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RESUMEN

En los ultimos anos, las actividades humanas han tenido un impacto negativo significativo
en el medioambiente, especialmente a través de la emision de didéxido de carbono (CO2),
lo que ha generado un alarmante calentamiento global. Esta situacion resalta la urgente
necesidad de adoptar tecnologias sostenibles que contribuyan a mitigar este problema.
Una tecnologia con un futuro prometedor para tratar las emisiones de COzes el uso de los
microorganismos fotosintéticos, que fijan este gas de efecto invernadero y, a su vez,

pueden sintetizar productos de valor comercial.

Este trabajo fin de grado se enfoca en la exploracion de un bioproceso fotosintético
sostenible para capturar el CO2 por consorcios de microalgas y sintetizar productos de
interés industrial, como son los pigmentos naturales (carotenoides, clorofilas vy
ficocianinas). Para ello, se oper6 un fotobiorreactor cerrado tipo airlift con un consorcio de
microalgas, evaluando el impacto del tipo de luz (blanca y azul) bajo ciclos de iluminacion
de 12 horas en varios parametros del cultivo, como son el pH, la concentracion y
productividad de biomasa microalgal, la tasa de fijacion de CO2, entre otros, y en la
produccion de pigmentos fotosintéticos. Ademas, se han optimizado las metodologias de
extraccion de los pigmentos fotosintéticos, en particular, de los carotenoides, las clorofilas

y las ficocianinas.

Los resultados obtenidos muestran que, las luces azules mejoran el crecimiento de
microalgas en comparacion a las blancas, alcanzando una concentracidbn maxima
biomasa de 1,33 g L1 y una tasa de fijacion maxima de CO2de 3,3 g m=3 d1. Asimismo, la
produccion de clorofilas, carotenoides y ficocianinas se ve mejorada al emplear luces
azules frente a las blancas, obteniendo porcentajes (% dcw) maximos de 0,28 + 0,06,

0,70 + 0,06y 0,52 + 0,01 % dcw, respectivamente.

PRUEBAS CLAVE: bioconversion de CO», carotenoides, clorofilas, ficocianinas, microalgas.



ABSTRACT

In recent years, human activities have significantly impacted the environment, particularly
through carbon dioxide (CO2) emissions, leading to alarming global warming. This situation
highlights the urgent need to adopt sustainable technologies that can help mitigate this
problem. A technology with a promising future to treat CO2 emissions is based on the use
of photosynthetic microorganisms to capture this greenhouse gas and convert it into
products of commercial value. This final degree project focuses on the exploration of a
sustainable photosynthetic bioprocess to capture CO2 by a microalgae consortium and
synthesize products of industrial interest, such as natural pigments (carotenoids,

chlorophylls and phycocyanins).

To achieve this, a closed airlift photobioreactor with a microalgae consortium was
operated, evaluating the impact of the type of light (white and blue) under lighting cycles
of 12 hours on various culture parameters, such as pH, microalgal biomass concentration
and productivity, as well as on the COx fixation rate and the production of photosynthetic
pigments. In addition, the extraction methodologies for the photosynthetic pigments

carotenoids, chlorophylls and phycocyanins have been optimized.

The results obtained demonstrate that blue lights enhance microalgae growth compared
to white ones, reaching a maximum biomass concentration of 1,33 g L1 and a maximum
CO- fixation rate of 3,3 mg m3 d-1. Likewise, the production of chlorophylls, carotenoids
and phycocyanin was improved when using blue lights compared to white illumination,
obtaining maximum percentages (% dcw) of 0,28 + 0,06, 0,70 + 0,06 and 0,52 + 0,01 %

dcw, respectively.

KEYWORDS: carotenoids, CO2 bioconversion, chlorophylls, microalgae, photobioreactor,

and phycocyanins.
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1. INTRODUCCION

1.1. PROBLEMATICA AMBIENTAL DEL DIOXIDO DE CARBONO

El dioxido de carbono (CO2) es un gas incoloro e inodoro, es el principal gas de efecto
invernadero (GEl), seguido por metano (CHa), 6xidos nitrosos (NOx) y vapor de agua (PRTR
Espana, 2021). Los GEl absorben parte de la radiacion solar que atraviesa la atmosfera,
permitiendo conservar el calor tanto en la superficie del planeta como en los niveles bajos
de la atmosfera, ocasionando un efecto invernadero. El efecto invernadero es un
fendmeno natural, que mantiene en la superficie de la Tierra la temperatura adecuada
para la supervivencia de los organismos en ella. Sin embargo, el exceso de emisiones de
CO2 debido a las actividades humanas han ocasionado un aumento de la temperatura
drastico (Rahman et al., 2017). Esto se traduce en un aumento de la concentracion de
COz en la atmésfera, que en las Gltimas décadas ha aumentado desde las 317 ppm en
1960 hasta un valor de 421 ppm registrado en 2023 (Fig. 1) (Statista, Abigail Orus, 2024).

Las fuentes de emision de CO2 son tanto naturales como antropogénicas (Ecologia verde,
2019). Entre las fuentes naturales se encuentran la respiracion animal, las erupciones
volcanicas y los incendios forestales, mientras que entre las fuentes antropogénicas
destacan la quema de combustibles fosiles (que representa el 60 % de la emision de CO»),
los procesos industriales, los medios de transporte, la generacion de electricidad y la
agricultura (Mustafa et al., 2020). El ciclo del carbono se ve alterado por estas actividades
pues producen una disminucién de la capacidad de los disipadores naturales, como los
bosques, que reducen la cantidad de CO2 de la atmaésfera, y de la capacidad de las tierras

de almacenarlo (Agencia de Proteccion Ambiental de Estados Unidos (EPA), 2024).
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Figura 1. Concentracion de CO2 desde 1959 hasta 2023 (Statista & Abigail Orus, 2024)

La forma mas efectiva de reducir la emision del CO2 es disminuir el consumo de
combustibles fésiles, ademas de la descarbonizacion por sectores como, por ejemplo, la
electrificacion del sector del transporte y el uso de biocombustibles. Sin embargo, para
resolver la problematica ambiental que genera la emision del CO2, es necesario ademas

el desarrollo de tecnologias para su captura y almacenamiento (Rahman et al., 2017).

1.2. METODOS DE CAPTURA Y CONVERSION DE CO-

El objetivo de la captura y almacenamiento de CO2 (CAC) es generar una corriente
concentrada de dicho gas para su posterior transporte a un lugar de almacenamiento
seguro y permanente para evitar su liberacion a la atmésfera. La captura puede incluirse
en plantas quimicas industriales, en plantas de produccion de cemento, en centrales

eléctricas u otras que emitan cantidades significativas de este gas.

Existen dos tipos de CAC, segun se empleen tecnologias fisicoquimicas o tecnologias de

fijacion bioldgica.



1.2.1. Tecnologias fisicoquimicas de captura de CO2

Los sistemas para la captura de CO2 pueden clasificarse en tres tipos segln el punto del

proceso en el que se realiza la captura: postcombustion, precombustion y oxicombustion:
e Postcombustion

Se aplica a plantas de energia para separar el CO2 presente en los gases de salida (3-15%
Vv/V) justo antes de que se expulsen a la atmédsfera, sin haber realizado ninguna operacion
previa a la combustion. Después de la combustion se realiza filtrado de particulas y
eliminacion de NOx y SOx. ElI CO2 separado se lleva a almacenamiento mientras que el
resto de los gases se liberan a la atmoésfera. Las tecnologias mas usadas para la
separacion de CO2 son la absorcion, la adsorcion y la separacion con membranas

(Figueroa et al., 2008).
o Absorcion

La absorcion quimica se basa en el uso de disoluciones alcalinas de aminas, como es la
monoetanolamina (MEA), dietanolamina (DEA), trietanolamina (TEA) y metildietanolamina

(MDEA) que absorben el CO2 formando un compuesto segln la siguiente reaccion:

C2H40HNH»2 +H20 + CO> = C2H40HNH3* +HCO3-

Durante el proceso de absorcion la reaccion transcurre de izquierda a derecha y en el
proceso de regeneracion del disolvente se produce de derecha a izquierda (Herzog &
Golomb, 2004). Se trata del proceso mas usado en la industria pues es una tecnologia
bastante desarrollada. Una ventaja que presenta es la gran pureza del CO2 que se puede
obtener, asi como la disponibilidad comercial, aunque tiene la desventaja de tener costes

de regeneracion de absorbentes muy altos (Mack & Endemann, 2010).

Por el contrario, en la absorcion fisica no hay una reaccion quimica con el absorbente pues
la separacion depende sélo de la solubilidad del gas en el solvente, en la que influye
directamente la presion parcial del CO2 y la temperatura. Para la absorcion fisica de CO2
se emplea generalmente el dimetil éter de polietilenglicol. Como ventaja presenta la
capacidad de eliminacion de trazas de otros compuestos no deseados de la corriente sin
formar productos de reaccion secundarios, sin embargo, no resulta rentable para tratar

corrientes con concentraciones bajas de CO2 (Lopez Fuentes, 2021).



o Adsorcién

El proceso de adsorcion se basa en la retencion selectiva del CO2 en una superficie solida
que es el adsorbente (p.€j. carbdn activo y zeolitas), el cual puede ser regenerado con una
disminucion de temperatura o presion de manera que se libera el gas adsorbido. En
funcién del enlace que se establezca entre la superficie del adsorbente y la molécula del

CO2 se pueden distinguir entre adsorcion fisica y quimica.

En la adsorcion fisica la molécula se adhiere al adsorbente por una unién de enlaces
débiles, debido a la formacion de fuerzas de Van der Waals entre los componentes. Se
produce a bajas temperatura y no necesita una alta energia de activacion. El adsorbente

mas usado para este caso es el carbdén activo.

Por el contrario, en la adsorcion quimica se establece una reestructuracion electronica en
la que se forman enlaces fuertes idnicos o covalentes entre la molécula y el adsorbente.

Este tipo de adsorcion no necesita altas temperaturas y energias de activacion.

Los materiales adsorbentes usados, tales como el carbon activo o las zeolitas poseen una
estructura porosa bien definida que les aporta una buena capacidad de adsorcion y
selectividad al CO2 (Rodriguez-Reinoso et al., 2014). Ademas, esta tecnologia proporciona
un ahorro energético, asi como una reduccion del tamano de equipos usados (Plaza,
2015).

o Separacién por membranas

Consiste en la separacion del CO> del resto de gases empleando unas membranas con
permeabilidad selectiva. Sin embargo, su uso se ve afectado por el coste alto de la
compresion para conseguir la presion alta necesaria en el proceso (Antonio Luis, 2021).
A pesar de ello, esta técnica presenta varias ventajas como son alta de densidad de
empaquetamiento, selectividad y facilidad de transporte, entre otros (Herzog & Golomb,
2004).

e Precombustion

El objetivo en los procesos de captura previos a la combustion es la separacion del CO»
antes de quemar los combustibles fosiles y antes de producir los gases de salida. El

método mas usado para esta tecnologia es la gasificacion del combustible, es decir, se



guema parcialmente. Para ello, el combustible o el gas natural (CH4) es sometido a una
reforma de vapor para transformarlo en gas de sintesis (CO+H2) y, después, con una
reaccion de desplazamiento gas-agua, se obtiene el CO2 e hidrégeno, que posteriormente
son separados, de manera que el primero se almacena y el segundo se usa como fuente
de energia mucho mas limpia (Rahman et al., 2017). Las reacciones que se llevan a cabo

son las siguientes:
CH4 + H20 = CO + 3H> Reforma con vapor
CO + H20 - CO2 + H» Desplazamiento gas-agua

En comparacion con la captura postcombustion, el CO2 se puede liberar a presion superior
a la atmosféricay, por lo tanto, no se requiere mucha energia para regenerar el disolvente.

Sin embargo, la eficiencia es menor en esta técnica (Rahman et al., 2017).

e Captura en oxicombustion

Se basa en el uso de oxigeno puro con ausencia de nitrogeno en lugar de aire para el
proceso de combustion. De esta manera, los gases de salida solo estan formados por CO2
y H20 evitando los NOx para que la separacion sea mas facil. Este tipo de técnica permite
llevar a cabo una combustion sin llamas y genera una corriente concentrada de CO2 lista
para su captura y almacenamiento. Una parte del CO2 se recircula para sustituir el
nitrégeno pues éste tiene el papel de reducir la temperatura de combustion. Para el uso
de oxigeno puro se implementa un sistema de separacion de componentes del aire que

supone mucho coste por la elevada energia que consume (Rahman et al., 2017).

La figura 2 muestra un resumen de los tres planteamientos de captura.
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Figura 2. Representacion esquematica de los procesos de captura de CO2 (Gibbins & Chalmers, 2008)

1.2.2.

microorganismos

1.2.2.1.

