperaturas de molde d) 80, e) 100 y f) 120 °C después 

de 24 h de inmersión en agua. 

En la Tabla 32 muestra la comparación de las propiedades mecánicas de bioplásticos con base 

en concentrados de proteínas de origen alimenticio y biomasa de microalgas de diferentes 

especies con este estudio. Los resultados muestran que los materiales que se obtienen con base 

en concentrados de proteína de origen alimenticio muestran mejores propiedades viscoelásticas 

en comparación con los que se obtienen con base en microalgas de ambos tipos de biomasa. 

Sin embargo, el bioplástico que presento mayor resistencia a la tracción fue el que se obtuvo 

con base en biomasa del consorcio D esto le puede atribuir al bioplástico importantes 

aplicaciones. Aunado a esto el potencial de obtención de bioplasticos con base en biomasa del 

consorcio D se incrementa ya que el contenido de proteína es de tan solo 31%. Además, debido 

a la naturaleza del medio de cultivo en el que se obtiene la biomasa de microalgas la obtención 

de bioplásticos con base en esta biomasa no compite con su aplicación en el rubro alimenticio. 
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Los bioplasticos que se obtienen en este trabajo de tesis tienen aplicaciones limitadas. No 

obstante, existen importantes áreas en los que se pueden aplicar. Una de estas áreas es su 

aplicación como materiales absorbentes de agua y fertilizantes disueltos, que puedan ser 

utilizados posteriormente para la adición de fertilizantes durante el proceso de cultivo de 

alimentos. Este método de adición de fertilizantes al suelo es un candidato rentable y amigable 

con el ambiente, ya que protege el suelo y el agua. Además la biomasa de microalgas es 

biodegradable y puede nutrir al suelo a largo plazo debido a su contenido de proteínas y fósforo. 

La remediación de suelo mediante la adición de microalgas también ha sido estudiada 

recientemente con resultados alentadores.   

Por otra parte, los materiales pueden ser ampliamente utilizados en el tratamiento de aguas 

residuales, debido a sus atractivas propiedades absorbentes, bajo costo y seguridad ambiental. 

Además, la biomasa de microalgas es biodegradable y contiene abundantes grupos funcionales 

en su estructura, que pueden proporcionar sitios activos para capturar iones de metales pesados. 

La aplicación de estos adsorbentes, despierta considerablemente la atención ya que mantienen 

su estructura después de su inmersión en agua lo que promueve su fácil separación del agua a 

tratar. No obstante, la estructura de los bioplasticos es especialmente susceptible a daños en 

soluciones ácidas. 
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Tabla 32. Comparación de casos de estudio de obtención de bioplasticos con base en proteína. 

 

  

 

Mezcla 
Método de 

preparación 

Contenido de 

proteína (%) 

Máximo 

esfuerzo (MPa) 

Deformación a 

la rotura (%) 

Módulo de 

Young (MPa) 
Referencia 

70% Proteína de 

chícharo/30% Glicerol 

Moldeo por 

inyección 
89.5 5 50 180 [292] 

70% Proteína de arroz/ 

30% Glicerol 

Moldeo  por 

inyección 
80 4 0.11 90 [287] 

60% Albumina de 

huevo/40% Glicerol 

Moldeo por 

inyección 
83 1.7 60 37 [286] 

60% Proteína de 

soya/40% Glicerol 

Moldeo por 

inyección 
91 1.2 40 25 [286] 

30% Albumina de 

huevo/30% Proteína de 

soya/40% Glicerol 

Moldeo por 

inyección 
83/91 1.4 75 30 [286] 

Spirulina plantesis 
Moldeo 

termomecánico 
57 3 1.4 249 [293] 

Chlorella vulgaris 
Moldeo 

termomecánico 
58 5.7 3.4 270 [293] 

Consorcio D/Glicerol 
Moldeo por 

inyección 
31 28.8 0.56 101 Este estudio 

Consorcio S/Glicerol 
Moldeo por 

inyección 
22 0.35 4.8 21 Este estudio 



5. Resultados y Discusión 

130 
 

5.5 Obtención de biocompositos con base en PCL y biomasa residual de microalgas de los 

consorcios D y S 

5.5.1 Caracterización de biomasa residual 

La biomasa que se utilizó como materia prima para la obtención de biocompositos se obtuvo 

después del pretratamiento de la biomasa con ultrasonido u ozono y la extracción de proteínas. 

Por lo tanto fue necesario llevar a cabo su completa caracterización. El contenido de lípidos, 

proteínas, carbohidratos, humedad y cenizas, de la biomasa residual se muestra en la Tabla 33.  

Tabla 33. Composición de la biomasa residual de los consorcios D y S utilizada para la 

producción de biocompositos. 

Biomasa 
Humedad Lípidos Proteínas Carbohidratos Cenizas 

(%) 

Consorcio D 15.02 ± 0.30 11.22 ± 0.39 25.95 ± 0.52 14.32 ± 0.86 28.83 ± 0.11 

Consorcio S 9.58 ± 0.62 7.37 ± 0.95 28.50 ± 0.84 11.29 ± 0.34 36.33 ± 0.20 

5.5.2 Obtención de las mezclas biomasa/GL/PCL mediante mezclado termoplástico 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 54. Perfiles del incremento de temperatura y torque obtenidos sobre el tiempo de 

mezclado para las mezclas (biomasa/GL/PCL) con base en biomasa de a) consorcio D y b) 

consorcio S como función de la concentración de PCL (0%, 5%, 10% y 20%). 

La Figura 54 muestra los perfiles de incremento de temperatura y torque obtenidos sobre el 

tiempo de mezclado (5 min) para materiales biocompuestos con base en biomasa de microalgas 

que contienen 0, 5, 10 y 20% en peso de PCL. La primera etapa de mezclado se realizó 

precalentando la cámara de mezclado a 60 °C, para facilitar la fusión del PCL (Tf de PCL 60 

°C) [293]. Esta etapa de pre-acondicionamiento ayudó en la producción de mezclas 

homogéneas. Como se puede observar para ambos tipos de biomasa, los sistemas que contienen 

PCL se caracterizaron por un valor de torque máximo inicial, que se relaciona con la 

homogeneización inicial de las mezclas [286]. Una vez que se alcanza este primer valor 

máximo, el torque disminuyó abruptamente a medida que aumentó la concentración de PCL en 

la mezcla, alcanzando un mínimo. Posteriormente, el par de torsión comenzó a incrementar 

nuevamente hasta que alcanzó un valor máximo. El aumento en el esfuerzo de torsión está 

relacionado con la reticulación entre diferentes cadenas de proteínas inducidas por 

cizallamiento [294, 295, 284]. El valor máximo de par de torsión fue evidentemente 

influenciado por el contenido de PCL. Las mezclas que contienen un mayor contenido de PCL 

condujeron a un valor de torque más alto. Como el PCL estaba fundido, se puede sugerir que 
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jugó un papel clave en las matrices obtenidas, ya que interactúa con otras cadenas de proteínas. 

Por consiguiente se espera que las propiedades mecánicas de estos materiales sean altamente 

influenciado por la adición de PCL. Por otra parte, la adición de PCL a la muestra indujo un 

ligero incremento en la temperatura de la mezcla durante el proceso de mezclado. Los perfiles 

de temperatura mostraron valores debajo de 80 °C en todos los casos. El aumento en la 

temperatura es relacionado con reacciones de reticulación exotérmicas, así como disipación de 

calor debido a la fricción. 

 

 

 

 

 

 

 

 
Figura 55. Pruebas de barrido de frecuencia dinámica para las mezclas (biomasa/GL/PCL) de 

biomasa de a) consorcio D y b) consorcio S realizados en función de la frecuencia (de 0.05 a 

20 Hz). El recuadro muestra la evolución del módulo elástico, viscoso y tan δ como función del 

contenido de PCL. 

La Figura 55 muestra el aumento de los módulos viscoso y elástico con la adición de PCL (5%) 

a la mezcla biomasa/glicerol para ambos tipos de biomasa. Sin embargo, con el aumento de la 

concentración de PCL (10-20%) disminuyen nuevamente. El aumento en los módulos viscoso 

y elástico de las mezclas (biomasa/GL/PCL) a una concentración de PCL de 5%, indica la 

obtención de una mezcla con mejores propiedades para ser inyectada. Las gráficas de ambos 

módulos eran casi paralelos, lo que confirmó la compatibilidad de los polímeros sintético y 

natural. Los valores de los módulos viscoso y elástico fueron más bajos a medida que aumenta 

la concentración de PCL; este resultado está relacionados con el comportamiento sólido más 

pronunciado de las mezclas y, por lo tanto, más difíciles de inyectar [296]. Por otra parte, los 

valores de la tangente mostraron que los componentes de la mezcla (biomasa/GL/PCL) se 

encontraban totalmente integrados, ya que no se observó ningún cambio importante. 

5.5.3 Proceso de moldeo por inyección 

Los parámetros de procesamiento para el cilindro de preinyección se seleccionaron para facilitar 

la inyección en el interior, lo que mejora la movilidad del sistema, teniendo en cuenta la Tg que 

se obtuvo en las secciones anteriores y la temperatura de fusión del PCL. Las condiciones de 

operación para el moldeo por inyección de biocompositos se muestran en la Tabla 34. 

Tabla 34. Condiciones de operación para el moldeo por inyección de biocompositos con base 

en biomasa de microalgas. 

Etapa T °C Presión (MPa) Tiempo (seg) 

Cilindro de pre-inyección 70 °C 0.1 120  

Inyección 70 °C 50 20 

Etapa de moldeo 80, 100 y 120 °C 20 200 
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5.5.4 Caracterización reológica de biocompositos 

La Figura 56 muestra la evolución de los módulos viscoso y elástico (G' y G'') y la viscosidad 

a 1 Hz para los biocompositos con base en biomasa de Consorcio D en función de la 

concentración de PCL, para las tres temperaturas de molde. Estos resultados se obtuvieron por 

medio de pruebas de barrido de frecuencia. Inicialmente, ambos módulos viscoso y elástico (G' 

y G''), disminuyeron con la adición de 5% y 10% de PCL en la muestra. Finalmente, los sistemas 

con mayor contenido de PCL (20%) mostraron un aumento en ambos módulos viscoelásticos 

(G' y G") para todas las temperaturas de molde. En este sentido, se podría afirmar que existe un 

umbral de concentración de PCL relacionado con las propiedades mecánicas de los 

biocompositos. Por lo tanto, hay un mínimo contenido de PCL necesario para mejorar las 

propiedades viscoelásticas de los sistemas con base en Consorcio D [287, 297]. Los resultados 

confirman el refuerzo de la microestructura de los biocompositos a la concentración de PCL 

más alta (20%), debido a que ambos módulos viscoso y elástico (G' y G'') exhibieron valores 

más altos después de la adición de PCL. Este resultado está relacionado con el desarrollo de 

una estructura tipo red dentro de los sistemas [298-300].  

Figura 56. Evolución de los módulos viscoso y elástico (G' y G'') y de la viscosidad a 1 Hz, 

para los biocompositos con base en biomasa de Consorcio D a las temperaturas de moldeo de 

a) 80 °C, b) 100 °C y c) 120 °C en función de la concentración de PCL. Los resultados se 

obtuvieron a partir de barrido de frecuencia dinámica (de 0.05 a 20 Hz). 
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La Figura 57 muestra la evolución de los módulos viscoso y elástico (G' y G'') y la viscosidad 

a 1 Hz para los biocompositos con base en biomasa del consorcio S en función de la 

concentración de PCL. De forma contraria a los resultados que se obtienen para los 

biocompositos con base en biomasa de Consorcio D, se observa un ligero aumento en los 

módulos viscoso y elástico (G' y G'') con la adición de 5% y 10% de PCL. De forma similar, 

los sistemas con mayor contenido de PCL (20%) presentaron módulos viscoso y elástico más 

altos (G' y G") para todas las temperaturas de molde. En este caso no hay un mínimo contenido 

de PCL necesario para mejorar las propiedades viscoelásticas de los sistemas [287, 297]. Todos 

los sistemas exhibieron un aumento en ambos módulos con el aumento de la temperatura de 

molde; de igual forma que para los sistemas con base en biomasa de Consorcio D. Los 

resultados confirman el refuerzo de la microestructura de los biocompositos debido a que ambos 

módulos viscoso y elástico (G' y G'') exhibieron valores más altos después de la adición de 

PCL. Otro resultado importante es la disminución de la pendiente con el aumento de la 

concentración de PCL para todas las temperaturas de molde. Este resultado está relacionado 

con el aumento del número de enlaces covalentes que fortalecen la estructura del sistema. 

Figura 57. Evolución de los módulos viscoso y elástico (G' y G'') y de la viscosidad a 1 Hz, 

para los biocompositos con base en biomasa del consorcio S, a las temperaturas de moldeo de 

a) 80 °C, b) 100 °C y c) 120 °C, en función de la concentración de PCL. Los resultados se 

obtuvieron a partir de barrido de frecuencia dinámica (de 0.05 a 20 Hz).  
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Figura 58. Módulo elástico (G') y tangente de perdida (δ) para los biocompositos con base en 

biomasa del consorcio D a las temperaturas de moldeo de a) 80 °C, b) 100 °C y c) 120 °C, en 

función de la temperatura (de 25 a 150 °C). Los resultados se obtuvieron a partir de análisis 

mecánico dinámico (DMA). 

La Figura 58 muestra las rampas de temperatura que se obtuvieron a partir de un análisis 

mecánico dinámico, para los sistemas realizados con base en biomasa del consorcio D. La 

evolución del módulo elástico confirmó que debajo de la temperatura de fusión, la adición de 

PCL produjo materiales con mayores propiedades viscoelásticas para los sistemas que 

contenían PCL, a una concentración de 20%. Este aumento no fue proporcional a la cantidad 

total de PCL en los sistemas, lo que concuerda con los resultados obtenidos a partir del barrido 

de frecuencia dinámica. Este resultado sugiere que la estructura de los biocompuestos a 

concentraciones de PCL menores a 20% estaba dominada por la biomasa, mientras que la 

estructura de los biocompuestos con concentraciones de PCL de 20% estaba dominada por el 

polímero sintético biodegradable. Cuando se alcanzó el punto de fusión de PCL (60 °C), el 

modulo elástico disminuyó para aquellos sistemas que contienen PCL. Este comportamiento 

está relacionado con la desestabilización del sistema, debido a la fusión o degradación de un 

componente con temperaturas de fusión significativamente diferentes al resto de los 

componentes que forman el sistema [286, 301].  
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Figura 59. Módulo elástico (G') y tangente de perdida (δ) para los biocompositos con base en 

biomasa del consorcio S a las temperaturas de moldeo de a) 80 °C, b) 100 °C y c) 120 °C en 

función de la temperatura (de 25 a 150 °C). Los resultados se obtuvieron a partir de análisis 

mecánico dinámico (DMA). 

La Figura 59 muestra las rampas de temperatura obtenidas a partir de un análisis mecánico 

dinámico para los sistemas realizados con base en biomasa del consorcio S. A diferencia de los 

sistemas con base en biomasa del consorcio D los sistemas con base en biomasa del consorcio 

S sí presentaron una evolución en el módulo elástico con la adición y el aumento de la 

concentración de PCL. Por debajo de la temperatura de fusión del PCL, el módulo elástico 

incrementó a medida que aumentó la concentración de PCL. Este resultado sugiere que la 

estructura de los sistemas con base en biomasa del consorcio S estaba dominada por el PCL. 

Además también se puede inferir que el sistema se encontraba bien integrado lo que permitió 

que se pudieran formar interacciones entre el PCL y las proteínas. Cuando se alcanzó el punto 

de fusión de PCL (60 °C) el componente elástico disminuyó para aquellos sistemas que 

contienen PCL. La disminución del comportamiento elástico es proporcional a la concentración 

de PCL en el sistema, en la mayoría de los casos. Nuevamente estos resultados concuerdan con 

los resultados que se obtienen a partir del barrido de frecuencia dinámica para estos sistemas. 
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5.5.5 Mediciones de resistencia a la tracción  

Figura 60. Curvas de tensión obtenidas de las pruebas de tensión uniaxiales para los sistemas 

con base en biomasa del consorcio D y PCL (0, 5, 10 y 20%) a temperatura de moldeo de a) 80 

y 100 °C y b) 120 °C. 

Tabla 35. Parámetros de tensión módulo de Young, esfuerzo máximo (σmax) y deformación a 

la rotura (εr) para los sistemas con base en biomasa del consorcio D y PCL. 

 
En la Tabla 35 se muestran los parámetros de tensión (módulo de Young, esfuerzo máximo y 

deformación a la rotura) obtenidas de las curvas de tensión que se muestran en la Figura 60. 

