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INTRODUCCIÓN  

 

El creciente y constante incremento de la población mundial ha puesto en riesgo la 

disponibilidad de recursos esenciales para satisfacer la demanda mundial de alimentos, agua, 

y energía, por lo que se deberán buscar y adoptar sistemas alimentarios y energéticos más 

resilientes (Manzoni et al., 2021). 

La crisis de los combustibles fósiles y la dependencia forzada de los países no 

productores de petróleo, de los que sí lo producen, afecta no solo a la economía de los 

primeros; sino también, a su autonomía e independencia alimentaria y productiva (Serna et 

al, 2011). Por esa razón, los biocombustibles alcanzan cada vez una mayor relevancia como 

combustibles alternativos de menor impacto ambiental. 

El creciente interés por desarrollar combustibles de fuentes renovables ha abierto la 

oportunidad de investigar fuentes no convencionales con alto potencial (Assunção y Malcata, 

2020). En este sentido, la biomasa procedente de las microalgas ha sido identificada como 

materia prima con alto potencial, ya que ofrece una variedad importante de posibilidades en 

la generación de compuestos de interés en el área alimentaria, farmacéutica, energética, entre 

otros (Wibisono et al., 2019). En los últimos años se ha estudiado la producción de lípidos 

con potencial para la generación de biodiesel a partir del cultivo de microalgas, ya que se ha 

demostrado que el aceite proveniente de las especies de microalgas supera al contenido de 

aceite de todas las fuentes vegetales cultivadas actualmente (Loera y Olguín, 2010), las 

microalgas poseen además un metabolismo mixotrófico que les permite crecer en medios 

como aguas residuales y lixiviados, disminuyendo así la presión sobre el agua dulce requerida 

para la producción de alimentos.  

Las microalgas son organismos fotosintéticos muy abundantes en la naturaleza, los 

cuales son capaces de producir una gran variedad de compuestos según sus condiciones y 

medios de cultivo, de esta manera se pueden modular la producción metabólica de 

biomoléculas como carbohidratos, proteínas, lípidos, pigmentos, minerales, vitaminas y 

enzimas (Barros et al., 2019). Aunado a su potencial como materia prima para la industria, 

se ha identificado también su capacidad en la biorremediación de aguas residuales 



 

10 
 

proporcionando un camino viable y prometedor en términos de eliminación de aguas 

residuales y generación de bioenergía de tercera generación (Hu et al., 2022). Dentro de las 

múltiples ventajas del cultivo de algas se encuentra, además, la captación de CO2 y la 

remoción de contaminantes en aguas residuales, se han estudiado también, métodos 

eficientes y de bajo costo para la extracción de lípidos (Rugnini,2018). Actualmente se 

estudian sistemas de cultivo y medios de cultivos alternativos principalmente para la 

producción de lípidos para biodiesel y la síntesis de compuestos de alto valor añadido 

(Assunção & Malcata, 2020), a su vez se busca disminuir los costos de producción de 

microalgas y eficientizar el proceso a nivel industrial, de modo que, alternativas como el uso 

de lixiviados o aguas residuales como medio de cultivo han mostrado un importante 

rendimiento y bajo costo de producción (Daneshvar et al., 2020).  

Existe un área de investigación permanente en este sentido, ya que la tecnología para 

la producción de biodiesel a partir de microalgas aún enfrenta grandes retos para lograr una 

producción a escala comercial y de manera rentable. Se busca, por ende, la selección de cepas 

con mayor índice de producción de biomasa y de lípidos a un bajo costo y a gran escala, 

implementar medios de cultivos que optimicen la producción de la biomasa microalgal con 

potencial lipídico, dentro de las que destacan el uso de aguas residuales y lixiviados que 

además de permitir la biorremediación y la producción de biomasa. El cultivo de estos 

microorganismos se realiza en dos tipos de sistemas, por una lado los denominados sistemas 

o estanques abiertos y los fotobiorreactores cerrados (FBRs), por lo que muchas 

investigaciones actuales se han centrado en buscar diseños y configuraciones variadas que 

permitan optimizar el rendimiento de biomasa en el cultivo de microalgas en los últimos años 

(Manzoni et al., 2021). La diversidad de fotobiorreactores es amplia, sin embargo, aún 

presentan cuellos de botella para su escalamiento a nivel industrial, principalmente porque 

se debe estudiar su costo de producción y operación, diseñarse a partir de las necesidades que 

presente la especie microalgal y los objetivos de su cultivo (Nitsos et al., 2020). 

El cultivo de microalgas consta de varias operaciones unitarias, partiendo desde la 

selección de la cepa hasta la obtención de las biomoléculas de interés de la biomasa 

microalgal (Manzoni et al., 2021). Desde el punto de vista económico, tanto las condiciones 
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de cultivo como los procesos relacionados con la cosecha y extracción de biomoléculas son 

determinantes para determinar la eficiencia del sistema de cultivo (Zhu et al., 2020).  

La selección de la cepa de microalga está determinada por los objetivos de su cultivo, 

es decir, existen cepas con mayor capacidad para producir lípidos, carbohidratos, pigmentos 

o proteínas. La selección del medio de cultivo tiene que ver con la capacidad metabólica de 

la microalga, es decir, su fuente de carbono y energía, que pueden ser fotoautótrofas, 

heterótrofas y mixotróficas (Manzoni et al., 2021). 

Existe una gran variedad de procesos que buscan realizar la extracción (cosecha) de 

las microalgas, destacan procesos de filtración, floculación, centrifugación, sedimentación 

por gravedad, flotación y técnicas electrolíticas, las cuales ofrecen una serie de ventajas y 

desventajas. Se considera que la cosecha es una de las etapas más importantes desde el punto 

de vista económico y técnico, de esta operación unitaria depende en gran medida los costos 

de producción, la calidad de los productos y la eficiencia de los sistemas de cultivo (Peralta 

et al., 2012). 

Las técnicas de extracción de biomoléculas de interés van desde el secado de la 

biomasa, el pretratamiento para facilitar la lisis celular y finalmente la obtención y 

purificación de los mismos, la técnica empleada afecta directamente la calidad y cantidad de 

la biomasa microalgal producida (Deneshvar et al., 2021), por lo que se requieren estudios 

que garanticen la optimización de estas etapas. 

Dada la importancia que representa el desarrollo de sistemas de cultivo para 

microalgas con fines en la generación de energía renovable, el presente trabajo de 

investigación tiene como objetivo evaluar y optimizar un medio de cultivo mixotrófico para 

la producción de ésteres metílicos de ácidos grasos a partir de la biomasa microalgal de 

Snedesmus acutiformis cultivada a escala fotobiorreactor. 
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RESUMEN 

 

Actualmente se están buscando formas más eficientes de producir y obtener energías 

renovables, por lo que es pertinente la exploración de la biomasa de las microalgas como 

fuente de biocombustibles de tercera generación; sin embargo, su escalamiento aun presenta 

limitaciones, principalmente asociado a los altos costos de su medio de cultivo y factores 

operativos. En el presente proyecto de investigación se evaluó y optimizó la producción de 

ésteres metílicos de ácidos grasos a partir de la biomasa microalgal de Snedesmus acutiformis 

bajo condición mixotrófica a escala fotobiorreactor. La evaluación se llevó a cabo utilizando 

tres sistemas de cultivo, dos fotobiorreactores (FBRs) y un cultivo abierto con capacidad para 

5 L, como medio de cultivo se utilizó lixiviado producido a través de lombricompostaje, se 

utilizaron tres concentraciones 15, 25 y 50%. En los FBRs se evaluó además de la 

concentración de lixiviado, dos fotoperiodos (12:12 y 16:08), además de dos niveles de 

iluminación (2500 lux y 3500 lux), la luz fue suministrada en los FBRs mediante luz LED 

blanca, mientras que en el cultivo abierto se utilizó luz y periodo luz/oscuridad natural. Los 

cultivos se iniciaron con una densidad celular de 1.3X103 Cel mL-1, el crecimiento celular se 

realizó durante 30 días. El lixiviado producido mostró baja concentración de N (0.5 mg/L), 

suponiendo una limitación en el medio de cultivo. Los resultados mostraron una mayor 

productividad de biomasa y lípidos en el sistema abierto en comparación con los dos FBRs 

evaluados, así como mayor productividad en los tratamientos con mayor concentración de 

lixiviado. Se logró una máxima densidad celular en los tratamientos de mayor concentración 

de lixiviado, alcanzando una máxima productividad de 1.7x107 Cel mL-1 a los 30 días de 

evaluación en el tratamiento P6, el cual corresponde al FBR de placa plana, con 50% de 

lixiviado y 3500 lux de iluminación. La productividad de biomasa seca fue de 31.08 a 776.2 

mg L-1, siendo mayor en los tratamientos con mayor concentración de lixiviado, la máxima 

productividad de biomasa seca fue en A3, sistema abierto con concentración de lixiviado de 

50%, alcanzando una productividad de 776.2 mg L-1. La productividad de lípidos fue de 12.7 

a 51.9%, siendo mayor en los tratamientos con mayor concentración de lixiviado, así como 

una mayor productividad en el sistema de cultivo abierto, alcanzándose una acumulación 

máxima de 51.9% en el tratamiento A3. 
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La caracterización de los ácidos grasos demostró la presencia de ácidos grasos de 

cadena larga de 16 a 21 carbonos, encontrándose mayormente ácidos grasos poliinsaturados 

(PUFAs) en un 80%, los cuales contienen entre 2 y 3 insaturaciones, seguido de los ácidos 

grasos monoinsaturados (MUFAs) en abundancia aproximada de 20%, siendo el ácido graso 

más abundante el ácido linolénico C18H30O2. Finalmente, el análisis de superficie respuesta 

mostró que la optimización del medio de cultivo se encuentra en el uso de la concentración 

de 50% de lixiviado y su implementación en el cultivo abierto, representando una 

disminución en los costos de producción al utilizar lixiviado como medio de cultivo, así 

como, disminuir factores operativos como la iluminación y el fotoperiodo prolongado. Estos 

resultados demuestran el potencial energético de la biomasa producida por S. acutiformis 

como alternativa para la producción de biodiesel.  
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ABSTRACT 

Currently, more efficient ways to produce and obtain renewable energy are being 

sought, so the exploration of microalgae biomass as a source of third generation biofuels is 

pertinent, however, its scaling still presents limitations, mainly associated with high costs. of 

your culture medium and operational factors. In the present research project, the production 

of fatty acid methyl esters from the microalgal biomass of Snedesmus acutiformis was 

evaluated and optimized under mixotrophic conditions at a photobioreactor scale. The 

evaluation was carried out using three culture systems, two photobioreactors (FBRs) and an 

open culture (raceway) with a capacity of 5 L. As a culture medium, leachate produced 

through vermicompost was used. Three concentrations were used: 15, 25 and 50%.  In the 

FBRs, in addition to the leachate concentration, two photoperiods (12:12 and 16:08) were 

evaluated, in addition to two lighting levels (2500 lux and 3500 lux), the light was supplied 

in the FBRs using white LED light, while in open cultivation light and natural light/dark 

period were used. The cultures were started with a cell density of 1.3X103 Cell mL-1, cell 

growth was carried out for 30 days. The leachate produced showed a low concentration of N 

(0.5 mg L-1), assuming a limitation in the culture medium. 

The results showed greater productivity of biomass and lipids in the open system 

compared to the two FBRs evaluated, as well as greater productivity in the treatments with 

higher leachate concentration. A maximum cell density was achieved in the treatments with 

the highest leachate concentration, reaching a maximum productivity of 1.7x107 Cel mL-1 

after 30 days of evaluation in the P6 treatment, which corresponds to the flat plate FBR, with 

50% of leachate and 3500 lux of lighting. The productivity of dry biomass was from 31.08 

to 776.2 mg L-1, being higher in the treatments with the highest concentration of leachate, the 

maximum productivity of dry biomass was in A3, open system with leachate concentration 

of 50%, reaching a productivity of 776.2 mg L-1. Lipid productivity was from 12.7 to 51.9%, 

being higher in the treatments with a higher concentration of leachate, as well as higher 

productivity in the open cultivation system, reaching a maximum accumulation of 51.9% in 

treatment A3. 

The characterization of the fatty acids demonstrated the presence of long-chain fatty 

acids of 16 to 21 carbons, with 80% being mostly polyunsaturated fatty acids (PUFAs), which 
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contain between 2 and 3 unsaturations, followed by monounsaturated fatty acids (MUFAs) 

in approximate abundance of 20%, with the most abundant fatty acid being linolenic acid 

C18H30O2. Finally, the response surface analysis showed that the optimization of the culture 

medium is found in the use of the 50% concentration of leachate and its implementation in 

open cultivation, representing a decrease in production costs when using leachate as a means 

of cultivation, as well as, reducing operational factors such as lighting and prolonged 

photoperiod. These results demonstrate the energy potential of the biomass produced by S. 

acutiformis as an alternative for the biodiesel production. 
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CAPÍTULO 1. GENERALIDADES 

 

 1.1 Planteamiento del problema 

 

Aunque en los últimos años los avances en las investigaciones sobre el uso potencial 

de la biomasa microalgal para la producción de biocombustibles ha sido demostrada, la 

producción a gran escala sigue siendo un problema importante, principalmente porque hasta 

el momento no se conoce una cepa de microalga capaz de satisfacer al mismo tiempo todos 

los requisitos que permitan considerarla como materia prima óptima para la producción de 

biocombustibles. Esto se debe a que el rendimiento en la producción de biomasa depende de 

diversos factores para optimizar el rendimiento de la biomasa, el contenido de lípidos como 

el perfil de ácidos grasos de las microalgas varía no solo entre especies sino también en 

función de las condiciones del cultivo (Bellou et al., 2014, Assuncao et al., 2020), siendo 

determinante la selección de las mejores cepas y condiciones de cultivo que permitan 

alcanzar la máxima productividad de lípidos con un perfil de ácidos grasos que otorgue 

calidad al biodiesel. Una de las limitantes principales del cultivo a escala industrial de las 

microalgas son los costos de los componentes del medio de cultivo, por lo que se requiere 

buscar medios de cultivo de bajo costo (Ortiz et al, 2012). Se requiere además conocer como 

las condiciones abióticas regulan las vías de conversión de energía solar y sobre lípidos, 

biosíntesis y catabolismo, e investigación aplicada que aborde los diversos cuellos de botella 

biológicos y técnicos del proceso de producción de lípidos (Bellou et al., 2014). Aunque el 

potencial de las microalgas ha sido demostrado, actualmente, no existen proveedores de 

aceite de microalgas en el mercado mundial (Plata et al., 2009). 
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 1.2 Justificación  

 

La alta eficiencia fotosintética de las microalgas, la producción de biomasa y la 

capacidad de acumular cantidades relativamente grandes de triacilglicéridos para la 

conversión de ésteres metílicos de ácidos grasos (FAME) los han convertido en una 

alternativa deseable para la producción de biocombustibles. En los últimos años se ha logrado 

grandes avances en la tecnología de cultivo de microalgas, resultando en la síntesis de 

compuestos de alto valor agregado (Assunção y Malcata, 2020). Las tecnologías clave para 

la producción de biocombustibles de microalgas incluyen la identificación de las condiciones 

de cultivo óptimas para una alta productividad de aceite, el desarrollo de sistemas de cultivo 

de microalgas efectivos y económicos, así como la separación y recolección de biomasa y 

aceite de microalgas (Chen et al., 2011, Mathimani et al., 2015).  

El alto potencial lipídico de las microalgas promueve la búsqueda para encontrar 

formas efectivas de manipular las vías bioquímicas involucradas en la biosíntesis de lípidos 

y hacia un cultivo de algas rentable (Bellou et al., 2014), su procesamiento en una 

biorrefinería de microalgas tiene el potencial de competir con la industria petroquímica, 

donde la producción se destina principalmente a combustibles para los sectores de transporte 

y energía. Las biorrefinerías pueden ser sostenibles, maximizando la conversión de 

microalgas en una variedad de productos de mayor valor destinados a la industria química 

fina, biomateriales y energía, y minimizando la producción de desechos (Taher et al., 2014). 

Además de los productos que se pueden extraer de la biomasa microalgal, su cultivo tiene el 

potencial para reducir el 45% de las emisiones que genera la producción y aprovechamiento 

de los hidrocarburos, 47% de CO2, y hasta un 66% las emisiones de partículas al ambiente 

(Sydney et al., 2010).  

Es pertinente la estandarización de un medio de cultivo destinado a un morfotipo 

específico que permita obtener el máximo rendimiento de biomasa y producción de lípidos, 

así como su escalamiento a fotobiorreactor, esto permitiría identificar una cepa y su 

rendimiento en función del medio y condiciones del cultivo (Arias et al., 2013). 
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 1.3 Hipótesis  

 

La microalga Scenedesmus acutiformis tendrá la capacidad de metabolizar en 

condiciones mixotróficas a una concentración del 50% de lixiviado de lombricomposta en 

un fotoperiodo 12/12 horas oscuridad/luz, garantizando una producción de lípidos de 20 a 

50% a escala fotobiorreactor. 