Fotosintesis

Tecnologias bioldgicas de captura de CO2: fijaciéon por

La fotosintesis es el proceso por el que los organismos fotoautotrofos, como plantas,

algas, microalgas, cianobacterias y algunas bacterias, son capaces de sintetizar

compuestos organicos usando la energia de la luz y fijando el CO.. La fotosintesis puede

ser de dos tipos, anoxigénica, en la que no se produce oxigeno, y oxigénica, en la que el

CO2 y el agua se convierten a carbohidratos y oxigeno (O2) segln la siguiente reaccion:

6CO2 + 6H20 + Energia de la luz 2 CsH1206 + 602

El proceso de fotosintesis se produce en dos etapas, la luminosa y la oscura. Durante la

fase luminosa, la energia de la luz solar se captura y modula por la clorofila y otros

pigmentos accesorios, como los carotenoides y ficobilinas, que estan organizados en

complejos llamados fotosistemas. Los pigmentos se encargan de recolectar la luz en

distintos intervalos de longitudes de onda y de transferir la energia a la clorofila, asi como




de proteger a las células del posible dano causado por un exceso de luz. Cuando el
pigmento absorbe un fotén, pasa al estado de excitacion y se transfiere la energia por
resonancia al pigmento vecino, que a su vez repite el proceso hasta llegar a la parte central
del fotosistema Il (PS IlI) que es el centro de reaccion que cuenta con dos moléculas de
clorofila a (par especial). Esta energia es usada por el PS |l para hidrolizar el agua y reducir
una pequena molécula organica, que es la plastoquinona. Los electrones abandonan el
PS Il y se ceden a un complejo de citocromos. El fotosistema | (PS |) oxida a la
plastoquinona y produce la nicotinamida adenina dinucleétido fosfato (NADPH) y el
adenosin trifosfato (ATP), que son los precursores que impulsan la sintesis de moléculas
de carbohidratos (Durall & Lindblad, 2015). Durante la fase oscura se produce la

asimilacion o fijacion del CO2 usando el NADPH y ATP generados en la fase luminosa.

El ciclo de Calvin Benson Bassham (CBB), descubierto en 1959, se describe como uno de
los mecanismos mas conocidos de fijacion de carbono. Se puede encontrar en plantas,
algas, microalgas y cianobacterias (Vicente Patriarca Eva, 2023). El ciclo CBB tiene como
objetivo principal la conversion de CO2 y las moléculas de ATP y NADPH en glucosa y otros
compuestos organicos a partir de una serie de reacciones haciendo uso de unas enzimas
especificas (Fig. 3). La ribulosa 1,5 bifosfato carboxilasa/oxigenasa (RuBisCO) es la
enzima mas importante dentro del proceso de catalisis de la reduccion de CO2 a

carbohidratos (Santos Correa et al., 2023).

Las cianobacterias y microalgas son capaces de fijar el CO2 por el ciclo CBB, y varias de
ellas pueden también fijar nitrégeno atmosférico. Ademas, su biomasa puede ser
valorizada en productos de valor como, por ejemplo, proteinas, acidos grasos, vitaminas,
poliésteres (p.ej. polihidroxibutirato (PHB)), polisacaridos (p.ej. glucdégeno (GL)) vy
pigmentos naturales (Angeles et al., 2021). El tipo de producto depende de la cepa usada

y de las condiciones de cultivo.
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Figura 3. Via metabdlica para la asimilacién de carbono y la produccién de glucégeno (GL) y PHB por las
cianobacterias a través del ciclo CBB: ADP, adenosina-difosfato; ADP-G, ADP-glucosa pirofosforilasa; AGP,
adenosina difosfato glucosa pirofosforilasa; ATP, adenosin trifosfato; FB-P, fructosa-1,6-bifosfato; F6-P,
fructosa 6-fosfato; GS, glucogeno sintasa; G1-P, glucosa-1-fosfato; G3-P, gliceraldehido-3-fosfato; G6-
P, glucosa-6-fosfato; NADH, nicotinamida adenina dinucleétido (reducido); NAD+, nicotinamida adenina
dinucleétido (oxidado); NADPH, nicotinamida adenina dinucleétido fosfato (reducido); NADP+, nicotinamida
adenina dinucleétido fosfato (oxidado); PGM, fosfoglucomutasa; RuBisCO, ribulosa-1,5-bifosfato
carboxilasa/oxigenasa; RuBP, ribulosa-1,5-bifosfato; R5-P, ribulosa 5-fosfato;3-PG, 3-fosfoglicerato

(Angeles et al., 2021).

1.2.2.2. Fijacién de CO2 en fotobiorreactores
El crecimiento de microorganismos fotosintéticos empleando luz y CO> se lleva a cabo en
fotobiorreactores (FBR). Las condiciones de cultivo, como el pH, la temperatura, o los
nutrientes suplementados, deben ser controlados dentro de los valores Optimos
dependiendo del tipo de microorganismos (Fernandez, 2014). Los microorganismos
fotosintéticos como las microalgas o cianobacterias (ver apartado 1.4) son los mas usados
para esta tecnologia pues tienen una eficiencia fotosintética superior a las plantas, asi

como altas tasas de crecimiento y tolerancia a condiciones extremas (Yang et al., 2008).



El objetivo que se persigue es capturar el CO2 generado en la industria antes de su emision
a la atmosfera y canalizarlo hacia los fotobiorreactores para cultivar los microorganismos

y obtener productos de valor comercial.

o Fotobiorreactores abiertos

En esta configuracion, los cultivos estan en contacto con la atmésfera. El control de
parametros de operaciéon como el pH o la temperatura en este tipo de fotobiorreactores
es limitado, por lo que su coste y productividad también son menores. Ademas, como
estan abiertos, no se puede asegurar que otros microorganismos no deseados crezcan en
el cultivo. Por ello, estan recomendados para especies que tengan crecimiento rapido y
sean robustas. A pesar de presentar estos inconvenientes son bastante usados y cuentan
con la ventaja de ser faciles y econdmicos de construir, incluso en grandes volimenes

(Fernandez, 2014)

Dentro de esta configuracion se encuentran los estanques abiertos (open ponds) que son
balsas que se llenan con el medio de nutrientes para crecer los microorganismos.
Resultan muy econdémicos pues tienen costes de operacion bajos (25% m2) a pesar de
gue la productividad no es tan alta. Son faciles de ampliar, pues se puede aumentar el
namero de estanques, ya que cada estanque puede funcionar de manera independiente.
Para este tipo de FBR, las microalgas recomendadas para cultivarse son las extremofilas,
capaces de sobrevivir a condiciones extremas de temperatura, de pH acidos y basicos
(mayor de 8 y menor de 4), y alta salinidad (hasta 1 M) (Shen et al., 2009). Dentro de los
estanques abiertos destacan tres disenos usados en la industria: canales de flujo continuo

(raceways), estanques circulares y estanques sin agitacion.

Los raceways se construyen con una profundidad entre 15y 25 cm y cuentan con una
rueda de paletas que aportan agitacion y mezcla continua (Fig. 4-a). Pueden ser
construidos como estanques individuales o como grupos de canales y el material de
construccion suele ser hormigén o tierra compactada. Usando este tipo de FBR se han
reportado unas concentraciones de biomasa de 1 g L1y productividades entre 10y 25 g
m-2 d-1(Shen et al., 2009).



Los estanques circulares tienen un diametro de 45 m y una profundidad entre 30y 70 cm
con un agitador central (Fig- 4-b). Son muy usados en el sudeste de Asia para la produccion
de caroteno a partir de Chlorella sp. registrando productividades de 15 g m2 d? (Shen et
al., 2009).

Los estanques sin agitacion son cominmente utilizados pues son mas econdémicos

comparados con los otros dos disenos (Fig 4-c). Su profundidad normalmente es menos

de 50 cm. Solo pueden emplearse para microalgas capaces de crecer en condiciones poco

controladas (Shen et al., 2009).
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Figura 4. Fotobiorreactores abiertos a) Raceways b) Estanques circulares ¢) Estanques sin agitacion (Y.
Shen et al., 2009)

e Fotobiorreactores cerrados

Se caracterizan por mantener el cultivo aislado totalmente del exterior. Normalmente,
llevan sistemas de agitacion, control de pH y suministro de aire. Los FBR cerrados
permiten un mayor control de las condiciones operacionales y de la poblacion de

microorganismos (Fernandez, 2014).

Los FBR cerrados tipo columna cuentan con un sistema de burbujeo para una correcta

agitacion y mezcla del sistema (Fig. 5-a). Su forma cilindrica permite una buena
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distribucion de la luz a todo el caldo de cultivo. Sin embargo, como desventaja presentan
la dificultad de su construccion en grandes volimenes porque un diametro mas grande
significaria un area mayor no iluminada, traduciéndose en menor productividad, mientras
gue mas altura supondria estrés hidrodinamico por la alta presion en la base debido al
burbujeo (Fernandez, 2014).

Por otra parte, los FBR planos intentan resolver los problemas planteados por las
columnas, aunque se asemejan a los anteriores en que combinan el intercambio de
materia y la agitacion en el mismo espacio en el que la luz es recibida. Ademas, se
caracterizan por un paso 6ptico reducido, pueden ser escalados a longitudes mayores,
cuentan con una construccion simple y econdmica y es posible hacerlos inclinados para

orientarlos hacia la luz solar (Fig. 5-b y 5-c) (Y. Shen et al., 2009).

Figura 5. Fotobiorreactores cerrados: a) Columnas b) Plano, vertical ¢) Plano, inclinado (Y. Shen et al.,
2009)

Los FBR tubulares tienen un coste mayor comparados con los anteriores y son los mas
complejos de construir, sin embargo, son los mas usados en los cultivos de microalgas
pues permiten mayores productividades y un control mejorado de la transferencia de gas.
Su diseno consta de dos partes: el lazo y el desgasificador. El primero es la parte donde
se capta la luz solar y consiste en un tubo que aporta una forma compacta a base de uso

de codos y curvas. El segundo es la zona donde tiene lugar el intercambio de materia
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(eliminacion de oxigeno, intercambios de calor, etc.). Este diseno, en el que ambas
funciones estan separadas, permite una productividad maxima debido a que la eficiencia
fotosintética se ve aumentada (Fernandez, 2014). Como se puede observar en la figura
6, los tubos pueden adoptar varias configuraciones: recta horizontal, recta vertical,

inclinada o helicoidal (Shen et al., 2009).

Los FBR tipo airlift (Fig. 7) son una variacion de los tubulares y cuentan con dos tubos
concéntricos, el cilindro interior canaliza el flujo de aire creando un flujo ascendente
mientras que el cilindro exterior crea un espacio para el flujo descendente del liquido, por
lo que la transferencia de masa y luz tienen lugar de forma separada. Este sistema de
circulacion de cultivo por el reactor es mas robusto y permite purgar el exceso de oxigeno
producido que puede provocar un dano foto-oxidativo a las células de las microalgas.
(Rubio Fernandez et al., 2013). Para obtener suficiente luz en el centro del FBR, el
diametro de la columna de un FBR tipo airlift no deberia sobrepasar 0,2 m. Ademas, por
razones estructurales y para reducir las zonas de sombra en los cultivos, la altura del

cilindro esta limitada a 4 m (Huang et al., 2017).

Figura 6. Fotobiorreactores tubulares: a) Recta horizontal b) Horizontal (Fernandez, 2014) c) Vertical
(Algae, 2024) d) Helicoidal €) Inclinada (Y. Shen et al., 2009)
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Figura 7. FBR airlift. Imagen a la izquierda tomada en el laboratorio del Instituto de Procesos Sostenibles
de la Universidad de Valladolid (2024). Imagen a la derecha adaptada de Cultiply, 2023

1.3. PIGMENTOS

Los pigmentos son un material que se utiliza como colorante insoluble en el medio de
aplicacion y son usados para tenir pinturas, alimentos, tejidos, cosméticos, entre otros
(Golka et al., 2004). Los pigmentos se pueden clasificar segun la fuente de procedencia

en sintéticos y naturales (KingChroma, 2024).

1.3.1. Pigmentos sintéticos

Los pigmentos sintéticos son obtenidos a partir de sintesis quimica usando una materia

prima mas sencilla, lo que permite que tengan unos costes de produccion menores.

Ademas, sus colores son brillantes porque los pigmentos sintéticos tienen estructuras
guimicas mas simples y moléculas mas pequenas que los pigmentos naturales, cuyos
colores son mas suaves. Pueden encontrarse como polvo, pintura o particulas

(KingChroma, 2024).
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La ftalocianina, la alizarina y los pigmentos azoicos son ejemplos de pigmentos sintéticos,
siendo los ultimos cancerigenos (Golka et al., 2004) y otros han sido demostrados
causantes de danos al ADN en grandes concentraciones. Ademas, no son biodegradables
y durante su proceso de produccion se generan aguas residuales peligrosas debido a los
guimicos toxicos usados (Olas et al., 2021). Los pigmentos sintéticos pueden ser
adecuados para mercados de una gama media y baja (p.ej. industria textil) porque tienen
precios bajos, pero la contaminacion que generan durante su proceso de produccion, asi
como los riesgos que presentan para la salud hace que se busquen otras alternativas,

como son los pigmentos naturales (KingChroma, 2024).

1.3.2. Pigmentos naturales

Los pigmentos naturales son sustancias de color hechas de materiales naturales extraidos
de plantas, animales 0 minerales y pueden ser aplicados en pintura, tenido, colorantes

alimentarios, entre otros.

Actualmente, los pigmentos naturales estan teniendo una alta demanda en el mercado
debido a que, ademas de sus menores impactos medioambientales, son compuestos
bioactivos que tienen beneficios para la salud y presentan propiedades antiinflamatorias,
antioxidantes y antimicrobianas por lo que tienen muchas aplicaciones en medicina,
alimentacion, cosmética o farmacia, entre otros (Paillie-Jiménez et al., 2020; KingChroma,
2024).