Los resultados muestran que la adición y el aumento en la cantidad de PCL hasta una 

concentración del 10% condujeron a una disminución en la pendiente de la región elástica y el 

esfuerzo máximo. Cuando la concentración de PCL incrementa de 10 a 20% se observa un 

ligero incremento de estos parámetros, sin embargo, los valores no están por arriba de los 

valores de los sistemas sin PCL. Esta tendencia no se observó para el parámetro εr. En este 

Concentración 

de PCL (%) 

Temperatura 

de molde 

Modulo de Young 

(MPa) 
σmax (MPa) εr (%) 

0 

80 °C 198.27 ± 6.28 9.48 ± 0.90 0.331 ± 0.02 

100 °C 112.78 ± 3.48 15.8 ± 1.6 0.276 ± 0.01 

120 °C 100.67 ± 10.63 28.75 ± 2.35 0.563 ± 0.07 

5% 

80 °C 35.69 ± 0.67 0.46 ± 0.04 2.43 ± 0.25 

100 °C 39.84 ± 1.05 0.35 ± 0.05 1.46 ± 0.80 

120 °C 36.47 ± 0.99 0.48 ± 0.06 3.14 ± 0.42 

10% 

80 °C        34.22 ± 0.22 0.49 ± 0.06 3.18 ± 0.50 

100 °C 40.21 ± 0.28 0.57 ± 0.08 3.11 ± 0.37 

120 °C 41.58 ± 0.61 0.80 ± 0.10 4.28 ± 0.55 

20% 

80 °C 58.89 ± 1.07 0.76 ± 0.10 2.82 ± 0.85 

100 °C 62.35 ± 0.90 0.99 ± 0.09 3.67 ± 0.31 

120 °C 34.75 ± 0.12 1.04 ± 0.12 4.24 ± 0.58 
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caso, la adición y aumento en la concentración de PCL dan como resultado valores de 

deformación a la rotura por arriba de los mostrados por lo sistemas sin PCL. Estos resultados 

nos hablan de que al añadir PCL a los sistemas se formaron materiales menos duros y con 

mejores propiedades viscoelásticas que para los sistemas que no contienen PCL, al ser 

materiales con mejores propiedades viscoelásticas son más difíciles de romper.  

Figura 61. Curvas de tensión obtenidas de la pruebas de tensión uniaxiales para los sistemas 

con base en biomasa del consorcio S y PCL (0, 5, 10 y 20%). 
 

Los resultados presentados en la Figura 61 y la Tabla 36 muestran que la adición de PCL a una 

concentración del 5% condujeron a una incremento en la pendiente de la región elástica y el 

esfuerzo máximo, sin embargo, una disminución en la deformación a la rotura. Cuando la 

concentración de PCL incrementa de 5 a 10% se observa una disminución de todos los 

parámetros de tensión. Finalmente se observó nuevamente un incremento de estos parámetros 

a la concentración de PCL más alta (20%). Los resultados muestran que en general la adición 

de PCL a los sistemas con base en biomasa del consorcio S presentaron un incremento en los 

parámetros de tensión en comparación con los sistemas que no contienen PCL. No obstante, 

para todos los sistemas que se obtuvieron a la temperatura de molde más alta (120 °C) se 

observa una importante disminución de los parámetros de tensión. Esto está relacionado con 

que a la temperatura de molde más alta (120 °C) se lleva a cabo un proceso de degradación de 

proteínas.  
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Tabla 36. Parámetros de tensión módulo de Young, esfuerzo máximo (σmax) y deformación a 

la rotura (εr) para los sistemas con base en biomasa del consorcio S y PCL. 

5.5.6 Capacidad de absorción de agua y pérdida de material soluble 

Las Figura 62 exhibe los valores para la capacidad de absorción de agua y pérdida de material 

soluble, para los sistemas con base en biomasa del consorcio D. La capacidad de absorción de 

agua se redujo a medida que incrementó la concentración de PCL. De igual forma la pérdida de 

material soluble disminuyó a medida que incrementó la concentración de PCL en los sistemas. 

Estos resultados pueden estar relacionados con la disminución de la capacidad de hinchamiento 

debido al refuerzo experimentado en la matriz de los sistemas cuando se añadió PCL [302]. La 

disminución en la pérdida de material soluble se relaciona con que el PCL no es soluble en 

agua, por lo tanto permaneció en la matriz biocompuesta después de la inmersión. Este resultado 

sugiere que la cantidad de PCL agregada al material biocompuesto no es solo capaz de mejorar 

las propiedades mecánicas (por ejemplo, el módulo de Young), sino también otras propiedades 

tecno-funcionales, como la capacidad de absorción en agua.  

La temperatura de molde también tuvo un efecto directo en la capacidad de absorción de agua. 

La capacidad de absorción de agua se redujo a medida que aumentó la temperatura del molde. 

El incremento de la temperatura de molde permitió la formación de materiales más compactos, 

con microestructuras menos porosas. De forma contraria, la temperatura del molde no tuvo 

ningún efecto en la pérdida de material soluble.  

Concentración 

de PCL (%) 

Temperatura 

de molde 

Modulo de Young 

(Pa) 
σmax  

(MPa) 
εr (%) 

0 

80 °C 11.60 ± 0.60 0.14 ± 0.015 0.33 ± 0.02 

100 °C 24.18 ± 2.55 0.33 ± 0.032 3.20 ± 0.34 

120 °C 21.22 ± 1.91 0.35 ± 0.087 4.81 ± 0.21 

5% 

80 °C 93.05 ± 4.54 0.83 ± 0.21 2.21 ± 0.97 

100 °C 44.32 ± 2.10 0.57 ± 0.17 2.8 ± 0.60 

120 °C 28.64 ± 0.55 0.43 ± 0.11 2.56 ± 0.21 

10% 

80 °C 46.15 ± 0.61 0.40 ± 0.14 1.84 ± 0.41 

100 °C 38.68 ± 1.24 0.43 ± 0.05 3.06 ± 0.68 

120 °C 31.20 ± 0.65 0.38 ± 0.09 2.74 ± 0.33 

20% 

80 °C 61.14 ± 0.97 0.84 ± 0.12 3.30 ± 1.12 

100 °C 54.09 ± 0.96 1.12 ± 0.17 5.23 ± 0.62 

120 °C 64.10 ± 2.27 1.24 ± 0.18 4.27 ± 0.55 
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Figura 62. Capacidad de absorción de agua y pérdida de material soluble después de 24 h de 

inmersión, para los sistemas con base en biomasa del consorcio D y PCL (0, 5, 10 y 20%) a 

temperatura de molde de a) 80 °C, b) 100 °C y c) 120 °C. 

La Tabla 37 muestra las imágenes por microscopia electrónica de barrido que se obtuvieron de 

los sistemas con base en biomasa del consorcio D. En las imágenes se pueden observar cambios 

en la microestructura de los sistemas, cuando se añadió PCL. Los materiales que no contenían 

PCL tuvieron mayor capacidad de absorción de agua y pérdida de material soluble tienen una 

estructura más porosa y por lo tanto perdieron su forma después de la inmersión en agua. 

Mientras que los materiales que contienen PCL muestran una estructura más uniforme y menos 

porosa a medida que aumentó la concentración del mismo en los sistemas. La uniformidad de 

los materiales y su poca capacidad de hinchamiento promovió que la estructura de los materiales 

se mantuviera después de su inmersión en agua. 
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Tabla 37. Imágenes por microscopia electrónica de barrido (MEB) de los biocompositos con base en biomasa del consorcio D. 
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Las Figura 63 exhibe los valores para la capacidad de absorción de agua y pérdida de material 

soluble para los sistemas con base en biomasa del consorcio S. De la misma manera que para 

los sistemas con base en biomasa del consorcio D la capacidad de absorción de agua se redujo 

a medida que incrementó la concentración de PCL, también la pérdida de material soluble 

disminuyó a medida que incrementó la concentración de PCL. La temperatura del molde mostró 

un efecto importante, ya que la capacidad de absorción de agua se redujo a medida aumentó la 

temperatura de molde. Es importante destacar que los sistemas con base en biomasa del 

consorcio D presentaron una capacidad de absorción de agua generalmente del doble que para 

los sistemas con base en biomasa del consorcio S.  

 

Figura 63. Capacidad de absorción de agua y pérdida de material soluble después de 24 h de 

inmersión, para los sistemas con base en biomasa del consorcio S y PCL (0, 5, 10 y 20%) a 

temperatura de molde de a) 80 °C, b) 100 °C y c) 120 °C. 

En la Tabla 38 se muestran las imágenes que se obtuvieron de la microscopia electrónica de 

barrido para los sistemas con base en biomasa del consorcio S. Las imágenes muestran que 

dichos materiales tuvieron una estructura menos porosa que los materiales con base en biomasa 

del consorcio D. Ninguno de los sistemas perdieron su estructura después de la inmersión en 

agua. A medida que aumentó el contenido de PCL en los sistemas la estructura se vuelve más 

uniforme y menos porosa lo que produce que se pierda su capacidad de hinchamiento.
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Tabla 38. Imágenes por microscopia electrónica de barrido (MEB) de los biocompositos con base en biomasa del consorcio S. 
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La pared celular de las microalgas jugó un papel importante en la obtención tanto de 

bioplásticos como de biocompositos. Los resultados demuestran que la pared celular de 

Desmodesmus sp. (microalga que se encuentra en mayor proporción en el consorcio D) evita la 

interacción entre el PCL añadido a la mezcla y las proteínas presentes en la biomasa, a pesar de 

que el pretratamiento de la biomasa debió mejorar esta interacción debido a la rotura de la pared 

celular. Por lo tanto, fue necesario tener un contenido mínimo de PCL en la mezcla para mejorar 

las propiedades viscoelásticas de los materiales obtenidos. Esta barrera que ejerce la pared 

celular durante el proceso de obtención de biocompositos, induce que tanto las propiedades 

viscoelásticas de los sistemas como el esfuerzo máximo disminuyan considerablemente en 

comparación con los sistemas que no contienen PCL. 

En el caso de los sistemas que se obtuvieron con base en biomasa del consorcio S la adición de 

PCL mejoró tanto las propiedades viscoelásticas de los sistemas así como los parámetros de 

tensión. Con estos resultados se puede concluir que el pretratamiento de biomasa de este 

consorcio ayudó a que los polímeros sintéticos y naturales presentes en la muestra tuvieran una 

buena interacción, y se formaran nuevas interacciones que refuerzan el material obtenido. Esto 

mejoró notablemente tanto las propiedades viscoelásticas como los parámetros de tensión de 

los materiales obtenidos a medida que aumento la concentración de PCL. 

En la Tabla 39 se muestra la comparación de los biocompositos obtenidos en este estudio con 

biocompositos que se obtuvieron a partir de biomasa de otras especies de microalga. Como se 

muestra los biocompositos obtenidos en este estudio tuvieron propiedades viscoelásticas 

menores en comparación con otros sistemas que se obtuvieron con base en biomasa de otras 

especies de microalga. No obstante, los materiales que se obtienen en este estudio son los que 

tienen menor contenido de material sintético.  

La aplicación de los biocompositos obtenidos incrementa en comparación de los materiales que 

no contienen PCL. Esto se debe a que la adición de PCL a las muestras mejora notablemente 

las propiedades viscoelásticas de los materiales e induce que los materiales conserven su forma 

después de su inmersión en agua. Por lo tanto, los biocompositos pueden ser aplicados a la 

obtención de macetas y recipientes.  
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Tabla 39. Comparación de casos de estudio de obtención de biocompositos con base en biomasa de microalgas. 

 

  

 

Mezcla 
Método de 

preparación 

Contenido de 

proteína (%) 

Máximo 

esfuerzo (MPa) 

Deformación a 

la rotura (%) 

Módulo de 

Young (MPa) 
Referencia 

24% Chlorella 

vulgaris/11% 

Glicerol/65% Polietileno 

Moldeo por 

inyección 
58 1.6 5.2 53 [293] 

24% Spirulina 

plantesis/11% 

Glicerol/65% Polietileno 

Moldeo  por 

inyección 
57 1.9 2.5 98 [293] 

10% Nannochloropsis 

gaditana/90% PBTA 

Moldeo por 

inyección 
42 8 280 118 [303] 

30% Botryococcus 

braunii/70% 

Poli(butileno succinato) 

Moldeo por 

inyección 
32 18 7.6 780 [304] 

20%  Nannochloropsis 

salina/80% PVA  
Fundición 27 ± 3 10 20 500 [305] 

48% Consorcio D/32% 

Glicerol/20% PCL 

Moldeo por 

inyección 
26 1 3.7 62 

Este 

estudio 

48% Consorcio S/32% 

Glicerol/20% PCL 

Moldeo por 

inyección 
29 1.12 5.2 54 

Este 

estudio 
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5.6 Obtención de membranas por electrohilado, a partir de proteínas de biomasa del 

consorcio D 

5.6.1 Obtención de membranas por electrohilado, a partir de proteínas de biomasa del 

consorcio D en solución al 5% 

El principal objetivo de la producción de membranas por electrohilado es darle un valor adicional 

a la biomasa de microalgas después de la producción de biocombustibles. Para poder llevar a cabo 

las membranas de electrohilado se prepararon soluciones de proteína a diferentes concentraciones. 

No obstante, para que estas soluciones puedan ser electrohiladas deben de cumplir con ciertas 

condiciones de conductividad eléctrica, tensión superficial y propiedades reológicas [303]. 

Además, la concentración de proteína debe ser lo suficientemente alta como para garantizar 

superposición entre las moléculas y así crear una red enredada que sea capaz de resistir los 

movimientos de estiramiento y flexión durante el electrohilado [304]. No obstante, los 

biopolímeros de grado alimenticio, como las proteínas de microalga, son en general difíciles de 

electrohilar [305]. La razón de esto aún no se entiende completamente. Diferentes estudios han 

sugerido que la amplia distribución del peso molecular de las proteínas y su compleja estructura 

química interfieren en el proceso de electrohilado [306]. 

Varios estudios han llevado a cabo con éxito el electrohilado de mezclas de proteínas y 

polisacáridos, como el acetato de celulosa en ácido acético. El acetato de celulosa es uno de esos 

polímeros que ofrece ventajas como ser abundante, biocompatible, biodegradable, químicamente 

resistente y de bajo precio [307]. Las fibras fabricadas con base en acetato de celulosa por técnicas 

de electrohilado presentan propiedades como alta porosidad, alta área superficial y viabilidad. En 

virtud de estas propiedades, en este trabajo de tesis se eligió el acetato de celulosa como polímero 

para obtener membranas con base en acetato de celulosa/proteínas del consorcio D. Sin embargo, 

debido a que la biomasa de microalgas se sometió a diferentes pretratamientos para poder llevar a 

cabo la extracción de proteínas, en primera instancia se estudió el electrohilado de soluciones de 

proteína sin polímero. Esto permite evaluar el efecto del pretratamiento en las propiedades físicas 

de las proteínas a electrohilar, así como determinar si el pretratamiento aplicado favorece la 

formación de membranas de electrohilado de proteína pura. Diferentes estudios han demostrado 

que las membranas que se obtienen a partir de acetato de celulosa en solución al 17% son las que 

presentan mejores propiedades [308]. Por lo tanto, el blanco del estudio fue una solución de acetato 

de celulosa (AC) al 17% en ácido acético al 80%. Las soluciones de proteína fueron preparadas a 

una concentración de 5% en peso, debido a que esta fue la cantidad máxima de proteína posible 

de disolver en solución de ácido acético al 80%. Las propiedades físicas de las soluciones 

preparadas se muestran en la Tabla 40. 

Las soluciones de proteína de microalga tienen la misma concentración y todas fueron preparadas 

al mismo pH (1), debido a esto, la densidad permaneció casi constante. Es sabido que la densidad 

es una función lineal de la concentración del polímero, siempre y cuando presente un 

comportamiento Newtoniano [309]. Las soluciones de proteína presentaron conductividad muy 

alta en comparación con el acetato de celulosa. Esto favorece el proceso de electrohilado, ya que 

mientras mayor sea la conductividad, mayor será el transporte de cargas. De la misma forma, las 

soluciones de proteína presentaron menor tensión superficial que la solución de AC. Esto es 

favorable, ya que una alta tensión superficial produce defectos en las fibras. 
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Tabla 40. Propiedades físicas de las soluciones de proteína de biomasa del consorcio D a 25 °C.  

Pretratamiento 
[Proteína] 

% 

Tensión 

superficial 

(mN/cm) 

Conductividad 

(µS/cm) 

Densidad 

(gr/cm3) 

Viscosidad 

(Pas) 

AC 17 34.38 ± 0.07 25.6  34.38  

Sin 

pretratamiento 
5 28.35 ± 0.02 3890 1.080 0.016 

Ultrasonido 

(50 kWh/kg 

biomasa) 

5 27.97 ± 0.05 3670 1.075 0.008 

Ultrasonido 

(125 kWh/kg 

biomasa) 

5 28.29 ± 0.05 3470 1.080 0.006 

Ozono 

(9 mg O3/L) 
5 28.2 ± 0.04 3590 1.085 0.013 

Los datos se muestran como media ± DS, derivados de mediciones por triplicado. 

La viscosidad aparente se obtuvo a partir del ensayo de fluyo en las medidas reológicas. Los 

valores de la viscosidad se tomaron a los 10 s-1, para poder comparar los diferentes sistemas. La 

viscosidad de las soluciones de proteína es entre 4 y 5 órdenes de magnitud menor que para la 

solución de acetato de celulosa. Por lo tanto, se espera que el proceso de electrohilado muestre una 

fuerte dependencia de la viscosidad de la solución. 

 

Para obtener membranas de nanofibras, las soluciones de proteínas se sometieron a electrohilado 

utilizando parámetros de referencia, es decir, caudal de salida de 0.3 mL/h, una diferencia de 

potencial eléctrico de 25 kV, la distancia entre la aguja y el capilar fue 10 cm y un colector plano. 

En todos los procesos de electrohilado se tuvo en cuenta que la humedad relativa fuera menor del 

50%, llegando a no realizarse el proceso a humedades mayores. 