 

 1.4 Objetivos 

 

Objetivo general  

Evaluar y optimizar la producción de ésteres metílicos de ácidos grasos a partir de la 

biomasa microalgal de Snedesmus acutiformis en medios de cultivos mixotrófico a escala 

fotobiorreactor. 

 

Objetivos Específicos 

• Producir y caracterizar un lixiviado proveniente de la lombricomposta como medio 

de cultivo mixotrófico para microalgas. 

• Evaluar la producción de la biomasa microalgal en condiciones mixotróficas en tres 

sistemas de fotobiorreactores. 

• Extraer y caracterizar los ácidos grasos libres de la biomasa microalgal generada en 

condiciones mixotróficas. 

• Optimizar las variables de producción de lípidos de la biomasa microalgal evaluadas 

a nivel de tres sistemas de fotobiorreactores.  
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CAPÍTULO 2. MARCO TEÓRICO 

 

El estudio de las microalgas comprende desde su morfología hasta la caracterización 

de su biomasa, por lo que en este capítulo se abordarán los aspectos relacionados con las 

características morfológicas y de crecimiento de las microalgas, así como, el metabolismo 

celular el cual se asocia al medio y sistema de cultivo, posteriormente se describirán los 

principales parámetros de cultivo, finalmente, se describirá la síntesis de esteres metílicos de 

ácidos grasos y su conversión a biodiesel mediante el proceso de transesterificación. 

 

2.1 Microalgas  

 

Las microalgas son organismos fotosintéticos muy abundantes sobre los ecosistemas 

terrestres, principalmente en el agua, pudiéndose encontrar en agua salada y dulce (Oliveira, 

2017). Constituyen un grupo heterogéneo de microorganismos unicelulares, con 

particularidades en su metabolismo, mismo que puede ser autótrofo, heterótrofo y 

mixotrófico (Bhatnagar et al., 2011). Se clasifican en procariotas algas verdes y azules 

(cianobacterias) y microalgas eucariotas que se dividen a su vez en clorofitas, Phaecophyta 

y Chrysophyceae según el tipo de sus pigmentos fotosintéticos (verde, marrón y oro, 

respectivamente) (Graham y Wilcox, 2000). Se han utilizado además clasificaciones de las 

microalgas entre los que destacan los tipos de pigmentos fotosintéticos, la naturaleza de la 

cubierta celular y el tipo de reservas de almacenamiento presentes en ellas (Graham y Wilcox, 

2000). La presencia de clorofila y otros pigmentos favorece la alta eficiencia para la fijación 

de CO2 y la utilización de la energía solar para producir biomasa, con una eficiencia hasta 

cuatro veces superior al de las plantas. La biomasa de las microalgas contiene una amplia 

gama de productos químicos, como lípidos, azúcares, proteínas, pigmentos (tabla 1), 

colorantes, antioxidantes, biopoliésteres y varios derivados biológicos de alto valor comercial 

(Assunção y Malcata, 2020).  
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Tabla 1. Pigmentos fotosintéticos predominantes, productos de almacenamiento y 

componentes celulares de los principales grupos de algas.  

Tipo de alga Pigmentos fotosintéticos 
Productos de 

almacenamiento 
Cubierta celular 

Cianobacteria 

(Chloroxybacteria) 

Clorofila a, ficocianina, 

aloficocianina, 

ficoeritrina, β- caroteno, 

xantofilas. 

Gránulos de cianoficina, 

almidón de cianofitán 

(glucógeno) 

Peptidoglicano 

Procholorophytes  Clorofila a y b, β- 

caroteno, xantofilas. 

Almidón de cianofitán 

(glucógeno) 
Peptidoglicano 

Glaucophyta  Clorofila a, ficocianina, 

aloficocianina, β- 

caroteno, xantofilas. 

Almidón Celulosa 

Euglenophyta  Clorofila a y b, β- 

caroteno, otros carotenos 

y Xantofilas. 

Paramilo 
Película proteínica debajo de la 

membrana plasmática. 

Cryptophyta  Clorofila a y c, 

ficocianina, ficoeritrina, α, 

β- caroteno, xantofilas. 

Almidón 

Periplasto proteínico 

debajo de la membrana 

plasmática. 

Haptophyta  Clorofila a y c, β- 

caroteno, xantofilas. 
Crisolaminarina Escamas de CaCO3 

Dinophyta  
Clorofila a y c, β- 

caroteno, xantofilas. 
Almidón 

Placas celulósicas en vesículas 

debajo de la membrana 

plasmática. 

Ochrophyta  

Clorofila a y c, β- 

caroteno, xantofilas. 
Crisolaminarina, lípidos 

Algunos no presentan cubierta, 

algunos con sílice / escamas 

orgánicas, celulosa, presencia de 

alginatos en algunos. 

Rhodophyta  Clorofila a, ficocianina, 

ficoeritrina, 

aloficocianina, α, β- 

caroteno, xantofilas. 

Almidón floridiano Se desconoce la composición. 

Chlorophyta  Clorofila a y b 

β- caroteno, otros 

carotenos y Xantofilas 

Almidón 
Celulosa, polisacáridos sulfatados, 

algunos calcificados. 

*Adaptado y traducido de Graham y Wilcox, 2000. 

Scenedesmus sp es un género de algas verdes unicelulares que pertenecen al grupo de 

las clorofitas (Chlorophyta), Las células pueden medir entre 3-78 x 2-10 μm, las cuales 

pueden ser esféricas a elipsoidales, alargadas o fusiformes a fusiformes alargadas (figura 1), 



 

21 
 

cada célula tiene una pared celular que la protege y le da forma la cual está compuesta de 

una capa hemicelulósica y esporopolénica, generalmente lisa (Algabase, 2024), poseen uno 

o varios pirenoides, que son inclusiones proteicas donde se acumulan reservas de almidón, 

contiene numerosos cloroplastos los cuales son estructuras membranosas que contienen 

clorofila y realizan la fotosíntesis. Aunque las células son unicelulares, Scenedesmus forma 

colonias o cenobios que consisten en agrupaciones de células de 2 a 32 células que se 

mantienen unidas en filamentos cortos o colonias en forma de estrella. Su reproducción es de 

forma asexual mediante la división celular, donde una célula madre se divide en dos células 

hijas idénticas.  

 

 

Figura 1. a) Célula de una microalga, b) cenobios de cuatro células de Scenedesmus sp, c) biomasa 

de Scenedesmus sp. 

Las microalgas son organismos que poseen plasticidad metabólica, crecen 

principalmente en agua salina o dulce; sin embargo, según su fuente de carbono y energía, 

son capaces de realizar el proceso fotosintético en condiciones fotoautotróficas, de forma 

heterotrófica, o bien, en condición mixotrófica (Daneshvar et al.,2021; Ortiz et al., 2012).  

El metabolismo más utilizado por las microalgas es el fotoautótrofo (Chew et al., 

2018), a través del cual las microalgas, capturan la energía luminosa, fijan CO2 y los 

convierten mediante el proceso fotosintético en energía química (Yin et al. 2020). Los 

procesos basados en esta ruta metabólica se consideran más económicos y de menor impacto 

ambiental que el heterótrofo y mixotrófico, ya que tienen un bajo costo de operación e 

instalación y menor consumo de energía (Manzoni et al., 2021, Hu et al., 2018). Este tipo de 

sistemas son ideales para el cultivo abierto de microalgas a gran escala, sin embargo, presenta 
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limitación por la luz natural, ya que se debe encontrar una ubicación adecuada en función 

de las condiciones ambientales, o bien de la dependencia de la luz artificial (Daneshvar et 

al.,2021).  

En condiciones de crecimiento fotoautótrofas, la densidad celular máxima de las 

microalgas que se puede conseguir en fotobiorreactores es de unos 40 g/L, mientras que en 

cultivos al aire libre en estanques abiertos o en estanques de canalización, la concentración 

celular suele ser inferior a 10 g/L (Morales et al., 2015). Su uso también presenta desventajas 

ya que este tipo de metabolismo se limita a ciertas especies que crecen en condiciones 

específicas como alta salinidad o pH alcalino, así como la necesidad de proteger estos 

cultivos de contaminantes ambientales (Hu et al., 2018). 

El cultivo heterótrofo de las microalgas se da principalmente en sistemas cerrados, el 

metabolismo se caracteriza por el crecimiento y biosíntesis en ausencia de luz o en 

condiciones de oscuridad, usando carbón orgánico como fuente de energía y carbono (Hu et 

al., 2018). Muchas especies de microalgas son capaces de crecer en ausencia de luz, 

metabolizando a través de la glucólisis y vía pentosas fosfatos compuestos orgánicos, en estos 

sistemas es posible utilizar aguas residuales o lixiviados como medio de cultivo para las 

microalgas (Hu et al., 2022). Dentro de las ventajas que ofrece el cultivo heterótrofo, se puede 

superar el problema del suministro de luz, al no depender de este parámetro durante el 

proceso, se pueden lograr densidades celulares de hasta 100 g/L, lo que a su vez simplifica 

la recolección de la biomasa (Morales et al., 2015). Otra de las ventajas que ofrece es el fácil 

escalamiento y la relativa simplicidad de las operaciones y el fácil mantenimiento (Manzoni 

et al., 2021). A escala industrial se pueden controlar los parámetros de crecimiento como el 

pH, temperatura, los niveles de oxígeno y carbono. Dentro de las desventajas del cultivo 

heterótrofo destaca el incremento de los costos de producción, debido a la necesidad de una 

fuente de carbono orgánico exógena, y también son susceptibles a la contaminación 

microbiana y se limitan a producir metabolitos no inducidos por la luz (Manzoni et al., 2021; 

Fernández et al., 2012). Sin embargo, esta problemática puede abordarse mediante el uso de 

medios de cultivo de bajo costo como aguas residuales y lixiviados procedentes del 

compostaje de residuos orgánicos, favoreciendo el doble beneficio que representa el uso de 
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estos medios, por un lado, la biorremediación y por otro la gestión de residuos 

respectivamente (Arutselvan et al., 2022; Hu et al., 2022).  

Además del metabolismo autótrofo y heterótrofo, las microalgas pueden crecer en 

condiciones mixotróficas, utilizando la luz como fuente de energía, el CO2 y el carbono 

orgánico como fuentes de carbono (Meng et al., 2020). La cualidad más importante del 

cultivo mixotrófico es la capacidad que tienen las microalgas para metabolizar 

simultáneamente carbono orgánico e inorgánico, mediante la respiración celular y la 

fotosíntesis, respectivamente, manteniendo así tanto metabolismo autótrofo como heterótrofo 

(Zhan et al., 2017). Es importante destacar que para que las microalgas realicen metabolismo 

mixotrófico se requiere de la presencia de luz para la biofijación de CO2 a través de la 

fotosíntesis y sustratos orgánicos para la respiración aeróbica mientras que en ausencia de 

luz el metabolismo se vuelve heterótrofo (Pérez & Bashan, 2015).  

Dentro de las ventajas de este tipo de metabolismo se encuentra la facilidad para usar 

medios de cultivo alternativos, como las aguas residuales y los lixiviados (Patel et al., 2020), 

pudiéndose utilizar su cultivo como doble estrategia, producción de biomasa y 

biorremediación de aguas residuales. Estas características representan una la reducción de 

los costos de producción, ya que los altos costos de los medios de cultivo sintéticos no han 

permitido su escalamiento a nivel industrial. Además de las ventajas mencionadas, se ha 

demostrado mayor tasa de crecimiento y productividad de la biomasa por su fase de 

crecimiento exponencial prolongado, así como la posibilidad de modular la síntesis de 

biomoléculas de interés (Meng et al., 2020). 

Por otro lado, las desventajas que se pueden mencionar, es que no todas las especies 

de microalgas pueden crecer bajo este metabolismo, por lo que su uso se limita a ciertas 

especies, son sistemas de cultivo que aún se encuentran en fase de experimentación, se 

requiere evaluar además la viabilidad de la gran diversidad de sustratos y medios alternativos 

con morfotipos específicos. En la actualidad los mayores rendimientos en la producción de 

biomasa se han obtenido mediante cultivo heterótrofo y mixotrófico (Manzoni et al., 2021). 

Un aspecto fundamental en los procesos de algas es la selección de la cepa (Daneshvar 

et al., 2021), ya que de ello depende lograr la mayor productividad de biomasa y por ende la 
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obtención de los bioproductos de interés. A excepción de las especies de algas modificadas 

genéticamente, las microalgas se pueden aislar de diferentes ambientes, tanto de agua dulce, 

como de aguas salobres y marinas, así como de suelos y de aguas residuales (Sánchez et al., 

2019). 

La selección de la cepa se da en función de los siguientes criterios, (i) los objetivos 

de su cultivo, hay especies de microalgas con capacidad para producir mayormente un tipo 

de biomolécula, es decir, microalgas para la producción de lípidos, carbohidratos, proteínas, 

pigmentos, etc., por lo que se deberá considerar este aspecto; como segundo criterio para la 

selección de la cepa se encuentra (ii) la capacidad metabólica de la microalga (fotoautótrofa, 

heterótrofa o mixotrófica), asu vez, este criterio se relaciona con la velocidad de crecimiento, 

cuantificado normalmente por biomasa total acumulada por unidad de tiempo y unidad de 

volumen (Mofijur et al., 2022; Fernández et al., 2012), muchas investigaciones actuales están 

centradas en identificar la capacidad que tiene una cepa para producir biomasa en condición 

mixotrófica, o en condiciones de estrés fisiológico, con el objetivo de identificar la capacidad 

metabólica y la síntesis de compuestos utilizando medios de cultivos no convencionales y de 

bajo costo.  

Por lo tanto (iii) su medio y sistema de cultivo también es un criterio para la selección 

de la cepa, como se ha mencionado anteriormente su escalamiento industrial se encuentra 

limitado, principalmente por este criterio, por lo que las investigaciones actuales están 

centradas en buscar por un lado, medios de cultivo de bajo costo utilizando aguas residuales 

con el objeto de evitar la competencia del uso del agua para fines agrícolas (Editya et al., 

2022, Loera y Olguín, 2010), así mismo, se ha propuesto el uso de lixiviados por su elevada 

composición en macro y micronutrientes indispensables para el crecimiento de las 

microalgas, este criterio es importante porque de él depende la velocidad de absorción y 

afinidad por nutrientes de la microalga, particularmente de CO2, nitrógeno y fósforo (Amaro 

et al., 2011). Y por otro lado está la selección del sistema de cultivo, aspectos como su 

facilidad de operación y mantenimiento, así como los costos de energía, su fácil 

procesamiento y recuperación de la biomasa microalgal (Fernández et al., 2012). 

Finalmente, otro criterio importante es la (iv) selección de cepas autóctonas, este 

criterio facilitará no solo su obtención y aislamiento, sino que también favorece la 
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compatibilidad con las condiciones ambientales para su cultivo, respuesta a alteraciones 

del ambiente, se consideran variaciones de temperatura, disponibilidad de nutrientes y fuente 

lumínica, así como competencia con otras especies de microalgas o bacterianas (Singh et al., 

2011). 

Por todo lo anterior, la selección de la cepa representa un gran reto científico y 

tecnológico, ya que hace falta a nivel mundial, paquetes tecnológicos que incluyan medios y 

sistemas de cultivo, así como condiciones de crecimiento específicos para cada fenotipo de 

microalga con potencial para producir biomasa o biomoléculas específicas. 

 

2.2 Condiciones de crecimiento de las microalgas: parámetros de cultivo 

 

Los parámetros o condiciones de cultivo están asociados a la búsqueda de condiciones 

que maximicen en primer lugar la producción de biomasa y por ende la generación de los 

compuestos de interés. Las condiciones de cultivo también favorecen metabólicamente la 

generación de las biomoléculas objetivo, es decir, la limitación en alguno de ellos tiene que 

ver con la modulación de su ciclo metabólico. Los parámetros de cultivo también dependen 

de la cepa de microalgas a utilizar y del sistema de cultivo que se emplee para el mismo.  

En general, las microalgas dependen para su crecimiento de un suministro de carbono 

y de una fuente de luz para realizar la fotosíntesis. Sin embargo, como respuesta a cambios 

en las condiciones ambientales, pueden poner en funcionamiento sus diversos tipos de 

metabolismo (Arias et al, 2013). Se ha demostrado que tanto el contenido de lípidos como el 

perfil de ácidos grasos de las microalgas varía no solo entre especies sino también en función 

de las condiciones del cultivo, entre las que se encuentran, la concentración de nutrientes, la 

calidad y cantidad de luz, la temperatura, el O2, el CO2, el pH, la salinidad y factores 

operacionales como mezclado y la edad del cultivo (Peralta et al, 2012; Arias et al, 2013; 

Bagchi et al, 2019; Daneshvar et al, 2020). Para que los procesos basados en microalgas sean 

sostenibles, factibles y económicamente viables, es necesario desarrollar tecnologías de 

cultivo con alta productividad de biomasa y/o biomoléculas de alto valor agregado al menor 

costo de producción (Manzoni et al., 2021). 
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Figura 2. Factores de crecimiento de las microalgas. 