En este sentido, la produccion de pigmentos a partir de microorganismos fotosintéticos
(microalgas, cianobacterias, bacterias) puede competir con los tintes sintéticos
reduciendo asi la contaminacion y los riesgos que éstos suponen (Mihai Grumezescu &
Maria Holban, 2018; Novoveska et al., 2019). Especies como Nostoc, Chlorella,
Dunaliella, Spirulina, entre otras son capaces de producir varios grupos de pigmentos,

como carotenoides, clorofilas y ficobiliproteinas (Yusuf et al., 2017).

1.3.2.1. Carotenoides
Los carotenoides son pigmentos naturales que se encuentran en plantas, vy
microorganismos, como las cianobacterias y microalgas y son los responsables de los
colores en ellos (Fig. 8) (Martinez-Camara et al., 2021). Los carotenoides son compuestos

lipofilos insolubles en agua con una cadena larga central de polieno con dobles enlaces
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conjugados y presentan una absorbancia maxima en un rango de longitudes de onda entre

400y 500 nm (color amarillo-naranja) (Martinez-Camara et al., 2021).

Los carotenoides naturales son interesantes para el mercado debido a que tienen
propiedades antioxidantes y promotoras de la salud ademas de no ser téxicos, por lo que
pueden tener aplicaciones en salud, alimentos y cosmética (Martinez-Camara et al.,
2021). Por ejemplo, los carotenoides como los carotenos se pueden utilizar como

pigmentos colorantes alimentarios seguros (Novoveska et al., 2019).

Pétalos Insectos

¥Yerduras

Plumas

Figura 8. Ejemplos de diferentes estructuras coloreadas de la naturaleza en las que se encuentran los
carotenoides. La figura central representa los productores naturales de carotenoides (algas, bacterias,
etc.) (Martinez-Camara et al., 2021)

Los carotenoides pueden dividirse en dos grandes grupos segun su estructura quimica:
carotenos, que son hidrocarburos, y xantofilas, que contienen atomos de oxigeno que
puede estar presente como grupos hidroxilo, metoxilo, carbonilo o carboxilo (Meléndez-
Martinez, 2007).
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La metodologia mas empleada para la extraccion de pigmentos a partir de la biomasa es
el uso de disolventes organicos, teniendo en cuenta la solubilidad de la molécula. Se
emplean disolventes poco polares si se desea extraer los carotenos, y polares si se van a
extraer las xantofilas. La seleccion del solvente adecuado es una fase importante pues

influye en la eficacia de extraccion (Meléndez Martinez, 2017).

1.3.2.2. Clorofilas

Las clorofilas son unos pigmentos naturales caracterizados por su color verde que se
pueden encontrar en todos los organismos eucariotas que tengan cloroplastos (las plantas
y algas) o algunos procariotas que no cuentan con cloroplastos (cianobacterias, bacterias
pUrpuras). Son biomoléculas que tienen una importante funcion en la fotosintesis pues
son las encargadas de absorber la energia de la luz solar y de mantener controladas las
funciones metabdlicas del organismo (Scheer, 2006). Estructuralmente, las clorofilas
estan formadas por dos partes, un anillo tetrapirrélico con un atomo de magnesio, y una
cadena larga hidrofoba de un alcohol terpenoide (Taniguchi M, 2017). Dependiendo de la
estructura quimica diferenciada por los sustituyentes de los grupos funcionales del anillo,
se encuentran dentro de estos pigmentos varios grupos de clorofilas (Fig. 9), como las
clorofilas a, las mas abundantes (grupo metilo en posicion 7, grupo vinilo en posicion 3),
clorofilas b (grupo formilo en posicién 7), de la que carecen muchas cianobacterias,
clorofilas c, clorofilas d (grupo formilo en posicion 3), clorofilas e y f (Scheer, 2006).
Presentan espectros de absorcion con picos en el rango de longitudes de onda de 600 a
700 nm (Taniguchi M, 2017).

Ha sido demostrado que la clorofila tiene propiedades nutricionales, antioxidantes,
antiinflamatorias, profilacticas y antiagregantes, y reduce el riesgo de cancer por lo que
es de interés para las industrias farmacéuticas, cosméticas y alimentarias (Hugo Scheer,
2006).
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Figura 9. Representacion de la estructura de clorofila a y clorofila b (Streit et al., 2015)

La mayoria de las microalgas y otros organismos fotosintéticos son capaces de producir
la clorofila por dos vias, en condiciones de luz y de oscuridad. Su biosintesis es un proceso
complejo que involucra muchas reacciones enzimaticas y reducciones estereoespecificas
de la protoclorofila (precursor del pigmento) a clorofila, como ocurre para la Chlorella (da
Silva, 2020). De la misma manera que para los carotenoides, la extraccion de clorofilas
de los microorganismos fotosintéticos también se realiza con disolventes organicos, como
el metanol, junto a un método de disrupcion celular para liberar el pigmento (Meléndez
Martinez, 2017).

1.3.2.3. Ficobiliproteinas
Las ficobiliproteinas son un grupo de proteinas coloreadas y solubles en el agua. Se
encuentran en cianobacterias y en algunas microalgas. En la fotosintesis tienen la funcién
de captar la energia de la luz solar para transferirla a la clorofila (Sekar & Chandramohan,
2008).

Estan formadas por dos tipos de monomeros (o y B) de igual proporcion. Dependiendo de
su estructura y sus maximos de absorcion de longitud de onda, existen cuatro tipos
principales: aloficocianina (color verde azulado, pico absorciébn para 650-655 nm),
ficocianina (C-FC, color azul, max. de absorcion para 610-625 nm), ficoeritrocianina (color

naranja, maximo de absorcion en 560-600 nm) y ficoeritrina (color plarpura, maximo de
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absorcion en 490-570 nm). La ficocianina es la ficobiliproteina que mas abunda en las

cianobacterias (Pagels et al., 2019).

La investigacion sobre la obtencion de ficobiliproteinas ha ganado mucho interés pues
éstas presentan propiedades bioactivas ya que son antioxidantes, anticancerigenas,
antimicrobianas, antiinflamatorias, entre otras mas, por lo que tienen un valor alto
(Wildman & Bowen, 1974). Uno de los métodos para llevar a cabo la extraccion de
ficobiliproteinas es la extraccion osmotica quimica conseguida al anadir un disolvente (p.
ej. tampon de fosfato) a la biomasa de manera que se favorezca su solubilizacion. Sin
embargo, puede ser un proceso complicado debido a la resistencia de la pared celular y
el pequeno tamano de los organismos. Para aumentar la solubilidad se puede someter a
cambios de temperatura, ultra sonicacion o sistemas de alta presion (Yunting Wu & Zhang,
2017).

En particular, la ficocianina es la que mas interés recibe de este grupo de pigmentos. Es
un pigmento fotosintético accesorio caracterizado por su color azul brillante. La ficocianina
puede encontrarse en cuatro diferentes formas estructurales, monomeérica, trimérica,
hexamérica y decamérica, y la cantidad de cada una depende de la temperatura, pH, y
otros factores (Romay et al.,, 1998). La ficocianina puede tener muchas aplicaciones
dentro de la industria alimentaria, farmacéutica y cosmética, especialmente, ha recibido
interés su uso como colorante pues es biodegradable y no toxica. Se ha estado usando en
alimentos como chicles, dulces, cosméticos como labiales y también sirven como
marcadores fluorescentes. Cuenta con las mismas propiedades antioxidantes vy

antiinflamatorias que las otras de su grupo (Yunting Wu & Zhang, 2017).

La ficocianina de pureza baja tiene un valor aproximado de 0,13 $ por miligramo, mientras
que, si es de alta pureza, alcanza 15 $ por miligramo (Benavides & Rito-Palomares, 2005).
La metodologia de extraccion consiste en someter la biomasa recuperada a una
extraccion osmoética quimica anadiendo un disolvente como un tampon de fosfatos,
aumentando asi la solubilidad del pigmento y, después, a ciclos de congelacion-
descongelacion de manera que se forman cristales de hielo que al fusionar se provocan
una expansion celular y, por tanto, una ruptura de la pared celular permitiendo que la
membrana sea permeable y las ficocianinas se liberen de las células (D’Hondt et al.,
2017).
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Cabe destacar que tanto las ficocianinas como los carotenoides y clorofilas presentan
poca estabilidad si se exponen a la luz por lo que, durante los procesos de extraccion, con
objetivo de preservar las propiedades de los pigmentos y mantener su estabilidad, se

mantienen en oscuridad (Yunting Wu & Zhang, 2017).

1.4. MICROORGANISMOS FOTOSINTETICOS PARA LA BIOCONVERSION
DE CO2 EN PIGMENTOS NATURALES

1.4.1. Microalgas

Las microalgas son microorganismos fotosintéticos eucariotas o procariotas, que pueden
ser unicelulares o multicelulares y comprenden una gran diversidad de especies que son
capaces de convivir en aguas dulces y marinas u otros ecosistemas como los desiertos,
rocas y nieve, entre otros, debido a que han desarrollado una gran adaptacion. Gracias a
su estructura, son capaces de fijar el CO2 a través de la fotosintesis, pudiendo dar

soluciones a los problemas de contaminacion que este gas genera (Aslam et al., 2019).

Varios factores bioticos y abioticos influyen en el crecimiento de microalgas, como el pH,
la temperatura, la luz, la fuente de carbono, el medio y su composicion. Dependiendo de
estas condiciones, los subproductos que puedan producirse a partir de la biomasa pueden

variar en calidad y cantidad (Aslam et al., 2019).

Ademas, la biomasa de microalgas es rica en lipidos, carbohidratos y proteinas que
pueden ser convertidos a bioproductos de alto valor comercial como la produccion de
biocombustibles, aditivos para la mejora de valor nutricional de piensos y alimentos,
produccion de pigmentos naturales, sintesis de vitaminas, productos cosméticos y

farmacéuticos, etc. (Marques et al., 2013).

1.4.1.1. Chlorella sp.
Chlorella es una microalga verde unicelular que pertenece a la division Chlorophyta o algas
verdes y a la clase Chlorophyceae. Se trata de microorganismos unicelulares que tienen

un tamano de 2-12 ym con una forma elipsoidal o esférica y que son capaces de crecer
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tanto en aguas dulces como marinas, pues se adaptan a muchos tipos de ecosistemas y

diferentes condiciones ambientales (Infante et al., 2011; Safafar et al., 2016).

Una caracteristica importante de esta microalga es la fuerte pared celular externa que
poseey que le sirve de proteccion frente a agentes externos. Tienen un ciclo de vida simple
y su reproduccion es asexual, cada célula madre madura produce de 4 a 8 esporas
(ALGATEX, 2024). Ha sido demostrado que esta cepa puede tener una cinética de
crecimiento lineal bajo condiciones autétrofas y heterotrofas en presencia de aire con

temperaturas moderadas, entre 20 y 30 °C (Infante et al., 2011).

Se han realizado varios estudios respecto a la produccion de su biomasa y el alto
contenido de bioproductos que esta especie de microalga puede aportar, tales como
lipidos (Otsuki et al., 2015), asi como su uso como biofertilizante (Silveira-Font Yadira et
al., 2018). Chlorella es una de las microalgas que mas cantidad de clorofila contiene, tanto
clorofila a como b y también es rica en carotenoides, especialmente la luteina, cuyo
contenido puede llegar a concentraciones de 7 mg por gramo de peso celular seco
(Kulkarni & Nikolov, 2018; Safafar et al., 2016).

Figura 10. Consorcio de microalgas con especie dominante Chlorella sp observada en microscopio,
amplificada 100x. Crecimiento con medio ES modificado en FBR con intensidad de luz 110 ymol/m2-sy
temperatura 22 °C. Imagen tomada en el laboratorio del Instituto de Procesos Sostenibles de la
Universidad de Valladolid (2024).
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1.4.2. Cianobacterias

Las cianobacterias son el grupo de microorganismos fotosintéticos mas antiguo conocido
y se refiere a procariotas Gram-negativos. Originalmente, se encontraban dentro del grupo
de microalgas, pero, mas tarde, se las clasifico dentro del dominio de bacterias debido a
Su mayor parecido a ese reino, pues sus estructuras son similares. Sin embargo, la
caracteristica que la diferencia del resto de bacterias es su contenido de clorofila a, b, c y

d, asi como el glucogeno y otros compuestos (Norena-Caro & Benton, 2018a).

Se trata de microorganismos que tienen células muy largas, pero con un diametro de unos
pocos micrometros. Al ser procariotas, sus células carecen de nulcleo y la informacion
genética esta libre en el citoplasma celular. Cuentan con morfologias muy diversas que
incluyen filamentos uniseriados, multiseriados, ramificados o no e incluso agregados
coloniales (Norena-Caro & Benton, 2018a). Son capaces de crecer en aguas marinas,
dulces, en suelos himedos, rocas, arroyos y algunas soportan condiciones extremas (Lee,
2008).

Carboxisomas
ADN
Grénulos de cromosémico
polimero

Capa de limo ADN plasmidico

Capsula — Ribosomas

Vesicula de gas

Vaina
mucosa

Ficobilisomas

Membrana
externa

Espacio
peripldsmico

Citoplasma
Capade

peptidoglicano

Membrana Tilacoides

Lumen
celular

Figura 11. Estructura celular en las cianobacterias (Norena-Caro & Benton, 2018b)

Sus células se rodean de una capsula formada por proteinas y carbohidratos que protegen
a la cianobacteria de desecacion y su citoplasma esta compuesto por estructuras como
los carboxisomas que se encargan de contener a la enzima ribulosa-1,5 bifosfato

carboxilasa (RuBisCO, ver apartado 1.2.2.1.) que tiene la funcion de catalizar la fijacion
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del dioxido de carbono por el ciclo CBB durante la fotosintesis (Fig.11) (Lee, 2008).
Muchas otras cianobacterias son capaces de fijar también el nitrégeno atmosférico
(Jacobsen & Frigaard, 2014).