 

Debido a la naturaleza de las proteínas no fue posible obtener membranas por electrohilado a partir 

de soluciones de proteína sin la adición de polímero. Las proteínas de microalga tienen estructura 

globular, lo que presenta muchos desafíos para llevar a cabo el proceso de electrohilado. Debido a 

que no se comportan como polímeros clásicos y no tienen las propiedades viscoelásticas esenciales 

para un electrohilado estable. Sin embargo, se formó un electroespreado, los electroespreados 

formados se evaluaron mediante microcopia electrónica de barrido, Figura 64. Como se puede 

observar, los electroespreados formados presentaron variaciones en sus tamaños. Los 

electroespreados que presentaron mayor tamaño (a y b) corresponden a los electroespreados con 

base en proteínas de biomasa de microalgas sin pretratamiento o bien que fue pretratada a las 

condiciones experimentales más suaves (50 kWh/kg de biomasa seca). Por lo tanto, es posible que 

esto se deba al tamaño de las proteínas presentes en solución. Ya que en la sección 5.3.2 se observó 

que, a medida que las condiciones de pretratamiento de biomasa eran más intensas, el peso 

molecular de las proteínas extraídas tendía a disminuir.  
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Figura 64. Imágenes de microscopia (MEB) de: a) membrana de electrohilado de AC y 

electroespreados de proteína del consorcio D b) sin pretratamiento, c) pretratada con ultrasonido 

(50 kWh/kg de biomasa), d) pretratada con ultrasonido (125 kWh/kg de biomasa) y e) pretratada 

con ozono (9 mg O3/L), (magnificación x2 000). 

 

5.6.2 Obtención de membranas por electrohilado, a partir de los sistemas AC 17% /proteínas 

de biomasa del consorcio D  

5.6.2.1 Obtención de membranas por electrohilado, a partir del sistema AC 17% /proteínas 

de biomasa del consorcio D sin pretratamiento 

Debido a que no fue posible obtener membranas por electrohilado a partir de soluciones de proteína 

de microalga, se optó por un sistema de dos componentes: carbohidratos/proteína. El sistema 

estudiado fue acetato de celulosa (AC) 17%/ proteína de microalgas. Adicionalmente se estudió el 

efecto del pretratamiento aplicado a la biomasa para llevar a cabo la extracción de proteínas en el 

proceso de electrohilado y el efecto de la concentración de proteína. Las concentraciones de 

proteínas estudiadas fueron 0.75%, 1.25%, 2.5% y 5% en peso. Los resultados se presentan con 

base en el pretratamiento aplicado, la caracterización física de las soluciones AC 17%/proteína 

biomasa del consorcio D sin pretratamiento se muestran en la Tabla 41. 
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2 µm 2 µm 
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Tabla 41. Propiedades físicas de las soluciones AC/de proteína de biomasa del consorcio D sin 

pretratamiento a 25 °C. 

Muestra [AC/Proteína] % 

Tensión 

superficial 

(mN/cm) 

Conductividad 

(µS/cm) 

Viscosidad 

(Pa·s) 

AC [17] 34.38 ± 0.07 25.6 34.38  

AC/Sin 

pretratamiento 
[17/0.75] 33.38 ± 0.13 439 1.35 ± 0.05 

AC/Sin 

pretratamiento 
[17/1.25] 32.45 ± 0.16 312 2.20 ± 0.22 

AC/Sin 

pretratamiento 
[17/2.5] 31.78 ± 0.14 450 2.40 ± 0.11 

AC/Sin 

pretratamiento 
[17/5] 31.50 ± 0.13 803 2.80 ± 0.27 

Los datos se muestran como media ± DS, derivados de mediciones por triplicado. 

Nuevamente, las soluciones de proteína se sometieron a electrohilado utilizando parámetros de 

referencia, es decir, caudal de salida de 0.3 mL/h, una diferencia de potencial eléctrico de 25 kV, 

una distancia entre la aguja y el capilar de 10 cm y un colector plano. En todos los procesos de 

electrohilado se tuvo en cuenta que la humedad relativa fuera menor del 50%, llegando a no 

realizarse el proceso a humedades mayores. 

El pH de las soluciones preparadas fue de 1 en todos los casos. La adición de proteína a la solución 

de acetato de celulosa no muestra un efecto importante en la tensión superficial. Sin embargo, la 

conductividad aumentó de forma considerable al añadir proteína al sistema y desciende a medida 

que disminuye la concentración de proteína. Como se mencionó, el aumento en la conductividad 

favorece el proceso de electrohilado, ya que mientras mayor sea la conductividad, mayor será el 

transporte de cargas. La viscosidad de las soluciones a 10 s-1 disminuye considerablemente al 

añadir proteína de microalgas al sistema y a medida que disminuye la concentración de proteína. 

No obstante, los resultados que se presentan en la Figura 65a muestran que las soluciones presentan 

un comportamiento newtoniano, ya que la viscosidad no depende de la rapidez de corte  y se 

mantiene prácticamente constante. 

El análisis mecánico dinámico  para las soluciones de proteína se presenta en la Figura 65b. Como 

se observa en la gráfica, a medida que aumentó la concentración de proteína en los sistemas, 

aumentaron los módulos G' y G''. Esto sugiere que una mayor concentración de proteína 

proporciona mayor consistencia y reforzamiento a la solución. Además, el modulo G'' es mayor 

que el modulo G', por lo que las disoluciones son predominantemente viscosas.  
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Figura 65. Graficas de: a) viscosidad frente a la rapidez de corte de los sistemas AC/proteína del 

consorcio D sin pretratamiento a 25 °C y b) propiedades viscoelásticos lineales en función de la 

frecuencia de los sistemas AC/proteína del consorcio D sin pretratamiento a 25 °C. 

Figura 66. Imágenes por microscopia (MEB) a escala de 1 µm (magnificación x10 000) de las 

membranas por electrohilado de los sistemas a) AC 17% y AC 17%/proteína del consorcio D sin 

pretratamiento a: b) 1.25%, c) 2.5% y d) 5% en peso. 
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En las imágenes, se observa que las fibras electrohiladas presentan una gran cantidad de defectos 

a todas las concentraciones, Figura 66. La cantidad de defectos incrementó a medida que aumentó 

la concentración de proteína en el sistema. Adicionalmente, se observa la formación de cúmulos o 

agregados que aparentemente incrementaron en tamaño a medida que aumentó la concentración 

de proteína en la solución. Esto se puede atribuir al pH de la solución en el que las proteínas fueron 

disueltas. Ya que como se mencionó anteriormente la solubilidad de las proteínas es dependiente 

de su punto isoeléctrico. La Figura 40 de la sección 5.3.3 muestra que el punto isoeléctrico de las 

proteínas del consorcio D sin pretratamiento  es cercano a pH 3, ya que a este pH la proteína 

muestra solubilidad mínima. Dado que el pH (1) de la solución de ácido acético al 80% en el que 

las proteínas son disueltas es cercano a su punto isoeléctrico, es posible que las proteínas se 

encuentren formando agregados en la solución, lo que evita que se puedan electrohilar de forma 

eficiente.  

En la Tabla 42 se muestra el diámetro medio de las nanofibras determinados mediante análisis de 

imagen con el programa ImageJ, así como sus correspondientes valores promedio y desviaciones 

típicas. Como se mencionó anteriormente, el tamaño de los cúmulos o agregados formados durante 

el proceso aumentó a medida que incrementó la concentración de proteína en la solución. Esto 

sugiere que se pudieron formar mayor cantidad de agregados o bien como se muestra en las 

micrografías los agregados aumentaron de tamaño con el incremento de la concentración de 

proteína, lo que evito que se llevara a cabo el proceso de electrohilado. Por lo tanto, las membranas 

que se obtuvieron carecían de las propiedades necesarias para llevar a cabo un ensayo de 

resistencia a la tracción. El diámetro de fibra, por otra parte, disminuyó con el incrementó de la 

concentración de proteína, las fibras se vuelven más heterogéneas, con diámetros uniformes, lo 

que deriva en una desviación estándar baja.  

Tabla 42. Valores promedio del diámetro de nanofibras de los sistemas AC 17%/proteínas del 

consorcio D sin pretratamiento, en función de la concentración. 

Sistema [AC/Proteína] % Diámetro promedio (nm) 

AC 17 122.02 ± 55.2 

AC/Sin pretratamiento 17/0.75 184.4 ± 101.8 

AC/Sin pretratamiento 17/1.25 44.6 ±  20.8 

AC/Sin pretratamiento 17/2.5 62.1 ± 31.8 

AC/Sin pretratamiento 17/5 34.7 ± 17.4 

Los datos se muestran como media ± DS, derivados de mediciones por triplicado. 
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5.6.2.2 Obtención de membranas por electrohilado, a partir del sistema AC 17% /proteínas 

de biomasa del consorcio D pretratada con ultrasonido (50 kWh/kg biomasa) 

La caracterización física de las soluciones AC/proteína del consorcio D, pretratada con ultrasonido 

(50 kWh/kg de biomasa) se muestran en la Tabla 43. 

Tabla 43. Propiedades físicas de las soluciones AC/de proteína del consorcio D pretratada con 

ultrasonido (50 kWh/kg de biomasa) y 25 °C. 

Los datos se muestran como media ± DS, derivados de mediciones por triplicado. 

La adición de proteína de biomasa pretratada con ultrasonido (50 kWh/kg biomasa) a la solución 

de acetato de celulosa no muestra un efecto importante en la tensión superficial. No obstante, 

nuevamente la conductividad aumentó de forma considerable al añadir proteína al sistema y 

desciende a medida que disminuye la concentración de proteína. La viscosidad de las soluciones a 

10 s-1 disminuye considerablemente al añadir proteína de microalgas al sistema y a medida que 

disminuye la concentración de proteína. Sin embargo, los resultados en la Figura 67a muestran 

nuevamente que las soluciones tienen un comportamiento newtoniano, ya que la viscosidad no 

depende de la rapidez de corte  y se mantiene prácticamente constante. 

El análisis mecánico dinámico para las soluciones de proteína se presenta en la Figura 67b. A 

medida que aumentó la concentración de proteína en los sistemas, aumentaron los módulos G' y 

G''. Esto sugiere que una mayor concentración de proteína proporciona mayor consistencia y 

reforzamiento a la solución. Además, el modulo G'' es mayor que el modulo G', por lo que las 

disoluciones son predominantemente viscosas.  

Muestra 
[AC/Proteína] 

% 

Tensión 

superficial 

(mN/cm) 

Conductividad 

(µS/cm) 

Viscosidad 

(Pa·s) 

AC [17] 34.38 ± 0.07 25.6 34.38 

AC/Ultra50 [17/0.75] 33.20 ± 0.06 194.6 1.14 

AC/Ultra50 [17/1.25] 33.27 ± 0.10 547 2.54 ± 0.07 

AC/Ultra50 [17/2.5] 33.69 ± 0.32 777 3.10 ± 0.43 

AC/Ultra50 [17/5] 30.88 ± 0.15 606 3.35 ± 0.45 
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Figura 67. Graficas de: a) viscosidad frente a la rapidez de corte de los sistemas AC 17%/proteína 

del consorcio D, pretratada con ultrasonido (50 kWh/kg biomasa) a 25 °C y b) propiedades 

viscoelásticos lineales en función de la frecuencia de los sistemas AC 17%/proteína del consorcio 

D, pretratada con ultrasonido (50 kWh/kg biomasa) a 25 °C. 

Figura 68. Imágenes por microscopia (MEB) a escala de 1 µm (magnificación x10 000) de las 

membranas por electrohilado de los sistemas a) AC 17% y AC17%/proteína de biomasa del 

consorcio D, pretratada con ultrasonido (50 kWh/kg biomasa) a: b) 1.25%, c) 2.5% y d) 5% en 

peso. 

c) a) b) 

c) d) 
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Las imágenes de electrohilado nuevamente muestran las fibras electrohiladas presentan una gran 

cantidad de defectos, Figura 68. La cantidad de defectos en las fibras incrementó a medida que 

aumentó la concentración de proteína en el sistema y el diámetro de fibra disminuyó, las fibras se 

vuelven más homogéneas con la adición de proteína y la desviación del promedio disminuyó, 

Tabla 44. Esto se puede atribuir al incremento de la conductividad de la solución con el aumentó 

en la concentración de proteína, lo que favorece que se produzcan fibras más delgadas. 

Tabla 44. Valores promedio del diámetro de nanofibras de los sistemas AC 17%/proteínas del 

consorcio D, pretratada con ultrasonido (50 kWh/kg biomasa), en función de la concentración. 

Sistema [AC/Proteína] % Diámetro promedio (nm) 

AC 17 122.02 ± 55.2 

AC/ Ultra50 17/1.25 57.2 ±  29.3 

AC/ Ultra50 17/2.5 65.2 ± 23.5 

AC/ Ultra50 17/5 49.4 ± 24.9 

Los datos se muestran como media ± DS, derivados de mediciones por triplicado. 

De forma contraria que para las fibras electrohiladas con base en proteínas del consorcio D no 

pretratada, la cantidad y el tamaño de los agregados encontrados en las fibras electrohiladas con 

base en proteínas del consorcio D pretratada con ultrasonido (50 kWh/kg biomasa) se redujo con 

el incrementó en la concentración de proteína. La Figura 40 de la sección 5.3.3 muestra que el 

punto isoeléctrico de las proteínas del consorcio D pretratada con ultrasonido (50 kWh/kg 

biomasa) es cercano a pH 4, por lo tanto la solubilidad de las proteínas en la solución de ácido 

acético al 80% debe incrementar en comparación con las proteína del consorcio D no pretratada, 

lo que favorece el proceso de electrohilado. Por otra parte, el pretratamiento de la biomasa también 

favorece la solubilidad de las proteínas, ya que como se comentó en la sección 5.3.2 el ultrasonido 

induce la disminución de su peso molecular. Otros aspectos que favorecen el proceso de 

electrohilado de proteína del consorcio D pretratada con ultrasonido (50 kWh/kg biomasa) son: la 

disminución de la tensión superficial y el aumento de la conductividad a medida que incrementó 

la concentración de proteína en la solución, Tabla 43. 

A pesar de que el proceso de electrohilado se llevó a cabo de forma más eficiente con proteína de  

del consorcio D pretratada con ultrasonido (50 kWh/kg biomasa), las membranas que se 

obtuvieron carecían de las propiedades necesarias para llevar a cabo un ensayo de resistencia a la 

tracción. 

 

 

 

 



5. Resultados y Discusión 

 

 

154 
 

 

5.6.2.3 Obtención de membranas por electrohilado, a partir del sistema AC 17% /proteínas 

de biomasa del consorcio D pretratada con ultrasonido (125 kWh/kg biomasa) 

La caracterización física de las soluciones AC/proteína del consorcio D, pretratada con ultrasonido 

(125 kWh/kg de biomasa) se muestran en la Tabla 45. 

Tabla 45. Propiedades físicas de las soluciones AC 17%/proteína del consorcio D, pretratada 

con ultrasonido (125 kWh/kg de biomasa) a 25 °C. 

Los datos se muestran como media ± DS, derivados de mediciones por triplicado. 

De igual forma que para la proteína de biomasa sin pretratar y pretratada con ultrasonido a 50 

kWh/kg de biomasa), la adición de proteína de biomasa pretratada con ultrasonido (125 kWh/kg 

biomasa) a la solución de acetato de celulosa, no muestra un efecto importante en la tensión 

superficial. La conductividad aumentó de forma considerable al añadir proteína al sistema y 

desciende a medida que disminuye la concentración de proteína. La viscosidad de las soluciones a 

10 s-1 disminuye al añadir proteína de microalgas al sistema y a medida que disminuye la 

concentración de proteína. Los resultados que se presentan en la Figura 69a muestran nuevamente 

que las soluciones presentan un comportamiento newtoniano, ya que la viscosidad no depende de 

la rapidez de corte  y se mantiene prácticamente constante. 

El análisis mecánico dinámico para las soluciones de proteína se presenta en la Figura 69b. A 

medida que aumentó la concentración de proteína en los sistemas, aumentaron los módulos G' y 

G'', lo que conlleva a un aumento de la consistencia y reforzamiento de la solución. El modulo G'' 

es mayor que el modulo G', por lo que las disoluciones son predominantemente viscosas. 

Muestra 
[AC/Proteína] 

% 

Tensión 

superficial 

(mN/cm) 

Conductividad 

(µS/cm) 

Viscosidad 

(Pa·s) 

AC [17] 34.38 ± 0.07 25.6 34.38 

AC/Ultra125 [17/0.75] 33.28 ± 0.06 150 1.64 ± 0.12 

AC/Ultra125 [17/1.25] 33.30 ± 0.09 582 2.37 ± 0.05 

AC/Ultra125 [17/2.5] 31.80 ± 0.22 783 2.08 ± 0.18 

AC/Ultra125 [17/5] 33.35 ± 0.08 723 1.87 ± 0.09 
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Figura 69. Graficas de: a) viscosidad frente a la rapidez de corte de los sistemas AC 17%/proteína 

del consorcio D, pretratada con ultrasonido (125 kWh/kg biomasa) a 25 °C y b) propiedades 

viscoelásticos lineales en función de la frecuencia de los sistemas AC 17%/proteína del consorcio 

D, pretratada con ultrasonido (125 kWh/kg biomasa) a 25 °C. 