2.2.1 Nutrientes 

Además de luz y una fuente de carbono, las microalgas requieren para su crecimiento 

de otros nutrientes como el nitrógeno y fósforo, estos representan entre el 10 y 20% de la 

biomasa de las microalgas (Serejo et al., 2020). La biodisponibilidad de estos nutrientes 

regula la síntesis de algunos bioproductos de interés (Viruela et al., 2021). El nitrógeno ha 

sido demostrado como el principal regulador en el crecimiento y acumulación de lípidos (Xin 

et al., 2010). Las microalgas son capaces de crecer y sintetizar lípidos empleando diversas 

fuentes de nitrógeno, en función de la especie de microalga, ésta puede tener mayor o menor 

afinidad por las diversas formas de nitrógeno disponibles en el medio de cultivo (Yousuf, 

2019). Las microalgas también requieren de fósforo, durante el metabolismo, el PO4
-3 es 

asimilado de las formas 𝐻2𝑃𝑂4
− y 𝐻𝑃𝑂4

− e incorporado dentro de compuestos orgánicos a 

través del proceso de fosforilación, en la cual gran parte del PO4
-3 es captado para la 

generación de adenosin trifosfato (ATP) a partir de adenosin difosfato (ADP), obteniendo así 

el suministro de energía celular (Beltrán et al. 2017).  
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Las aguas residuales son una buena fuente de los nutrientes necesarios para el 

cultivo de microalgas. Por lo tanto, la aplicación de efluentes orgánicos de las industrias 

alimentarias y agrícolas puede satisfacer la demanda de nutrientes en el cultivo de 

microalgas. 

 

2.2.2 Fuente de carbono  

Dependiendo del tipo de metabolismo utilizado por las microalgas para su 

crecimiento, la fuente de carbono puede ser orgánica (glucosa, acetato, glicerol, fructosa, 

entre otras), o inorgánica (CO2). Fotoautotróficamente, las microalgas utilizan la luz como 

fuente de energía y el CO2 como fuente de carbono para obtener energía química a través de 

la fotosíntesis (Huang et al., 2010); heterotróficamente, las microalgas en ausencia de luz 

utilizan solo compuestos orgánicos como fuente de carbono y energía, (Chojnacka y 

Marquez, 2004); mixotróficamente, utilizan carbono orgánico e inorgánico como fuente de 

carbono y captan la energía de la luz y del carbono orgánico (Chen et al., 2011). Las 

microalgas fotoautótrofas pueden fijar CO2 de tres fuentes diferentes: de la atmósfera, de los 

gases de la industria o en forma de carbonatos solubles como Na2CO3 y NaHCO3 (Wang et 

al., 2008). En algunos sistemas de cultivo suele suministrarse CO2, sin embargo, este afecta 

los costos de producción, por lo que muchas investigaciones se han centrado en buscar 

estrategias de cultivo para la fijación de CO2 (Míguez et al., 2018, Ho et al., 2012), o bien 

utilizar fuentes generadoras de CO2, principalmente en procesos de digestión anaerobia en 

biodigestores, aunque es necesario ampliar este campo de estudio. La adición de CO2 ha 

demostrado mejorar significativamente la productividad de biomasa. 

 

2.2.3 Disponibilidad de luz / fotoperiodo 

La disponibilidad de luz influye notablemente en la actividad fotosintética (Arias et 

al., 2013), esta influencia se ve reflejada en la síntesis de metabolitos primarios y secundarios, 

por lo que su regulación permite modular condiciones de crecimiento óptimo, por lo que es 

necesario considerar su intensidad, su calidad espectral y la necesidad de establecer un 

fotoperiodo para favorecer así la acumulación de lípidos (Daneshvar et al., 2020). 
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El fotoperiodo tiene que ver con los ciclos de luz/oscuridad al que el cultivo está 

expuesto durante el periodo de crecimiento. La iluminación del sistema de cultivo puede ser 

suministrada por la incidencia de la luz solar o bien por iluminación artificial, la primera es 

la de menor costo, pero de menor eficiencia por los ciclos día/noche, así como la dependencia 

de las condiciones climáticas (Manzoni et al., 2021). Por otro lado, la iluminación artificial 

puede dar como resultado una tasa fotosintética mejorada y, por lo tanto, una mayor 

productividad de biomasa y la acumulación de productos específicos (Beigbeder & Lavoie, 

2022).  El fotoperiodo tiene una gran influencia en la síntesis de muchos compuestos de 

interés, por lo que la disponibilidad de luz o ausencia puede incidir en el rendimiento y 

producción de biomasa (Viruela et al., 2021).  

 

Una alta eficiencia fotosintética en cultivos de microalgas es fundamental para 

producir biocombustibles a precios asequibles (Moreno et al., 2017). Las actuales 

investigaciones centran sus objetivos en buscar condiciones ambientales favorables para la 

incidencia de la luz, tal es el caso de la búsqueda de geometrías y ubicaciones específicas 

para los sistemas de cultivo, de tal manera que se optimice la eficiencia lumínica (Manzoni 

et al., 2021, Maroneze et al., 2016). Tanto las intensidades de luz como el ciclo del 

fotoperíodo pueden influir en el rendimiento de la biomasa, un estudio realizado Beigbeder 

& Lavoie, 2022 demostró que los períodos de iluminación más largos presentaron el mayor 

crecimiento de algas y respuestas de captura de CO2. Dentro de los sistemas de iluminación 

artificial más utilizados se encuentra la luz fluorescente y la luz LED, dentro de estas, las 

luces LED producen un estrecho rango espectral, que son más compatibles con las bandas de 

absorción de los pigmentos fotosintéticos de las microalgas (Hsieh et al., 2019).  

 

Por otro lado, la alta productividad de biomasa puede producir fotoinhibición, 

disminuyendo la eficiencia de la iluminación, esta problemática se puede atender de dos 

formas, la primera es que el diseño y geometría del sistema de cultivo permita la exposición 

uniforme del medio y la otra es que se incorporen procesos de mezclado al sistema 

(Daneshvar et al., 2021). Existe un mínimo de luz requerido para realizar el proceso 

fotosintético, conocido como irradiancia de compensación, por debajo de este valor, las 

microalgas están bajo fotolimitación, lo cual ocurre cuando no hay luz suficiente y se produce 
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la respiración. Por encima de este valor de compensación, la tasa de asimilación 

fotosintética aumenta con la irradiancia hasta alcanzar el punto de saturación de la luz 

(Manzoni et al., 2021). Como se ha descrito con anterioridad, el uso de luz artificial favorece 

la eficiencia fotosintética, sin embargo, su desventaja es que eleva los costos de producción. 

 

2.2.4 Aireación del cultivo 

La agitación o aireación de los cultivos de microalgas es necesaria para evitar la 

sedimentación celular y para asegurar su exposición uniforme a la luz y a los nutrientes, 

además de que favorece el intercambio de gases entre el medio de cultivo y el medio externo 

(Moreno et al., 2017; Fernández et al., 2012). Un mezclado inadecuado, reduce la 

productividad de biomasa y puede ocurrir muerte celular y fermentación del cultivo (Peralta 

et al., 2012). 

La aireación proporciona una distribución uniforme de nutrientes, aire y CO2 en el 

cultivo de microalgas. También permiten la penetración y distribución uniforme de la luz 

dentro del cultivo (Assucao & Malcata, 2020; Leite et al., 2020). Los sistemas de 

mezcla/recirculación más empleados en los sistemas de cultivo son de tipo bombeo, agitación 

mecánica y transporte aéreo, en el que se rocía o burbujea aire o gas enriquecido con CO2. 

 

2.2.5 Temperatura del medio 

La temperatura es otra de las variables importantes en el proceso, puesto que no 

controlarla puede llegar a tener un efecto nocivo sobre el cultivo; afectando la composición, 

la velocidad de crecimiento, etc. (Fajardo & Londoño, 2020). Las microalgas son capaces de 

crecer en un amplio rango de temperatura, la mayoría de ellas son mesófilas, aunque 

generalmente varía con la especie, siendo el rango de cultivo de entre 28°C y 35°C, sin 

embargo, algunas especies pueden crecer en condiciones extremas de temperatura, como 

cepas termófilas y psicrófilas (Manzoni et al., 2021, Park et al., 2011). La producción algal 

aumenta proporcionalmente con la temperatura hasta alcanzar la temperatura óptima de cada 

especie, por encima de esta, aumenta la respiración y la fotorrespiración reduce la 

productividad global (Hernández & Labbé, 2014). 
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El cultivo de microalgas en sistemas cerrados expuesto a las condiciones 

ambientales puede tener ciertas limitaciones en cuanto al control de la temperatura, esta 

problemática se puede controlar por varios mecanismos, tales como rociadores de agua, 

inmersión del colector solar en piscinas, reactor dentro de un invernadero, etc. (Huancollo, 

2018). Por el contrario, en un sistema de cultivo abierto el control de la temperatura suele ser 

complicado, aunque se pueden realizar ciertas acciones simples para disminuir el efecto, 

como cubrir los estanques con plásticos transparentes, o bien, proveer dentro del diseño 

sistemas de enfriamiento y calefacción (Grández et al., 2020; Park et al., 2011). En ambos 

casos, el control de la temperatura representa el incremento en los costos de producción. 

2.2.6 pH del medio de cultivo 

Durante el crecimiento de las microalgas el pH suele ser un indicador importante, está 

influenciado por varios factores, tales como, la especie de microalga, la mayoría de las 

especies crecen en un pH neutro, a excepción de las marinas, que prefieren valores de pH de 

entre 8.0 y 8.5,  es posible encontrar especies extremófilas, como Spirulina platensis, que 

puede tolerar hasta pH 9, y Galdieria sulphuraria, que puede tolerar pH por debajo 2 

(Manzoni et al., 2021, Khan et al., 2018; Hernández & Labble, 2014). De forma que, por 

encima o por debajo del pH óptimo para cada especie se puede disminuir la productividad de 

biomasa (Assuncao & Malcata, 2020). 

Otro factor que afecta el pH es la alcalinidad y composición iónica del medio de 

cultivo, así como la disponibilidad o usencia del CO2 (Assuncao & Malcata, 2020; Khan et 

al., 2018). Por otra parte, el pH es una de las condiciones ambientales más críticas en el 

cultivo de microalgas, ya que determina la solubilidad y disponibilidad de CO2 en el cultivo 

e influye en el estado fisiológico de las células. Por lo tanto, el pH puede controlarse con el 

suministro automatizado de inyección de CO2, o bien a través de la adición de ácidos o bases 

según la necesidad del cultivo (Berenguel et al. 2004, Martínez 2008, Sialve et al. 2009). 

2.2.7 Oxígeno disuelto 

Durante el proceso fotosintético, las microalgas al igual que las plantas producen 

oxígeno, la reacción de fotosíntesis produce estequiométricamente 1.9 toneladas de oxígeno 

cuando se genera 1 tonelada de biomasa de microalgas (Manzoni et al., 2021). Esta 
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productividad de oxígeno resulta benéfica en términos ambientales en la bioconversión de 

CO2, sin embargo, en los sistemas de cultivo cerrados, es necesario establecer un proceso 

para eliminarlo del medio, ya que su acumulación puede inducir la fotorespiración, 

reduciendo así la eficiencia fotosintética (Assuncao & Malcata, 2020).  Por lo tanto, un 

aspecto crítico del diseño y escalado de fotobiorreactores tubulares es establecer geometrías 

que no permitan la acumulación de oxígeno a niveles inhibitorios (Olivieri & Salatino et al., 

2014). 

Además de los factores mencionados anteriormente, la fase de crecimiento en que se 

encuentra el cultivo y su edad, afectan también el contenido y composición de los ácidos 

grasos de la biomasa (Peralta et al., 2012). Generalmente el contenido de lípidos de las 

microalgas durante la fase exponencial de crecimiento es menor o igual a 15 % en base seca, 

porque estos compuestos solo se acumulan cuando las células están bajo condiciones de 

estrés fisiológico, lo cual generalmente está asociado a condiciones de limitación de 

nutrientes (Li et al., 2008). La cosecha de la biomasa en la fase estacionaria de crecimiento, 

incrementan el contenido de lípidos y disminuyen el número de insaturaciones de los ácidos 

grasos que lo conforman (Arias et al, 2013). 

 

2.3 Metabolismo de las microalgas para la síntesis de lípidos 

 

La mayoría de las microalgas acumulan lípidos bajo condiciones ambientales 

específicas. Se ha observado que el contenido de lípidos es mayor en la fase estacionaria de 

crecimiento que en la fase exponencial (Arias et al., 2013). Comprender el metabolismo de 

los lípidos y cómo se controla durante el crecimiento de algas es de gran importancia para 

maximizar la producción de lípidos. Las microalgas transforman el CO2 en biomasa, 

mediante el proceso de fotosíntesis a partir de la siguiente reacción de síntesis: 

 

6𝐶𝑂2 + 6𝐻2𝑂 − − − −>  𝐶6𝐻12+ 6 02  ∆𝐻0 = +2870𝑚𝑜𝑙
𝑘𝐽

 

 

Durante la fotosíntesis, el CO2 se convierte en glicerato-3-fosfato (G3P). Esta 

molécula es precursora de varios materiales de almacenamiento, como polisacáridos y 



 

32 
 

lípidos. La conversión de G3P en piruvato y luego en acetil-CoA se da a través de una 

reacción catalizada por el complejo de piruvato deshidrogenasa (PDC), iniciando la ruta 

biosintética de lípidos, que se produce en el plastidio. La acetil-CoA también se puede 

generar a través de la vía bioquímica que permite la conversión de polisacáridos en lípidos 

(Bellou y Aggelis, 2012), vía que comúnmente utilizan los heterótrofos oleaginosos durante 

la asimilación del azúcar (Bellou et al., 2014). La descomposición de los polisacáridos de 

almacenamiento (que ocurre, por ejemplo, bajo limitación de luz) generalmente genera 

energía a través de la glucólisis que ocurre en el citosol seguida por el ciclo del ácido cítrico 

que ocurre en la mitocondria. Sin embargo, se ha demostrado que, en condiciones críticas, 

como la limitación de nutrientes como el nitrógeno o fosfato puede alterar el ciclo del ácido 

cítrico (es decir, inhibiendo la NAD + -isocitrato deshidrogenasa) que conduce a la 

acumulación de citrato en la mitocondria y posteriormente a su excreción en el citosol (Makri 

et al., 2010; Bellou et al., 2012, 2014).  

 

La citratoliasa citosólica dependiente de ATP convierte el citrato en oxaloacetato y 

acetil-CoA; este último se convierte en malonil-CoA por la acetil-CoA carboxilasa citosólica 

(ACC) y se vuelve disponible para la elongación de ácidos grasos en las membranas del 

retículo endoplásmico (RE) (Mühlroth et al., 2013). La síntesis de ácidos grasos insaturados 

de cadena larga requiere la presencia de elongasas y desaturasas específicas, que actúan 

principalmente sobre los ácidos palmítico, esteárico y oleico (Bellou et al., 2014). La 

elongasa de ácidos grasos es un complejo que consta de cuatro subunidades, a saber, β-

cetoacil-CoA sintasa (KCS), β-cetoacil-CoA reductasa, β-hidroxiacil-CoA deshidratasa y 

enoil-CoA reductasa, que son similares a las que se encuentran en el tipo II FAS identificado 

en C. reinhardtii (Baba y Shiraiwa, 2013; WL Yu et al., 2011). En el plastidio, los ácidos 

grasos se utilizan para producir ácido lisofosfatídico y ácido fosfatídico (PA) a través de la 

acción de las aciltransferasas plastidiales. El PA y su producto derivado diacilglicerol (DAG) 

pueden actuar como precursores para la síntesis de lípidos estructurales de la membrana 

plastidial (Fan et al., 2011; Ohlrogge y Browse, 1995).  

 

A pesar de las importantes aplicaciones biotecnológicas, las microalgas no se han 

estudiado completamente en términos de su bioquímica. Por lo tanto, la biosíntesis y 
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modificación de ácidos grasos y el catabolismo de lípidos no se han aclarado para las 

microalgas como lo han hecho para las plantas y los microorganismos heterótrofos (Beer et 

al., 2009; Boyle et al., 2012; Khozin-Goldberg y Cohen, 2011; Moellering et al., 2010; 

Moseley et al., 2009). Especialmente, la ruta general de biosíntesis de lípidos y sus 

reguladores no se han descrito claramente, los esfuerzos para mejorar la acumulación de 

lípidos en las microalgas se han centrado principalmente en incrementar la producción 

mediante la modificación de la expresión de enzimas clave implicadas en la síntesis; sin 

embargo, a menudo presentan deficiencias, por lo que aún se requiere comprender los 

mecanismos físicos, químicos y biológicos que favorecen la acumulación de lípidos. 