Ademas, las cianobacterias pueden sintetizar mas de 1000 metabolitos secundarios por
lo que tienen una gran versatilidad ya que pueden ser usadas en muchas aplicaciones
biotecnolégicas como la produccion de compuestos bioactivos (proteinas, acidos grasos,
polisacaridos) empleados en industrias farmacéuticas y alimentarias (Angeles et al.,
2021).

1.4.2.1. Nostoc Muscorum

Nostoc Muscorum es una cianobacteria filamentosa capaz de crecer en varios tipos de
ecosistemas terrestres y agua dulce. Sus filamentos se componen de células esféricas de
color verde y presentan estructuras especializadas llamadas heterocistes que son los que
le permiten fijar el nitrégeno atmosférico y convertirlo a otros compuestos (como el

amonio) (Zuniga Vega, 2022).

La cianobacteria Nostoc puede ser empleada en aplicaciones farmacéuticas, médicas y
en la nutricion humana, pues es capaz de sintetizar sustancias antivirales que actlian
contra el virus de la inmunodeficiencia humana (VIH), asi como antibidticos capaces de
controlar la criptococosis (infeccion fangica que puede afectar a pacientes de SIDA).
También puede ser aplicada como biofertilizante en varios cultivos pues, como se ha
comentado antes, puede ayudar en la fijacion del nitrégeno, mejorando el crecimiento de
plantas. Por otra parte, puede sintetizar acidos grasos insaturados de interés en industria
farmacéutica y polimeros (p.ej. el termoplastico polihidroxibutirato) que se emplean en

aplicaciones clinicas e industriales (Ortiz-Moreno et al., 2020).
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Figura 12. Nostoc Muscorum observada en microscopio, amplificada 100x. Crecimiento con medio M-IC
(Ver apartado 3.1.2) en FBR con intensidad de luz 110 ymol m2s1y temperatura de 22 °C. Imagen
tomada en el laboratorio del Instituto de Procesos Sostenibles de la Universidad de Valladolid (2024).

1.4.3. Nutrientes y medio de cultivo

Las microalgas y las cianobacterias no presentan requisitos nutritivos complicados.
Dependiendo de la cantidad necesaria, es posible clasificar a los nutrientes esenciales en
dos grupos: macro y micronutrientes. Los macronutrientes son moléculas como el
carbono, nitrégeno, fosforo, calcio, magnesio, azufre y potasio. Los micronutrientes son
aquellos que se necesitan en menor cantidad pero que tienen un papel importante para
el crecimiento del cultivo, como el manganeso, cobre, hierro, cobalto y molibdeno (Abalde,
1995).

El carbono es un nutriente con gran importancia porque supone el 50 % de la biomasa y
puede ser aplicado de dos maneras al medio, como organico o inorganico. Se considera
un cultivo fotoautétrofico si el carbono proviene de una fuente inorganica (p.ej. como CO2
o carbonatos) mientras que se considera heteroétrofico si se trata de carbono organico y
mixotrofico cuando la energia procede de la fotosintesis y del carbono organico (Abalde,
1995). Por otra parte, el nitrogeno es un componente que puede suministrarse en forma
inorganico u organica (p.ej. urea). Por lo general se emplea N inorganico, por ejemplo,
nitritos y nitratos, ya que las fuentes organicas provocan un exceso de acidificacion del
medio. Otros nutrientes, como el fosforo, tienen un papel importante en la transferencia

de energia, mientras que otros, como el magnesio, se encuentran en la clorofila e influye
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en la fotosintesis. Ademas de estos nutrientes, las cepas pueden presentar unos

requisitos nutritivos especificos (Abalde, 1995).
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2. OBIJETIVOS

Este trabajo de fin de grado se enfoca en el desarrollo de un bioproceso fotosintético
sostenible con el objetivo de capturar el CO2, uno de los principales gases de efecto
invernadero, usando una tecnologia basada en la fijacion del CO2 por consorcios de
microalgas para la sintesis de productos de valor agregado como son los pigmentos

naturales (carotenoides, clorofilas y ficocianinas).

Asi, el trabajo tiene como objetivo principal la evaluacion de un proceso biolégico a escala
laboratorio para la captura de CO2 en un FBR tipo airlift por un consorcio de microalgas, y
la valorizacion de la biomasa de microalgas producida en pigmentos naturales. Como

objetivos especificos se definen los siguientes:

o Evaluacion del efecto de dos tipos de luz (blanca calida y azul) sobre el crecimiento, la
composicion de pigmentos y el desempeno fotosintético analizando la fijacion del CO2
del consorcio de microalgas.

o Optimizacion de la extraccion de carotenoides, clorofilas y ficocianinas.

o Plantear una aplicacion industrial real de la captura y bioconversion de CO2 a

pigmentos naturales.
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3. MATERIALES Y METODOS

3.1. MEDIO DE CULTIVO
El medio de cultivo usado durante la experimentacion en el FBR tipo airlift fue Erddekokt
+ Salze (ES) modificado (SAG, 2007), el cual previamente fue esterilizado. La composicion
del medio se detalla en la tabla 3.1, y la de la solucion de micronutrientes se describe en
la tabla 3.2. El pH fue ajustado a 7,5 usando una disolucion de NaOH 6M. Todos los

reactivos se obtuvieron de Panreac ® con una pureza de, al menos, 99%.

Tabla 3.1. Composicion del medio ES modificado

Composicion (g L1)

KNO3 1,2
K2HPO, 0,02
MgS04:7H20 0,02
Na2COs 5,05
NaHCOs 10

Disolucion de

. . 5 (mL L)
micronutrientes

Tabla 3.2. Composicion de la disolucion de micronutrientes

Composicion (g L1)
ZnS04-7H20 0,001 g
MnSQO4* 4H20 0,002 g
H3BO3 0,0lg
Co(NO3)2* 6H20 0,001 ¢
NazMoO4- 2H20 0,001g
CuS04-5H20 0,000005 g
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FeS04-7H20 0,7g

EDTA (Titriplex 1ll, Merck) 0,8¢g

3.2. PREPARACION DEL INOCULO

La cianobacteria N. muscorum (1453-12b) fue obtenida de la coleccidén de cultivos de
algas (SAG) de la Universidad de Goéttingen, Alemania. Primero, el indculo de N. muscorum
se cultivd en 100 mL de medio liquido ES modificado reemplazando la fuente de carbono
inorganica por una fuerte de carbono organica (extracto de carne, 0,1 % v/v) en matraces
Erlenmeyer a una intensidad de luz de 308,65 + 12,86 umol m2 s, Posteriormente,
cuando el cultivo alcanz6 la fase exponencial fue resuspendido en una botella de vidrio de
2,2 L cerrada con tapén de caucho de butilo y sellos de aluminio y, a cada una, se le
anadieron 250 mL de medio ES modificado. El espacio de cabeza de las botellas contenia
aire (0,04% CO.). Dichas botellas se mantuvieron en agitacion constante a 150 rpm, en
ciclos de luz y oscuridad (12:12 h) con intensidad de luz promedio de 50,40 + 6,65 umol
m2sly una temperatura de 23 + 1 °C. Finalmente, cuando el cultivo alcanzé la fase

exponencial fue usado como indculo del FBR.

3.3. CONFIGURACION EXPERIMENTAL

3.3.1. Sistema experimental

Se empled un FBR tipo airlift (Fig. 13) situado en el laboratorio del Departamento de
Ingenieria Quimica y Tecnologia del Medio Ambiente, Instituto de Procesos Sostenibles de

la Universidad de Valladolid.

El volumen total del FBR era de 2,5 L y el volumen trabajo de 2,2 L. El tubo interior tenia
un diametro de 0,05 m y una altura de 0,31 m, mientras que el diametro y altura del
cilindro exterior era de 0,09 m y 0,40 m, respectivamente. En la parte inferior del tubo
interno se coloco un difusor metalico poroso, con un diametro medio de poro de 2 um para
promover la distribucion de gas. En este tipo de FBR, la agitacion mecanica se sustituye
por la aireacion, sin embargo, para evitar la adherencia de biomasa a las paredes, se
disponia de agitacion adicional mediante un iman y una placa agitadora (Agimatic, Selecta

P, Espana) colocada bajo el FBR.
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El sistema constaba de dos fases, una liquida y una gaseosa. Para la primera fase, se

disponia de una entrada de medio ES modificado en la parte superior del reactor. El medio

se almacenaba en condiciones estériles en un recipiente de 1 L tapado con un septum

perforado y conectado al reactor mediante una tuberia y una bomba peristaltica (Watson

Marlow 323U). Ademas, se disponia de una salida por la parte inferior conectada a otro

recipiente de 1 L para la recogida de biomasa. Ambas conexiones estaban controladas

por valvulas manuales. Para la fase gaseosa, se disponia de un compresor que aportaba

el aire atmosférico (~ 0,04 % CO-) al sistema, conectado a un rotametro para controlar el

flujo entrante que se mantuvo constante durante toda la operacion a 1 L min1. La salida

del aire tratado estaba colocada en la zona superior del reactor, conectada al sistema de

extraccion del laboratorio.
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Figura 13. Representacion esquematica de la configuracion experimental
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El tiempo de retencion hidraulico promedio del FBR fue de 16,0 + 6,4 dias. El FBR se
ilumind en ciclos de luz y oscuridad (12:12 h) con luces LED dispuestas concéntricamente
de color blanco céalidas desde el dia O al 38 de operacién a una intensidad de luz de
110,52 + 2,20 umol m2sty, posteriormente, con luces azules desde el dia 38 al 53 de

operacion, con una intensidad de luz promedio de 76,20 + 2,36 pmol m2s1,

3.3.2. Prueba abidtica
Se realizd una prueba abidtica con medio ES modificado antes de inocular el FBR para
comprobar la hermeticidad del sistema, posibles pérdidas de nutrientes debido a
condiciones ambientales y fisicoquimicas, la existencia del crecimiento de
microorganismos y la influencia de los cambios de temperatura y pH en la operacion del
FBR. Errores en la configuracion del sistema, por ejemplo, fugas en la linea de conexion

del compresor-reactor, fueron resueltos antes de inocular el fotobiorreactor.

Durante 10 dias, se mantuvo el sistema con medio mineral a una temperatura promedio
de 19,3 +3,0 °C y una intensidad de luz promedio de 142,40 + 58,30 ymol m2 s con
luces LED blancas. Los dias O, 5y 10 de operacion de la prueba abibtica se realizaron
analisis de pH, carbono organico total (COT) y carbono inorganico (Cl), nitrogeno total (NT)
y presencia de los aniones de cloruro (Cl), nitrato (NOz), nitrito (NO2), sulfatos (S042) y

fosfatos (POa43), asi como medicién de intensidad de luz.

Figura 14. Sistema Fotobiorreactor (FBR) tipo airlift en el laboratorio del Instituto de Procesos
Sostenibles de la Universidad de Valladolid durante la prueba abiética
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3.3.3. Estrategia experimental
La operacion en el FBR tuvo una duracion de 53 dias. El primer dia se llevé a cabo la
inoculacion del FBR con la cianobacteria N. Muscorum. Para ello, se prepararon 2,2 L de
medio ES modificado que contenia 1987 mg Cl L. A partir del dia 9 se realizd el
intercambio diario de 0,15 L de caldo de cultivo, reemplazandolo por medio ES

modificado.

Con el objetivo de optimizar la produccion de pigmentos fotosintéticos, se estudiaron dos
fases de iluminacion: la primera fue desde el dia O al dia 38, donde el FBR se operd con
luces LED color blanco calido con una longitud de onda entre 400 y 700 nm a una
intensidad promedio de 110,52 + 2,20 umol m2s?; y la segunda fase desde el dia 38
hasta el dia 53 cuando se operd con luces azules (450 - 495 nm) a una intensidad
promedio de 76,20 + 2,36 ymol m2s1,

Figura 15. A) FBR con panel cilindrico de luz LED blanca calida, B) FBR con panel cilindrico de luz LED azul.

3.3.4. Muestreo

Tres veces a la semana, se tomaban muestras para analizar sélidos suspendidos totales

(SST) y volatiles (SSV), para la cuantificacion de pigmentos, COT y Cl, NT y concentracion
de CI, NOs, NO2, SO42 y PO43. Por otra parte, cinco veces a la semana, se realizaban

medidas de oxigeno disuelto (OD), temperatura de reactor y ambiente, pH y actividad

fotosintética (Fv/Fm). Ademas, una vez por semana, se media la intensidad de la luzy se
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tomaba una muestra para realizar una observacion al microscopio y comprobar el estado

de los microorganismos.

3.4. METODOS ANALITICOS

3.4.1. Valorizacion de biomasa

3.4.1.1. Medicion de sélidos suspendidos totales y volatiles
La concentracion (mg L1) de SST y SSV fue medida empleando filtros de microfibra de
vidrio Whatman®. Para ello, 25 mL de la muestra del caldo de cultivo fueron filtrados y
secados en la estufa a una temperatura de 105 °C durante 24 horas, y colocados en un
desecador durante 30 minutos, de manera que se eliminara toda la humedad para
determinar los SST. A continuacion, los filtros fueron introducidos, primero, en la mufla a
550 °C durante 45 minutos y, después, en el horno a 105 °C durante 30 minutos.