Figura 70. Imágenes por microscopia (MEB) a escala de 1 µm (magnificación x10 000) de las 

membranas por electrohilado de los sistemas a) AC 17% y AC17%/ proteína del consorcio D, 

pretratada con ultrasonido (125 kWh/kg biomasa) a: b) 1.25%, c) 2.5% y d) 5% en peso. 
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Las imágenes de electrohilado muestran que las fibras electrohiladas presentan una gran cantidad 

de defectos, Figura 70. Se observa la formación de agregados de proteína en la membrana a medida 

que incrementó la concentración de proteína en la solución. La Figura 40 de la sección 5.3.3 

muestra que el punto isoeléctrico de las proteínas del consorcio D pretratada con ultrasonido (125 

kWh/kg biomasa) es cercano a pH 2, lo que promueve que la solubilidad de las proteínas en la 

solución de ácido acético al 80% sea baja, y favorece que las proteínas formen agregados. Por lo 

tanto, las membranas que se obtuvieron carecían de las propiedades necesarias para llevar a cabo 

un ensayo de resistencia a la tracción. La cantidad de defectos en las fibras incrementó a medida 

que aumentó la concentración de proteína en el sistema, el diámetro de fibra disminuyó y la 

desviación del promedio aumentó, Tabla 46. El adelgazamiento de las fibras se atribuye 

nuevamente al incremento de la conductividad de la solución con el aumentó en la concentración 

de proteína.  

Tabla 46. Valores promedio del diámetro de nanofibras de los sistemas AC 17%/proteínas del 

consorcio D, pretratada con ultrasonido (125 kWh/kg biomasa), en función de la concentración. 

Sistema [AC/Proteína] % Diámetro promedio (nm) 

AC 17 122.02 ± 55.2 

AC/ Ultra125 17/1.25 46.2 ±  31.07 

AC/ Ultra125 17/2.5 41.60 ± 19 

AC/ Ultra125 17/5 45.4 ± 27.4 

Los datos se muestran como media ± DS, derivados de mediciones por triplicado. 

5.6.2.4 Obtención de membranas por electrohilado, a partir del sistema AC 17% /proteínas 

de biomasa del consorcio D pretratada con ozono (9 mg O3/L) 

La caracterización física de las soluciones AC 17%/proteína del consorcio D, pretratada con ozono 

a 9 mg O3/L se muestran en la Tabla 47. 

Tabla 47. Propiedades físicas de los sistemas AC 17%/de proteína del consorcio D, pretratada 

con ozono a 9 mg O3/L y 25 °C. 

Los datos se muestran como media ± DS, derivados de mediciones por triplicado. 

Muestra 
[AC/Proteína] 

% 

Tensión 

superficial 

(mN/cm) 

Conductividad 

(µS/cm) 

Viscosidad 

(Pas) 

AC [17] 34.38 ± 0.07 25.6 34.38  

AC/Ozono9 [17/0.75] 33.40 ± 0.06 202 1.50 ± 0.10   

AC/Ozono9 [17/1.25] 33.60 ± 0.10 444 2.32 ± 0.20 

AC/Ozono9 [17/2.5] 33.54 ± 0.16 830 1.88 ± 0.08 

AC/Ozono9 [17/5] 30.75 ± 0.18 3040 1.98 ± 0.26 
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La adición de proteína de biomasa pretratada con ozono (9 mg O3/L) a la solución de acetato de 

celulosa no muestra un efecto importante en la tensión superficial. No obstante, la conductividad 

aumentó de forma considerable al añadir proteína al sistema y desciende a medida que disminuye 

la concentración de proteína. El aumento en la conductividad de la solución es un orden de 

magnitud mayor que para el resto de las proteínas lo que puede mejorar el proceso de electrohilado. 

El incremento en la conductividad de la solución se puede explicar debido a la adición de grupos 

hidroxilo a la estructura de las proteínas durante el pretratamiento con ultrasonido.  La viscosidad 

de las soluciones a 10 s-1 disminuye al añadir proteína de microalgas al sistema y a medida que 

disminuye la concentración de proteína. Los resultados que se presentan en la Figura 71a, muestran 

una vez más que las soluciones presentan un comportamiento newtoniano ya que la viscosidad no 

depende de la rapidez de corte  y se mantiene prácticamente constante. 

El ensayo oscilatorio para las soluciones de proteína se presenta en la Figura 71b. A medida que 

aumentó la concentración de proteína en los sistemas, aumentaron los módulos G' y G'' y por lo 

tanto aumentó la consistencia y reforzamiento de la solución. El modulo G'' es mayor que el 

modulo G', por lo que las disoluciones son predominantemente viscosas. En general los ensayos 

oscilatorios de los sistemas AC/proteína del consorcio D muestran que la pendiente de los módulos 

obtenidos en el ensayo es significativa, por lo tanto, existe una dependencia de los módulos elástico 

y viscoso con la frecuencia. 

Figura 71. Graficas de: a) viscosidad frente a la rapidez de corte AC 17%/proteína del consorcio 

D, pretratada con ozono (9 mg O3/L) a 25 °C y b) propiedades viscoelásticos lineales en función 

de la frecuencia de los sistemas AC 17%/proteína del consorcio D, pretratada con ozono (9 mg 

O3/L) a 25 °C.  

El proceso de pretratamiento con ozono de la biomasa del consorcio D indujo que los agregados 

formados durante el proceso de electrohilado sean de menor tamaño en comparación a los que se 

forman cuando la biomasa fue pretratada con ultrasonido, Figura 72. Esto se atribuye a que, como 

se mencionó en la sección 5.3.2, el pretratamiento de la biomasa de microalgas con ozono 

promueve la diminución del peso molecular de las proteínas en mayor medida que el 

pretratamiento con ultrasonido. La disminución del peso molecular de las proteínas debe 

incrementar su solubilidad pero el punto isoeléctrico de las proteínas del consorcio D pretratada 
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con ozono es cercano a pH 3. Por lo tanto, la solubilidad de las proteínas en ácido acético al 80% 

debe ser mínima. Esto favorece que durante el proceso de electrohilado se formen pequeños 

agregados, ya que las proteínas tienen bajo peso molecular pero son poco solubles en ácido acético 

al 80%.   

Figura 72. Imágenes de microscopia (MEB) a escala de 1 µm (magnificación x10 000) de las 

membranas por electrohilado de los sistemas a) AC 17% y AC 17%/ proteína del consorcio D, 

pretratada con ozono (9 mg O3/L) a: b) 1.25%, c) 2.5%, y d) 5% en peso. 

Durante el proceso de electrohilado de las proteínas del consorcio D pretratada con ozono la 

cantidad de defectos incrementó a medida que aumentó la concentración de proteína en el sistema. 

Por otra parte, el diámetro de fibra disminuyó con el aumentó en la concentración de proteína, las 

fibras se vuelven más homogéneas y la desviación del promedio disminuyó, Tabla 48. El 

adelgazamiento de las fibras se atribuye al considerable incremento de la conductividad de la 

solución con el aumentó en la concentración de proteína en la solución.  

Ninguna de las fibras de electrohilado que se obtuvieron a partir de los sistemas AC/proteína del 

consorcio D presentó las propiedades necesarias para llevar a cabo un ensayo de tracción. 
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Tabla 48. Valores promedio del diámetro de nanofibras de los sistemas AC 17%/proteínas del 

consorcio D, pretratada con ozono (9 mg O3/L), en función de la concentración. 

Sistema [AC/Proteína] % Diámetro promedio (nm) 

AC 17 122.02 ± 55.2 

AC/Ozono9 17/0.75 46.06 ± 24 

AC/Ozono9 17/1.25 51.66 ±  27.5 

AC/Ozono9 17/2.5 41.7 ± 18.5 

AC/Ozono9 17/5 47.5 ± 19.2 

Los datos se muestran como media ± DS, derivados de mediciones por triplicado. 

5.7 Obtención de membranas por electrohilado, a partir de proteínas de biomasa del 

consorcio S  

5.7.1 Obtención de membranas por electrohilado, a partir de proteínas de biomasa del 

consorcio S en solución 

Para obtener membranas con base en proteínas de biomasa del consorcio S, el acetato de celulosa 

se sustituyó por poli (óxido de etileno) (PEO). El PEO es uno de los polímeros con mayor 

capacidad electrolítica, ya que es soluble en agua y la mayoría de los solventes orgánicos. Por lo 

tanto, el pH de la solución a electrohilar dependerá de la solubilidad de las proteínas y no del 

polímero. Esto garantiza que las proteínas en solución se encuentren en un ambiente más propicio 

para llevar a cabo el proceso de electrohilado. Además, el PEO es un producto no tóxico, 

totalmente biodegradable y presenta alta biocompatibilidad. Debido a esto, durante las últimas 

décadas, el PEO ha sido utilizado para desarrollar membranas de liberación controlada de fármacos 

y con aplicaciones de ingeniería de tejidos [310]. 

 A pesar de que las proteínas de biomasa del consorcio D no fueron electrohiladas con éxito, es 

necesario realizar un estudio de electrohilado de las proteínas del consorcio S, para evaluar su 

capacidad de electrohilado, además de evaluar el efecto del pretratamiento en las propiedades 

físicas de las proteínas y determinar si el pretratamiento aplicado favorece la formación de 

membranas por electrohilado de proteínas puras. Para obtener las soluciones a electrohilar, los 

concentrados de proteína del consorcio S se disolvieron en buffer Tris base a pH 8.94. El estudio 

de solubilidad de la sección 5.3.3 muestra que, a pH 8.94, las proteínas del consorcio S son solubles 

entre un 30% y un 60%, dependiendo del pretratamiento aplicado. El estudio de la capacidad de 

electrohilado de las proteínas del consorcio S se llevó a cabo a partir de soluciones de 

concentración 2.5% y 5%, en peso para todas las muestras. El blanco del estudio fue una solución 

de PEO al 3.5% en peso, Tabla 49. 

A pesar de que en este caso la concentración de proteínas no es la misma para todas las soluciones, 

tanto la densidad como la tensión superficial permanecieron casi constantes. Las disoluciones de 

proteína presentaron conductividad dos órdenes de magnitud mayor, en comparación con la 
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solución de PEO, lo que puede favorecer considerablemente el proceso de electrohilado. Sin 

embargo, la viscosidad, que es un factor muy importante en el proceso de electrohilado, es entre 

dos y tres órdenes de magnitud menor en comparación con la solución de PEO. Se ha demostrado 

que un rango de viscosidad entre 0.1 y 21.5 Pa·s es adecuado para la producción de nanofibras 

uniformes por electrohilado [311]. Para soluciones de baja viscosidad como las que se obtuvieron, 

la tensión superficial es el factor dominante durante el proceso de electrohilado y solo se forman 

fibras por electrohilado por arriba de una concentración crítica [312]. 

Tabla 49. Propiedades físicas de las soluciones de proteína del consorcio S en Tris base (pH 

8.94) 2.5% y 5% en peso. 

Pretratamiento 
[P] 

% 

Tensión 

superficial 

(mN/cm) 

Conductividad 

(µS/cm) 

Densidad 

(gr/cm3) 

Viscosidad 

(Pa·s) 

PEO 3.5 46.11 ± 0.16 109.1 1.00 0.44 ± 0.03   

Sin 

pretratamiento 
2.5 36.46 ±0.06 39300 1.03 0.011 

Sin 

pretratamiento 
5 36.59 ± 0.08 65500 1.07 0.220  

Ultrasonido 

(200 kWh/kg 

biomasa) 

2.5 38.59 ± 0.02 13090 1.01 0.006 

Ultrasonido 

(200 kWh/kg 

biomasa) 

5 36.86 ± 0.04 24300 1.02 0.008 

Ozono 

(9 mg O3/L) 
2.5 38.78 ± 0.08 20300 1.02 0.005 

Ozono 

(9 mg O3/L) 
5 38.62 ± 0.12 38900 1.04 0.039 

Los datos se muestran como media ± DS, derivados de mediciones por triplicado. 

En la Tabla 50 se muestran las propiedades viscoelásticas en función de la frecuencia (1 Hz) para 

las soluciones de proteína del consorcio S en Tris base al 2.5% y 5%. En la tabla se observa que el 

módulo viscoso, G'', es notablemente menor que el módulo elástico, G', por lo tanto, la solución 

tiene un comportamiento elástico.  
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Tabla 50. Propiedades viscoelásticas lineales en función de la frecuencia (1Hz) de las soluciones 

de proteína del consorcio S en Tris base (pH 8.94) al 2.5% y 5% en peso. 

El proceso de electrohilado se llevó a cabo utilizando parámetros de referencia. Es decir, con 

caudal de salida de 0.4 mL/h, distancia entre la aguja y el capilar de 12 cm y un colector plano. 

Sin embargo, se estudió el efecto de la diferencia de potencial eléctrico en la formación de fibras 

de electrohilado. Los valores de potencial eléctrico estudiados fueron 9, 2 y 15 kV. En todos los 

procesos de electrohilado se tuvo en cuenta que la humedad relativa fuera menor del 50%.  

Ningúna de las soluciones de proteína del consorcio S estudiadas mostró las características 

necesarias para obtener una membrana de electrohilado. Las proteínas del consorcio S no 

mostraron propiedades viscoelásticas esenciales para un electrohilado estable. Las imágenes que 

se obtuvieron del estudio de microscopía muestran que se formó un electrospreado, ya que la 

proteína se proyectó sin formar nanofibras, por lo tanto, no se puede medir ninguna propiedad, 

Tablas 51y 52. 

Los valores de potencial eléctrico estudiados no mostraron un efecto concreto en la formación de 

electroespreados. 

 

Muestra [P] % 
G' 

(Pa) 

G'' 

(Pa) 
tan δ 

Viscosidad 

(Pa·s) 

Sin pretratamiento 2.5 0.002 0.015 7.4 0.008 

Sin pretratamiento 5 0.101 0.159 1.57 0.059 

Ultrasonido 

(200 kWh/kg biomasa seca) 
2.5 0.001 0.012 12 0.005 

Ultrasonido 

(200 kWh/kg biomasa seca) 
5 0.014 0.048 3.43 0.022 

Ozono 

(9 mg O3/L) 
2.5 0.004 0.012 3 0.005 

Ozono 

(9 mg O3/L) 
5 0.012 0.048 4 0.018 
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Tabla 51. Imágenes por microscopia (MEB) de los electroespreados de proteína del consorcio S disueltas en Tris base a 2.5 y 5% en peso y 

potencial eléctrico de 9, 12 y 15 kV, (magnificación x2 000). 
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Tabla 52. Imágenes por microscopia (MEB) de los electroespreados de proteína del consorcio S a escala de 2 disueltas en Tris base a 2.5 y 5% 

en peso y potencial eléctrico de 9, 12 y 15 kV, (magnificación x2 000). 
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5.7.2 Obtención de membranas por electrohilado, a partir de los sistemas PEO 3.5 

%/proteínas de biomasa del consorcio S  

5.7.2.1 Obtención de membranas por electrohilado, a partir de los sistemas PEO 3.5 

%/proteínas de biomasa del consorcio S sin pretratamiento 

Debido a que no fue posible obtener membranas por electrohilado a partir de soluciones de proteína 

de microalga, se optó por un sistema de dos componentes. El sistema estudiado fue PEO 3.5%/ 

proteína de microalgas. Adicionalmente se estudió el efecto del pretratamiento aplicado a la 

biomasa, para llevar a cabo la extracción de proteínas durante el proceso de electrohilado y el 

efecto de la concentración de proteína. Las concentraciones de proteínas estudiadas fueron 2.5%, 

1.25% y 0.75% en peso. Los resultados se presentan con base al pretratamiento aplicado. La 

caracterización física de las soluciones PEO 3.5%/proteína del consorcio S sin pretratamiento se 

muestran en la Tabla 53. 

Tabla 53. Propiedades físicas de los sistemas PEO 3.5%/proteína de biomasa del consorcio S no 

pretratada. 

Pretratamiento 
[PEO/P] 

% 

Tensión 

superficial 

(mN/cm) 

Conductividad 

(µS/cm) 

Densidad 

(gr/cm3) 

Viscosidad 

(Pas) 

PEO 3.5 46.11 ± 0.16 109.1 1.002 0.44 ± 0.03  

Sin 

pretratamiento 
3.5/0.75 39.14 ± 0.14 6430 1.013 0.63 ± 0.009 

Sin 

pretratamiento 
3.5/1.25 38.32 ±  0.11 13680 1.020 0.64 ± 0.007 

Sin 

pretratamiento 
3.5/2.5 37.37 ±  0.08 23400 1.035 0.67 ± 0.09 

Los datos se muestran como media ± DS, derivados de mediciones por triplicado. 

La adición de proteína de biomasa del consorcio S sin pretratamiento a la solución de PEO favorece 

la disminución de la tensión superficial y no muestra un efecto en la densidad de las soluciones. 

La conductividad incrementó de forma considerable al añadir proteína al sistema y desciende a 

medida que disminuye la concentración de proteína. El aumento en la conductividad de la solución 

es entre uno y dos órdenes de magnitud mayor que para el PEO, lo que puede mejorar el proceso 

de electrohilado. La viscosidad de las soluciones a 10 s-1 aumentó al añadir proteína de microalgas 

al sistema y disminuye a medida que disminuye la concentración de proteína. Este resultado está 

relacionado con formación de interacciones entre la proteína y el polímero sintético, posiblemente 

de carácter polar [310]. En la Figura 73a se muestran la gráfica de viscosidad frente a la rapidez 

de corte para el sistema en cuestión. Se puede observar que la viscosidad fue dependiente de la 

rapidez de corte, ya que disminuye a medida que aumentó la rapidez de corte.   

La Figura 73b muestra que el aumento en la concentración de proteína en los sistemas favorece la 

disminución de los módulos G' y G''. Esto sugiere que el incremento en la concentración de 
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proteína, proporciona menor consistencia a la disolución. Esto concuerda con la diminución en la 

tensión superficial. Con respecto a los valores del módulo elástico y el módulo viscoso, el modulo 

viscoso supera notablemente al módulo elástico en todos los sistemas. Por lo tanto, las disoluciones 

son predominantemente viscosas. Existe una dependencia de los módulos elástico y viscoso con 

la frecuencia ya que la pendiente de los módulos es significativa.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Figura 73. Graficas de: a) viscosidad frente a la rapidez de corte de los sistemas PEO 

3.5%/proteína del consorcio S sin pretratar a 25 °C y b) propiedades viscoelásticos lineales en 

función de la frecuencia de los sistemas PEO 3.5%/proteína del consorcio S sin pretratar a 25 °C. 