 

2.4 Sistemas de cultivo para microalgas 

 

Para la producción de biomasa microalgal se disponen de dos principales sistemas de 

cultivo, los abiertos y cerrados. Sin embargo, actualmente no existe un sistema que se adapte 

a todos los procesos sin que se presenten algunas limitaciones. Tomando en cuenta este 

aspecto, las actuales investigaciones están orientadas en la búsqueda de sistemas altamente 

eficientes y de bajo costo de operación (Assuncao & Malcata, 2020). Para la elección de un 

sistema de cultivo se deben tener en cuenta diversos criterios, primeramente, la finalidad de 

su cultivo, es decir, las biomoléculas de interés en la biomasa; la tolerancia de las cepas de 

microalgas a variaciones ambientales o condiciones del sistema de cultivo; el metabolismo 

de las especie microalgal, esto permitirá elegir un sistema que se adapte a las necesidades 

metabólicas de la cepa; otro criterio importante es la escala del sistemas de cultivo,  y 

finalmente, el costo/beneficio del sistema, en términos de productividad respecto al costo de 

operación y mantenimiento (figura 3) (Chew et al., 2017).  
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Figura 3. Sistemas convencionales de cultivo de microalgas a) FBR tubular, b) raceway, c) 

FBR de columna, d) FBR de placa plana. 

2.4.1 Sistemas abiertos 

Los sistemas abiertos son los más utilizados a escala industrial para la producción de 

biomasa microalgal, dentro de estos sistemas se pueden clasificar en aguas superficiales 

naturales, como estanques, lagunas y lagos, y en estanques artificiales. Para su 

funcionamiento requieren de la luz solar, agua y CO2.  

Dentro de los sistemas abiertos más utilizados se encuentran los raceways (Barceló et 

al., 2022; Morillas et al., 2021), los cuales son estanques de carrusel o canales de circuito 

cerrado, elaborados a partir de diversos materiales, principalmente, concreto, membrana 

plástica o fibra de vidrio. Estos sistemas están provistos de un sistema de mezclado y aireado 

impulsado por una paleta, hélice o inyectores de aire (Inostroza et al., 2021). El suelo y las 

paredes suelen estar recubiertos por una capa de plástico inerte. Debido a la poca profundidad 

las microalgas absorben con facilidad el CO2 atmosférico.  

Otra característica de los sistemas abiertos es que pueden trabajar de forma continua 

o intermitente, suelen construirse de una profundidad no mayor a 30 cm, para favorecer la 

eficiencia solar. La poca profundidad del sistema reduce la productividad por unidad de área, 

por lo que se suelen instalar varios sistemas para producir una gran cantidad de biomasa, esto 

se traduce en mayor espacio para la instalación y limita la disponibilidad de CO2 ya que 

tiende a liberarse a la atmósfera (Barceló et al., 2022; Kraii & Rorrer, 2022). Dentro de su 
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diseño se debe considerar la medición y el control de parámetros como el pH, la luz y 

agitación para permitir la homogeneización del cultivo (Assunçao y Malcata, 2020). 

Como ocurre con cualquier reactor biológico, la productividad depende de variables 

diversas, como la configuración geométrica, las especies de microalgas y las condiciones de 

funcionamiento y cultivo (Assuncao & Malcata, 2020; Manzoni et al., 2021), siendo la 

temperatura y la iluminación las variables menos controladas durante el proceso. Debido a 

sus características de operación, la temperatura en este tipo de reactores no se puede controlar 

mediante máquinas de frío y calor convencionales, ya que suponen un mayor gasto 

económico y energético (Hernández et al., 2022). Algunos diseños actuales han propuesto la 

incorporación de un intercambiador de calor como fuente de calor y como estrategia para 

mantener una alta productividad durante todo el año (Ryu et al., 2019). Otras estrategias 

consideran el uso o incorporación de espejos externos para reflejar la luz solar adicional sobre 

el cultivo y aumentar el flujo solar incidente en momentos críticos del día y del año (Hoeniges 

et al., 2022).  

Por otro lado, este tipo de sistemas ha mostrado de acuerdo a diversas investigaciones 

que su costo de producción es 50 a 80% más bajo que los sistemas cerrados, por lo que a 

pesar de las limitantes que presentan siguen siendo el sistema económicamente más viable 

para la producción de biomasa a nivel industrial (Del Olmo et al., 2021; Manzoni et al., 2021). 

Los raceways son altamente utilizados a nivel industrial debido principalmente a su 

simplicidad, flexibilidad, fácil ampliación, y bajos costos de construcción y operación 

(Morillas et al., 2021).  

2.4.2 Sistemas cerrados 

Los sistemas de cultivo cerrados también llamados fotobiorreactores (FBRs), son 

sistemas de cultivo que permiten controlar la mayoría de los factores de crecimiento, como 

la temperatura, el pH e iluminación; por lo tanto, es posible cultivar por periodos prolongados 

una especie de microalga, sin riesgo de contaminación (Assuncao & Malcata, 2020). Un 

fotobioreactor es un contenedor biológico artificial cuyo ambiente interno es capaz de 

generar las condiciones necesarias para que la fotosíntesis de las clorofilas existentes en 

microorganismos, células o tejidos fotosintéticos que en ellos se cultiva, crezca y se 
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desarrollen de manera rápida y eficiente para generar biomasa y los productos metabólicos 

que se generen. En este sentido, el término fotobioreactor se refiere a sistemas cerrados para 

el medio ambiente externo; es decir, que no tienen intercambio directo de gases y 

contaminantes con el medio ambiente externo. 

En comparación con los cultivos abiertos tienen costos de construcción y operación 

mucho mayor; sin embargo, pueden superar los principales inconvenientes de los sistemas 

abiertos, al requerir menos superficie para su instalación y mejor control de los parámetros 

de cultivo (Sirohi et al., 2022). 

Los diseños de sistemas comunes para el cultivo de microalgas presentan deficiencias 

importantes con respecto al control de los parámetros de crecimiento y procesamiento 

(Assunçao y Malcata, 2020), en respuesta a estas limitaciones se han desarrollado sistemas 

de cultivos en fotobiorreactores, la mayoría de ellos plantean desafíos para el uso práctico, a 

pesar de una serie de ventajas, ya que deben considerarse ciertos parámetros que afectan su 

rendimiento, los diseños más comunes se presentan a continuación. 

2.4.2.1 Fotobiorreactores tubulares 

Los fotobiorreactores tubulares consisten en una serie de tubos de plástico, 

policarbonato o vidrio transparentes rectos, estos materiales ofrecen resistencia, 

transparencia y durabilidad (Molina et al., 2011), se pueden organizar en diferentes patrones 

y con diferentes orientaciones (Maroneze & Queiroz, 2018).  Este arreglo de tubos se conoce 

como receptor solar, y es donde la luz del sol se captura, los diámetros de los tubos 

normalmente son menores a 0.1 m. Los valores de diámetro recomendados oscilan entre 0.03 

y 0.12 m, a mayor diámetro se propicia la fotolimitación del cultivo y a menores diámetros 

se eficientiza el suministro de luz y por ende la eficiencia fotosintética (Assuncao & Malcata, 

2020). Esto se debe principalmente a que cuando la densidad de un cultivo aumenta, la luz 

del sol no penetra profundamente, lo cual se necesita para asegurar una alta productividad de 

biomasa (Velásquez, 2010). 

La aireación del sistema se da mediante una columna de burbujeo o bien mediante 

airlift, impulsado por una bomba que suministra aire y a la vez facilita el intercambio gaseoso, 

la distribución de nutrientes, además de evitar la sedimentación de la biomasa (Sirohi et al., 
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2022). Este tipo de sistemas son adecuados para especies con necesidades específicas de 

cultivo o con susceptibilidad a la contaminación (Pereira et al., 2018).  

Una de las principales ventajas de este sistema es la superficie de cultivo y su alta 

productividad, además del control de las condiciones de cultivo. Sin embargo, la modulación 

de las condiciones de cultivo se traduce en altos costos de operación, representando una 

desventaja para su escalamiento (Assuncao & Malcata, 2020; Sirohi et al., 2022, Barceló et 

al., 2022). Por lo que las tendencias de investigación sobre estos sistemas están enfocadas en 

la búsqueda de diseños que optimicen el uso de la luz, geometrías que mejoren el 

aprovechamiento de la misma, así mismo, se buscan mecanismos para la eliminación del 

oxígeno disuelto, para ello se han propuesto colectores y serpentines (Acién et al., 2020). 

Aunque tienen varios desafíos tecnológicos, la principal limitación a escala comercial de los 

FBRs tubulares es el costo de inversión, que puede exceder el doble del monto reportado para 

los sistemas a base de canales.  

Las actuales investigaciones están centradas en el diseño de sistemas que optimicen 

la distribución de la luz para promover la tasa de crecimiento de la biomasa y la transferencia 

de masa, dentro de estos, destacan diseños con paredes cóncavas para generar un campo de 

flujo rotacional del medio de cultivo, los cuales han demostrado un aumento en la tasa de 

crecimiento de la biomasa (Daneshvar et al., 2021; Kumar et al., 2022).  Así mismo, se 

propone el uso de simulación de dinámica de fluidos computacional (CFD) para monitorear 

y controlar los parámetros de cultivo, principalmente los parámetros hidrodinámicos del 

cultivo (Yaqoubnejad et al., 2021). 

2.4.2.2 Fotobiorreactores planos 

Los fotobiorreactores planos o de placa plana son sistemas que presentan una forma 

cúbica, con dos amplias superficies planas, ideales para cultivo en interiores como para 

exteriores (Assuncao & Malcata, 2020), se caracterizan además por presentar iluminación 

por ambos lados de la placa. Los materiales utilizados para este tipo de sistemas son 

generalmente de material transparente, como vidrio, plexiglás o policarbonato.  

Por lo general tienen mezcla por aireación, aunque en algunos casos puede ser con 

una bomba e incluir algún sistema de refrigeración. La relación superficie/volumen de estos 
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fotobiorreactores es muy grande, por lo que proporcionan una gran captación de luz, su 

versatilidad en cuanto a la orientación permite encontrar la orientación más favorable para 

favorecer la exposición a la luz. Debido a esto, trabajan bajo el concepto de alta relación 

área/volumen con el fin de aprovechar de forma óptima la energía solar o la iluminación 

artificial (Weiss & Schebek, 2021). Esta configuración cuenta con una serie de ventajas que 

se ven representadas en altos rendimientos; cuenta con una unidad de transferencia abierta 

que es efectiva para evitar o prevenir la acumulación de oxígeno; a pesar de ello, tal condición 

promueve el contacto con el entorno de manera que el medio es totalmente susceptible a 

contaminarse por agentes externos (Guieysse & Plouviez, 2021). Este sistema de cultivo es 

relativamente de bajo costo; sin embargo, pueden surgir dificultades en términos del 

mantenimiento de la temperatura (Sirohi et al., 2022).  

Algunas de las desventajas que presenta este sistema, están relacionadas con su 

escalamiento, ya que el tamaño de estos sistemas puede variar, pero se recomiendan alturas 

inferiores a 1.5 m, con una anchura inferior a 0.10 m, por lo que el escalado se convierte en 

una limitación crítica, ya que se requieren de muchos módulos para una instalación comercial 

y por tanto se requiere una amplia área para su instalación (Daneshvar et al., 2021). 

Otro aspecto es que por su diseño plano existe el riesgo de presentarse fotoinhibición, 

especialmente en cultivos al aire libre o en etapas tempranas de crecimiento, las células se 

inhiben debido a la sobresaturación de luz; esto puede afectar gravemente los sistemas 

fotosintéticos y el metabolismo celular, ocasionando la productividad de la biomasa 

(Assuncao & Malcata, 2020). 

Dentro de los parámetros clave a considerar en el establecimiento de cualquier tipo 

de biorreactor se encuentra la trayectoria de la luz, la cual debe ser pequeña (2,5cm), 

mantener una alta densidad celular (>8-15g/l), un mezclado vigoroso para asegurar ciclos 

luz/oscuridad (L/O) de alta frecuencia, utilizar tramos cortos de tubería (20- 30m) para evitar 

inhibición del crecimiento por acumulación de O2, evitar la acumulación de substancias 

inhibitorias y mantener temperatura y pH óptimos (Contreras et al., 2003). 

Las actuales investigaciones están centradas en el diseño de sistemas que optimicen 

la distribución de la luz para promover la tasa de crecimiento de la biomasa y la transferencia 
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de masa, dentro de estos, destacan diseños con paredes cóncavas para generar un campo de 

flujo rotacional del medio de cultivo, los cuales han demostrado un aumento en la tasa de 

crecimiento de la biomasa (Daneshvar et al., 2021; Kumar et al., 2022).  Así mismo, se 

propone el uso de simulación de dinámica de fluidos computacional (CFD) para monitorear 

y controlar los parámetros de cultivo, principalmente los parámetros hidrodinámicos del 

cultivo (Yaqoubnejad et al., 2021). 

 

Con el objetivo de resolver los problemas de los fotobiorreactores convencionales, se 

han propuesto otros tipos de fotobiorreactores, los cuales varían en función de su diseño y 

geometría, hidrodinámica, el medio de cultivo, la distribución de la luz y aplicaciones 

técnicas para favorecer la productividad de biomasa (Assuncao & Malcata, 2020). Dentro de 

estos se encuentran los sistemas híbridos, que combinan dos o más configuraciones de varios 

sistemas. Dentro de estas mejoras se han combinado FBR de placa plana y tubulares, 

obteniendo un mejor régimen de flujo y menores costos operativos y de materiales (Vo et al., 

2019). Un diseño propuesto por Xu et al. (2020), acopló un sistema de cultivo híbrido 

estanque-tubular, en el que se logró mejorar el rendimiento de biomasa de microalgas en un 

31.2% en comparación con los estanques tradicionales (tabla 2).  

 

En los sistemas de placa plana se ha propuesto mejoras en el diseño y geometría, 

desde placas con inclinaciones diversas, en forma de domo, en forma de V (Olivieri et al., 

2014). Sobre las mejoras en sus sistemas de funcionamiento, destaca la incorporación de 

deflectores y la incorporación del sistema de aireación airlift (Daneshvar et al., 2020). Estas 

mejoras tienen características particulares que favorecen una alta relación superficie-

volumen o bien un adecuado mezclado para eficientizar la transferencia de masa en el 

sistema.  

 

 

 



 

40 
 

Tabla 2. Comparación de los sistemas de cultivo convencionales de microalgas y sus 

productos obtenidos por diversas microalgas. 

Sistema de 

cultivo  
Especie cultivada 

Principales 

productos 
 Status  Escalamiento  

Consumo 

de energía 

Control de 

parámetros de 

crecimiento 

Raceways 

Chlorella vulgaris 

 

 

Nannochloropsis sp. 

 

Scenedesmus dimorphus 

 

 

Spirulina platensis 

 

Botryococcus braunii 

 

Dunaliella salina 

 

Scenedesmus acutus 

 

Scenedesmus obliquus 

Biodiesel 

Biometanol 

 

Biodiesel 

 

Biodiesel 

Biogás 

Biodiesel 

 

Hidrocarburos 

 

ß-Caroteno 

 

Bioplástico 

 

Biodiesel 

Aceite 

Comercial  Fácil  Bajo Bajo 

FBR tubular Nannochloropsis sp. 

 

 

Haematococcus pluvialis 

 

Tetraselmis suecica 

 

 

Chlorella vulgaris 

 

Scenedesmus acutus 

Biodiesel 

Biomasa 

 

Astaxantina 

 

Compuestos 

bioactivos 

 

Biomasa 

 

Bioplástico 

Comercial Fácil Alto Alto 

FBR placa 

plana 
Escala piloto Difícil Justo Alto 

FBR de 

columna 
Escala piloto Difícil Alto Alto 

(Guieysse y Plouviez, 2021; Manzoni et al., 2021) 

Dentro de los FBR tubulares se ha buscado diversificar la geometría y los diseños, 

destacan los modelos helicoidales y cónicos, sobre las mejoras en sus condiciones de cultivo 

se incluyen la incorporación de mezcladores estáticos (Assuncao & Malcata, 2020). Estas 

mejoras permiten mejorar la relación sustrato / volumen, así como maximizar la captura de 

luz, son adecuados para uso en exteriores con luz solar o bien en interiores bajo luz artificial 

(Koller, 2015). 

En los fotobiorreactores de columna, las propuestas mejoradas están relacionadas con 

incrementar la eficiencia fotosintética, por lo que las tendencias de diseño proponen sistemas 

de mezclado y aireación airlift, además de mejorar el sistema de iluminación a través de la 
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disminución de la trayectoria de luz, mejora de los ciclos de luz/oscuridad, hidrodinámica 

y tasas de transferencia de masa; por ejemplo, la introducción de deflectores horizontales o 

la disposición de flujos giratorios combinado con el transporte aéreo (Daneshvar et al., 2021; 

Assuncao & Malcata, 2020; Vo et al., 2029). A pesar del potencial que tienen estas 

tecnologías en términos de productividad de biomasa microalgal, es necesario evaluar su 

escalamiento a nivel industrial y su impacto ambiental (Manzoni et al., 2021).  

 

2.5 Medios de cultivo para microalgas 

 

Los medios de cultivo son soluciones que contienen micro y macronutrientes 

necesarios para el metabolismo de las microalgas, la síntesis de la gran variedad de 

bioproductos están relacionados con la disponibilidad de los nutrientes (Daneshvar et al., 

2021). Las microalgas poseen mayores tasas de crecimiento y productividad en comparación 

con los cultivos agrícolas. Sin embargo, se requieren grandes cantidades de agua para su 

cultivo, esta desventaja puede omitirse con el uso de agua de mar y aguas residuales como 

medios de cultivo alternativos y de bajo costo (Bui et al., 2022; Peralta et al., 2012). 