Finalmente, se colocaron en el desecador durante 30 minutos y se pesaron.

Para el calculo de SST y SSV se emplean las siguientes ecuaciones:

Peso de filtro a 1052C (g)—Peso filtro (g)

_1 =
SST (g L) Volumen filtrado (L)

Ecuacion 1

Peso de filtro a 105°C (g)—Peso filtro a 550 °C (g)

-1) =
SSV (g L) Volumen filtrado (L)

Ecuacion 2

3.4.1.2. Pigmentos fotosintéticos
3.4.1.2.1. Carotenoides totales

La extraccion de carotenoides totales de la biomasa humeda se realizd adaptando el
método del solvente organico, empleando una disolucion de acetona-metanol 7:2 v/v
(Afonso Vicente Patriarca, 2023).

Para adecuar el método analitico, se empled caldo de cultivo de un consorcio de
microalgas proveniente de un fotobiorreactor abierto tipo HRAP (High Rate Algae Pond),
gue contenia una concentracion de biomasa de 5 g L. Se llevo a cabo la prueba con tres
volimenes diferentes del caldo de cultivo de manera que el contenido de biomasa fuera
de 0,0075, 0,005y 0,0025 g. Los tubos eppendorf se centrifugaron a 10500 g x por 5
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minutos (Spectrafuge 24D, Labnet International, EEUU) y se descart6 el sobrenadante
usando una jeringa y aguja evitando la pérdida de la biomasa. A continuacion, en una
campana extractora, se anadieron 1,5 mL de soluciéon de acetona (77% v/v) y metanol
(22,22 % v/v), se cubrieron los tubos eppendorf con aluminio y se incubaron durante la
noche a temperatura ambiente en oscuridad.

Tras ello, fueron centrifugados bajo las mismas condiciones anteriores y se midieron las
absorbancias para un rango de longitudes de onda de 190 a 900 nm usando un
espectrofotometro UV - Vis 2550 (Shimadzu, Japon). Para ello, se hizo uso de cubetas de
cuarzo (Hellma Analytics, QS - 10 mm) que se lavaron con acetona entre cada medicion.
En una de las cubetas, se colocd como blanco una disolucion de acetona-metanol 7:2 v/v
y en la otra, se iba colocando la muestra a analizar.

Para convertir el valor de absorbancia en gramos de pigmentos se empled la ecuacion de
Lamber-Beer (ecuacion 3), donde ¢ es la cantidad de pigmento (g), € es el coeficiente de

absorcion molar en g-1cm-1, | es el camino 6ptico en cm y A es la absorbancia.
A= ¢el-c Ecuacion 3

Para el calculo de los carotenoides totales (TC) en gramos de pigmentos por gramos de
biomasa (g gdcw 1), se empled la ecuacion 4, donde Asso es la absorbancia a 450 nm,
teniendo en cuenta que | es 1cm y € tiene un valor de 163,9 g-1cm 1. Los SSV fueron

usados como aproximacion de dcw (Liaaen-Jensen & Jensen, 1971).

A450 nm o1
1639g lcm~1-1cm dcw (g)

TC (g gdew 1) = Ecuacion 4

De acuerdo con los resultados obtenidos, se decidio realizar la extraccion de carotenoides
totales con 1,5 mL de caldo de cultivo proveniente del FBR. Todos los analisis se llevaron

a cabo en triplicado.
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3.4.1.2.2. Clorofilas totales

Para determinar las condiciones apropiadas de extraccion de clorofilas totales se adapto
un método de solvente organico empleando una disolucion de metanol 90 % v/v (Toledo-
Cervantes et al., 2013; Koli & Kumar, 2018a).

Para ello, se recolectaron 1,5 mL de caldo de cultivo en un tubo eppendorf, se
centrifugaron a 10500 g x 5 minutos (Spectrafuge 24D, Labnet International, EEUU) y se
descartd el sobrenadante, empleando una jeringa y aguja, cuidadosamente, evitando
perder la biomasa. En una campana extractora, con las luces apagadas, se anadié 1 mL
de una disolucion de metanol al 90 % v/v sobre el pellet restante en el tubo, que se cubrid
con aluminio previamente. A continuacion, se vertidé la mezcla en tubos cubiertos con
aluminio, anadiendo 4 mL de la disolucion de metanol al 90 % v/v. Se colocaron los tubos
en una gradilla y se llevaron a un equipo de sonicacion (Bandelin Sonorex Digitec DT 102
H, Alemania) a 60 °C durante 15, 30, 45y 60 minutos, respectivamente. Estas condiciones
se analizaron en triplicado. Finalizada la extraccion, 1,5 mL fueron recogidos de cada tubo
y llevados a eppendorfs que se centrifugaron bajo las mismas condiciones anteriores. El
sobrenadante se recuperd en cubetas de cuarzo (Hellma Analytics, QS - 10 mm) y se
analizaron las muestras en el espectrofotometro UV - Vis 2550 (Shimadzu, Japdén) para un
rango de longitudes de onda de 190 a 900 nm. Como blanco se usoé la disolucion de
metanol al 90 % v/v. Para convertir el valor de absorbancia a concentracion de clorofilas
en ug mL1 se empled la ecuacion 5 (Koli & Kumar, 2018b), donde Agsg, Aggs, A750 SON

las absorbancias a 650, 665y 750 nm, respectivamente.
C (Hg mL-l) = 16,5 - (A665 - A750) - 8,3 " (A650 - A750) EcuaC|6n 5

Cabe destacar que cuando la lectura de absorbancia a 750 nm es mayor a 0,01 se
recomienda volver a centrifugar la muestra y analizarla de nuevo en el espectrofotémetro.
Para el calculo de la concentracion de clorofilas en gramos de pigmento por gramos de
biomasa (g gdcw 1), se empled la ecuacion 6, aproximando dcw =~ SSV y donde V es el

volumen total que toma el valor de 5 mL.

_ C(pgmL™H)V(mL)-10~°

dow (@) Ecuacion 6

C(ggdcw 1)
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De acuerdo con los resultados obtenidos, se decidio realizar la extraccion de clorofilas
totales usando un tiempo de 60 minutos en el equipo de sonicacion. Todos los analisis se

llevaron a cabo en triplicado.

3.4.1.2.3. Ficocianinas totales (C-FCs)

Para determinar la presencia de C-FCs totales en la biomasa se comenz6 primero con una
prueba para optimizar la técnica de analisis. En primer lugar, para la extraccion, se preparé
una disolucién buffer de 250 mL de NaH2PO4 y Na2HPO4 a un pH final de 8. Haciendo uso
de la ecuacion de Henderson - Hasselbach (ecuacion 7), se calculd la cantidad necesaria
de NaH2PO4 y NaxHPO4 necesarios para conseguir el pH deseado. El valor de pKa de la
forma acida es igual a 6,8. Se establece conocida la concentracion de uno de los dos

compuestos, por ejemplo, [H,PO, ] = 0,1 My se calcula la del otro.

-2
pH = pKa + log% Ecuacion 7

Para la realizacion de la prueba, se empled biomasa de N. Muscorum cultivada en medio
ES modificado.

En tubos eppendorf, cubiertos con aluminio previamente, se anadié 1 mL de caldo de
cultivo proveniente del FBR, se centrifugaron a 10500 g x 5 minutos, se descartd
cuidadosamente el sobrenadante con jeringa y aguja evitando perder la biomasa. Sobre
el pellet restante, se anadieron 2 mL de la disolucion buffer de fosfatos y se sometieron a
3 ciclos repetidos de congelacion-descongelacion. Se probaron tres condiciones
diferentes de duracion de los ciclos: 1, 2 y 24 horas (con 15 minutos de descongelacion)
a una temperatura de -12 ° C y 22 ° C, respectivamente. Finalizada la extraccion, se
midieron las absorbancias para un rango de longitudes de onda de 190 a 900 nm en un
espectrofotometro UV - Vis 2550 (Shimadzu, Japdn) usando cubetas de cuarzo (Hellma
Analytics, QS - 10 mm). Para el calculo de concentracion de C-FCs totales se empleé la
ecuacion 8 (Chaiklahan et al., 2022) donde Ve es el volumen total del tubo que es 2 mL,
Ag,0 €S la absorbancia a 620 nm y dcw se aproxima al valor de SSV.
Ag20' Ve

: 4y o 1r620" VE .
C-PC (mg gdcw 1) 3.39 - dew Ecuacion 8
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De acuerdo con los resultados obtenidos, se finalizd la prueba concluyendo que el
tratamiento 6ptimo consiste en realizar 3 ciclos repetidos de congelacion-descongelacion
de 24 horas.

3.4.2. Caracterizacion de caldo de cultivo

3.4.2.1. Carbono organico e inorganico y nitrégeno total
Durante el analisis rutinario, tres veces por semana, se recogieron en cada uno de los 16
tubos eppendorf 1,5 mL de caldo de cultivo y se centrifugaron a 10500 g x 5 minutos. El
sobrenadante resultante se colectaba usando una jeringa y aguja y se filtraba con filtros
de 0,2 um en los tubos de muestra, a los que previamente se anadia una gota de NaOH
6M para evitar pérdidas por striping. Estos tubos se almacenaban en congelador a una

temperatura de -10 °C hasta analizar la concentracion de COT, Cl y NT.

Las muestras para Cl y COT se diluyeron con agua MiliQ en una relacion de 1:40 y las de
NT a 1:5. El analisis se llevo a cabo en un Analizador TOC-VCSH Shimadzu (Jiangsu, China).
Para la medicion de CT en el caldo de cultivo, el equipo lleva a cabo una oxidacion
catalitica, calentando la muestra a 680 °C en presencia de un catalizador de platino, de
manera que todo el carbono presente se vaporiza. Posteriormente se cuantifica mediante
un sensor infrarrojo no dispersivo (NDIR). Por otra parte, para la medicion de Cl, se
acidificoé la muestra haciendo que el Cl presente se libere como CO2 y se cuantifique
usando el mismo sensor. La concentracion de COT se determina como la diferencia entre
CTyCl.

3.4.2.2. Concentracion de cloruro, nitritos, nitratos, sulfatos y fosfatos:
Para la medicion de la concentracion de aniones Cl, NOs", NO2>, SO42y PO43 se recogieron
en cada uno de los 16 tubos eppendorf 1,5 mL de caldo de cultivo y se centrifugaron a
10500 g durante 5 minutos. El sobrenadante resultante se colectaba usando una jeringa
y aguja y, después, se filtraba con filtros de 0,2 um. En dos viales de 1 mL se colecto la
muestra y se almacend en frigorifico a una temperatura de 4 ° C hasta ser analizada. El
equipo de analisis trabajaba con un rango de concentraciones de 12,5 a 150 mg L1, por
lo que la muestra fue diluida en funcion de la concentracion con agua MiliQ en ratios 1:1,

1:2 y 1:3. Para el analisis de estos aniones se hizo uso de un Cromatégrafo idnico HPLC,
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gue es un método eficaz para la separacion y determinacion de iones, basado en la
utilizacion de resinas de intercambio i6nico. Cuando la muestra atraviesa las columnas,
los iones presentes se separan debido a las diferentes reacciones que se producen al
interactuar con la fase estacionaria de las columnas analiticas. A su salida de la columna,
la muestra pasa a través de un detector en el que se registra la senal obtenida respecto

al tiempo de retencion.

3.4.2.3. Actividad fotosintética, oxigeno disuelto y pH
La temperatura ambiente, la temperatura del FBR, la concentracion de oxigeno disuelto
(OD), la actividad fotosintética (Fv/Fm) asi como el pH en el caldo de cultivo fueron

medidos cinco veces a la semana.

La temperatura del FBR y concentracion de OD fueron medidos empleando un oximetro
Oxi 3310m conectado a un sensor CellOx 325 (WTW, Alemania). EI pH fue medido
empleando un pH-metro Accumet AB315 (FisherBrand, Alemania). Por otra parte, la
actividad fotosintética (Fv/Fm) fue medida empleando un fluorometro AquaPen AP 110C

(Photon Systems Instruments, Drasov, Czech Republic) a una longitud de onda de 445 nm.

3.4.3. Medicion de la intensidad de luz

La intensidad de luz se registrdé una vez cada semana durante el funcionamiento del FBR

con un medidor de luz LI-COR LI-250A, conectado a un piranémetro LI-200SA.

La superficie del FBR que se encontraba iluminada era de 0,113 m2, pues las luces LED
se colocaron en un cilindro de PVC de manera que el reactor se encontrara en la parte
interior, concéntrico a él. Tal y como se muestra en figura 16, se hicieron medidas de
intensidad de luz en las zonas marcadas con cruces rojas para una mayor exactitud vy,
después, se calculé la media y la desviacion estandar. El FBR estaba sometido a un
fotoperiodo de 12 horas de iluminacion y 12 de oscuridad. Las unidades de la intensidad

de luz son ymol m2 st
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Figura 16. Representacion esquematica de los puntos de medida de
luz.

3.5. CALCULO DE PARAMETROS CINETICOS

Para el analisis de los resultados, se calculan los siguientes parametros cinéticos:

La tasa maxima de crecimiento especifico (Umax) se determina segun la ecuacion 9,

donde SSV, y SSV, son las concentraciones de SSV para tiempos t,, y t,.