El proceso de electrohilado para todos los sistemas de dos componentes se llevó a cabo utilizando 

parámetros de referencia. Es decir, caudal de salida de 0.4 mL/h, potencial eléctrico de 10 kV, 

distancia entre la aguja y el capilar de 12 cm y un colector plano. En todos los procesos de 

electrohilado se tuvo en cuenta que la humedad relativa fuera menor del 50%, llegando a no 

realizarse el proceso a humedades mayores.  

La microestructura de las membranas obtenidas por electrohilado se evaluó mediante imágenes de 

microscopía (MEB), Figura 74. La membrana que se obtuvo a partir de la solución de PEO 3.5% 

fue tomada como el blanco. Se puede observar que esta membrana tiene una gran cantidad de 

defectos. Cuando se añade proteína del consorcio S los defectos desaparecen. Sin embargo, no fue 

posible electrohilar la solución que contiene la concentración de proteína más alta (2.5%). Esto se 

puede atribuir al drástico aumento de la conductividad de la solución al 2.5% en peso de proteína 

del consorcio S. Durante el proceso de electrohilado, el incremento de la conductividad eléctrica 

de la solución generalmente produce una significativa disminución en el diámetro de las nanofibras 

electrohiladas. Hayati y colaboradores [313] demostraron que las soluciones altamente 

conductoras son extremadamente inestables en la presencia de fuertes campos eléctricos, lo que 

resulta en una curvatura inestable.  
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Figura 74. Imágenes por microscopia (MEB) a escala de 1 µm (magnificación x10 000) de las 

membranas por electrohilado de los sistemas a) PEO 3.5% y PEO 3.5%/ proteína del consorcio S 

sin pretratamiento a: b) 0.75%, (c 1.25% y d) 2.5% en peso. 

 

Tabla 54. Valores promedio del diámetro de nanofibras de los sistemas PEO 3.5%/proteínas del 

consorcio S sin pretratamiento, en función de la concentración. 

Sistema [PEO/P] % Diámetro promedio (nm) 

PEO 3.5 255.14 ± 127.56 

PEO/Sin pretratamiento 3.5/0.75 196.05 ± 0.14 

PEO/Sin pretratamiento 3.5/1.25 343.65 ±  159.09 

Los datos se muestran como media ± DS, derivados de mediciones por triplicado. 

En la Tabla 54 se muestra el diámetro medio de las nanofibras, los resultados muestran que al 

aumentar la concentración de proteína en la solución, las fibras se vuelven más heterogéneas, con 

diámetros mucho menos uniformes, lo que deriva en una desviación estándar más alta. Durante el 

proceso de electrohilado, el flujo extensional del filamento transforma las macromoléculas 

plegadas de polímero de la disolución en una estructura entrelazada, orientada, que persiste al 

solidificar las fibras. El proceso requiere cierto grado de entrelazamientos (y por tanto de 

concentración) para superar la tensión superficial y estabilizar el filamento. Por arriba de la 

concentración crítica, las fuerzas viscoelásticas ofrecen la resistencia necesaria para evitar los 

rápidos cambios de forma de las fibras, aportando la uniformidad deseada. Sin embargo, a altas 
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concentraciones, la formación de fibras continuas se vuelve difícil, debido a la incapacidad del 

sistema de mantener el flujo de la solución en la punta de la aguja, dando como resultado la 

formación de fibras más grandes [314]. 

Finalmente se llevó a cabo una caracterización reológica de las membranas constituidas por 

nanofibras de PEO/proteína del consorcio S obtenidas mediante electrohilado, para comprobar su 

viabilidad para diferentes aplicaciones. Para llevar a cabo este estudio es necesario utilizar un 

espesor de muestra de membrana mínimo de 0.1 mm que, además, debe de ser lo suficientemente 

uniforme para evitar que se produzcan fallos del material durante los ensayos. En el caso de los 

sistemas estudiados, uno de los principales problemas encontrados fue conseguir la uniformidad 

adecuada después de separar la membrana del soporte de papel aluminio que cubría la placa 

metálica del colector. Teniendo en cuenta estas dificultades, solo fue posible caracterizar el sistema 

PEO 3.5%/proteína del consorcio S sin pretratamiento 0.75%.  

El primer ensayo que se llevó a cabo fue un ensayo de tracción dinámica no destructivo, para 

conseguir una deformación elongación a una determinada frecuencia, Tabla 55.  

Tabla 55. Propiedades viscoelásticas lineales en función de la frecuencia (1Hz) de los sistemas 

PEO 3.5/proteína del consorcio S sin pretratamiento. 

Los resultados muestran un comportamiento típico de una película viscoelástica sólida en la que 

el módulo elástico es superior al viscoso en dos órdenes de magnitud. Ambos módulos se 

mantienen baja dependencia con la frecuencia, en especial el modulo elástico. La adición de 

proteína del consorcio S sin pretratamiento mejoró las propiedades viscoelásticos de la membrana. 

El valor del módulo elástico, en torno a 108 para el sistema con proteína a 0.75%, constituye un 

reflejo de las buenas características mecánicas de esta membrana. Además, la tangente de pérdidas 

(tan δ) también indica el claro predominio de la repuesta elástica sobre la viscosa. 

El segundo ensayo utilizado fue un ensayo de tracción para obtener la curva de esfuerzo-

deformación, Figura 75. La adición de proteína del consorcio S no pretratada incrementó 

considerablemente el esfuerzo máximo de la nanofibra, ya que existe una pronunciada pendiente 

inicial que corresponde a la zona elástica lineal y se extiende hasta una deformación ligeramente 

mayor del 5%. La pendiente de esta zona es la que corresponde con el módulo elástico o de Young 

que, como se muestra en la Tabla 56, incrementó 6 veces su valor cuando se añade la proteína del 

consorcio S no pretratada en 0.75%. Sin embargo, la deformación a la rotura disminuyó casi la 

mitad de su valor inicial con respecto al blanco. Esto sugiere que la proteína y el PEO formaron 

interacciones importantes que ocasionaron el aumento del esfuerzo máximo de la nanofibra. No 

obstante, estas fuertes interacciones también ocasionaron que la nanofibra fuera más frágil.  

Sistema [PEO/P] % G' (Pa) G'' (Pa) tan δ 

PEO 3.5 2.79 x 107  1.36 x 105 0.0078 

PEO/Sin pretratamiento 3.5/0.75 1.17 x 108 1.74  x 107 0.120 
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Figura 75. Ensayo de tracción para los sistemas PEO 3.5%/proteína del consorcio S sin 

pretratamiento. 

Tabla 56. Parámetros de tensión módulo de Young, esfuerzo máximo (σmax) y deformación a la 

rotura (εr) para los sistemas: PEO 3.5%/proteína del consorcio S sin pretratamiento. 

Sistema [PEO/P] % 
Módulo de Young 

(MPa) 
σmax (MPa) εr (%) 

PEO 3.5 8.33 ± 0.10 0.79 ± 0.08 0.42 ± 0.02 

PEO/Sin pretratamiento 3.5/0.75 49.05 ± 0.99 1.13 ± 0.05 0.26 ± 0.03 

Los datos se muestran como media ± DS, derivados de mediciones por triplicado. 

5.7.2.2 Obtención de membranas por electrohilado, a partir de los sistemas PEO 3.5 

%/proteínas de biomasa del consorcio S pretratada con ultrasonido (200 kWh/kg) 

La caracterización física de las soluciones PEO 3.5%/proteína del consorcio S pretratada con 

ultrasonido (200 kWh/kg biomasa) se muestran en la Tabla 57. La adición de proteína del 

consorcio S pretratada con ultrasonido (200 kWh/kg biomasa) a la solución de PEO ocasionó 

disminución en la tensión superficial. Durante el proceso de electrohilado, la intensidad del campo 

eléctrico se debe incrementar hasta alcanzar el equilibrio entre las fuerzas electrostáticas, lo que 

provoca un valor de tensión superficial en el líquido que hace que la gota se alargue conduciendo 

a la formación del cono de Taylor. Una vez formado éste, la fuerza del campo eléctrico supera a 

las fuerzas de cohesión de la disolución, que en la mayoría de los casos son dominadas por la 

tensión superficial, y el polímero diluido inicia un camino que va desde la punta del capilar hasta 

el colector [315]. Por lo tanto, la disminución en la tensión superficial podría ayudar a que ocurra 

el proceso de electrohilado. Por otra parte, la conductividad aumentó una orden de magnitud al 

añadir proteína al sistema y desciende a medida que disminuye la concentración de proteína. La 

densidad de la solución permanece prácticamente constante y la viscosidad de las soluciones a 10 

s-1 aumentó al añadir proteína de microalgas al sistema.  
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Tabla 57. Propiedades físicas de los sistemas PEO 3.5%/proteína de biomasa del consorcio S, 

pretratada con ultrasonido (200 kWh/gr biomasa). 

Sistema 
[PEO/P] 

% 

Tensión 

superficial 

(mN/cm) 

Conductividad 

(µS/cm) 

Densidad 

(gr/cm3) 

Viscosidad 

(Pa·s) 

PEO 3.5 46.11 ± 0.16 109.1 1.002 0.44 ± 0.03  

PEO/Ultra200 3.5/0.75 39.77 ±  0.08 2210 1.007 0.61 ± 0.04 

PEO/Ultra200 3.5/1.25 39.27 ±  0.06 4100 1.008 0.49 ± 0.03 

PEO/Ultra200 3.5/2.5 39.78 ±  0.07 4830 1.011 0.68 ± 0.004 

Los datos se muestran como media ± DS, derivados de mediciones por triplicado. 

En la Figura 76a se muestran la gráfica de viscosidad frente a la rapidez de corte  para el sistema 

en cuestión. Se puede observar que la viscosidad fue dependiente de la rapidez de corte, ya que 

disminuyó a medida que aumentó la rapidez de corte. La viscosidad también mostró dependencia 

de la concentración de proteína añadida. Lo que puede sugerir nuevamente la formación de 

interacciones de tipo polar entre el PEO y la proteína del consorcio S pretratada con ultrasonido 

(200 kWh/kg biomasa).  

 

 

 

 

 

  

 

  

Figura 76. Grafica de: a) viscosidad frente a la rapidez de corte de los sistemas PEO 3.5%/proteína 

del consorcio S pretratada con ultrasonido (200 kWh/kg biomasa) a 25 °C y b) propiedades 

viscoelásticos lineales en función de la frecuencia de los sistemas PEO 3.5%/proteína pretratada 

con ultrasonido (200 kWh/kg biomasa) a 25 °C. 

La Figura 76b muestra que el aumento en la concentración de proteína en los sistemas favorece la 

diminución de los módulos G' y G''. Nuevamente, el incremento en la concentración de proteína 

primero disminuye la consistencia de la solución. Sin embargo, cuando la concentración de 

proteína aumentó a 2.5% induce un aumento en los módulos viscoelásticos. La disminución en la 

viscosidad y propiedades viscoelásticas de la solución puede llegar a favorecer el proceso de 
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electrohilado. Las disoluciones estudiadas son predominantemente viscosas, ya que el modulo 

viscoso supera notablemente al módulo elástico en todos los sistemas. 

 Figura 77. Imágenes de microscopia (MEB) a escala de 1 µm (magnificación x10 000) de las 

membranas por electrohilado de los sistemas a) PEO 3.5% y PEO 3.5%/ proteína del consorcio S, 

pretratada con ultrasonido (200 kWh/kg biomasa) a: b) 0.75%, c) 1.25% y d) 2.5% en peso. 

La microestructura de las membranas obtenidas por electrohilado se evaluó mediante imágenes de 

microscopía electrónica de barrido (MEB), Figura 77. Cuando se añade proteína del consorcio S, 

la cantidad de defectos disminuye. Cuando la concentración de proteína en la solución aumentó de 

0.75% a 1.25%, los defectos desaparecen y las fibras comienzan a mostrar mayor homogeneidad. 

Finalmente, las membranas que se obtienen a partir de la solución de proteína con la mayor 

concentración de proteína (2.5%) muestran una estructura más homogénea y compacta. 

En la Tabla 58 se muestra el diámetro medio de las nanofibras, así como sus desviaciones típicas. 

La tabla muestra que el aumento de la concentración de proteína en la solución produce un 

incremento en la homogeneidad de las fibras, con diámetros más uniformes, lo que deriva en una 

disminución de la desviación estándar. Esto concuerda con la disminución de la tensión superficial, 

ya que durante el proceso de electrohilado, las fuerzas viscoelásticas ofrecen la resistencia 

necesaria para evitar los rápidos cambios de forma de las fibras aportando la uniformidad deseada 

[316]. Si la tensión de las fuerzas viscoelásticas disminuye, como se observa en la Figura 76b, el 

proceso de electrohilado se vuelve más fácil. Básicamente, la tensión superficial determina los 

límites superior e inferior de la ventana de electrohilado, si todas las demás variables se mantienen 

constantes.  
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Tabla 58. Valores promedio del diámetro de nanofibras de los sistemas PEO 3.5%/proteínas del 

consorcio S, pretratada con ultrasonido (200 kWh/kg), en función de la concentración. 
 

 

 

 

 

 
 

Los datos se muestran como media ± DS, derivados de mediciones por triplicado. 

Los resultados del ensayo de tracción dinámica no destructivo en función de la frecuencia para los 

sistemas en cuestión se muestran en la Tabla 59.  

Tabla 59. Propiedades viscoelásticas lineales en función de la frecuencia (1Hz) de los sistemas 

PEO 3.5/proteína del consorcio S, pretratada con ultrasonido (200 kWh/kg), en función de la 

concentración. 

Los datos se muestran como media ± DS, derivados de mediciones por triplicado. 

Los resultados muestran un comportamiento típico de una película viscoelástica sólida. El módulo 

elástico es superior al viscoso entre un y dos órdenes de magnitud. Ambos módulos se mantienen 

baja dependencia con la frecuencia, en especial el modulo elástico. La adición de proteína del 

consorcio S pretratada con ultrasonido (200 kWh/kg biomasa) mejoró las propiedades 

viscoelásticas de la membrana en comparación con el blanco. La tangente de pérdida (tan δ) 

también indica el claro predominio de la repuesta elástica sobre la viscosa. 

El ensayo de tracción para obtener la curva de esfuerzo-deformación muestra que la adición de 

proteína del consorcio S pretratada con ultrasonido (200 kWh/kg biomasa) al 0.75% incrementó 

considerablemente el esfuerzo máximo y la deformación a la rotura de las nanofibras, Figura 78. 

Ambos parámetros disminuyeron al aumentar la concentración de proteína al sistema. No obstante, 

la deformación a la rotura permaneció por arriba de la deformación que mostró el blanco en todos 

los casos. Existe una pronunciada pendiente inicial que corresponde a la zona elástica lineal. La 

pendiente corresponde al módulo de Young, que incrementó cuando se añadió proteína del 

consorcio S, pretratada con ultrasonido (200 kWh/kg biomasa), Tabla 60. Como se comentó 

anteriormente los resultados sugieren que la proteína y el PEO formaron interacciones importantes 

que ocasionaron el aumento del esfuerzo máximo de la membrana. Es probable que las 

Sistema [PEO/P] % Diámetro promedio (nm) 

PEO 3.5 255.14 ± 127.56 

PEO/Ultra200 3.5/0.75 253.69 ± 97.88 

PEO/Ultra200 3.5/1.25 274.57 ± 109.27 

PEO/Ultra200 3.5/2.5 235.75 ±  93.18 

Sistema [PEO/P] % G' (Pa) G'' (Pa) tan δ 

PEO 3.5 2.79 x 107  1.36 x 105 0.0078 

PEO/Ultra200 3.5/0.75 2.67 x 107 3.79  x 106 0.150 

PEO/Ultra200 3.5/1.25 4.05 x 107 9.0  x 106 0.355 

PEO/Ultra200 3.5/2.5 2.52 x 107 2.41  x 105 0.242 
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interacciones se hicieran más fuertes al incrementar la concentración de proteína en el sistema, lo 

que deriva en que las nanofibras sean más frágiles que el blanco.  

Figura 78. Ensayo de tracción hasta la rotura para los sistemas PEO 3.5%/proteína del consorcio 

S, pretratada con ultrasonido (200 kWh/kg biomasa). 

Tabla 60. Parámetros de tensión módulo de Young, esfuerzo máximo (σmax) y deformación a la 

rotura (εr) para los sistemas: PEO 3.5%/proteína del consorcio S, pretratada con ultrasonido (200 

kWh/kg biomasa). 

Sistema [PEO/P] % 
Módulo de Young 

(MPa) 
σmax (MPa) εr (%) 

PEO  3.5 8.33 ± 0.10 0.79 ± 0.08 0.42 ± 0.02 

PEO/Ultra200 3.5/0.75 11.11 ± 0.20 1.27 ± 0.13 0.48 ± 0.04 

PEO/Ultra200 3.5/1.25 21.45 ± 0.99 1.26 ± 0.06 0.34 ± 0.01 

PEO/Ultra200 3.5/2.5 13.56 ± 1.96 0.96 ± 0.05 0.36 ± 0.01 

Los datos se muestran como media ± DS, derivados de mediciones por triplicado. 
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5.7.2.3 Obtención de membranas por electrohilado, a partir de los sistemas PEO 3.5 

%/proteínas de biomasa del consorcio S pretratada con ozono (9 mg O3/L) 

La caracterización física de las soluciones PEO 3.5%/proteína del consorcio S, pretratada con 

ozono (9 mg O3/L) se muestran en la Tabla 61. 