 

2.5.1 Medios de cultivo sintéticos  

Los medios de cultivo sintéticos son caldos con concentraciones recomendadas de 

micro y macronutrientes. Estos medios han sido ampliamente probados para el cultivo de 

diferentes especies de microalgas, dentro de estos medios se encuentran el medio F/2 

desarrollado por Guillard (1975), BBM (Bold's Basal Medium) y BG11 (Blue- Green), cada 

medio sintético viene con instrucciones específicas que incluyen los nombres de los 

componentes de la formulación y sus concentraciones (Polat et al., 2020).  

Sin embargo, el uso de medios de cultivo sintéticos es una limitante en la producción 

comercial de la biomasa microalgal debido a los altos costos. En los últimos años, se ha 

intensificado la búsqueda de medios de cultivo de bajo costo, los cuales incluyen el uso de 

aguas residuales o lixiviados, o bien la reformulación de los medios de cultivos sintéticos. 
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2.5.2 Aguas residuales como medio de cultivo 

Las aguas residuales enriquecidas con nutrientes son otra opción gratuita y de bajo 

costo. Las aguas residuales se caracterizan por contener una gran variedad de nutrientes entre 

ellos, altas concentraciones de nitrógeno (N) y fósforo (P). Debido a la gran variedad de 

aguas residuales disponibles, es necesario realizar una caracterización físico-química que 

permita conocer los macro y micronutrientes presentes, principalmente las concentraciones 

de N, P y carbono (C) (Brar et al., 2022). Aunque las microalgas pueden crecer bajo condición 

mixotrófica, también se debe evaluar la viabilidad de utilizar estos medios de cultivos en 

cepas específicas, ya que cada especie puede asimilar de forma distinta los nutrientes, 

tomando en cuenta también que estos medios suelen tener condiciones de acidez y carga 

microbiológica alta (Martínez et al., 2022). En este sentido, varios tipos de aguas residuales 

agrícolas e industriales han sido analizadas para el cultivo de numerosas especies de 

microalgas marinas y de agua dulce (Ding et al., 2020; Daneshvar et al., 2021). 

 

2.5.3 Uso de lixiviados como medio de cultivo 

Los lixiviados son líquidos obtenidos a partir de la degradación biológica de la 

materia orgánica, posee una composición variada de macro y micronutrientes, ya que 

depende de su fuente de obtención. Los lixiviados son considerados un problema ambiental, 

ya que se escurren por el subsuelo, hasta llegar a los cuerpos de agua donde ocasionan 

eutrofización. Por lo que su gestión y desecho representa un reto importante, además de 

macro y micronutrientes pueden contener componentes metálicos y electrónicos, 

antibióticos, etc. (Martínez et al., 2022). La capacidad metabólica de las microalgas les 

permite crecer en medios con estas características, por lo que son una opción viable para 

biorremediar los lixiviados y a la vez obtener biomasa, con compuestos de alto valor para la 

industria (Grabska et al., 2015) (figura 4). 
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Figura 4. Etapas del cultivo de las microalgas. 

 

2.6 Producción de biodiesel a partir de biomasa microalgal 

 

El biodiesel se define como ésteres de mono alquilo, constituidos por cadenas largas 

de ácidos grasos (C14 - C22) derivados de los aceites vegetales o animales como resultado 

de su transesterificación, o por esterificación directa de los ácidos grasos, por medio de una 

gran variedad de alcoholes mono o polihídricos (Riveros y Molanos, 2006). El biodiesel ha 

sido ampliamente estudiado como combustible sustituto del diésel de petróleo, su uso puede 

ser puro o mezclado con diésel derivado del petróleo y suele emplearse en cualquier motor 

diésel con poca o ninguna modificación y no requiere nueva infraestructura de 

abastecimiento (Demirbas, 2009).  

 

El uso de biodiesel como recurso energético resulta atractivo porque se deriva de una 

fuente renovable que podría ser suministrada de manera sostenible (Huang et al., 2010), por 

lo que disminuye la dependencia al petróleo y presenta diferentes ventajas frente al diésel 

como que es biodegradable y menos tóxico (Miao y Wu, 2006; Xue et al., 2006), además no 

contiene compuestos aromáticos, tiene un perfil más favorable de gases de combustión (tal 

como una baja emisión de monóxido de carbono, azufre, partículas en suspensión e 

hidrocarburos sin quemar) (Halek et al., 2009; Widjaja et al., 2009; Huang et al., 2010); su 

punto de ignición es relativamente alto (150 °C) lo que lo hace menos volátil y más seguro 

de transportar o manejar; su número de cetano es mayor; lo que otorga ventajas al proceso 

de combustión (Arias et al., 2013). 
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En función de la capacidad metabólica las microalgas sintetizan lípidos, su 

producción está determinada por los parámetros y sistemas de cultivo, como se observa en la 

tabla 3, el contenido de lípidos varía también entre especies de microalgas, se ha reportado 

un rendimiento de lípidos entre el 20 y 50 % en peso seco de la biomasa. Se han identificado 

aproximadamente 35 000 especies de microalgas con potencial para producción de biodiesel 

(Cheirsilp et al., 2020), se estima alrededor de 8000 especies de algas verdes pertenecientes 

al grupo de las Chlorophyceae las cuales destacan por su almacenamiento de almidón y 

triacilgliceroles principalmente (Khan et al.,2009).  

 

Tabla 3. Contenido de lípido producidos por algunas especies de microalgas. 

Autor Microalga evaluada Contenido de lípidos  

Xu et al. (2006) Chlorella protothecoides  55.2% 

Ding et al. (2020) Chlorella pyrenoidosa 41.08%  

Tan y Lin (2011) Scenedesmus rubescens 39% 

Mandal y Mallick (2009) Scenedesmus obliquus 13-43% 

Ho et al. (2010) Scenedesmus obliquus 12-39% 

Bagchi et al. (2019) Scenedesmus obliquus 10-40% 

Sánchez et al. (2020) Verrucodesmus verrucosus  50%  

Xin et al. (2010) Scenedesmus sp. 14-53% 

Rodolfi et al. (2009) Scenedesmus sp. 21% - 30% 

Lin y Lin (2011) Scenedesmus rubescens 43% 

Shen et al. (2009) Scenedesmus dimorphus 31% 

Srinuanpan et al. (2018) Scenedesmus obliquus 33% 

Toledo et al. (2018) Scenedesmus obtusiusculus 52% 

 

La biomasa de las microalgas cultivada en estanques abiertos o los fotobiorreactores cerrados 

comúnmente alcanzan relativamente bajas concentraciones en el rango de 0.5-5 g/L (Lam y 

Lee, 2012). 
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2.7 Transesterificación de ácidos grasos 

 

Los lípidos extraídos de la biomasa microalgal puede transformarse en ésteres a partir 

de diversos procesos, sin embargo, el método más común para obtener biodiesel es la 

transesterificación también llamada alcohólisis. En la transesterificación, los triglicéridos 

reaccionan con un alcohol, y usualmente la reacción es catalizada por bases, ácidos o enzimas 

(Plata et al, 2009), los productos de esta reacción son el biodiesel y la glicerina (figura 5). 

La transesterificación consiste en la reacción de un triéster de glicerilo (triglicérido) 

con un alcohol para formar alquil ésteres y glicerol (Plata et al, 2009). El mecanismo de la 

reacción de transesterificación por catálisis heterogénea tiene principios similares a los 

establecidos en la catálisis homogénea de sistemas ácidos o básicos, el cual se fundamenta 

en las características nucleofílicas y electrofílicas del grupo carbonilo de los triacilglicéridos 

y del alcohol (Endalew et al., 2011). En la catálisis homogénea básica el factor importante es 

producir un alcóxido nucleofílico a partir del alcohol que luego ataque la parte electrofílica 

del grupo carbonilo (Ortega et al., 2014). La ruptura de los triglicéridos requiere de tres pasos: 

en el primero, se forma un intermediario tetraédrico debido al ataque nucleofílico del 

alcóxido al carbono electrofílico del grupo carbonilo. En el segundo paso, el intermediario 

se descompone formando un ion diacilglicérido y el éster alquílico del ácido graso. En el 

último paso se recupera el catalizador por transferencia de un protón. Estos pasos se repiten 

hasta formar los tres ésteres de ácidos grasos y glicerina (Ortega et al., 2014). 

 

Figura 5. Reacción de transesterificación de ácidos grasos provenientes de microalgas. 
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El proceso de transesterificación es sensible a diversos parámetros; los más 

influyentes sobre la conversión de los triglicéridos en biodiesel son el tipo de alcohol, la 

relación molar alcohol/aceite, la cantidad de catalizador, la temperatura de reacción y la 

velocidad de agitación (Plata et al., 2009). Cada uno de estos parámetros debe mantenerse 

dentro de cierto rango de operación con el objetivo de garantizar una conversión alta (Pérez 

et al., 2013).  
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CAPÍTULO III. METODOLOGÍA  

 

En este capítulo se presenta la metodología desarrollada para la evaluación de la 

productividad de Scenedesmus acutiformis en la producción de lípidos con potencial para 

producir biodiesel.  

 

3. 1 Diseño experimental 

 

Se llevó a cabo un diseño factorial multinivel considerando como factores la concentración 

de lixiviado, el fotoperiodo, la intensidad de luz y el tipo de fotobiorreactor. Para la 

concentración del lixiviado se consideraron tres niveles, al 15%, 30% y 50%, así mismo, se 

evaluaron tres sistemas de cultivo, uno abierto, un FBR de columna y un FBR de placa plana, 

para el fotoperiodo se consideró dos niveles, 12:12 y 16:8, para la intensidad de luz se utilizó 

dos niveles, 2500 y 3500 lux. Las variables de salida fueron, la cinética de crecimiento, el 

rendimiento de biomasa seca, la productividad de lípidos y la calidad de los ésteres metílicos 

de ácidos grasos. Se realizaron un total de 27 tratamientos, los cuales se evaluaron por 

triplicado, teniendo un total de 81 corridas. 

 

Tabla 4. Diseño experimental para la evaluación de Scenedesmus sp en tres sistemas de cultivo. 

Tratamiento FBR 
Concentración de 

lixiviado % 
pH 

Nivel de 

iluminación (Lux) 
Fotoperiodo 

T1a Columna 15 7 2500 16:08 

T1b Columna 15 7 2500 12:12 

T2a Columna 25 7 2500 16:08 

T2b Columna 25 7 2500 12:12 

T3a Columna 50 7 2500 16:08 

T3b Columna 50 7 2500 12:12 

T4a Columna 15 7 3500 16:08 
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T4b Columna 15 7 3500 12:12 

T5a Columna 25 7 3500 16:08 

T5b Columna 25 7 3500 12:12 

T6a Columna 50 7 3500 16:08 

T6b Columna 50 7 3500 12:12 

P1a Plano 15 7 2500 16:08 

P1b Plano 15 7 2500 12:12 

P2a Plano 25 7 2500 16:08 

P2b Plano 25 7 2500 12:12 

P3a Plano 50 7 2500 16:08 

P3b Plano 50 7 2500 12:12 

P4a Plano 15 7 3500 16:08 

P4b Plano 15 7 3500 12:12 

P5a Plano 25 7 3500 16:08 

P5b Plano 25 7 3500 12:12 

P6a Plano 50 7 3500 16:08 

P6b Plano 50 7 3500 12:12 

A1 Abierto 15 7 

NA 
Fotoperiodo solar  

12:12 A2 Abierto 25 7 

A3 Abierto 50 7 

 

Los tratamientos se evaluaron durante un periodo de 30 días, así también se realizó un 

análisis estadístico de varianza (ANOVA) con un nivel de significancia de (p<0.05) con 

el software Statgraphics. 
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3.2 Preparación del lixiviado de lombricomposta como medio de cultivo mixotrófico 

 

3. 2. 1 Caracterización fisicoquímica de los materiales de la composta 

 Previo al proceso de compostaje se realizó la caracterización fisicoquímica de los 

residuos a utilizar para el compostaje. Se utilizó estiércol de bovino, pasto verde, pasto seco 

y hoja seca de almendro. De determinó carbono orgánico (CO), materia orgánica (MO), 

cenizas, nitrógeno total (NT), relación Carbono/nitrógeno (C/N) y humedad, las 

determinaciones de estos parámetros se hicieron tomando como referencia la norma oficial 

mexicana NMX-FF-109-SCFI-2008, cada muestra se realizó por triplicado. 

La determinación de humedad se realizó por el método gravimétrico el cual se basa 

en la medición o determinación de la cantidad de agua expresada en gramos que contiene una 

muestra de material, las muestras fueron sometidas a secado en una estufa a 70 ± 5°C por 24 

horas, hasta obtener un peso constante. La determinación de la masa de agua se realiza por 

la diferencia en peso entre la masa de la muestra húmeda y la masa de la muestra seca. 

La determinación de cenizas se realizó utilizando una mufla a 550ºC durante dos 

horas, se colocó un gramo de cada muestra en crisoles de porcelana previamente secados y 

tarados, posteriormente a la calcinación las muestras fueron enfriadas y pesadas nuevamente. 

El porcentaje de cenizas se obtiene restando el peso del crisol calcinado al peso del crisol sin 

muestra, dividiendo este resultado entre los gramos de muestra y multiplicando por 100 para 

referirlo en porcentaje. La materia orgánica (MO) es igual al porcentaje de cenizas obtenido 

mediante calcinación. Para la determinación de carbono orgánico (CO) se dividió el 

porcentaje de materia orgánica (MO) entre 1.724 (factor de Van Benmelen). 

La cuantificación de nitrógeno total (NT) se realizó por el método Kjeldahl, se inició 

con el proceso de digestión, donde se utilizó un gramo de cada muestra, el proceso duró 

aproximadamente 2 horas hasta que el material en digestión tomó color verdoso claro y se 

dejó enfriar. Posteriormente se realizó la destilación, se le agregaron de 300 a 350 mL de 

agua destilada, de 6 a 7 lentejas de zinc, algunas virutas de parafina o gotas de aceite mineral 

como antiespumante, perlas de vidrio y 100 mL de hidróxido de sodio saturado al 40 %. El 

destilado se recibió en un matraz Erlenmeyer de 500 mL que contenía 50 mL de ácido bórico 
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al 4 % más 50 mL de agua destilada y de 4 a 5 gotas de indicador universal, la destilación 

finalizó cuando el destilado alcanzó los 350 mL y posteriormente se procede a titulación con 

ácido clorhídrico 0.1 N y se anota los mililitros gastados. Para el cálculo se multiplica el 

gasto de ácido clorhídrico consumido en mL por la normalidad del ácido clorhídrico por 

0.014 que es el miliequivalente del nitrógeno; posteriormente se divide entre el peso de la 

muestra en gramos y se multiplica por 100 para referirlo a por ciento. 

Finalmente, la relación carbono – nitrógeno (C/N) se obtuvo a partir de la división 

del porcentaje de carbono orgánico (%CO) entre el porcentaje de nitrógeno total (%NT).  

 

3.2.2 Establecimiento de la composta:  

Para el establecimiento de la composta se utilizó una mezcla de residuos que contenía 

35% de estiércol de bovino, 5% de pastos verdes, 50% de pastos secos y hojas de almendro 

y 10% de residuos de papaya, se compostó un total de 60 kg de residuos (figura 6). El 

composteo se realizó durante 60 días, además de 30 días de maduración. Durante este periodo 

se monitoreo la humedad, temperatura y pH diariamente. Una vez alcanzada la maduración 

se procedió con el lombricomposteo, añadiendo a la composta lombrices rojas californianas 

(Eisenia foétida) que permitió la obtención de un lixiviado de acuerdo con la NMX-FF-109-

SCFI-2007, posteriormente se inició con la recolección del lixiviado. 

La recolección del lixiviado se realizó 30 días posteriores a la inoculación de las 

lombrices, a través de goteo por gravedad, su almacenaje se realizó a temperatura ambiente 

en botellas de plástico con capacidad de 3 litros. 
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Figura 6. Etapas de la degradación de la composta y producción de lixiviado durante un 

periodo de 90 días. 

 

3.3 Establecimiento del sistema de cultivo 

 

3.3.1 Fotobiorreactor de columna 

Para el fotobiorreactor de columna se utilizaron botellas de tereftalato de polietileno 

con capacidad para tres litros, cada botella tiene un diámetro de 10 cm y una altura de 35 cm, 

en la parte superior se colocó una manguera que suministró la aireación y mezclado al 

sistema, para ello se utilizó una bomba de aire para pecera de la marca AKKEE de 200-240 

V con una aireación de 1. 

4 vvm. Se ensambló el sistema colocando un total de 12 botellas con capacidad para 

36 L de cultivo (figura 7). La iluminación del sistema se realizó colocando lámparas de luces 

LED de 16 vatios, que se colocaron alrededor del FBR a una distancia de 10 cm, 

proporcionando 2500 y 3500 lux (46,25 y 64,75 μmol fotones m-2 s−1 respectivamente), la 

medición de la intensidad luminosa se realizó con un luxómetro de la marca Steren. 
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Figura 7. Diseño del sistema de cultivo cerrado, a) fotobiorreactor de columna con capacidad para 3 

L, b) Sistema de cultivo de columna acoplado con capacidad para 36 L. 