In SSV,,—In SSV, »
Mmax (d1) z 2 Ecuacion 9
th—to

El rendimiento de biomasa o productividad de biomasa por dia se estima con la

ecuacion 10:

o _ SSV (g L™1) - Volumen purgado (L »
Rendimiento Biomasa (g d1) = (g - ) - .,p g (L) Ecuacion 10
Dia de cultivacion(d)

La productividad de biomasa algal (g m2 d1) se determina segun la ecuacion 11:

Rendimiento biomasa (g d~1)

Productividad (g m2 d1) = Ecuacion 11

Area de trabajo ( m2)

La tasa de fijacion de CO2 (Rco2) se calculd como la relacion entre el contenido de

carbono en las células y la productividad de la biomasa, segun la ecuacion 12:

Reo, =P Ceo, (MNCI‘;Z) Ecuacion 12
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Donde P es la productividad superficial de biomasa (g m=2 d-1), Cco,€s €l contenido de

carbono en las células de la microalga, que se considerara 50 % de la masa celular,

Mo, es la masa molecular del dioxido de carbonoy M. la masa molecular del carbono.

Se realizaron por triplicado todos los analisis durante la operacion del FBR. Los valores se

presentan como la media + desviacion estandar (DS).
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4. RESULTADOS Y DISCUSION
4.1. PRODUCCION DE BIOMASA

El FBR fue inoculado con la cianobacteria N. muscorum; sin embargo, después de 9 dias
de operacion del FBR y tras observaciones al microscopio se determiné la presencia de
un consorcio de microalga donde la especie dominante fue Chlorella sp. Esto pudo
deberse a condiciones ambientales como temperatura, pH, inhibicién de la cianobacteria

0 contaminacion ambiental.
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Figura 17. Variacién de concentracion de biomasa (SSV, g L1) (color verde) y productividad de biomasa algal (g
m-2 d-1) (color rojo). La linea azul representa el cambio de luces blancas a azules.

La figura 17 muestra los resultados obtenidos como concentracion de la biomasa
microalgal (SSV, g L1) y productividad de biomasa algal (g m?2 d1) obtenidas durante la
operacion del FBR. El primer dia de la operacion (dia de inoculacion del FBR) se registrd
una concentracion de biomasa de 0,22 g L1 que fue en aumento hasta el dia 18 con un
valor de 0,39 g L1, La productividad de biomasa algal comenzé con un valor de 0,32 g m-

2 d1y aumentd hasta el dia 18 con un valor de 1,07 g m2 d1.
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Sin embargo, el dia 21 la concentracion de biomasa algal y la productividad de biomasa
algal disminuyeron a 0,31 g L'ty 0,86 g m2 d1, respectivamente, lo cual pudo ser
consecuencia a un error de medidas de algin nutriente empleado en el medio ES que

podria provocar un menor crecimiento algal.

El dia 23, la concentracion y la productividad de biomasa algal en el FBR fueron de 0,36
g SSV L1y 0,48 g m2 d1, respectivamente y se mantuvo aproximadamente constante
hasta el dia 28, en el que se registraron valores mas bajos, con una concentracion de 0,22
g L'ty una productividad de 0,59 g m2 d-1. Esto se atribuyé a una mala agitacion del caldo
de cultivo a la hora de tomar la muestra para sélidos, lo que resultd en un valor de la

concentracion de biomasa inferior al esperado.

El dia 30 de operacion se observa un incremento en la concentracion de biomasa algal de
0,49 g L1, que corresponde a una productividad de biomasa de 0,66 g m=2 di,
manteniéndose la tendencia ascendente hasta el dia 37, que es el fin de la etapa de
iluminaciéon con luces blancas, con concentracion y productividad de biomasa algal de
0,66 g L'ty 0,89 g m2d1, respectivamente. En esta etapa de 37 dias con una iluminacion
con luces blancas con una intensidad promedio 110,15 + 2,10 ymol m2s?1y con una
temperatura media de 19,8 + 1,0 ° C, los valores maximos de concentracion y de
productividad de biomasa algal fueron registrados el dia 37, con valores de 0,66 g L1y
1,50 g m2 d?, respectivamente. Por otro lado, los valores promedio de concentracion y
productividad de biomasa algal fueron de 0,39 + 0,14 g L1y de 0,73 + 0,40 g m2 d1,
respectivamente. Ademas, en esta etapa, la tasa maxima de crecimiento especifico (umax)
fue de 0,13 d1, registrada el dia 11.

El dia 38 comienza la etapa de luces LED azules y el dia 39 se realizo el primer analisis
de esta parte, obteniendo una concentracion y productividad de biomasa algal de 0,51 g
L1y 1,37 g m2 d1, respectivamente. Posteriormente, la tendencia se mantiene creciente
hasta el fin de esta etapa con una concentracion y productividad de biomasa algal de 1,29
g L1y 1,73 g m?2 d?, respectivamente. Los valores maximos de concentracion y
productividad de biomasa algal observados durante esta etapa fueronde 1,33 g L1y 1,80
g m2 dlregistrados el dia 51 con iluminacion con luces azules con intensidad promedio
de 74,60 + 11,90 umol m2s?y una temperatura promedio de 20,4 + 0,7 ° C. Los valores

promedio de concentracion y productividad de biomasa algal fueron de 0,87 + 0,35 g L1
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y 1,57 + 0,26 g m2 d?1, respectivamente. Ademas, la tasa maxima de crecimiento

especifico obtenida fue de 0,41 d?1, registrada el dia 51.

Se observa que, implementando la estrategia de iluminacion con luces LED azules con un
fotoperiodo 12:12 h, la productividad de biomasa del consorcio de microalgas fue mayor
comparado a la iluminacion usando luces blancas. Esto coincide con algunos estudios
previos que también informaron que las luces LED azules, comparadas con otras, como
las blancas, permiten que la intensidad de luz penetre en profundidad en el cultivo de
manera que se mejora la duplicacion de las microalgas y, por tanto, aumenta la
acumulacion de biomasa. En concreto, Atta et al., (2013) estudié el crecimiento de la
microalga Chlorella Vulgaris bajo luces LED blancas con una intensidad de 200 ymol m-2
s1 con un fotoperiodo de 12:12 h y obtuvo una tasa maxima de crecimiento especifico de
1,15 d1, mientras que, para las luces azules, con las mismas condiciones, la tasa maxima
fue de 1,26 d1.

Ademas, Yadavalli et al., (2016) demostré6 que se obtuvo un crecimiento mayor de
Chlorella pyrenoidosa en presencia de luces azules con una tasa maxima de crecimiento
especifico de 0,506 di, comparadas con las luces rojas, con 0,215 d1, y las verdes y
blancas, con 0,240 d1.

Se ha demostrado que el fotosistema | (PS |) de microalgas se ve mejorado con la longitud
de luz de la luz roja, pues contiene mas clorofila-a, cuyo pico de absorbancia se presenta
en la longitud de la luz roja (620 a 750 nm), mientras que el fotosistema Il (PS Il) puede
ser inducido por la longitud de onda de la luz azul debido a que contiene mas clorofila-b
gue presenta el pico de absorbancia en la misma longitud de la luz azul (450 a 495 nm),
lo que puede suponer un mayor crecimiento de microalgas (Yan & Zheng, 2014) . Ademas,
la frecuencia del foton azul es corta y con mucha energia, necesaria para catalizar las

reacciones que ocurren en la fotosintesis (Atta et al., 2013).

Por lo tanto, con este estudio realizado queda demostrado que el consorcio de microalgas
con Chlorella sp. como especie dominante tuvo un crecimiento mas rapido (Umax de 0,41
d-1) empleando una iluminacién con luces LED azules con un fotoperiodo 12:12 h a una
intensidad promedio de 74,60 + 11,90 umol m?2 s comparado al obtenido con luces

blancas (umax de 0,13 d1) con una intensidad promedio de 110,15+2,10 ymol m2s1,
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4.2. PARAMETROS OPERACIONALES

4.2.1. Temperatura
La temperatura del laboratorio permanecié constante durante la operacion y tuvo un valor
promedio de 19,9 + 0,9°C. La temperatura dentro del FBR tuvo un valor promedio de
23,0+ 1,3 °C que se encuentra dentro del rango de temperaturas adecuado para el
crecimiento de microalgas (15 a 35 °C) (Angeles, et al., 2021). La diferencia de

temperaturas puede deberse al calor que las luces LED utilizadas aportaban.

4.2.2. Oxigeno disueltoy pH

En la figura 18 se pueden observar los datos obtenidos referidos al OD y el pH en el caldo

de cultivo del fotobiorreactor.
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Figura 18. Evolucién de OD (mg 02 L1) (color naranja) y pH (color rojo) durante la operacion en FBR. Linea
azul representa cambio a luces LED azules.

La concentracion promedio del OD del sistema fue de 8,30 + 0,38 mg O, L-1. Los valores
de OD se han mantenido aproximadamente constantes a lo largo de la operacion, excepto
el dia 23y 28 con valores mas bajos de 7,51y 7,24 mg 02 L1, respectivamente, debido a

que fueron dias en los que se registraron concentraciones de biomasa menores.
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Los valores de OD registrados en todo el periodo experimental se han mantenido por
debajo de los valores que inhiben a las microalgas, que son mayores a 25 mg 02 L1
(Rodero et al., 2019).

La transferencia de oxigeno tiene lugar entre la fase gaseosa (el aire) a la fase liquida (el
caldo de cultivo) y viceversa. Durante las horas de luz, las microalgas realizan la
fotosintesis y el Oz se libera, mientras que, durante la oscuridad, se produce la respiracion
celular que requiere un suministro de O2. Una mala transferencia de O2 puede provocar
una saturacion que causaria un dano celular durante la fotosintesis, o un déficit de
oxigeno durante la respiracion celular. Para mejorar este proceso, es necesario una
correcta agitacion del medio de cultivo con el uso de difusores y un control de la aireacion

y de las temperaturas.

La concentracion de OD en el caldo de cultivo se ve incrementada cuando aumenta la
productividad de biomasa microalgal ya que la capacidad fotosintética es mayor y la
produccion de oxigeno es mas alta. Algunos factores que afectan en la concentracion de
OD son la hora en la que se realizan las mediciones, la agitacion del medio de cultivo, la
intensidad de luz, la temperatura y la presion (a temperaturas altas y presiones bajas, la

solubilidad del O2 disminuye y se registra menor OD).

Por otra parte, el pH puede verse afectado por la composicion del medio de cultivo, la
actividad metabdlica de las microalgas, la temperatura, entre otros. Durante toda la
operacion del FBR, el pH se mantuvo con un valor promedio 10,4 + 0,1, gracias al aporte
constante de carbono inorganico al sistema. Si bien es cierto que se trata de un valor de
pH alcalino, Chlorella es un microorganismo que ha sido capaz de crecer en estas
condiciones. Por lo tanto, el pH promedio mantenido en el caldo de cultivo fue adecuado
para el crecimiento del consorcio de microalgas pues una disminucion del pH por debajo
de 6 o un aumento por encima de 10 puede afectar la fisiologia de las células y de las
enzimas que catalizan las reacciones de fotosintesis. La actividad fotosintética también
afecta al valor del pH, ya que el consumo de carbono inorganico genera una acumulacion
de iones hidroxilo y, por lo tanto, un aumento del pH del caldo de cultivo (Salama et al.,
2014).
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4.2.3. Actividad fotosintética

La actividad fotosintética se ha representado como la relacion Fv/Fm, donde Fv es la
fluorescencia maxima variable y Fm, la fluorescencia maxima de clorofila, siendo Fv/Fm
adimensional. La actividad fotosintética del consorcio de microalgas (Fv/Fm) se midio a
una longitud de onda de 445 nm (Angeles et al., 2021). En la figura 19, se representa la
variacion de Fv/Fm a lo largo de los 53 dias de operacion del FBR. Como se puede
observar, la medicion de Fv/Fm comenzd el dia 10 con un valor de 0,64 y se mantuvo con
un promedio de 0,62 + 0,03. ElI cambio de luces blancas a azules no parece haber
afectado el valor de Fv/Fm ya que se registré un valor promedio de 0,61 + 0,02 durante
la operacion con luces LED azules. Estos valores se encuentran dentro del rango 6ptimo
para un buen cultivo de microalgas, que suele ser de 0,6 a 0,8 (Lopez-Rosales et al.,
2013).
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Figura 19. Actividad fotosintética a lo largo de la operacién en FBR. Linea azul representa cambio a luces

azules.

4.2.4. Nitrégeno y fésforo
EI NT presente en el caldo de cultivo proviene del KNOs anadido en una concentracion de
1,2 g L1, el anidbn NO2 se debe a la actividad metabdlica del consorcio de microalgas
mientras que el fosforo total (PT) procede del K2HPO4. En la figura 20 se representa la

evolucion de NT y PT en el caldo de cultivo.
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Figura 20. Evolucion de NT (color marrdn), NT procedente de aniones NO2 y NOs- (color verde) y PT (color

amarillo) (mg L1) durante la operacion en FBR. La linea azul representa el cambio a luces azules.

Como se puede apreciar, el valor inicial del NT fue de 131,9 mg L'ty aument6 a 150,2 mg
L1 en el dia 11. Este aumento se traduce en un menor consumo de NT posiblemente por
la menor actividad de las microalgas o por el uso de un nuevo medio ES modificado en el

gue la concentracion pudo haber variado ligeramente respecto al usado el dia 1.