Tabla 61. Propiedades físicas de los sistemas PEO 3.5%/proteína de biomasa del consorcio S, 

pretratada con ozono (9 mg O3/L). 

Pretratamiento 
[PEO/P] 

% 

Tensión 

superficial 

(mN/cm) 

Conductividad 

(µS/cm) 

Densidad 

(gr/cm3) 

Viscosidad 

(Pa·s) 

PEO 3.5 46.11 ± 0.16 109.1 1.002 0.44 ± 0.03  

Ozono9 3.5/0.75 40.73 ± 0.12 3740 1.009 0.58 ± 0.016 

Ozono9 3.5/1.25 39.75± 0.04 6190 1.013 0.54 ± 0.024 

Ozono9 3.5/2.5 40.19 ± 0.12 10240 1.024 0.70 ± 0.021 

Los datos se muestran como media ± DS, derivados de mediciones por triplicado. 

La adición de proteína del consorcio S pretratada con ozono (9 mg O3/L) a la solución de PEO 

ocasionó disminución en la tensión superficial. La conductividad aumentó dos órdenes de 

magnitud para el sistema con mayor concentración de proteína y una orden de magnitud para el 

resto de los sistemas. La densidad de la solución permanece prácticamente constante y la 

viscosidad de las soluciones a 10 s-1 aumentó al añadir proteína de microalgas al sistema y 

disminuyó al disminuir la concentración de proteína. Como ya se mencionó anteriormente tanto la 

disminución de la tensión superficial como el aumento en la viscosidad deberían favorecer el 

proceso de electrohilado.  

En la Figura 79a se muestran la gráfica de viscosidad frente a la rapidez de corte  para el sistema 

en cuestión. Se puede observar que la viscosidad fue dependiente de la rapidez de corte  ya que 

disminuye a medida que aumentó la rapidez de corte. La viscosidad también mostró dependencia 

de la concentración de proteína, la viscosidad aumentó a medida que aumentó la concentración de 

proteína en el sistema.  

La Figura 79b muestra que el aumento en la concentración de proteína en los sistemas favorece el 

incremento de los módulos G' y G''. El aumento en la concentración de proteína disminuye la 

consistencia de la solución y puede llegar a favorecer el proceso de electrohilado. Las disoluciones 

estudiadas son predominantemente viscosas, ya que el módulo viscoso supera notablemente al 

módulo elástico en todos los sistemas. Existe una dependencia de los módulos elástico y viscoso 

con la frecuencia, ya que la pendiente de los módulos es significativa. 
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Figura 79. Graficas de: a) viscosidad frente a la rapidez de corte de los sistemas PEO 

3.5%/proteína del consorcio S, pretratada con ozono (9 mg O3/L) a 25 °C y b) propiedades 

viscoelásticos lineales en función de la frecuencia de los sistemas PEO 3.5%/proteína del 

consorcio S, pretratada con ozono (9 mg O3/L) a 25 °C. 

 Figura 80. Imágenes de microscopia (MEB) a escala de 1 µm (magnificación x10 000) de las 

membranas de electrohilado de los sistemas a) PEO 3.5% y PEO 3.5%/ proteína del consorcio S, 

pretratada con ozono (9 mg O3/L) a b) 0.75%, c) 1.25% y d) 2.5% en peso. 
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La microestructura de las membranas se evaluó mediante imágenes de microscopía electrónica de 

barrido (MEB), Figura 80. Cuando se añade proteína del consorcio S pretratada con ozono (9 mg 

O3/L), los defectos que se perciben en el PEO desaparecen. A medida que la concentración de 

proteína aumentó en la solución las fibras comienzan a mostrar mayor homogeneidad. Sin 

embargo, la fibra que se obtiene a partir del sistema a una concentración de proteína de 2.5% 

presenta fibras mucho más gruesas y menos homogéneas.  

La Tabla 62 muestra el diámetro promedio de las nanofibras, así como sus desviaciones típicas. 

La tabla muestra que el aumento de la concentración de proteína en la solución produce un 

incremento en la homogeneidad de las fibras, con diámetros más uniformes, lo que deriva en una 

disminución de la desviación estándar. No obstante, la homogeneidad de las fibras disminuye 

cuando la concentración de proteína en el sistema aumentó hasta 2.5%. Esto puede estar 

relacionado con la viscosidad de la solución. La viscosidad de la solución incrementó 

considerablemente a la máxima concentración de proteína en la solución (2.5%).  

La viscosidad de la solución es uno de los parámetros determinantes del tamaño y la morfología 

de las fibras. La viscosidad de una solución de polímero está relacionada con el enredo de las 

cadenas poliméricas, si las cadenas son menos enredadas, la solución tendrá una viscosidad baja y 

viceversa. El diámetro de las fibras electrohiladas tiende a aumentar con la viscosidad [317]. Si la 

solución está muy diluida, las fibras de polímero se rompen en gotas antes de llegar al plato 

colector debido a la baja tensión superficial; de igual forma, si la solución está muy concentrada, 

entonces las fibras no se podrán formar, debido a la alta viscosidad, lo que dificulta el paso de la 

solución a través del capilar [318, 319].  
 

Tabla 62. Valores promedio del diámetro de nanofibras de los sistemas PEO 3.5%/proteínas del 

consorcio S, pretratada con con ozono (9 mg O3/L), en función de la concentración. 

 

 

 

 

  
 

 

Los datos se muestran como media ± DS, derivados de mediciones por triplicado. 

Los resultados del ensayo de tracción dinámica no destructivo en función de la frecuencia para los 

sistemas PEO/proteína del consorcio S, pretratada con ozono (9 mg O3/L), se muestran en la Tabla 

63. Los resultados muestran que el módulo elástico es superior al viscoso entre una y dos órdenes 

de magnitud. No fue posible llevar a cabo el ensayo de tracción de la nanofibra obtenida a la mayor 

concentración de proteína (2.5%), debido a que el modulo viscoso de las nanofibras aumentó 

considerablemente con el aumento de la proteína. El material que se obtuvo a la mayor 

concentración de proteína mostró mayor espesor que el resto de las nanofibras que se obtuvieron 

con esta proteína. Sin embargo, era un material viscoso y no fue posible despegar la nanofibra del 

Sistema [PEO/P] % Diámetro promedio (nm) 

PEO 3.5 255.14 ± 127.56 

PEO/Ozono9 3.5/0.75 260 ± 90.80 

PEO/Ozono9 3.5/1.25 329.03 ± 110.27 

PEO/Ozono9 3.5/2.5 350.15 ± 141.08 
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material de soporte (aluminio) sin dañarla. La adición de proteína del consorcio S, pretratada con 

ozono (9 mg O3/L), no mejoró las propiedades viscoelásticos de la membrana en comparación con 

el blanco, ya que el módulo elástico disminuyó y el modulo viscoso aumentó con el incremento de 

concentración de proteína en el sistema. 

Tabla 63. Propiedades viscoelásticas lineales en función de la frecuencia (1Hz) de los sistemas 

PEO 3.5/proteína del consorcio S, pretratada con ozono (9 mg O3/L), en función de la 

concentración. 

Sistema [PEO/P] % G' (Pa) G'' (Pa) tan δ 

PEO 3.5 2.79 x 107  1.36 x 105 0.0078 

PEO/Ozono9 3.5/0.75 1.06 x 107 2.78  x 106 0.252 

PEO/Ozono9 3.5/1.25 1.81 x 107 4.04  x 106 0.250 

El ensayo de tracción concuerda con los resultados mostrados en la Tabla 54. La adición de 

proteína del consorcio S, pretratada con ozono (9 mg O3/L), redujo las propiedades elásticas de las 

nanofibras. Tanto el esfuerzo máximo como la  deformación a la rotura disminuyeron, Figura 81.  

Figura 81. Ensayo de tracción hasta la rotura para los sistemas PEO 3.5%/proteína del consorcio 

S, pretratada con ozono (9 mg O3/L). 

La Tabla 64 muestra que el módulo de Young disminuye con la adición de proteína y, 

posteriormente, aumentó con el incremento de la concentración de proteína del consorcio S, 

pretratada con ozono (9 mg O3/L). De igual forma, el esfuerzo máximo disminuyó con la adición 

de proteína y aumentó con el aumento de la concentración de proteína. No obstante, no llego a 

superar el esfuerzo  máximo mostrado por el PEO. Finalmente, la deformación a la rotura se redujo 

considerablemente al adicionar e incrementar la cantidad de proteína del consorcio S, pretratada 

con ozono (9 mg O3/L). 
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Tabla 64. Parámetros de tensión módulo de Young, esfuerzo máximo (σmax) y deformación a la 

rotura (εr) para los sistemas: PEO 3.5%/proteína del consorcio S, pretratada con ozono (9 mg 

O3/L). 

Los datos se muestran como media ± DS, derivados de mediciones por triplicado. 

La adición de la proteína del consorcio S en general mostró buenos resultados, ya que fue posible 

obtener la mayoría de las fibras. El pretratatamiento con ultrasonido mostró mejores resultados. 

Las nanofibras que se obtuvieron con base en proteínas del consorcio S perpetrada con ultrasonido, 

mostraron mejores propiedades viscoelásticas y mecánicas, en comparación con la nanofibra de 

PEO que fue el blanco. Las nanofibras con base en proteína del consorcio S, pretratada con ozono, 

fueron las que mostraron peores propiedades viscoelásticas y mecánicas. Esto se puede explicar 

en función del efecto del pretratamiento en la proteína. Ambos pretratamientos, ultrasonido y 

ozono, promovieron la adición de grupos hidroxilo en la fracción de proteína. A su vez esto, 

promovió la formación de interacciones entre la proteína y el polímero (PEO). No obstante, la 

formación de estas interacciones no fue siempre positiva, ya que el incremento de estas 

interacciones promovió la disminución de las propiedades viscoelásticas y mecánicas de las 

nanofibras obtenidas.  

La formación de interacciones entre las cadenas de polímero y la proteína puede favorecer que se 

formen entrecruzamientos durante el proceso de electrohilado. Esto puede mejorar 

considerablemente las propiedades mecánicas de las membranas obtenidas. Sin embargo, una alta 

cantidad de entrecruzamientos disminuye las propiedades elásticas de la nanofibra, lo que puede 

desfavorecer las propiedades mecánicas. Por otra parte, dependiendo de la fuerza de estas 

interacciones, las membranas se volverán más o menos frágiles. Es posible que las interacciones 

que se formen entre las proteínas y PEO sean del tipo puentes de hidrogeno, debido a la adición 

de grupos hidroxilo a la proteína. El enlace de hidrógeno es una fuerza electrostática dipolo-dipolo 

fija y se vuelve muy fuerte cuando muchas moléculas están unidas. La formación de estas fuertes 

interacciones promueve la fragilidad de las nanofibras [316]. Esto se sugiere debido a que en la 

sección 5.3.3 se encontró que el pretratamiento con ozono incrementó la solubilidad de las 

proteínas, lo cual se atribuye también a la adición de grupos hidroxilo a la estructura.  

La membrana que mostró mejores propiedades mecánicas, así como más homogeneidad en su 

estructura es la membrana que se obtuvo a partir del sistema PEO 3.5/proteína del consorcio S 

pretratada con ultrasonido (200 kWh/kg biomasa). Esto a pesar de que la imagen de SEM se 

observan defectos en forma de perlas en la membrana de nanofibras obtenida, Figura 77.  

 

 

Sistema [PEO/P] % 
Módulo de 

Young (MPa) 
σmax (MPa) εr (%) 

PEO 3.5% 3.5 8.33 ± 0.10 0.79 ± 0.08 0.42 ± 0.02 

PEO/Ozono9 3.5/0.75 6.35 ± 0.58 0.46 ± 0.01 0.22 ± 0.04 

PEO/Ozono9 3.5/1.25 13.48 ± 0.71 0.57 ± 0.01 0.17 ± 0.01 
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5.8 Pretratamiento combinado de ultrasonido y ozono, para la recuperación en tándem de 

lípidos, proteínas, carbohidratos y fósforo 

El objetivo principal del pretratamiento combinado de ultrasonido y ozono fue intensificar la 

recuperación en tándem de los biocomponentes de microalgas, con fines de biorrefinería. Durante 

el estudio del efecto individual de cada pretratamiento, se demostró que el pretratamiento con 

ultrasonido es eficaz en la disrupción celular. Lo que mejoró significativamente la recuperación 

de lípidos y proteínas, redujo el gasto de solventes y evitó el proceso de extracción de proteínas. 

Por otro lado, el pretratamiento con ozono mostró una baja eficiencia de disrupción celular a los 

parámetros experimentales aplicados, debido a los bajos rendimientos de lípidos y proteínas 

recuperados. Sin embargo, fue eficaz en la despolimerización de carbohidratos y su liberación a la 

fase acuosa.  

El pretratamiento con ozono para la recuperación de carbohidratos podría intensificar el proceso 

de recuperación en tándem de biocomponentes, ya que podría evitar la hidrólisis de carbohidratos. 

Además, se ha descrito como un pretratamiento eficaz para recuperar el fósforo de una variedad 

de biomasa como lodos de desecho, lodos de biogás y estiércol. Debido a que los elementos 

inorgánicos como el fósforo, el nitrógeno y los metales se liberan durante el pretratamiento con 

ozono [320, 321]. Por lo tanto, la aplicación de pretratamiento con ozono para la recuperación de 

carbohidratos, además de intensificar el proceso de recuperación, también podría agregar un valor 

adicional a la biomasa de microalgas. En este contexto, el pretratamiento combinado consistió 

primero en ultrasonido, para inducir disrupción celular, liberar proteínas a la fase acuosa y extraer 

lípidos de la biomasa de microalgas. Posteriormente se aplicó el pretratamiento con ozono para 

liberar carbohidratos y fósforo. 

Durante el estudio del efecto individual del ultrasonido en la recuperación en tándem de 

biocomponentes de microalgas, el rendimiento de los lípidos y proteínas recuperados se estudió 

como una respuesta individual. Para estudiar el efecto del ultrasonido en la recuperación en tándem 

de los biocomponentes de microalgas durante el pretratamiento combinado, es necesario estudiar 

estas respuestas como una sola, para este propósito se aplicó la función de deseabilidad.  

5.8.1 Efecto del pretratamiento con ultrasonido en la disrupción celular, liberación de 

proteínas y extracción de lípidos  

En el caso del pretratamiento de ultrasonido de biomasa del consorcio D se encontró que el 

rendimiento máximo de proteínas liberadas a la fase acuosa (92 ± 8%) y el rendimiento máximo 

de lípidos extraídos (68 ± 1%) se alcanzaron a una concentración de biomasa de 75 g/L y energía 

aplicada de 50 kWh/kg de biomasa seca, la deseabilidad de este experimento fue de 0.88. En el 

caso de la biomasa del consorcio S se encontró que el rendimiento máximo de proteínas liberadas 

a la fase acuosa (91 ± 8%) y el rendimiento máximo de lípidos extraídos (89 ± 1%) se alcanzaron 

a una concentración de biomasa de 25 g/L y energía aplicada de 200 kWh/kg de biomasa seca, la 

deseabilidad de este experimento fue de 0.9.  

Debido a la alta liberación de proteínas a la fase acuosa durante el pretratamiento con ultrasonido, 

se concluye que hubo una alta disrupción celular a estos parámetros experimentales, lo cual puede 

mejorar significativamente la liberación de carbohidratos y fósforo durante el pretratamiento con 

ozono. Por lo tanto, para llevar a cabo el pretratamiento combinado, estos fueron los parámetros 

experimentales utilizados durante el pretratamiento con ultrasonido. 
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5.8.2. Efecto del pretratamiento con ozono en la liberación de carbohidratos 

La recuperación de carbohidratos y fósforo de biomasa residual de microalgas mediante 

pretratamiento con ozono, se llevó a cabo después del pretratamiento de la biomasa con 

ultrasonido, la liberación de proteínas a la fase acuosa y la extracción de lípidos. En el caso de 

biomasa del consorcio D,  todos los parámetros experimentales mostraron un efecto significativo 

sobre el rendimiento de los carbohidratos liberados, Tabla 65. La concentración de ozono, el 

tiempo de contacto y el pH tuvieron un efecto positivo, el rendimiento de los carbohidratos 

liberados a la fase acuosa aumentó a medida que aumentó la concentración de ozono, el tiempo de 

contacto y el pH.   

Tabla 65.  Análisis de varianza (ANOVA) del modelo cuadrático de superficie de respuesta, 

para el rendimiento de carbohidratos liberados después del pretratamiento de biomasa del 

consorcio D con ultrasonido y ozono(n=3). 

Fuente 
Carbohidratos 

P Valor 

Concentración de ozono (mg O 3/L) 0.000 

Tiempo de contacto (min) 0.000 

pH 0.003 

                                  Des Std.: 7.61; Error abs.: 4.58 

                                  Texto en negritas denota p < 0.05. 

El rendimiento máximo de carbohidratos liberados (84%) se logró a la concentración de ozono 

más alta de 45 mg O3/L, tiempo de contacto de 35 min y pH de 11, que representa el consumo de 

ozono de 420 mg O3/g de biomasa, Figura 82. 

Figura 82. Superficie de respuesta del rendimiento de carbohidratos de biomasa del consorcio D, 

liberados en función del tiempo de contacto y la concentración de ozono. Se muestran mediciones 

por triplicado (n=3) para cada conjunto de datos. 
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En el caso de biomasa del consorcio S, la concentración de ozono y el pH fueron los parámetros 

experimentales que mostraron un efecto significativo en el rendimiento de los carbohidratos 

liberados, Tabla 66. 