 

Figura 8. FBR de columna con capacidad para 3 L evaluado bajo condición mixotrófica. 
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3.3.2 Fotobiorreactor tipo plano o de placa plana 

 

Para la construcción del fotobiorreactor tipo plano se utilizó material de cristal, se 

colocaron dos láminas de cristal transparente de 5 cm de ancho por 25 x 25 cm de largo y 

alto, la capacidad de cada placa fue de 3 L, se acopló un sistema con un total de 12 placas 

planas (figura 8). Para el suministro de aire se utilizó una bomba en la parte superior, este 

mecanismo también permitió el mezclado dentro del medio de cultivo, para ello se utilizó 

una bomba de aire para pecera de la marca AKKEE de 200-240 V con una aireación de 1,4 

vvm. La iluminación del sistema se realizó colocando lámparas de luces LED de 16 vatios, 

que se colocaron alrededor del FBR a una distancia de 10 cm, proporcionando 2500 y 3500 

lux (46,25 y 64,75 μmol fotones m-2 s−1 respectivamente), la medición de la intensidad 

luminosa se realizó con un luxómetro de la marca Steren. 

 

Figura 9. Diseño del sistema de cultivo cerrado, a) fotobiorreactor de placa plana con 

capacidad para 3 L, b) Sistema de cultivo de placa plana acoplado con capacidad para 36 L. 
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Figura 10. FBR de placa plana con capacidad para 3 L evaluado bajo condición mixotrófica. 

 

3.3.3 Sistema de cultivo abierto (raceway) 

Finalmente, el biorreactor tipo raceway fue acondicionado con piscinas de plástico de 

20 cm de profundidad (Chen et al. 2011; Wang et al. 2012; Acién et al. 2017), se instaló un 

inyector de aireación mediante bomba, para ello se utilizó una bomba de aire para pecera de 

la marca AKKEE de 200-240 V con una aireación de 1.4 vvm. El sistema fue evaluado a 

condiciones ambientales de luz y oscuridad en un fotoperiodo de 12:12 respectivamente. 
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Figura 11. Diseño del sistema de cultivo abierto (raceway) con capacidad para 5 L. 

 

Figura 12. Sistema de cultivo abierto (raceway) con capacidad para 5 L evaluado en 

condición mixotrófica. 
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3.4 Preparación del medio de cultivo  

 

Primeramente, se realizó la filtración del lixiviado de lombricomposta con ayuda de 

una bomba de vacío utilizando papel filtro Whatman número 1 de 0,45 μm. Posteriormente 

para los tratamientos evaluados en los dos FBRs (columna y de placa plana) se prepararán 

tres concentraciones de lixiviado de lombricomposta 15%, 25% y 50%, el porcentaje restante 

se completó con agua, se prepararon 3 L para cada fotobiorreactor. En el caso del sistema 

abierto se preparó un total de 5 L para cada tratamiento. 

La cepa de microalga fue proporcionada por el cepario de la Universidad Politécnica 

de Chiapas ubicado en el municipio de Suchiapa, Chiapas. Una parte de la muestra se observó 

con un microscopio para su identificación, luego se analizó para determinar la frecuencia de 

tamaño de las células de algas por ml de suspensión usando una FlowCam (Fluid Imaging 

Technologies), los tamaños se expresaron como longitud equivalente (EL) (Sieracki et al., 

1998). La identificación y validación de la especie se realizó microscópicamente según 

Sheath y Wehr, (1973), encontrándose que la morfología corresponde a Scenedesmus 

acutiformis,  el nombre científico latino y la clase fueron confirmados en la base de datos de 

AlgaeBase ID: 27859 (http://www.algaebase.org/); ID de Dyntaxa: 257449 

(http://www.artdata.slu.se/dyntaxa); código REBECCA: R0755 

(http://www.freshwaterecology.info) y base de datos del NCBI 

(https://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/). 

3.5 Análisis de densidad celular 

 

El cultivo se inició con una densidad celular de 1.3 × 103cel/ml de Scenedesmus 

acutiformis, el periodo de evaluación fue de 30 días (Ortiz et al., 2012; Daneshvar, et al 

2020).  

La concentración de la biomasa microalgal se determinó en todos los tratamientos por 

recuento diario de células utilizando una hemacitómetro Neubauer. Los datos generados se 

utilizaron para construir las curvas de crecimiento, se determinó la tasa de crecimiento 

específica (µ) y el tiempo de duplicación (Td) en la fase exponencial según Wood et al, 

(2005) y Guillard (1973); de acuerdo a las siguientes fórmulas: 
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La tasa de crecimiento específico (μ) se calculó a partir de la ecuación: 

 µ =
ln (𝑁2−𝑁1)

𝑡2−𝑡1
 

Donde, N2 es la concentración del número de células a los 30 días y N1 es el número de 

células a los 28 días, t2 se consideró el tiempo final, es decir 30 días y t1 28 días). 

El tiempo de duplicación (Td) se calculó a partir de la siguiente ecuación: 

 𝑇𝑑 =
ln 2

𝜇
 

Posterior a 30 días de evaluación se realizó la recuperación de biomasa producida, 

mediante filtración simple utilizando papel filtro de 6 µm de diámetro, se dejó secar a 

temperatura ambiente para su posterior extracción de aceite. 

 

3.6 Extracción de lípidos  

 

Para la obtención de lípidos se utilizó la técnica de extracción mediante Soxhlet, para 

lo cual se pesó 2 g de microalga seca, la cual se colocó en un dedal de celulosa, para el 

proceso de extracción se utilizó hexano al 98% como disolvente, la extracción se realizó 

durante dos horas a temperatura de 68°C (AOAC, 1990, Peralta et al., 2012, Soto et al., 2014, 

Oliveira et al., 2017). Posteriormente se llevó a destilación utilizando un rotoevaporador para 

la recuperación de aceite, previamente se realizó un lavado al matraz Soxhlet utilizando éter 

etílico anhidrido. Finalmente, se pesó en el matraz de fondo redondo y por diferencia de peso 

se obtuvo el porcentaje de aceite extraído (Sánchez et al., 2020). 

 

3.7 Análisis de ésteres metílicos de ácidos grasos (FAME) 

 

El análisis del perfil de ácidos grasos se llevó a cabo mediante espectroscopía de 

masas por cromatografía de gases (GC-MS). Los ésteres metílicos de ácidos grasos se 

prepararon usando el siguiente procedimiento: se mezclaron 30 mg de lípido total disuelto en 

1 ml de metanol con 1 ml de una solución de KOH al 12% preparada en metanol, a esta 
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solución se le añadió un volumen igual de HCl al 5% en metanol y se calentó a 75ºC durante 

15 min. Esta solución se dejó enfriar y se añadió 1 ml de agua destilada y se agitó. La capa 

orgánica superior que contenía ésteres metílicos de ácidos grasos (FAME) se transfirió 

cuidadosamente a un vial nuevo y limpio. El análisis GC-MS de FAME se realizó utilizando 

una columna capilar de succinato de dietilenglicol (30m x 0,25 x 0,25 µm). Se inyectaron 

100 µl de solución de muestra de éster metílico para cada análisis. Se utilizó helio como gas 

portador. La temperatura del inyector fue de 180ºC y la temperatura del detector fue de 

230ºC, la cual se incrementó a 300ºC con un gradiente de temperatura de 15ºC/min (Härtig, 

2008; Soto et al., 2014). 

 

3.8 Análisis estadístico 

 

Para determinar diferencias significativas entre los tratamientos evaluados se realizó la 

prueba ANOVA unidireccional al nivel de significancia p<0.05; el software estadístico 

utilizado fue el STATGRAPHICS PLUS (1999) para Windows, utilizando los datos de tres 

repeticiones en cada tratamiento. Posteriormente, se realizó una prueba de Tukey para 

comparar medias de tratamientos.  

Así mismo se realizó un análisis de superficie respuesta para determinar la 

optimización de las variables de producción de lípidos de la biomasa microalgal en los tres 

sistemas de fotobiorreactores, mediante el uso del software Minitab Statistical Software 22, 

los criterios a tomar en cuenta fueron el rendimiento de lípidos y el perfil de ácidos grasos. 
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CAPÍTULO IV. RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

 

4.1 Caracterización de los materiales de la composta 

 

En la tabla 5 se presentan los resultados de la caracterización fisicoquímica realizada 

en los materiales de la composta, en donde se midió el porcentaje de humedad, de cenizas, la 

materia orgánica y el carbono orgánico, el porcentaje de nitrógeno total y la relación 

carbono/nitrógeno. En los resultados mostrados se observa que existe mayor humedad en 

residuos frescos como papaya (PA) y pasto verde (PV) respecto a los residuos secos, mientras 

que la materia orgánica es mayor en estiércol bovino (EB), seguido de hojas de almendro 

(HA) y pasto verde (PV). En cuanto al carbono orgánico (CO) y nitrógeno total (NT), se 

observa que el pasto verde es el que presenta mayores valores con una relación C/N de 10.81. 

 

Tabla 5. Caracterización fisicoquímica de los residuos utilizados para la composta 

Muestra %H %Cenizas %MO %CO %NT C/N 

PA 92.43±1.7* 0.62±0.17 0.62±0.17 0.36±0.17 0.23±0.21 1.55 

PV 71.90±0.3 12.43±0.08 12.43±0.08 7.21±0.08 0.55±2.76 13.04 

PS 12.08±1.5 6.88±1.08 6.88±1.08 3.99±1.08 0.93±0.49 4.29 

HA 10.20±0.06 14.68±0.75 14.68±0.75 8.51±0.75 0.67±0.35 12.80 

EB 22.07±1.4 21.01±1.4 21.01±1.4 12.19±1.4 1.13±0.64 10.81 

CO: Carbono orgánico, MO: Materia orgánica, C/N: Relación carbono-nitrógeno; NT: Nitrógeno 

total, PA: papaya, PV: pasto verde, PS: pasto seco, HA: hojas de almendro, EB: estiércol de bovino. 

* Promedio de tres repeticiones (+error estándar). 

 

Todos los residuos se colocaron en capas para formar un abono y comenzar una 

degradación de 30 días (Albalate-Ramírez et al., 2023).  
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En figura 13 se observa la cinética de degradación de la composta en un periodo de 

50 días, en donde se puede observar que hasta el día 15 se mantiene la etapa mesófila donde 

la temperatura alcanzada es de 27°C con un pH de 6, esta etapa se caracteriza por alcanzar 

temperaturas de 10-42°C (Moreno et al, 2008), la etapa termofílica se observó del día 16 al 

28, alcanzado una temperatura máxima de 38°C, en esta etapa y dependiendo de los 

materiales de la composta se puede alcanzar hasta los 59°C (Pérez et al, 2010; Moreno et al, 

2008). El enfriamiento de la composta se inició en el día 50 y posteriormente la maduración 

por un periodo de 30 días. 

 

Figura 13. Cinética de degradación de la composta, respecto a la temperatura, humedad y 

pH, periodo de evaluación 60 días.  

 

Al término del proceso de degradación de la composta el humus de lombriz presentó 

un pH de 7.5 el cual se considera como neutro, esto concuerda con lo reportado por Pérez et 

al., 2010, donde el pH final se mantuvo de 7.37-7.36; de acuerdo con la norma NMX-FF-

109-SCFI-2008 el humus puede tener de 5.5 a 8.5 en la escala de acidez. La humedad final 

fue de 39°C, esta depende de la frecuencia y cantidad de riego, de acuerdo con la norma 

NMX-FF-109-SCFI-2008 la humedad debe oscilar de 20 a 40% sobre materia húmeda, 

aunque se han reportado valores de humedad del 40 al 60% (Haug et al. 2014; López, 2010; 
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Barrera et al, 2006). Otros criterios de calidad son el color y el olor, en el caso de la 

coloración se observó de negro a café oscuro, mientras que el olor fue característico a tierra 

húmeda, ausente de olores pestilentes. Finalmente, la porosidad del humus se determinó 

mediante tamizado encontrándose un tamaño de partícula ≥ 5 mm. 

 

4.2 Caracterización fisicoquímica del lixiviado de lombricomposta 

 

En la tabla 6 se presentan los resultados de la caracterización fisicoquímica del 

lixiviado de lombricomposta, en donde se determinó fósforo, nitrógeno y potasio total, pH y 

turbidez, los resultados observados corresponden a un pH de 7.85, encontrándose ligeramente 

por arriba del pH neutro, la turbidez fue de 3618 NTU. Los nutrientes más abundantes son el 

fósforo con una concentración de 8.02 mg L-1, seguido del potasio total con una 

concentración de 1.9 mg L-1.  

 

Tabla 6. Caracterización fisicoquímica del lixiviado de lombricomposta 

Parámetro  Concentración 

Fósforo  8.02 mg L-1 

pH 7.85 

Nitrógeno total 0.5 mg L-1 

Potasio total 1.9 mg L-1 

Turbidez 3618 NTU 

NTU: Unidad de turbidez nefelométricas, pH: Potencial de hidrógeno. 

 

El contenido de nitrógeno se considera limitado siendo de 0.5 mg L−1, esta limitación 

de nitrógeno beneficia la acumulación de lípidos en la biomasa microalgal, tal como se 

demostró por Yang et al. (2014) al observar que las diferentes concentraciones de NaHCO3 

y NaH2PO4·2H2O tuvieron un efecto significativo en la acumulación total de lípidos, sin 

embargo, el aumento de las concentraciones de NaHCO3 y NaH2PO4·2H2O mejoraron la 

producción de lípidos inicialmente, pero luego, con el aumento sus concentraciones 
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superiores a 3,07 y 15,49 mg L-1, respectivamente, la producción de lípidos disminuyó. 

Otro factor importante es la relación N:P, para garantizar la estabilidad del proceso, pues las 

grandes cantidades de NH4 + pueden inhibir el crecimiento, al igual que las concentraciones 

por encima de los 80 mg N-NH3 L -1 y la limitación de fósforo (Pereira et al., 2016; Chang 

etal., 2023; Sniffen et al., 2016). 

 

Asimismo, un parámetro importante es el pH, esta variable promueve el 

establecimiento de una condición óptima para la propagación de biomasa de microalgas, por 

lo tanto, en trabajos anteriores se ha determinado que los valores óptimos de pH están entre 

6 y 8, lo que demuestra la mejor actividad metabólica por Scenedesmus sp. (Mandotra et al., 

2016; Waqar et al., 2023), estos valores coinciden con los obtenidos en el lixiviado de 

lombricomposta generados en este trabajo de investigación.  

 

En este sentido, conocer los residuos que integran la composta y su composición 

fisicoquímica permiten la estandarización de la mezcla y conocer las propiedades 

fisicoquímicas características del lixiviado que garantizarán la aceptación metabólica por la 

biomasa de las microalgas. 

 

4.3 Productividad de la biomasa microalgal de Scenedesmus acutiformis  

 

En la figura 14 se muestra la productividad de biomasa de  Scenedesmus acutiformis, 

la cual se determinó primeramente por la densidad celular acumulada durante 30 días de 

evaluación, la cual se cuantificó por recuento de células, obteniendo que en el FBR de 

columna (T) la máxima densidad celular se presentó en el tratamiento T6b con un fotoperiodo 

de 12:12 y una iluminación de 3500 lux (64,75 μmol fotones m-2 s−1), alcanzando una 

densidad máxima de 3.30X106 células/mL en el día 30, con un tiempo de generación de 4.07 

días y una tasa de crecimiento específico 0.17 generaciones/día. Los menores rendimientos 

se observan en los tratamientos T1a y T1b, a una iluminación de 2500 lux (46,25 μmol 

fotones m-2 s−1) y fotoperiodo16:08, 12:12 respectivamente, estos se caracterizan por 
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contener menor concentración de lixiviado (15%). En la figura 14 se puede observar que al 

día 30 se alcanza la fase exponencial de crecimiento de todos los tratamientos evaluados. 

  

Figura 14. Cinética de crecimiento de Scenedesmus acutiformis en condición mixotrófica en un FBR 

de columna, en un periodo de evaluación de 30 días. Se muestran los valores promedios de tres 

repeticiones (+error estándar). 

 

En la figura 15 se muestra la cinética de crecimiento de Scenedesmus acutiformis en el 

FBR de placa plana (P), en donde se observa que la máxima densidad celular se alcanzó 

también en el día 30, siendo el tratamiento P6b, con un fotoperiodo 12:12 y una iluminación 

de 3500 lux (64,75 μmol fotones m-2 s−1) el que alcanzó una densidad máxima de 8.54X106 

células/mL, con un tiempo de generación de 3.77 días y una tasa de crecimiento específico 

de 0.18 generaciones/día. Los menores rendimientos se observan en los tratamientos P1a y 

P1b, a una iluminación de 2500 lux (46,25 μmol fotones m-2 s−1), fotoperiodo16:08 y 12:12 

respectivamente, estos se caracterizan por contener menor concentración de lixiviado. 
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Se puede observar que durante la etapa de latencia la adaptación fisiológica tanto 

en el FBR de columna (T) como en el FBR de placa plana (P) tarda en promedio 24 días, 

alcanzándose la fase exponencial al día 30, la duración de cada una puede variar de acuerdo 

con las condiciones del cultivo y el tipo de especie, sin embargo, esto permitió mayor 

acumulación de biomasa, ya que se ha demostrado que la etapa de latencia y fase exponencial 

son las de mayor productividad de biomasa, debido a que la fase estacionaria tarda de 1 a 5 

días, posterior a ello se inicia la disminución de su densidad. 