El dia 15 el valor de NT fue menor, 137,13 mg L1y, a partir de entonces, se observa una
disminucion alcanzando un valor de 89,95 mg L1 el dia 38, en el que se produce el cambio
de etapa a luces azules. El rendimiento de eliminacion del NT (RE-NT %) durante esta
etapa fue de 31,80 %.

El consumo de NT por las microalgas se siguidé también apreciando en la etapa de
iluminacién con luces azules. El dia 39 se registré un valor de 112,65 mg L1, mayor que
el Gltimo valor obtenido debido, probablemente, a un menor crecimiento de biomasa y a
que el consorcio de microalgas se encontraba en periodo de adaptacion a las luces azules,
por lo que el consumo de NT fue ligeramente menor. A partir de ese dia, se observa un
aumento en el consumo de NT pues se registré una disminucion en la concentracion

obteniendo un valor final el dia 53 de 90,55 mg L1.

Dado que la etapa con luces azules durd 16 dias frente a los 37 dias del periodo con luces

blancas y para confirmar si la fijacion de nitrogeno se ve favorecida por el color de la luz,

45



se realiza una comparativa entre el RE-NT obtenido en los primeros 16 dias de iluminacion
con los dos tipos de luz. En los 16 dias que durd la operacion con luces azules se obtuvo
un RE-NT de 19,61 % frente a 2,42 % en 16 dias con luces blancas. Por lo tanto, el

consorcio de microalgas fija el nitrogeno mas rapidamente siendo iluminadas con luz azul.

Por otra parte, el fésforo presentd un valor inicial de 9,40 mg L1 y fue disminuyendo hasta
un valor de 4,47 mg L1 el dia 9. A partir de entonces, se mantuvo practicamente constante
durante toda la operacion con luces blancas, presentando un valor el dia 37 de 4,43 mg
L1, con un rendimiento de eliminacion (RE-PT) de 52,80 %. En la etapa con luces azules,
el valor del fosforo se mantuvo aproximadamente constante, con un valor el dia 39 de
3,86 mg L1y un valor final el dia 53 de 3,80 mg L1 dia 53, obteniendo un RE-PT de 59,14
%.

4.2.5. Tasa de fijaciéon de CO2

En la figura 21 se representa la evolucion temporal de la fijacion de CO> (RC02) durante la

toda la operacion en el FBR.

Luces LED blancas LucesLED azules

3500 - > -

F 3

3000 -
2500 A »
2000 4 ° .

1500 .

RCO, (mg m-3d*)
.
.
.

1000 - - *

500 4

n T T T T T 1
0 10 20 30 40 S0 60

Tiempo (d)

Figura 21. Evolucion de Rcoz durante la operacién el FBR. La linea azul representa el cambio a luces azules.

Se puede observar que la tendencia de la evolucion de este parametro es creciente y
similar a la de la productividad de biomasa algal, pues es directamente proporcional a la

concentracion de biomasa en el FBR.
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Rco2 se calcula a partir del dia 9 en el que se registré6 un valor de 595 mg m=3 d=1.
Posteriormente, la tasa de fijacion aumenta hasta un valor de 1723 mg m-3d-1 registrado
el dia 15, reduciéndose al dia siguiente a 936 mg m-3d-1 debido a una disminucién en la
productividad de la biomasa. Al final de la etapa con luces blancas la tasa de fijacion
presento una tendencia creciente, alcanzando un valor maximo de RC02 el dia 35 de 2758

mg m-=3d-1, coincidiendo con la maxima productividad registrada.

Después del cambio a iluminacién con luces azules, el dia 39 se obtuvo un valor de 2512
mg m3d1y, en los posteriores dias, siguido aumentando hasta el fin de etapa con un valor
de 3176 mg m=3d-1. El valor maximo presentado con luces azules fue de 3300 mg m-=3d-1.
Por lo tanto, se puede concluir que RCO2 se ve favorecida por la iluminacion con luces
azules frente a las luces blancas, pues al aumentar la productividad de biomasa, el

consorcio de microalgas fija el CO2 en mayor proporcion.

4.2.6. Carbono inorganico
El Cl en el caldo de cultivo se encuentra de tres formas: CO2 libre, CO32y HCO3. Estas tres
formas también estan controladas por el pH debido al equilibrio del carbonato. Asi, si el
pH esta entre un valor de 6 y 10, el Cl existe, principalmente, como HCOs3,, siendo esta la
forma que las células de las microalgas mas usan (Salama et al., 2014). En la figura 22

se presenta la evolucion de Cl durante la operacion en el FBR.

La concentracion inicial de Cl fue de 2262 mg L1y, posteriormente, fue disminuyendo
hasta mantenerse casi constante durante el resto de la operacion. Se aprecian ligeros
cambios en los valores cuando se hace uso de un nuevo medio ES modificado preparado
cada semana. El cambio a luces azules no parece haber afectado los valores de ClI
registrados. El valor promedio de Cl fue 1413 + 259 mg L1. Por otro lado, la eficacia de

eliminacion de ClI (RE-CI) fue de 43,14 %.
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Figura 22. Evolucion de Cl durante la operacion el FBR. La linea azul que representa el cambio a luces

azules.

48



4.3. CUANTIFICACION DE PIGMENTOS

4.3.1. Pruebas de extraccion
Para la extraccion de carotenoides, clorofilas y ficobiliproteinas se realizaron pruebas para

optimizar la técnica empleada.

Para el caso de los carotenoides, se realiz0 la prueba con tres volimenes diferentes de
biomasa: 1,5 mL, 0,75 mLy 0,5 mL que corresponden a diferentes cantidades de biomasa
(0,0075, 0,005 y 0,0025 g). Dado que la muestra empleada para la prueba era muy
concentrada, con una concentracion de SST de 5 g L1, el pellet mantenia el color verde
para un volumen de 1,5y 0,75 mL ya que el solvente se saturaba. Sin embargo, para el
volumen de 0,5 mL de biomasa, el pellet tenia un color transparente. A pesar de este
resultado, no se siguid esta metodologia, pues las muestras del FBR usadas para las
extracciones rutinarias no se encontraban tan concentradas y se podia trabajar con un
volumen de 1,5 mL sin llegar a saturar el disolvente. En la tabla 4.1. se presentan los
porcentajes de carotenoides (% dcw) obtenidos para cada volumen de muestra empleado,
observando que, empleando mayor cantidad de biomasa se obtienen concentraciones de

pigmento mayores.

Cantidad de biomasa empleada (g) Porcentaje carotenoides totales (% dcw)
0,0075 0,37+0,05
0,005 0,26+0,04
0,0025 0,1640,04

Tabla 4.1. Porcentaje promedio de carotenoides totales (% dcw) para cada volumen de muestra.

Por otra parte, en la figura 23 se pueden observar los resultados de las pruebas realizadas
para la extraccion de clorofilas. Se llevaron a cabo 4 tratamientos diferentes a 60 °C y
diferentes tiempos de sonicacion: 15, 30, 45 y 60 minutos. Con el tratamiento de
sonicacion durante 60 minutos a 60 °C se obtuvo el mayor porcentaje de clorofilas por
peso seco celular y, por lo tanto, se decididé usar esta metodologia para las extracciones

con biomasa del FBR.
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Finalmente, se realizd otra prueba para el método de extracciéon de ficocianinas con
biomasa de N. Muscorum. Para la prueba de ficocianinas se llevaron a cabo tres
tratamientos dependiendo de la duracion de los ciclos de congelacion y descongelacion,
1, 2 y 24 horas. Los resultados se pueden observar en la figura 24. Para los ciclos de 1
hora de congelacion, se obtuvieron resultados negativos de absorbancias debido a que el
tiempo de tratamiento no es suficiente para realizar la extraccion del pigmento, por lo que
este método se descartd. Para los ciclos de 2 horas de congelacion, se obtuvieron
resultados positivos por lo que podria ser valido. Sin embargo, dado que con ciclos de 24
horas de congelacion se obtuvieron porcentajes de ficocianinas totales mayores, se usé
esta técnica para las posteriores extracciones usando biomasa del FBR.
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Figura 23. Prueba de extraccion de clorofilas realizada con biomasa de microalgas de FBR a diferentes tiempos de
sonicacion.
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Figura 24. Prueba de extraccion de ficocianinas realizada con biomasa de Nostoc Muscorum a diferentes ciclos de
congelacién y descongelacion.
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4.3.2. Evolucién de concentracion de pigmentos fotosintéticos

En la figura 25 se presenta la evolucion temporal de los porcentajes respecto al peso seco
celular de los pigmentos fotosintéticos (% dcw) durante toda la operacion en el FBR. A
partir del dia 10 se comenzaron a realizar extracciones de clorofilas y carotenoides. En
general, se puede observar que la produccion de los pigmentos fotosintéticos depende

del tipo de luces empleadas y que aumenta a medida que avanza la edad del cultivo.

Los porcentajes iniciales (% dcw) de carotenoides y clorofilas fueron de 0,02 +0,00 % vy
de 0,13 +0,02 %, respectivamente. Posteriormente, en los siguientes dias se tiene una
tendencia creciente con algunas excepciones en las que se muestran porcentajes
ligeramente menores, debido a ciertos aumentos en la concentracion de biomasa que dan

lugar a valores menores de porcentajes de pigmento por peso seco de biomasa.

A partir del dia 38, el dia del cambio a la etapa con luces azules, se observa una evolucion
mas rapida en la produccion de clorofilas y carotenoides. Durante esta etapa, con una
iluminacion usando luces LED azules con una intensidad promedio de 74,60 + 11,90
umol m2s1, se registraron los porcentajes maximos (% dcw) de carotenoides y clorofilas,
con valores de 0,28 + 0,06 % y 0,70 + 0,06% los dias 46 y 43, respectivamente. Los
porcentajes promedio de carotenoides y clorofilas durante la operacion en el FBR fueron
de 0,14 + 0,02 %y 0,35 + 0,14 %, respectivamente.

Esto significa que, en comparacion con la iluminacion con luces blancas, el empleo de
luces azules, con un fotoperiodo 12:12 h estimulé la acumulaciéon del contenido de

carotenoides en un 55,81 % y de clorofilas en un 42,48 %.

Estudios previos afirmaron que la produccion de los pigmentos en las microalgas se asocia
a los colores de la luz recibidos y son capaces de adaptarse y responder a varios colores
de luces (adaptacion cromatica), mostrando una mejora en la produccion con luces
azules. Especificamente, es de esperar que el contenido de carotenoides aumente con
luces azules (450-495 nm) pues coinciden con los picos de absorcion de dichos pigmentos
(Suresh et al., 2018).

Por otro lado, se realizd la extraccion de ficocianinas a partir del dia 32 hasta el final de la

operacion (dia 53). Las ficocianinas mostraron porcentajes ligeramente menores durante
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la etapa de luces blancas en comparacion a la de luces azules. Para las tres extracciones
realizadas durante la etapa de iluminacion con luces blancas se obtuvieron valores de
0,25 + 0,07, 0,42 + 0,15y 0,40 + 0,06 % dcw, respectivamente. El dia 39 en el que se
realizd la primera extraccion de ficocianinas en la etapa de luces azules, el valor se
incrementd a 0,46 + 0,08% dcw y siguid6 aumentando hasta un valor maximo de

0,52 + 0,01 % dcw registrado el dia 49.

En este experimento se ha podido cuantificar la presencia de ficocianinas en el consorcio
de microalgas, asi como la mejora de su produccion con la iluminacion empleando luces
LED azules. De la misma manera que para los carotenoides y clorofilas, el aumento de
produccion de ficocianinas bajo la luz azul indicaria que el consorcio de microalgas realiza
modificaciones en las caracteristicas de absorcion de la luz para regular el proceso de la
fotosintesis (adaptacion cromatica). Esto coincide con algunos estudios anteriores que
muestran que en cianobacterias como Spirulina platensis y Synechococcus sp la luz azul

aumento la produccion de ficocianinas (Tian et al., 2018).

Sin embargo, se han encontrado pocos estudios que afirmen la existencia de ficocianinas
en la microalga Chlorella sp por lo que la presencia de ficocianinas puede proceder de
otro tipo de microalga presente en menor medida en el consorcio que no sea Chlorella.
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Figura 25. Evolucion temporal del porcentaje de pigmentos fotosintéticos extraidos: carotenoides en color
verde, clorofilas en color rojo y ficocianinas en color marrén. La linea azul representa el cambio a luces

azules.
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5. APLICACION A NIVEL INDUSTRIAL

El escalamiento permite reproducir en pequena escala las condiciones necesarias para
implementarlas a nivel industrial, lo que facilita evaluar la viabilidad de una operacion o
una planta de produccion. En este documento, se llevara a cabo un escalamiento a nivel

industrial de la propuesta desarrollada en el laboratorio.

5.1. BASES DE DISENO

Localizacioén de la planta

La localizacién de la planta dependera mucho de la industria de la que proceda la corriente
de CO2 residual que alimentara directamente el cultivo, asi como de su cercania a
servicios auxiliares necesarios como son las redes de saneamiento, agua potable y el

acceso a redes de transporte.