Tabla 66.  Análisis de varianza (ANOVA) del modelo cuadrático de superficie de respuesta, 

para el rendimiento de carbohidratos liberados después del pretratamiento de biomasa del 

consorcio S con ultrasonido y ozono (n=3). 

 

 

                                   

 

 

 

 

El mayor rendimiento de carbohidratos liberados (85 ± 2%) se logró a la concentración de ozono 

de 21 mg O3/L, tiempo de contacto de 25 min y pH de 11, Figura 83.  

Figura 83. Superficie de respuesta del rendimiento de carbohidratos de biomasa del consorcio S, 

liberados en función del pH y la concentración de ozono. Se muestran mediciones por triplicado 

(n=3) para cada conjunto de datos. 

 

Para ambos tipos de biomasa, la concentración de ozono tuvo un efecto positivo en el rendimiento 

de los carbohidratos liberados. El rendimiento de carbohidratos liberados aumentó cuando la 

concentración de ozono incrementó. Esto puede explicarse en términos de la estructura y 

disposición de los carbohidratos en la pared celular de las microalgas. Las dos capas de la pared 

celular de las microalgas contienen una matriz de polisacáridos. La capa externa contiene 

carbohidratos como pectina, agar, alginato y algaenan. La capa interna contiene hemicelulosa, 

pectina y glicoproteína [322]. Estos componentes están unidos entre sí y forman una red compleja, 

conocida como matriz de celulosa, que proporciona recalcitrancia a las microalgas. La gran 

cantidad de puentes de hidrógeno entre los grupos hidroxilo en las moléculas de celulosa producen 

una estructura cristalina que se llama microfibrilla. Las microfibrillas hacen que las moléculas de 

Fuente 
Carbohidratos 

P Valor 

Concentración de ozono (mg O 3/L) 0.005 
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celulosa sean más resistentes y rígidas, lo que aumenta el consumo de ozono para la liberación de 

carbohidratos y, además, evita su biodegradabilidad [323].  

 

En adición a la recalcitrancia natural de las microalgas, el pretratamiento con ultrasonido produjo 

la liberación de carbohidratos a la fase acuosa, lo que pudo aumentar la recalcitrancia de la biomasa 

remanente. Las microburbujas creadas durante el pretratamiento con ultrasonido producen la 

termólisis del agua, formando radicales libres altamente reactivos como H• y OH•. Los radicales 

H• y OH• en solución acuosa reaccionan con la celulosa al extraer un átomo de H de su carbono, 

lo que da como resultado la escisión aleatoria de enlaces glucosídicos y favorece la adición de 

grupos OH• a la estructura [324]. La adición de grupos hidroxilo a las moléculas de celulosa 

favorece la formación de microfribillas, lo que aumentó la recalcitrancia de la biomasa y, a su vez 

aumentó, el consumo de ozono para la liberación de carbohidratos [323]. 

El pH también tuvo un efecto positivo en la liberación de carbohidratos para ambos tipos de 

biomasa, el rendimiento de los carbohidratos liberados aumentó a medida que incrementó el pH. 

El pretratamiento con ozono fue más efectivo a pH alcalino, porque una condición básica aumenta 

la formación de radicales hidroxilo, esto mejora la cinética y la eficiencia de la reacción. El ozono 

en pH acido puede reaccionar directamente con un sustrato orgánico, a través de una reacción lenta 

y selectiva. No obstante, un pH alcalino favorece una reacción rápida y no selectiva a través de 

radicales hidroxilo. Por lo tanto, los radicales hidroxilo formados en la fase líquida son decisivos 

en la descomposición y solubilización de compuestos difíciles de degradar como la celulosa [324]. 

Herrera-Adarme y colaboradores [322] encontraron resultados similares. Ellos informaron la 

solubilización máxima de 45% de lignina, 48% de hemicelulosas y 41% de celulosa durante la 

ozonización de la caña de azúcar a pH 11. Descubrieron que el mecanismo de liberación de 

hemicelulosas era dependiente del pH. Cuando se usó una condición ácida, hubo una menor 

formación de radicales hidroxilo y la reacción se produjo principalmente por ataque directo de 

ozono. El ataque directo del ozono requirió una mayor tasa de flujo de ozono para asegurar un 

medio con una mayor cantidad de radicales hidroxilo.  

Finalmente, el tiempo de contacto tuvo un efecto significativo en la recuperación de carbohidratos 

de biomasa del consorcio D. El rendimiento de los carbohidratos liberados aumentó cuando 

aumento el tiempo de contacto. El incremento del tiempo de contacto, además de incrementar la 

dosis de ozono, también favorece la reacción entre el ozono o los radicales hidroxilo y los 

carbohidratos. Sin embargo, con propósito de evitar la formación de compuestos inhibidores para 

la fermentación de carbohidratos durante el retratamiento con ozono se deben evitar tiempos de 

contacto más largos que 60 minutos. El efecto del tiempo de contacto sobre la biomasa del 

consorcio D se puede explicar en términos de la estructura de la pared celular de esta especie de 

microalgas. Como se mencionó anteriormente, las células de Desmodesmus sp. tienen una capa 

más en su pared celular que las células de Scenedesmus obliquus. Este efecto también es 

perceptible en la concentración de ozono a la cual se obtuvo la máxima liberación de carbohidratos. 

La máxima eficiencia de liberación de carbohidratos de biomasa del consorcio D se obtuvo a la 

concentración de biomasa más alta (45 mg O3/L), mientras que la cantidad máxima de liberación 

de carbohidratos de biomasa del consorcio S se obtuvo a la concentración de ozono de 21 mg O3/L. 

Cuando la concentración de ozono aumentó durante la recuperación de carbohidratos de biomasa 

del consorcio S, el rendimiento de liberación de carbohidratos disminuyó. Esto se atribuye 

principalmente a la degradación de los carbohidratos.   
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El pretratamiento con ozono para la delignificación de una variedad de biomasas, como paja de 

trigo, lubina de la caña de azúcar y rastrojo de maíz, entre otros, tiene un consumo de ozono entre 

12 y 33 g de O3/100 g de biomasa. El consumo de ozono para estas biomasas es entre dos y tres 

órdenes de magnitud mayor que para el pretratamiento de biomasa de microalgas del consorcio D 

(0.126 g O3/100 g biomasa) y del consorcio S (0.042 g O3/100 g biomasa). Por lo tanto, las especies 

de microalgas enriquecidas en carbohidratos son materias primas más atractivas para la producción 

de biocombustibles fermentativos que la biomasa lignocelulósica [32].  

5.8.3 Efecto del pretratamiento con ozono en la liberación de fósforo total y ortofosfatos 

La recuperación de fósforo de la biomasa de microalgas se estudió en términos de la liberación de 

fósforo total (TP) y ortofosfatos (orto-PO4
-3). Esto con el propósito de conocer las formas del 

fósforo disponibles en la solución para su recuperación. En el caso de la biomasa del consorcio D 

el tiempo de contacto y el pH tuvieron un efecto significativo en el rendimiento de TP liberado. 

Ambos parámetros experimentales mostraron un efecto positivo: el rendimiento de TP liberado 

aumentó a medida que aumentó el tiempo de contacto y la concentración de ozono, Tabla 67. 

Tabla 67. Análisis de varianza (ANOVA) del modelo cuadrático de superficie de respuesta para 

el rendimiento de TP y orto-PO4
-3 liberados después del pretratamiento de biomasa del consorcio 

D con ultrasonido y ozono (n=3). 

Fuente 
TPa Orto-PO4

-3b 

P Valor P Valor 

Concentración de ozono (mg O 3/L) 0.2305 0.6709 

Tiempo de contacto (min) 0.001 0.304 

pH 0.000 0.029 

                                    a Des Std.: 7.78; Error abs.: 4.71;  
                                    b Des Std.: 9.64; Error abs.: 5.75;  

                        Texto en negritas denota p < 0.05. 

El rendimiento máximo de TP liberado (88%) se logró a los parámetros experimentales de 

concentración de ozono de 27 mg O3/L, tiempo de contacto de 35 min y pH de 11, Figura 84a. 

Para la recuperación de orto-PO4
-3, solo el pH mostró un efecto significativo sobre el rendimiento 

de orto-PO4
-3 liberado, el rendimiento de orto-PO4

-3 liberado aumentó a medida que el pH 

aumentó. El rendimiento máximo de orto-PO4
-3 liberado (53%) se logró con los parámetros 

experimentales de concentración de ozono de 9 mg O3/L, tiempo de contacto de 35 min y pH de 

11, Figura 84b. 
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Figura 84. Superficie de respuesta del rendimiento de a) fósforo total y b) ortofosfatos de biomasa 

del consorcio D, liberados en función del pH y del tiempo de contacto. Se muestran mediciones 

por triplicado (n=3) para cada conjunto de datos. 

En el caso de biomasa del consorcio S, el pH mostró un efecto significativo sobre el rendimiento 

de TP y orto-PO4
-3 liberados, con valores de p de 0.020 y 0.031, respectivamente. El rendimiento 

de TP y orto-PO4
-3 aumentó a medida que aumentó el pH. El mayor rendimiento de ambos TP (85 

± 3%) y orto-PO4
-3 (51 ± 0.3%) liberados se obtuvo a la concentración de ozono de 9 mg O3/L, 

tiempo de contacto de 25 min y pH de 11, Figuras 85a y 85b. 
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Figura 85. Superficie de respuesta del rendimiento de a) fósforo total y b) ortofosfatos de biomasa 

del consorcio S, liberados en función del pH y el tiempo de contacto. Se muestran mediciones por 

triplicado (n=3) para cada conjunto de datos. 

Como ya se mencionó anteriormente el pH alcalino favorece el pretratamiento con ozono ya que 

incrementó la cantidad de iones hidroxilo, lo que promueve la liberación tanto de carbohidratos 

como de TP y orto-PO4
-3. 

Por otra parte, para ambos tipos de biomasa, el máximo rendimiento de TP liberado es mayor en 

alrededor 30% que el máximo rendimiento de orto-PO4
-3 liberado. Esto sugiere que 

aproximadamente 30% del fósforo liberado se encuentra como otras formas solubles del fósforo. 

El fósforo es un elemento esencial requerido en forma de orto-PO4
-3 para constituyentes celulares 

de microalgas como fosfolípidos, nucleótidos y ácidos nucleicos [325]. No obstante, bajo ciertas 

condiciones, las microalgas pueden activarse para absorber mucho más fósforo del necesario para 

sobrevivir. Esta absorción de fósforo adicional se almacena como polifosfato, que luego puede ser 

utilizada por la célula como un recurso interno cuando la concentración de fósforo externa es 

limitante para el crecimiento. Por lo tanto, es probable que el 30% del fósforo liberado de la 

biomasa de microalgas existiera en forma de polifosfato. Los polifosfatos son moléculas de cadena 
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larga de longitud variable, generalmente se dividen en dos tipos, estos son polifosfato soluble en 

ácido y polifosfato insoluble en ácido. Se cree que los polifosfatos solubles en ácido son moléculas 

de cadena más corta y están involucradas en el metabolismo [325]. Los polifosfatos insolubles en 

ácido son polifosfatos de cadena más larga que se utilizan para el almacenamiento de fósforo a 

largo plazo. Los polifosfatos son relativamente estables en soluciones acuosas neutras, sin 

embargo, se degradan a fosfatos condensados inferiores en soluciones fuertemente ácidas o básicas 

[326].  

En las microalgas se han identificado dos mecanismos de almacenamiento de polifosfato 

diferentes. Cuando las microalgas carecen de fósforo y luego se vuelven a exponer al fósforo, el 

almacenamiento consecuente se conoce como sobrecompensación o fenómeno de sobreimpulso. 

Este fenómeno requiere entornos donde las microalgas tienen períodos de inanición de fósforo y, 

por lo tanto, solo se producen en sistemas con concentraciones de fósforo muy bajas, como lagos. 

El otro mecanismo de almacenamiento de polifosfato se conoce como "captación de lujo". La 

absorción de P de lujo en las microalgas ocurre cuando las microalgas absorben más fósforo de lo 

requerido para el crecimiento sin una etapa previa de inanición [326]. Esto significa que cualquier 

acumulación de fósforo en microalgas que se lleve a cabo en aguas residuales se debe al 

mecanismo de captación de lujo. Solovchenko y colaboradores [327] informaron un estudio 

centrado en la absorción de orto-PO4
-3 y la formación de polifosfato en cultivos de Chlorella 

vulgaris. Durante el estudio se distinguieron dos fases de absorción de orto-PO4
-3, la primera fase 

se denominó fase rápida de absorción de orto-PO4
-3, y la segunda fase se caracterizó como una 

fase de absorción más lenta de orto-PO4
-3. Durante la primera fase, las microalgas tomaron orto-

PO4
-3 a una tasa más alta (6–9 g P/g de células) que en la segunda fase. La absorción de orto-PO4

-

3 en el patrón de la primera fase es parecida al que muestran las células de microalgas sometidas a 

la limitación de P transferidas a un entorno repleto de fósforo. La rápida absorción de orto-PO4
-3 

en esta fase resultó en un aumento temporal en el contenido de TP en la biomasa hasta en un 5% 

del peso seco de la célula. Al final de la primera fase de la absorción de orto-PO4
-3, las microalgas 

estudiadas reanudaron un crecimiento exponencial. La tasa de absorción de orto-PO4
-3 en la fase 

de crecimiento disminuyó aproximadamente en un orden de magnitud y el nivel de polifosfato en 

la célula se redujo rápidamente. La mayor parte de la orto-PO4
-3 absorbida por la célula durante la 

primera fase se convierte en fosfatos de azúcar, ácidos nucleicos y fosfolípidos. El contenido de 

polifosfato en las microalgas comenzó a aumentar nuevamente cuando la división celular 

disminuyó. La biosíntesis de polifosfato durante la división celular lenta ayuda a retener el exceso 

de orto-PO4
-3, que es absorbido por la célula, pero no puede ser consumido de inmediato. Teniendo 

en cuenta la dinámica registrada del contenido de polifosfato celular, la división celular y la 

absorción de orto-PO4
-3, se puede generalizar que la formación de polifosfato en las células 

microalgales es promovida por un alto flujo de orto-PO4
-3 y disminuye cuando las células se 

dividen rápidamente [327].  

Resultados similares se encontraron en este estudio ya que dos fases para la absorción de P se 

pudieron distinguir durante el proceso de cultivo para ambas especies de biomasa, Figuras 14 y 

16. En la primera fase de la absorción de orto-PO4
-3 (día 1 a 16 del proceso de cultivo) se observó 

un crecimiento exponencial de microalgas, 37% del orto-PO4
-3 en las aguas residuales se removió. 

Después del día 16 de cultivo, el crecimiento de la biomasa se ralentiza, el TSS solo aumentó de 

660 a 680 mg/L en el caso de biomasa del consorcio D y de 760 a 890 mg/L en el caso de biomasa 

del consorcio S. Sin embargo, 17% del orto-PO4
-3 en el agua residual fueron removidos del día 16 
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al 27 de cultivo en el caso de biomasa del consorcio D y 14% en el caso de biomasa del consorcio 

S. Por lo tanto, se puede concluir que la absorción de orto-PO4
-3 de los últimos 14 días de cultivo 

podría inducir la biosíntesis de polifosfato. 

Finalmente, el tiempo de contacto tuvo un efecto importante en el rendimiento de liberación de TP 

de biomasa del consorcio D. El rendimiento del TP liberado aumentó a medida que aumentó el 

tiempo de contacto. Este efecto puede explicarse a partir de la pared celular de esta especie de 

microalgas y de la disposición y estructura del polifosfato en la célula de microalgas. En las células 

de microalgas, el polifosfato se encuentra como gránulos metacromáticos. Los gránulos de 

polifosfato que contienen polifosfato insoluble en ácido con cadenas largas están presentes en el 

citoplasma. Mientras que el polifosfato soluble en ácido con cadenas cortas se puede encontrar en 

la superficie celular, el periplasma y la membrana plasmática [326]. Debido a que el polifosfato es 

principalmente material intracelular es necesario llevar a cabo la disrupción celular para inducir su 

liberación. No obstante, debido a que las células de Desmodesmus sp. tienen cuatro capas en su 

pared celular la liberación de polifosfato a la fase acuosa tiene una alta demanda de ozono.     

A pesar de que el pretratamiento con ultrasonido induce la liberación de polifosfato debido a la 

alta disrupción celular producida, de forma similar que la liberación de carbohidratos, los 

polifosfatos deben hidrolizarse para promover su liberación, lo que aumentó la demanda de ozono. 

Los polifosfatos son polímeros (lineales, de anillo o ramificados) de al menos tres iones de fosfato 

unidos por enlaces fosfoanhídrido (P − O − P). Dada la estructura de las moléculas de polifosfato, 

la hidrólisis ocurre a través de la ruptura aleatoria de los enlaces de fosfoanhídrido en los grupos 

terminales o intermedios a través de radicales ozono o hidroxilo. Esta vía conducirá a más 

polifosfatos (en términos de concentración molecular) con longitudes de cadena más cortas con el 

tiempo. Debido a que el rendimiento del TP liberado aumentó cuando aumentó el tiempo de 

contacto, se puede concluir que el polifosfato hidrolizado, a través de los radicales ozono o 

hidroxilo, produjo polifosfatos de cadena más corta que se liberaron a la fase acuosa.  