 

 

Figura 15. Cinética de crecimiento de Scenedesmus acutiformis en condición mixotrófica en un FBR 

de placa plana, en un periodo de evaluación de 30 días. Se muestran los valores promedios de tres 

repeticiones (+error estándar). 

 

Respecto al fotoperiodo y a los niveles de iluminación utilizados en el cultivo, el 

análisis estadístico demostró que no existe diferencia estadística significativa entre los dos 

fotoperiodos evaluados (16:08 y 12:12) ni para los dos niveles de iluminación utilizados 
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(2500 y 3500 lux), esto representa una oportunidad para ajustar los costos de operación en 

las condiciones de cultivo de la microalga Scenedesmus acutiformis.  

Durante la evaluación de la cinética de crecimiento de Scenedesmus acutiformis, se 

observó que la aireación constante es un factor de crecimiento importante, ya que afecta 

significativamente la tasa de crecimiento celular del género Scenedesmus, y por ende en su 

rendimiento de biomasa, considerando que las mejores condiciones fueron con una aireación 

de 1,4 vvm, que no permitió que las células permanecieran estáticas, agotando rápidamente 

el sustrato (Huang et al., 2014; Robles-Heredia et al., 2016; Daneshvar et al., 2021). 

 

En la figura 16 se muestran los resultados obtenidos en la cinética de crecimiento de 

Scenedesmus acutiformis en el sistema de cultivo abierto (A), en donde se observa que la 

máxima densidad celular fue en el tratamiento A2 alcanzando una densidad máxima en el día 

30 de 1.09X107 Cel/mL a una concentración de lixiviado de 25%, seguido por el tratamiento 

A3, el cual alcanzó su máxima densidad celular en el día 18 con una concentración de 

1.08X107 Cel/mL. 

 

 

Figura 16. Cinética de crecimiento de Scenedesmus acutiformis en condición mixotrófica en un 

sistema abierto en un periodo de evaluación de 30 días, los valores muestran el promedio de tres 

repeticiones (± error estándar).  
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Este sistema fue evaluado sin controlar las condiciones de cultivo, expuesto a la luz 

solar, por lo que el comportamiento de crecimiento que se observa en la figura 16 difiere de 

lo observado en los sistemas cerrados (figura 14 y 15), observándose que los tratamientos A1 

y A3 presentan etapa corta de latencia y la disminución de la densidad celular a partir del día 

22, mientras que el tratamiento A2 con 25% de lixiviado continua en fase exponencial al día 

30, nuevamente se observa que los tratamientos con mayor concentración de lixiviado 

presentan una mayor densidad celular. A pesar de que la máxima densidad celular se observa 

en el tratamiento A2, el mayor rendimiento acumulado de biomasa se presenta en el 

tratamiento A3 con concentración de 50% de lixiviado. 

 En la figura 17 se observa la productividad de biomasa a los 20 días de evaluación, 

en la figura a se observa el FBR de columna, en la figura b, el FBR de placa plana y en la 

figura c, el sistema abierto. 

 

Figura 17. Densidad celular alcanzada a los 30 días de Scenedesmus acutiformis utilizando como 

medio de cultivo lixiviado de lombricomposta en a) FBR de columna, b) FBR de placa plana y c) 

Sistema de cultivo abierto. 
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En la figura 18 se observa la productividad de biomasa seca de Scenedesmus 

acutiformis en mg L-1 de los tres sistemas evaluados en un total de 27 tratamientos (tabla 4), 

en donde se muestra una productividad de biomasa seca que oscila de 31 a 776 mg L-1, de 

los tres sistemas evaluados el sistema abierto presentó una mayor productividad de biomasa 

siendo el tratamiento A3 con 50% de lixiviado el que alcanzó una productividad de 776.2 2 

𝑚𝑔 𝐿−1, seguido del sistema FBR de placa plana en donde se alcanzó una productividad 

máxima de 727.1 2 𝑚𝑔 𝐿−1 en el tratamiento P6b con 50% de lixiviado con un fotoperiodo 

12:12 y un nivel de iluminación de 3500 lux, la menor productividad se observó en el sistema 

FBR de columna, alcanzando una máxima productividad de 550.9 2 𝑚𝑔 𝐿−1 en el tratamiento 

T3a con 50% de lixiviado un fotoperiodo 16:08 y un nivel de iluminación de 2500 lux. La 

mayor productividad de biomasa se alcanzó en los tratamientos con mayor concentración de 

lixiviado (50%) T3a, T6b, P3b, P6b y A3 con una productividad de 550.9, 432.6, 428.5, 727.1 

y 776.2 𝑚𝑔 𝐿−1 respectivamente, siendo los tratamientos con concentración de 15% de 

lixiviado los que presentaron menor productividad.  

 

 

Figura 18. Rendimiento de la biomasa seca de Scenedesmus acutiformis en condición 

mixotrófica en tres sistemas de cultivo, en un periodo de evaluación de 30 días, los valores muestran 

el promedio de tres repeticiones (± error estándar).  
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Es importante destacar que el lixiviado no recibió ningún tratamiento previo a su 

uso como medio de cultivo, esto representa una ventaja ya que se disminuyen las operaciones 

unitarias involucradas en el cultivo de microalgas. Los estudios utilizando lixiviados como 

medio de cultivo siguen estando a escala laboratorio, Nordin y Samsudin (2017) utilizaron 

lixiviados de vertedero nitrificados como medio de cultivo a concentraciones de 10 – 30%, 

evaluaron la productividad de 3 cepas de algas (Chlorella sp., Scenedesmus sp. 

y Oscillatoria sp.), encontrando que Scenedemus sp. alcanzó una productividad máxima de 

639.77 mg/L/día en concentración de 10% de lixiviado, mientras que en concentraciones más 

altas se observó toxicidad. Estos resultados coinciden con diversos estudios realizados con 

consorcios de microalgas (Desmodesmus spp. y Scenedesmus obliquus) y bacterias, en donde 

se comparó la tolerancia de microalgas a diferentes concentraciones de lixiviado (≤10%, 

15%, 20%, 30% y 50%), demostrando que en concentraciones de hasta el 10% hubo 

crecimiento de microalgas y reducción de nitrógeno amoniacal y ortofosfatos, mientras que 

en concentraciones mayores se presentó una inhibición en el crecimiento, atribuido al alto 

nivel de amoniaco (Hernández at al., 2019; Zhao at al., 2014; Cheah at al., 2016; Lin et al., 

2007). 

Por otro lado, es este trabajo se observa una alta productividad de biomasa, 

observándose diferencias estadísticas significativas entre la concentración de lixiviado 

utilizado en los tratamientos evaluados (tabla 7), estos resultados están relacionados con la 

composición química del lixiviado y la capacidad de las microalgas para asimilar dióxido de 

carbono y nutrientes, así mismo, se destaca la importancia de producir lixiviados y 

caracterizarlos para garantizar una concentración de compuestos tolerada por las microalgas 

y que a su vez se favorezca la síntesis de metabolitos de interés (Ortiz et al., 2023; Hu et al., 

2021).  

 

4.4 Productividad de lípidos de Scenedesmus acutiformis  

 

En la figura 19 se observa la productividad de lípidos de los tres sistemas evaluados, 

en los que se cuantificó la productividad de aceite extraído mediante el método Soxhlet, en 

la imagen se observa que el rendimiento oscila entre 12.6 – 51.9%, siendo el sistema abierto 
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(A) el que presentó mayor rendimiento de aceite en comparación con los FBRs de columna 

(T) y de placa plana (P), la mayor productividad fue de 51.9% en el tratamiento A3 sistema 

abierto con 50% de lixiviado, seguido del tratamiento A2 con 47.3% en sistema abierto con 

25% de lixiviado. De los dos sistemas de FBRs evaluados, el FBR de placa plana mostró 

mayor rendimiento, la mayoría de los tratamientos superaron el 30% de acumulación de 

lípidos, mientras que en el FBR de columna los rendimientos máximos fueron de 25.5 y 

28.7% en los tratamientos con 50% de lixiviado. Nuevamente se observa menor rendimiento 

de lípidos en los tratamientos con menor concentración de lixiviado (15%), mostrando una 

diferencia estadística significativa entre las tres concentraciones de lixiviado evaluadas y los 

tres sistemas de cultivo.  

 

Figura 19. Rendimiento de lípidos de Scenedesmus acutiformis en condición mixotrófica en 

tres sistemas de cultivo, en un periodo de evaluación de 30 días, los valores muestran el 

promedio de tres repeticiones (± error estándar).  
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Los valores encontrados en los FBRs concuerdan lo reportado por Korozi et al., 

(2023) quien bajo condición mixotrófica y bajo iluminación de luz LED logró una 

productividad de 26.6% de acumulación de lípidos de Scenedesmus quadricauda, mientras 

que para el sistema abierto estos valores están por arriba de lo reportado. El contenido de 

nutrientes en el lixiviado como medio de cultivo fue determinante para la productividad y 

acumulación de lípidos, cabe mencionar que la concentración de nitrógeno (N) y potasio (K) 

en el lixiviado es de 0.5 mg L-1 y 1.19 mg L-1 respectivamente (tabla 7), por lo que se puede 

considerar que existe una limitación de estos nutrientes, se ha demostrado que las algas del 

filo Chlorophyta tienen un contenido de lípidos entre el 20 % y 30 % del peso seco en un 

medio rico en nutrientes, sin embargo, la limitación de N induce la acumulación de lípidos 

hasta un 64% del peso seco (Griffiths et al., 2009; Li et al., 2011). Un estudio realizado por 

Kumari et al., (2021) reportó una reducción del 10% en la producción de biomasa de 

Chlorella vulgaris y un aumento del 32% en los lípidos con un 85% de grasas saturadas bajo 

limitación de N y P, otro estudio realizado por Vázquez en 2011 logró aumentar 

significativamente la productividad de lípidos de Scenedesmus sp. a 133.55 mg·L-1·d-1 bajo 

limitación de N. Así mismo, se ha demostrado que la mayor acumulación de lípidos es en la 

fase estacionaria, al detenerse la división celular se aumenta la concentración de 

triacilglicéridos (Converti at al., 2009; Hu et al., 2008); sin embargo, como se observa en la 

cinética de crecimiento en la mayoría de los tratamientos evaluados en esta investigación 

fueron cultivados a los 30 días, cuando el crecimiento aún se encuentra en fase exponencial, 

por lo que la prolongación del cultivo posterior a los 30 días aumentaría la concentración de 

lípidos.  

Sin embargo, pese a que el crecimiento se detuvo en la fase exponencial, los 

rendimientos de lípidos se encuentran por arriba de lo reportado en la literatura, tomando en 

cuenta que se utilizaron concentraciones de hasta 50% de lixiviado. Hernández et al. (2019) 

reportó un rendimiento máximo de 20% de lípidos de un consorcio de 

microalgas (Desmodesmus spp. y Scenedesmus obliquus) utilizando concentraciones de 

lixiviado menores a 10%, Chang et al. (2018) logró una producción de 10 mg L -1 d -1 de 

lípidos de Chlorella vulgaris cultivado en un fotobiorreactor de membrana utilizando 

lixiviado de vertederos a concentraciones de 10 y 20%,  Zhao et al. (2014) realizó estudios 

utilizando mezclas de agua residual doméstica enriquecida con lixiviado al 0, 5%, 10%, 15% 
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y 20%, alcanzando una productividad máxima de 24.1 mg L -1 d -1 de lípidos Chlorella 

pyrenoidosa, mientras que para la especie Scenedesmus sp. Nayak et al. (2016) reportó un 

rendimiento máximo de 33.3% de lípidos utilizando agua residual filtrada y estéril como 

medio de cultivo, en todos los estudios antes mencionados se han empleado pretratamientos 

físicos y químicos para disminuir la toxicidad de los lixiviados, así como la mezcla o 

reacondicionamiento con aguas residuales, por lo que la optimización del lixiviado y su uso 

crudo sin pretratamientos puede representar una opción viable para el cultivo de las 

microalgas, tomando en cuenta que su cultivo se puede utilizar como tratamiento para la 

recuperación de nutrientes como nitrógeno y fósforo y la bioconversión de metabolitos  de 

interés como son los lípidos (Ortiz et al., 2023). 

Otro aspecto importante que resaltar es que la acumulación de lípidos en el sistema 

abierto reflejó la importancia de la exposición a la luz natural durante el metabolismo 

mixotrófico, ya que se permite que la microalga utilice todo el espectro de luz visible para la 

fotosíntesis, la cual se encuentra a una longitud de onda de 400 a 700 nm (Atta et al., 2013) 

y es compatible con el espectro de absorción fotosintética activa de las microalgas verdes, 

mientras que en los FBRs la luz empleada fue con los diodos emisores de luz (LED), estas 

se consideran la fuente de luz artificial más eficiente en comparación con otras fuentes de luz 

artificial (Bialevich at al., 2022). Sin embargo, los LED tienen un espectro de luz estrecho, 

que, si bien pueden incluir un amplio rango del espectro de luz solar, su eficiencia con el 

espectro de absorción fotosintética varía del 80-100% (Metsoviti et al., 2019; Glemser et al., 

2016; Schulze et al., 2014). Tal como demostró Sobolewska et al. (2023) utilizando lixiviado 

de digestor como medio de cultivo, quien reportó una mayor densidad de biomasa de 

Microglena sp. y Tetradesmus obliquus (antes Scenedesmus obliquus) y remoción de 

nutrientes, cuando el fotobiorreactor se expuso únicamente a luz solar en comparación con 

el fotobiorreactor que utilizó luz LED como iluminación. Otro estudio realizado por 

Bialevich at al. (2022) demostró que el incremento en la intensidad luminosa de luces LED 

quienes evaluaron tres intensidades de luz (100, 250 y 500 μmol fotones m−2 s−1) valores que 

están muy por encima de los utilizados en este trabajo (46.25 y 64.75 μmol fotones m−2 s−1), 

sin embargo, en sus resultados se demostró que el incremento en la intensidad de luz no 

mejoró el crecimiento ni la densidad celular ya que el cultivo se acercaba a su intensidad de 

saturación de luz. Es importante mencionar que la intensidad de la luz por debajo del umbral 
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inferior no permite un crecimiento eficiente, mientras que la intensidad de la luz por encima 

del umbral superior dañará la célula y ralentizará o incluso impedirá un mayor crecimiento 

(Da Silva et al., 2017; Bialevich at al., 2022). 

En el caso de los FBRs resulta interesante buscar la eficiencia de cada sistema 

optimizando la geometría de los mismos, con el objetivo de reducir costos de producción 

reemplazando la luz artificial por la luz natural, de tal manera que se optimice la eficiencia 

de la luz en el cultivo de algas (Huang et al., 2014). 

 

En la tabla 7 se observa la comparación de los tratamientos y sistemas de cultivo 

evaluados, en donde se comparan las variables más importantes en el crecimiento de 

Scenedesmus acutiformis bajo condición mixotrófica, tales como la densidad inicial y la 

densidad celular final a los 30 días de evaluación, así como la tasa de crecimiento específica 

y el tiempo de duplicación, finalmente se observa el rendimiento de la biomasa seca y de la 

acumulación de lípidos. Es posible apreciar a partir de este análisis que los tratamientos con 

mayor concentración de lixiviado lograron mayor productividad en cada una de las variables 

evaluadas. 

 

 

 

 

 



Tabla 7. Comparación de tratamientos y sistemas de cultivo en la productividad de Scenedesmus acutiformis en condición 

mixotrófica. 