La fabricacion del cemento supone un 5 % de las emisiones globales de CO> (Callejo,
2018), un dato determinante para localizar la planta cerca de una cementera, como puede
ser Votorantim Cementos Espana, del grupo Cementos Cosmos S.A, situada en Toral de

los Vados, en la provincia de Ledn (Fig.26). Esta fabrica tuvo una emision de 397.000

toneladas de CO2 en el ano 2022 (PRTR Espana, 2022).
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Figura 26. Posible localizacion de una planta para captura de CO2 y su conversion en pigmentos naturales,
cerca de una cementera Votorantim Cementos, Ledn, Espana.
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Capacidad de produccion

Todos los valores presentados a continuacion corresponden a un solo FBR, sin embargo,
dependiendo de la produccion de pigmentos y eliminacion de CO»> deseada se pueden

emplear varios FBR.

La planta de captura de CO2 para la produccion de pigmentos fotosintéticos operara de
forma continua durante los 365 dias del ano, obteniendo para cada FBR operativo tubular
con volumen de trabajo de 1 m3, con luces blancas calidas, 46,3 g anol de pigmentos

fotosintéticos totales y 206,4 g ano1, con luces azules.
Especificaciones de materia prima

Entre las materias primas principales para obtener los pigmentos naturales de interés a
partir de las microalgas se encuentra el CO2 contenido en una corriente de gas residual
qgue alimentara al cultivo de microalgas capaces de acumular pigmentos como los
carotenoides, clorofilas y ficocianinas. Ademas, se necesitara un aporte continuo de

medio de cultivo con los nutrientes necesarios para el crecimiento de microalgas.

Por otra parte, para la extraccion de pigmentos se emplearan disolventes organicos como
el metanol y la acetona. Ademas, para la purificacion de los pigmentos se considerara

como corriente de alimentacion la disolucion que los contiene.
Descripcion del proceso

El proceso consistira en dos partes principales, una primera de acumulacion de pigmentos
en un cultivo de microalgas en varios FBR tubulares iluminados (el nimero de FBR
depende de la produccion deseada) con la posterior centrifugacion para separar la

biomasa, mientras que la segunda sera la fase de extraccion y purificacion.

El cultivo de microalgas se llevara a cabo en un FBR tubular de volumen total 1 m3
iluminado tanto con luces blancas calidas como con luces azules, dependiendo de la
produccion deseada, teniendo en cuenta que se alcanzan rendimientos mayores con luz
azul. Para esta parte, serd necesario llevar un control sobre el pH, la temperatura, la
intensidad de luz, el oxigeno disuelto, para evitar un exceso que pueda provocar danos
celulares, asi como un aporte continuo de medio de cultivo. La corriente de gas que

contiene CO2 procedente de la cementera se alimentara directamente al reactor y servira
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como fuente de carbono inorganico necesario para que las microalgas realicen la

fotosintesis.

Una vez se lleva a cabo el cultivo de microalgas, el siguiente paso sera recuperar la
biomasa generada, de manera que se concentra en forma de pasta separandola del
liquido que se recirculara al FBR. Para ello, se empleara una centrifugadora, pues es una

tecnologia rapida y efectiva.

Obtenida la biomasa seca se llevara a la unidad de extraccion de pigmentos naturales. A
pesar de que se puede realizar la extraccion de los tres pigmentos, se recomienda dirigir
la valorizacion de la biomasa a la sintesis de ficocianinas ya que, durante la operacion en
el FBR a escala laboratorio, la produccion de dicho pigmento ha sido mayor que la de

carotenoidesy clorofilas y, ademas, el valor econdmico de las ficocianinas es mas elevado.

Para la extraccion se pueden emplear mezcladoras en las que se coloca el disolvente junto
a la biomasa. Para los carotenoides se mantendra la biomasa en una disolucion de
acetona metanol 7:2 v/v durante 24 horas, para las clorofilas, se empleara una disolucion
de metanol al 90 % v/v y se sometera a un proceso de sonicacion y para las ficocianinas,
se usara buffer de fosfatos para, posteriormente, someterla a ciclos repetidos de

congelacion-descongelacion.

Para la concentracion de los pigmentos es necesario separar el disolvente usado en la
extraccion realizando procesos de filtracion o centrifugacion o empleando evaporadores
a baja presion. El disolvente separado puede ser recirculado para usarlo de nuevo en la

extraccion.

Para la purificacion de carotenoides y clorofilas se puede emplear la cromatografia de
adsorcion que utiliza adsorbentes como la alimina, capaz de retener los carotenoides.
Para la purificacion de ficocianinas, se hace uso del sulfato de amonio que se anade a la
mezcla para que se genere una precipitacion fraccionada del pigmento. Para una mayor
pureza, se emplean columnas con resinas a las que se adhieren las ficocianinas de

manera que se consigue una separacion de otros elementos no deseados.

Se recomienda almacenar los pigmentos en envases oscuros y a bajas temperaturas pues

son sensibles a la luz, al oxigeno y la temperatura.
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El proceso planteado se presenta en la figura 27.
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Figura 27. Diagrama de bloques del proceso de bioconversion de CO2 a pigmentos naturales

En los experimentos realizados en el laboratorio, para un FBR con un volumen de trabajo
de 2,22 L, un tiempo de retencion hidraulico (TRH) de 16 dias y una concentracion inicial
de carbono inorganico teérico de 2000 mg L1, las eficacias de eliminacion de CO>
obtenidas en la operacion con luces blancas y azules fueron de 29,80 % y 35,70 %,

respectivamente.

Se escalan estos datos a un FBR de volumen total de 1 m3, manteniendo las mismas
eficacias de eliminacion, asi como el mismo TRH, de manera que se necesitara realizar un

intercambio de medio diario de 62,5 L.

Si se alimenta al FBR con una corriente de 125 kg CO2 d1 o 67,6 Nm3 CO2 d?, las

microalgas seran capaces de eliminar 37,25 kg CO2 d? si son iluminadas con luces
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blancas calidas, mientras que eliminaran 44,60 kg CO> d1, si se emplean luces azules

(Tabla 5.1.).

Luces blancas Luces azules

CO2 capturado (kg CO2 d1) 37,25 44,60

Tabla 5.1. CO2capturado kg CO2 d1 en FBR con volumen de 1000 L, empleando luces blancas y azules.

Los 62,5 L diarios que se extraen del FBR se dirigen a la unidad de extraccion de los

pigmentos fotosintéticos.

Durante la iluminacion con luces blancas, el porcentaje promedio de carotenoides por
biomasa fue de 0,09 %, de clorofilas fue de 0,29 % y de ficocianinas, 0,12 %. Para el
periodo de iluminaciéon con luces azules, los porcentajes promedios de carotenoides,
clorofilas y ficocianinas fueron de 0,21, 0,50, 0,33 %, respectivamente. Manteniendo
estos porcentajes para el FBR de un volumen de 1 m3, conociendo que la purga realizada
sera de 62,65 L d1, se obtendran las producciones anuales de carotenoides, clorofilas y

ficocianinas presentadas en la tabla 5.2.

Produccion (g ano)

Carotenoides Clorofilas Ficocianinas
Luces blancas 8,20 26,60 11,54
Luces azules 41,90 99,52 65,01

Tabla 5.2. Producciones anuales de pigmentos (g anot) para un FBR de 1 m3empleando luces blancas y
luces azules.
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6. CONCLUSIONES

En este trabajo se explord la capacidad de un consorcio de microalgas para fijar el CO2 en
un FBR cerrado tipo airlift con un medio de cultivo que aporta Cl procedente de Na2COsz y
NaHCOs empleando luces blancas calidas y azules, para realizar una comparativa entre
los resultados obtenidos con ambas luces, asi como el estudio de la produccion de

pigmentos fotosintéticos a partir de la biomasa acumulada.

El resultado obtenido evidencia que el consorcio de microalgas con dominancia de la
especie Chlorella sp fija el CO2 con una tasa promedio de fijacion durante la operacion con
luces LED blancas de 1495 + 573 mg m3 d-1, mientras que durante la operacion con luces
LED azules fue de 2877 + 485 mg m3 d1, por lo que se afirma que la iluminaciéon con
luces azules con una intensidad promedio de 74,6+ 11,89 pymol m2-stincrementa la tasa

de fijacion del CO2.

Ademas, se comprueba que la concentracion de biomasa se ve favorecida con las luces
azules, pues el punto maximo con éstas fue de 1,33 g L1 frente a 0,66 g L1 con luces

blancas, ambas con un fotoperiodo de 12:12 h.

Por otra parte, se ha demostrado que la produccion de pigmentos se ve favorecida con las
luces azules, pues los porcentajes maximos fueron registrados durante esa etapa, siendo
éstos 0,28 + 0,06 %, 0,70 + 0,06 % y 0,52 + 0,01 % dcw, para carotenoides, clorofilas y

ficocianinas, respectivamente.

Con todo ello, se concluye que la operacion de FBR con luces azules frente a la operacion
con luces blancas, presenta mayores tasas de fijacion de CO2 y mejora en las

productividades de biomasa de microalgas y de pigmentos fotosintéticos.
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8. ANEXOS

8.1. DISOLUCION DE CARBONATOS

Tanto para la prueba abiética como para el intercambio de medio en el reactor, se preparo
una disolucion stock de carbonatos de 500 mL que contenia 80 g de NaHCO3z y 40 g de
Na2COs (para una concentracion final de 160 g NaHCO3 L-1y 80 g Na2CO3 L 1).

Para la operacion en el FBR, a cada 937,5 mL de medio ES modificado se anadieron 62,5
mL de la disolucion de carbonatos para tener una concentracion tedrica de carbono

inorganico final de 2000 mg L-1.

8.2. OPTIMIZACION DE CRECIMIENTO DE NOSTOC MUSCORUM

Ademas del consorcio de microalgas con la especie Chlorella sp dominante, también se

trabajo con la cianobacteria Nostoc Muscorum.

Se buscod la optimizacion del crecimiento de N.Muscorum con varios medios con
diferentes fuentes de carbono (carbono organico proveniente de glucosa y extracto de

carne, asi como carbono inorganico).

Para ello, se hizo uso de dos medios, el medio ES con la composicion de la tabla 3.1. y
3.2. pero sin anadir Na2CO3z ni NaHCOs y el medio ES modificado anadiendo extracto de

carne al 0,1 % en masa.

Para la preparacion de los medios se hizo uso de disoluciones stock de 100 mL
preparadas con agua tipo Il y almacenadas en camara fria a una temperatura de 2,5 °C.

El pH se ajust6é a 7,5 con una disolucion de NaOH 6 M.

Se distribuyé el medio en botellas serologicas y matraces de 250 mL de capacidad con
100 mL en cada uno dejando un espacio de cabeza de 150 mL con aire que contiene

0,04% CO», algunos se taponaron con papel aluminio y otros, con algodén para,
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posteriormente, ser esterilizados siguiendo un programa a 121 °C/20 min (lig.) en el
equipo de autoclave (JP Selecta, Espana) y almacenadas en una zona oscura a

temperatura ambiente hasta ser usadas.

Para la reactivacion de cultivo seco que contenia Nostoc Muscorum se hizo uso de placas

Petri con un medio ES con una concentracion de agar de 15 g L1,

Posteriormente, para llevar a cabo el procedimiento de inoculacion, todo el material fue
rociado con etanol y colocado en la camara de flujo laminar esterilizada previamente con
radiacion ultravioleta (UV) durante 10 minutos. A continuacion, con un asa bacteriolégica
esterilizada con llama se recogieron partes pequenas de biomasa del medio sélido donde
estaba contenida la cianobacteria y se introdujeron en las botellas serolégicas y se

cerraron con tapones de aluminio.

La inoculacion en medio ES sin extracto de carne no dio resultados de crecimiento de la
cianobacteria. Por ello, se inocularon botellas nuevas con 0,02 g de glucosa anadido y se
sometieron durante 5 dias a agitacion magnética con velocidad de 250 rpm, una
temperatura y una intensidad de luz promedio de 34+1,01 °C y 308,65 pmol m?2 s,
respectivamente. Sin embargo, no se observd crecimiento de la cianobacteria en estas

condiciones.

Por otra parte, la inoculacion en medio ES modificado con extracto de carne al 0,1 %
mostrdé un crecimiento notorio, especialmente en los matraces cerrados con algodoén ya
que, al contrario de los tapones de aluminio, el algoddn permitia un intercambio de aire
con el exterior sustituyendo al aire del espacio de cabeza por otro nuevo permitiendo
disponibilidad de CO2 continuamente. En este caso, los matraces se sometieron a menos
intensidad de luz (65,255 ymol m?2 s1) con una temperatura promedia 22+1,05 °C sin
agitacion. Después de 24 horas se apreciaba un crecimiento por lo que se dejaron 6 dias

P

mas.

Finalmente, las botellas de 2,2 L en los que se traspasoé el in6culo fueron sometidas
durante 6 dias a una intensidad de luz media de 50,4 ymol m2 s1y una temperatura de

23+1,00 °C con agitacion constante de 150 rpm antes de pasar el indculo al FBR.
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8.3. OBSERVACIONES AL MICROSCOPIO DE MICROALGAS

Figura 28. Consorcio de microalgas con especie Chlorella sp observado al microscopio amplificada 100x
en el dia 9 de la operacion en FBR

Figura 29. Consorcio de microalgas con especie Chlorella sp observado al microscopio amplificada 100x
en el dia 22 de la operacion en FBR
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Figura 30. Consorcio de microalgas con especie Chlorella sp observado al microscopio
amplificada 100x en el dia 53 de la operacion en FBR
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