Cosgun y Semerci encontraron resultados similares, estudiaron el pretratamiento de los lodos de 

desecho para los nutrientes liberados por un pretratamiento combinado ozono/microondas [321]. 

Sus resultados mostraron hasta el 96% del fósforo total en el lodo de aguas residuales solubilizado 

en la solución, ya que el tratamiento previo con microondas libera los polifosfatos debido a la lisis 

celular lograda. También observaron que la ozonización de los lodos residuales pretratados 

alcalinos mejoraba la solubilización total de fósforo. En contraste, la ozonación del lodo crudo y 

el lodo pretratado con ácido resultó en una precipitación de fósforo incontrolable durante el 

proceso de ozonación [320]. La liberación de ambas formas de fósforo, orto-PO4
-3 y polifosfato, 

es deseable, ya que ambas formas de fósforo pueden ser valorizadas como fertilizantes. Los 

polifosfatos son productos químicos industriales importantes, que se usan con frecuencia en el 

procesamiento de minerales, el tratamiento del agua, la industria alimentaria y los fertilizantes 

agrícolas [326]. Considerando el estado de reserva de fósforo y su valor, la recuperación de 

polifosfato de las microalgas es significativa. 

5.8.4 Valorización simultanea de carbohidratos y fósforo de biomasa de microalgas 

Nuevamente la función de deseabilidad se aplicó con el fin de encontrar los parámetros 

experimentales para el pretratamiento con ozono que proporcionan una buena respuesta para la 

valorización simultánea de carbohidratos y fósforo. Para la valorización simultánea de 
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carbohidratos y P de biomasa del consorcio D, los rendimientos máximos de carbohidratos (84%) 

y fósforo (58%) liberados se lograron a la concentración de ozono de 45 mg O3/L, tiempo de 

contacto de 35 min y pH de 11, la deseabilidad de este experimento fue de 0.75, Figura 86. 

Figura 86. Superficie de respuesta de la función de deseabilidad para la recuperación de 

carbohidratos y fósforo de biomasa del consorcio D, en función del pH y el tiempo de contacto. 

Se muestran mediciones por triplicado (n=3) para cada conjunto de datos. 

En el caso de biomasa del consorcio S, los parámetros experimentales aplicados que proporcionan 

una buena respuesta tanto para la liberación de carbohidratos y fósforo fueron concentración de 

biomasa de 25 g/L, concentración de ozono de 27 mg O3/L, tiempo de contacto de 25 min y pH de 

11. Los rendimientos máximos de carbohidratos y TP alcanzados a estas condiciones 

experimentales fueron 63 ± 1% y 75 ± 0.3%, respectivamente, 47 ± 3% del TP liberado se liberaron 

como orto-PO4
-3, Figura 87. 

 
Figura 87. Superficie de respuesta de la función de deseabilidad para la recuperación de 

carbohidratos y fósforo de biomasa del consorcio S, en función del tiempo de contacto y la 

concentración de ozono. Se muestran mediciones por triplicado (n=3) para cada conjunto de datos. 
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5.8.5 Intensificación de la recuperación en tándem de biocomponentes de biomasa de 

microalgas y fósforo 

Como se estudió en la sección 5.2.8 de la tesis, el pretratamiento con ultrasonido intensifica la 

recuperación de proteínas, ya que evita el proceso de extracción con NaOH debido a la liberación 

de proteínas a la fase acuosa, inducida a su vez por la alta disrupción celular alcanzada. Así mismo 

la alta disrupción celular induce la disminución del gasto de solventes en 95% y el tiempo de 

extracción durante la extracción de lípidos. De forma similar, el pretratamiento con ozono 

intensifica el proceso de recuperación de carbohidratos y fósforo, ya que evita el uso de reactivos 

químicos como H2SO4 y NaOH. Estos reactivos son normalmente utilizados durante la hidrólisis 

de carbohidratos y fósforo, respectivamente. Otras ventajas del pretratamiento con ozono incluyen 

que el proceso se realiza a temperatura y presión ambiente, a diferencia de las altas temperaturas 

y presión necesarias para los métodos de pretratamiento utilizados habitualmente para la 

recuperación de carbohidratos y fósforo. 

En las últimas dos décadas se han investigado muchos métodos de pretratamiento para la 

recuperación de carbohidratos de la biomasa de microalgas. Sin embargo, un método de 

pretratamiento sostenible para la recuperación de carbohidratos debe cumplir con algunos criterios, 

como (1) la despolimerización de la celulosa para la producción eficiente de biocombustibles, (2) 

pérdida mínima de hemicelulosas y celulosa, (3) generación de ninguno o pocos inhibidores, (4) 

ninguna o baja formación de residuos y (5) consumo de poca o ninguna sustancia química [323]. 

En este sentido, el proceso de pretratamiento combinado sugerido ha cumplido con la mayoría de 

estos criterios sostenibles. El pretratamiento con ozono, posterior al pretratamiento con 

ultrasonido, logró altos rendimientos de carbohidratos liberados, no se observó pérdida de 

carbohidratos y no se produjeron residuos. Los productos químicos como NaOH solo fueron 

utilizados para aumentar el pH de la suspensión de microalgas y aumentar la concentración de 

radicales hidroxilo durante el pretratamiento. Además, se ha informado que el tratamiento con 

ozono no genera los inhibidores comunes generados durante la hidrólisis de biomasa de 

microalgas, como el furfural y el 5-hidroximetilfurfural. Estos inhibidores potencialmente 

reprimen la producción de biocombustibles fermentativos y su eliminación también tiene un alto 

costo [32, 323, 324].  

Una tecnología ideal para la recuperación de fósforo debe alcanzar tasas máximas de recuperación, 

buena remoción y destrucción de sustancias potencialmente peligrosas (metales pesados, 

micropolutantes orgánicos y patógenos) y cualquier material aplicable con bajo riesgo ambiental, 

buenos efectos de fertilización y eficiencia económica. El pretratamiento secuencial sugerido en 

este trabajo cumple con la mayoría de estos criterios ya que la recuperación de fósforo se logró 

mediante el pretratamiento con ozono. El pretratamiento con ozono garantiza la destrucción de 

sustancias potencialmente peligrosas, ya que el ozono tiene la capacidad de degradar 

microcontaminantes, reducir las bacterias patógenas facultativas y los genes de resistencia a los 

antibióticos presentes en el agua residual. Además, el proceso de pretratamiento logró altos 

rendimientos de TP liberado (88%), y la recuperación de fósforo liberado a la fase acuosa carece 

de la mayoría de los inconvenientes asociados con la precipitación de fósforo del agua residual 

municipal. La solución de fósforo obtenida después del pretratamiento con ozono contiene entre 

177.5 y 274.5 mg de P/L, que representa entre 8 y 14 veces más que las aguas residuales 

municipales. La concentración de iones como el hierro y el aluminio es baja en comparación con 
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las aguas residuales, ya que no se observaron precipitaciones no controladas y se utilizó agua 

destiladas a través del proceso de pretratamiento secuencial. Esto evita la precipitación de fósforo 

en forma de productos no deseados, como fosfatos de hierro o aluminio, que no se pueden usar 

como fertilizantes y deben procesarse para su eliminación.  

Los resultados obtenidos demuestran que la recuperación de fósforo usando el pretratamiento 

secuencial sugerido en este estudio se puede lograr con bajos costos, incluso si el fósforo se 

recupera del sobrenadante. Debido a que actualmente es posible recuperar un alto porcentaje (70-

90%) de fósforo vía precipitación química en condiciones específicas con pocos costos 

adicionales. La recuperación de fósforo puede agregar a la biomasa de microalgas un valor de 

hasta 39.8 euros/kg P recuperado [328]. 

5.8.6 Comparación con otros estudios 

La recuperación de carbohidratos de biomasa de microalgas es importante porque la conversión 

de azúcares asimilables de la biomasa de microalgas se puede lograr de manera más eficiente y 

económica que a partir de biomasa lignocelulósica. Debido a que la lignina está ausente en la 

celulosa con base en biomasa de microalgas y el contenido de hemicelulosa también es muy bajo 

[32]. En comparación con estudios previos centrados en la recuperación de carbohidratos, el 

proceso de pretratamiento combinado mostró rendimiento similar de carbohidratos recuperados 

(~90%), Tabla 68. Sin embargo, el pretratamiento con ozono en este estudio se realizó en 

condiciones suaves de pretratamiento y simultáneamente se puede llevar a cabo la recuperación de 

fósforo. 

Por otra parte, el número de estudios centrados en la recuperación de fósforo de la biomasa de 

microalgas es limitado. Por lo general, las materias primas utilizadas son lodos de depuradoración 

o aguas residuales. Las posibles soluciones técnicas para la recuperación de fósforo a partir de 

aguas residuales municipales y lodos de depuración son precipitación de estruvita, recuperación 

de soluciones de fósforo con base en químicos y la incineración de lodos, para llevar a la 

recuperación de fósforo de cenizas de monoincineración. Desafortunadamente, estas soluciones 

actualmente se consideran químicamente, energéticamente y operacionalmente intensivas, y no 

ecológicamente sostenibles [328]. En comparación con los estudios previos informados en la Tabla 

68, el pretratamiento secuencial sugerido en este estudio logró una mayor recuperación de fósforo, 

excepto en comparación con el método de digestión hidrotérmica. No obstante, en el estudio 

reportado por Deng  y colaboradores [329], se aplicó un pretratamiento de digestión hidrotérmica 

para recuperar solo fósforo de las microalgas.  Los resultados presentados en la Tabla 68  muestran 

que el pretratamiento combinado alcanzó mayor eficiencia de recuperación de fósforo, que 

métodos que recuperan fósforo directamente del agua residual. Con los beneficios adicionales de 

la producción de biomasa y obtención de biocombustibles con base en biomasa de microalgas. 
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Tabla 68. Sumario y comparación de casos de estudio de recuperación de fósforo de bioma de microalgas con este estudio. 

Biocomponente 

recuperado 
Proceso Especie Eficiencia Referencia 

Carbohidratos 

Hidrólisis acida 

Chlorella vulgaris 

y Scenedesmus 

obliquus 

90% carbohidratos [331] 

Hidrólisis acida Scenedesmus sp. 93% carbohidratos  [332] 

Pretratamiento 

hidrotermico 
Microsystis 97.4% carbohidratos [333] 

Fósforo 

O3/H2O2/MW Lodos activados 4 g P/kg lodo [334] 

Digestión 

hidrotermica 

Scenedesmus 

dimorphus 
9.7 g P/kg biomasa [330] 

Fermentación 

alcalina 
 Agua residual 1.85 mg P/L agua residual [335] 

Lípidos y 

carbohidratos  

Ozono y 

ultrasonido 

Cultivo mixto de 

microalgas 
59% lípidos y 81% carbohidratos [336] 

Lípidos, proteínas, 

carbohidratos y 

fósforo 

Ultrasonido y 

ozono 

Consorcio D 

91.5% proteínas, 68% lípidos, 

84.2% carbohidratos y 57.5% TP. 

7.1 g P/kg biomasa, 4.8 mg P/L 

agua residual 

Este estudio 

Consorcio S 

91% proteínas, 89% lípidos, 62% 

carbohidratos y 75% TP.  

8.9 g P/kg biomasa 
Este estudio 
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6. CONCLUSIONES 

Pretratamiento de biomasa con ultrasonido u ozono  

 El pretratamiento de biomasa de microalgas con ultrasonido indujo la disrupción celular, 

liberación de proteínas a la fase acuosa y mejoro la extracción de lípidos de la biomasa. El 

pretratamiento con ozono indujo la liberación y despolimerización de carbohidratos de 

biomasa de microalgas. 
 

 Las células de microalga del consorcio D (Desmodesmus sp.) mostraron una pared celular 

más resistente a ambos pretratamientos, ultrasonido y ozono, en comparación con las 

células de microalga del consorcio S (Scenedesmus obliquus). 
 

 Ambos pretratamientos, ultrasonido y ozono, intensificaron los procesos de extracción de 

lípidos, proteínas y carbohidratos, ya que disminuyen hasta en 90% el gasto de solventes y 

productos químicos y en 95% el tiempo de extracción. Además, incrementan 

considerablemente la calidad de los lípidos extraídos para la producción de biodiesel. 
 

 El diseño de experimentos mediante superficie de respuesta nos permite encontrar las 

condiciones experimentales a las cuales se obtienen la máxima recuperación de 

biocomponentes. Además, permite conocer el efecto de cada parámetro experimental 

estudiado en la recuperación de biocomponentes para así maximizar su recuperación. 

Identificación de proteínas y efecto del pretratamiento en la fracción proteica de la biomasa  
 

 La identificación de las proteínas presentes en la biomasa de los consorcio D y S 

(Desmodesmus sp. y Scenedesmus obliquus) nos permite darle un valor agregado a la 

fracción proteica de cada tipo de biomasa. Ya que según la literatura estas proteínas puede 

tener importantes aplicaciones como tratamiento de infecciones por micobacterias y como 

biomarcadores para detectar suelo contaminado con Hg. 
 

 Ambos pretratamiento, ultrasonido y ozono, mejoraron las propiedades térmicas de la 

fracción proteica de la biomasa de microalga,  para la producción de bioplásticos. Indujeron 

la disminución de la temperatura de transición vítrea (Tg) y la temperatura de 

desnaturalización (Td), entre 20 y 100 °C, así como la disminución de la concentración de 

grupos disulfuro y el aumento de la concentración de grupos hidroxilo.  

Obtención de bioplasticos y biocompositos con base en biomasa de microalgas  
 

 

 La pared celular de las microalgas jugó un papel importante en la obtención tanto de 

bioplásticos como de biocompositos. La pared celular de las microalgas del consorcio D 

(Desmodesmus sp.) evita la interacción entre las proteínas de la biomasa y el glicerol en el 

caso de bioplasticos, y las proteínas de biomasa y el PCL en el caso de biocompositos, a 

pesar del pretratamiento de la biomasa. Por lo tanto, en el caso de biocompositos, fue 

necesario tener un contenido mínimo de PCL en la mezcla para mejorar las propiedades 

viscoelásticas de los materiales obtenidos.  
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 La barrera que ejerce la pared celular durante el proceso de obtención de los materiales, 

induce que las propiedades viscoelásticas y mecánicas de los sistemas con base en biomasa 

del consorcio D disminuyan. Por lo tanto, los materiales que mostraron mejores 

propiedades viscoelásticas y mecánicas fueron los que se obtuvieron con base en biomasa 

del consorcio S.  

 

 Los bioplásticos que se obtuvieron a partir de ambos tipos de biomasa mostraron 

propiedades viscoelásticas similares a los obtenidos con base en albúmina de huevo y otras 

especies de microalgas como Spirulina plantesis y Chlorella vulgaris. Además, mostraron 

una capacidad de absorción de agua de hasta 800%, lo que le da importantes aplicaciones 

en el tratamiento de aguas residuales.  

 

 Los biocompositos que se obtuvieron con base en ambos tipos de biomasa mostraron 

propiedades viscoelásticas similares a los obtenidos con base en biomasa de otras especies 

de microalgas como Spirulina plantesis y Chlorella vulgaris. Sin embargo, los 

biocompositos que se obtienen en este estudio contienen 45% menos bioplástico sintético. 

Obtención de membranas por electrohilado con base en proteínas de microalga 

 Ninguna de las fibras de electrohilado que se obtuvieron a partir de los sistemas 

AC/proteína del consorcio D presentó las propiedades necesarias para llevar a cabo un 

ensayo de tracción, lo que reduce su área de aplicación. Sin embargo, el pretratamiento de 

biomasa con ozono favoreció el proceso de electrohilado de las proteínas, debido a que 

promueve la diminución de su peso molecular en mayor medida que el pretratamiento con 

ultrasonido (a las condiciones experimentales estudiadas).  

 Las membranas que se obtuvieron con base en PEO/proteína de biomasa del consorcio S 

pretratada con ultrasonido, fueron las que mostraron mejores propiedades mecánicas en 

comparación con las que se obtienen con base en proteínas de biomasa pretratada con 

ozono y sin pretratamiento.  

 

 El esfuerzo máximo de la membrana incremento al doble con la adición de proteína de 

biomasa pretratada con ozono en una concentración de 0.75%, en comparación con el PEO. 

El incremento en las propiedades mecánicas se atribuye a la adición de grupos hidroxilo y 

aumento en la concentración de grupos sulfhidrilo durante el pretratamiento. El aumento 

en la concentración de estos grupos favorece la formación de entrecruzamientos.  

 

 El pretratamiento biomasa del consorcio S con ozono, por otra parte, induce la reducción 

de las propiedades mecánicas de las membranas de electrohilado. El pretratamiento con 

ozono también produce el aumento en la concentración de grupos sulfhidrilo en la 

estructura de las proteínas. Sin embargo, favorece en mayor medida la adición de grupos 

hidroxilo, lo que deriva en la formación de entrecruzamientos y de enlaces por puente de 

hidrogeno. Estas fuertes interacciones formadas durante el proceso inducen una reducción 

de sus propiedades mecánicas. 
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Obtención de membranas por electrohilado con base en proteínas de microalga 

 El pretratamiento combinado de ultrasonido y ozono induce disrupción celular, la 

liberación de las proteínas al medio acuoso, facilita la extracción de lípidos y promueve la 

despolimerización de carbohidratos. Incrementa la calidad de lípidos y carbohidratos 

recuperados y evita el uso de compuestos químicos para la recuperación de proteínas, 

carbohidratos y fósforo. Además, los procesos de pretratamiento y recuperación de 

biocomponentes y fósforo se llevan a cabo a condiciones no intensivas, lo que puede 

disminuir el gasto de energía y costo de los procesos. 
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