 

Concentración 

lixiviado 

Nivel de 

iluminación 

(Lux)  

Tratamiento 

Densidad 

celular inicial 

(Cel mL-1) 

Densidad celular final  

(Cel mL-1) 

µ 

(día -1)  

Td 

(día -1)  

Biomasa seca  

(mg L-1) 

Rendimiento de 

lípidos % 

15 2500 T1 1.3X103±0.17a 1.4 X106±0.15h 0.11± 0.02g 6.15 ±0.03c 65.15 ±0.01i 12.9 ± 2.01i 

3500 T4 1.3 X103±0.12a 7.6 X105±0.09i 0.20 ±0.19e 3.43 ±0.1e 31.08 ±0.01j 18.3 ± 0.01h 

25 
2500 T2 1.3 X103±0.18a 2.7 X106±0.03g 0.06 ±0.07h 11.50 ±0.09b 196.13 ±0.10g 12.7 ± 0.02i 

3500 T5 1.3 X103±0.11a 1.1 X106±0.01h 0.06 ±0.04h 11.64 ±0.05b 111.73 ±0.02g 17.2 ± 0.04h 

50 
2500 T3 1.3 X103±0.14a 2.8 X106±0.07g 0.05 ±0.08i 15.15 ±0.01ª 526.83 ±0.03c 25.3 ± 1.01f 

3500 T6 1.3 X103±0.12a 3.6 X106±0.16e 0.12±0.06g 5.81 ±0.12c 582.63 ±0.07d 28.7 ± 0.03f 

15 
2500 P1 1.3 X103±0.12a 4.0 X106±0.10e 0.06±0.01h 11.35±0.25b 182.38±0.02g 21.03±0.4g 

3500 P4 1.3 X103±0.12a 7.2 X106±0.10c 0.46±0.29b 1.51±0.14g 204.78±0.06g 33.62±0.11e 

25 
2500 P2 1.3 X103±0.11a 3.9 X106±0.10e 0.23±0.15d 2.49±.13f 224.88±0.00g 34.15±0.12e 

3500 P5 1.3 X103±0.12a 7.9 X106±0.10c 0.40±0.29c 1.72±0.15g 250.58±0.04f 34.58±0.06e 

50 
2500 P3 1.3 X103±0.13a 4.8 X106±0.10d 0.15±0.06f 4.55±0.26d 408.00±0.04e 37.22±0.08d 

3500 P6 1.3 X103±0.16a 1.7 X107±0.10a 0.57±0.22a 1.21±0.64g 693.90±0.12b 43.65±0.01c 

15 

NA 

A1 1.3 X103±0.12a 2.2 X106±0.10g 0.20±0.01e 2.14±0.13f 369.9±0.11d 43.95±0.05c 

25 A2 1.3 X103±0.11a 1.1 X107±0.10b 0.10±0.29g 6.46±0.15c 453.6±0.01d 47.31±0.13b 

50 A3 1.3 X103±0.12a 3.0 X106±0.10f 0.41±0.03c 1.4±0.06g 776.24±0.07a 51.97±0.07ª 

 

 * Promedio de tres repeticiones **Promedio (± error estándar) letras distintas en cada columna indican diferencias estadísticas significativas 

(P < 0.05). NA: no aplica. 



4.5 Caracterización de los ésteres metílicos de ácidos grasos (FAME) de Scenedesmus 

acutiformis  

 

En la tabla 8 se observa el perfil de ácidos grasos de Scenedesmus acutiformis 

obtenido a partir de FBR de columna, dentro de los cuales se observan cadenas de carbono 

que van de 16 a 18 carbonos. El 48.06% de los ácidos grasos identificados corresponden a 

ácidos grasos poliinsaturados, siendo el ácido linolénico (C18:3) y ácido linoleico (C18:2) 

los que se encuentran en esta composición, así mismo, se encontró que el 17.93% son ácidos 

grasos monoinsaturados, dentro de los cuales se encuentra el ácido oleico (C18:1) y el ácido 

palmitoleico (C16:1), mientras que el 33.9% corresponde a ácidos grasos saturados.  

Tabla 8. Perfil de ácidos grasos del aceite obtenido de Scenedesmus acutiformis cultivado en 

lixiviado de lombricomposta en FBR de columna. 

N. Componentes 
Fórmula 

química 

Parent ion 

(m/z)2 

Tiempo de 

retención-1 

(min) 

Ácidos grasos 
Porcentaje de 

abundancia (%) 

1 Ácido linolénico C18H30O2 278,43 16.76 Poliinsaturado  27.01 

2 Ácido linoleico C18H32O2 280,44 18.57 Poliinsaturado  17.05 

3 Ácido palmítico C16H32O2 256,43 14.56 Saturado 16.46 

4 Ácido esteárico C18H36O2 284,48 11.36 Saturado 14.7 

5 Ácido oleico  C18H34O2 282.47 19.31 Monoinsaturado 12.75 

6 Ácido palmitoleico C16H30O2 254,41 13.01 Monoinsaturado 3.69 

Ácidos grasos saturados (SFAs)  33.99 

Ácidos grasos monoinsaturados (MUFAs) 17.93 

Ácidos grasos poliinsaturados (PUFAs)  48.06 

 

En la tabla 9 se muestran los resultados de obtenidos en la caracterización de los 

lípidos extraídos del FBR de placa plana, en donde el perfil lipídico mostró una composición 

de 78.8% de ácidos grasos poliinsaturados (PUFAs), siendo el más abundante el ácido 

linolénico (C18:3), seguido del ácido linoleico (C18:2) y ácido eicosadienóico (21:2), 

también se observó un 21.1% ácidos grasos monoinsaturados (MUFAs), siendo el más 

abundante el ácido palmitoleico (C16:1) seguido del ácido oleico (C18:1). Los ácidos grasos 

encontrados constan de cadenas de carbono que van de 16 a 21 carbonos. 

 



 

75 
 

Tabla 9. Perfil de ácidos grasos del aceite obtenido de Scenedesmus acutiformis cultivado 

en lixiviado de lombricomposta en FBR de placa plana. 

N. Componentes 
Fórmula 

química 

Parent 

ion 

(m/z)2 

Tiempo de 

retención-1 

(min) 

Ácidos grasos 

Porcentaje de 

abundancia 

(%) 

1 Ácido linolénico C18H30O2 278,43 19.88 Poliinsaturado  46.9 

2 Ácido eicosadienóico C21H38O2 280,44 21.45 Poliinsaturado  6.92 

3 Ácido linoleico C18H32O2 284,48 18.93 Poliinsaturado  25.04 

4 Ácido oleico  C18H34O2 282.47 17.73 Monoinsaturado 6.87 

5 Ácido palmitoleico C16H30O2 254,41 15.72 Monoinsaturado 14.25 

Ácidos grasos saturados (SFAs)  NA  

Ácidos grasos monoinsaturados (MUFAs) 21.12 

Ácidos grasos poliinsaturados (PUFAs)  78.86 

 

Así mismo, en la tabla 10 se observa la composición de  ácidos grasos encontrados 

en el aceite producido en el sistema de cultivo abierto, el cual corresponde a una composición 

de 80.13% de ácidos grasos poliinsaturados (PUFAs), siendo el más abundante el ácido 

linolénico (C18:3), seguido del ácido linoleico (C18:2) y ácido eicosadienóico (21:2), 

también se observó un 19.8% de ácidos grasos monoinsaturados (MUFAs), siendo el más 

abundante el ácido palmitoleico (C16:1), seguido del ácido oleico (C18:1). Se observa que 

la composición de los ácidos grasos encontrados en el FBR de placa plana y el sistema abierto 

presentan una abundancia similar, los ácidos grasos constan de cadenas de carbono que van 

de 16 a 21 carbonos. Es importante recordar que la acumulación de lípidos mostró un mayor 

rendimiento entre los tratamientos de mayor concentración de lixiviado, además de que el 

perfil de ácidos grasos fue realizado con los lípidos obtenidos a una concentración de 50%. 

 

Tabla 10. Perfil de ácidos grasos del aceite obtenido de Scenedesmus acutiformis cultivado 

en lixiviado de lombricomposta en un sistema de cultivo abierto. 

N. Componentes 
Fórmula 

química 

Parent ion 

(m/z)2 

Tiempo de 

retención-1 

(min) 

Ácidos grasos 

Porcentaje de 

abundancia 

(%) 

1 Ácido linolénico C18H30O2 278,43 19.88 Poliinsaturado  48.51 

2 Ácido linoleico C18H32O2 280,44 18.33 Poliinsaturado  25.35 

3 Ácido eicosadienóico C21H38O2 284,48 21.45 Poliinsaturado  6.27 
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4 Ácido oleico  C18H34O2 282.47 17.73 Monoinsaturado 5.75 

5 Ácido palmitoleico C16H30O2 254,41 15.72 Monoinsaturado 14.1 

Ácidos grasos saturados (SFAs)  NA  

Ácidos grasos monoinsaturados (MUFAs) 19.85 

Ácidos grasos poliinsaturados (PUFAs)  80.13 

 

La figura 20 muestra el cromatograma de los compuestos identificados, en donde se 

visualiza el tiempo de retención respecto a la abundancia presente en la muestra, estos picos 

de identificación fueron interpretados a partir del estándar CRM47885 (Certificado de 

Análisis - Material de Referencia Certificado Supelco Mezcla de Componente FAME 37). 

Los resultados obtenidos en el FBR de columna coinciden con lo reportado por El-

Sheekh et al. (2018) quien identificó el perfil de ácidos grasos de morfotipos 

correspondientes a diferentes especies de Scenedesmus, demostrando una abundancia de 

ácidos grasos poliinsaturados de 44.22%, 18,05% para ácidos grasos monoinsaturados y 

37.73% para ácidos grasos saturados, lo que indica que el equilibrio en la composición de 

ácidos saturados y ácidos grasos insaturados determinan la buena calidad del biodiesel, 

reduciendo su oxidación y su viscosidad y características de fluidez a bajas temperaturas. Por 

otro lado, en el FBR de placa plana y el sistema de cultivo abierto se puede observar una 

mayor abundancia de ácidos grasos poliinsaturados 78 y 80% respectivamente, mientras que 

se observa una abundancia de 21 y 19% de ácidos grasos monoinsaturados (MUFAs) 

respectivamente. Es importante mencionar que las características estructurales de los ácidos 

grasos; como la longitud de la cadena y el grado de insaturación; también influyen 

significativamente en las propiedades físicas y químicas del biodiésel, las cuales están 

determinadas principalmente por sus ésteres metílicos de ácidos grasos (FAME) (Volgusheva 

et al., 2022). El grado de insaturación juega un papel importante en las propiedades del 

combustible, cuanto mayor sea el grado de insaturación de los FAME, mayor será la 

tendencia a la oxidación del biodiesel (Zhao et al., 2019), sin embargo, los ácidos grasos más 

cortos y más insaturados aumentan las características de viscosidad y flujo a bajas 

temperaturas, que son características indeseables, por lo tanto, se debe mantener una 

proporción adecuada entre grasas saturadas e insaturadas para obtener biodiesel con 

características apropiadas (Tripathi et al., 2021).  
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Figura 20. Cromatograma del perfil de ácidos grasos del aceite obtenido de Scenedesmus acutiformis 

propagado en lixiviado de lombricomposta como condición mixotrófica, mediante espectroscopía de 

masas por cromatografía de gases (GCMS). 

Los resultados actuales revelaron que los ácidos grasos saturados ácidos (AGS) y 

ácidos grasos monoinsaturados (MUFAs) de S. acutiformis fue 33,99 y 17,93 % de los ácidos 

grasos totales, del FBR de columna (tabla 8), cumple con las especificaciones de estándar 

europeo EN 14214 y la norma ASTM Biodiesel D 6751, por lo que su uso en la obtención 

de biodiesel daría lugar a un biodiesel con una estabilidad oxidativa aceptable (Vignesh et 

al., 2021), además, la conversión de triglicéridos en FAME a través del proceso de 

transesterificación podría reducir la viscosidad del mismo. Mientras que para el FBR de placa 

plana y el sistema abierto la composición de ácidos grasos poliinsatrurados (PUFAs) 

constituyen el 80% de los ácidos grasos totales, encontrándose un 20% de ácidos grasos 

monoinsaturados (MUFAs), los ácidos grasos y los ésteres metílicos de ácidos grasos 

(FAME) con 4 o más enlaces dobles son susceptibles a la oxidación durante el 
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almacenamiento y esto reduce su aceptabilidad para su uso en biodiésel (Chisti, 2007), así 

mismo, la norma europea EN 14214 limita el contenido de éster metílico de ácido linolénico 

en el biodiésel para uso en vehículos al 12 %, sin embargo, los ácidos grasos poliinsatrurados 

(PUFAs) encontrados en el perfil de ácidos grasos se observa que la insaturaciones están por 

debajo de 4 (ácido linolénico (C18:3), ácido linoleico (C18:2) y ácido eicosadienóico (21:2), 

por lo que estos ácidos grasos tienen una mayor estabilidad oxidativa (Chisti, 2007), además 

de que se puede reducir el grado de insaturación del aceite de microalgas mediante la 

hidrogenación catalítica parcial del aceite (Jang et al., 2005; Dijkstra, 2006). Otro aspecto 

importante es que al tener un mayor porcentaje de ácidos grasos insaturados le confiere al 

biodiésel que se obtiene por transesterificación una mejora en las propiedades del 

combustible, como la viscosidad, la fluidez y la reducción de contenido de sólidos insolubles 

(Andeden et al., 2021; Mier y Fajardo, 2012). Finalmente, una de las características más 

importantes del biodiesel es el número de carbonos (C) en la estructura, cuanto más largas 

son las cadenas de carbono de los ácidos grasos, más moléculas saturadas presentes en el 

biodiesel se obtienen (Kokkinos et al., 2015). Es por todo lo anterior que los lípidos obtenidos 

de la biomasa de S. acutiformis representan una alternativa para la producción de ésteres 

metílicos de ácidos grasos de calidad de acuerdo con las especificaciones de estándar europeo 

EN 14214 y la norma ASTM Biodiesel D 6751, sin embargo, es necesario determinar 

parámetros de calidad en el biodiesel obtenido a partir de estos ácidos grasos. 

 

4.6 Optimización de las variables de producción de lípidos de Scenedesmus acutiformis  

 

Se realizó un análisis de superficie respuesta (RSM) para optimizar las variables de 

producción de lípidos de la biomasa microalgal de Scenedesmus acutiformis evaluadas a 

nivel de tres sistemas de cultivo, dos FBRs y un sistema abierto, así como evaluar su 

sensibilidad a los factores de los tratamientos, el análisis se llevó a cabo con el software 

Minitab Statistical Software 22, la variable respuesta utilizada fue el contenido de lípidos y 

el perfil de ácidos grasos (FAME). 
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En las tablas 11 y 12 se observa el análisis de varianza p<0.05, en los cuales se 

muestra que existe diferencia estadística significativa entre las concentraciones de lixiviado 

evaluadas (15, 25 y 50%), así mismo existe diferencia estadística significativa entre los 

sistemas de cultivo, mientras que las interacciones entre las dos variables no son 

significativas.  

Tabla 11. Análisis de la varianza modelo lineal para determinar la optimización de la 

producción de lípidos 

Fuente GL SC Ajust. MC Ajust. Valor F Valor p 

Modelo 6 1415.09 235.848 27.35 0.036 

Lineal 3 1335.88 445.295 51.64 0.019 

%Lix 1 176.04 176.042 20.42 0.046 

S 2 1159.84 579.921 67.25 0.015 

Cuadrado 1 0.04 0.036 0.00 0.954 

%Lix*%Lix 1 0.04 0.036 0.00 0.954 

Interacción de 2 factores 2 7.65 3.823 0.44 0.693 

%L*S 2 7.65 3.823 0.44 0.693 

Error 2 17.25 8.623   

Total 8 1432.34    
 

RSM con un α=0.05 

 

Tabla 12. Análisis de la varianza modelo cuadrático para determinar la optimización 

de la producción de lípidos. 

Fuente GL SC Ajust. MC Ajust. Valor F Valor p 

Modelo 4 1407.44 351.861 56.54 0.001 

Lineal 3 1397.91 465.970 74.88 0.001 

%Lix 1 176.04 176.042 28.29 0.006 

S 2 1221.87 610.934 98.18 0.000 

Cuadrado 1 0.04 0.036 0.01 0.943 

%Lix*%Lix 1 0.04 0.036 0.01 0.943 

Error 4 24.89 6.223   

Total 8 1432.34    
 

RSM con un α=0.05 
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En la figura 21 se observa el diagrama de Pareto estandarizada para eficiencia en la 

producción de lípidos, en donde el factor a, corresponde a los tres niveles de concentración 

de lixiviado (15, 25 y 50%), mientras que el factor B corresponde a los sistemas de cultivo 

(1: FBR placa plana, 2: FBR de columna, 3: cultivo abierto). 

 

Figura 21. Diagrama de Pareto estandarizada para eficiencia en la producción de 

lípidos. 

Los efectos estimados para la eficiencia en cada sistema de cultivo se observan en las 

siguientes ecuaciones de ajuste. 

    

1 %AC = 9.42 + 0.345 %Lix - 0.00055 %Lix*%Lix 

        

2 %AC = 24.25 + 0.345 %Lix - 0.00055 %Lix*%Lix 

        

3 %AC = 37.95 + 0.345 %Lix - 0.00055 %Lix*%Lix 
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En la figura 22 se observa que la región óptima de producción de lípidos (%AC) 

observada en la función de la concentración de lixiviado (%lix) y del sistema de cultivo se 

encuentra a mayor concentración de lixiviado (50%) y en el sistema de cultivo abierto (3). 

Tal como se observa en la ecuación de regresión del modelo lineal, las variables que influyen 

y son significativas en el rendimiento de lípidos son la concentración de lixiviado y el sistema 

de cultivo. Por lo que la optimización de la producción de lípidos de Scenedesmus acutiformis 

se encuentra en la implementación de un sistema de cultivo abierto (raceway), utilizando 

como medio de cultivo lixiviado de lombricomposta a una concentración de 25 a 50%, 

pudiéndose obtener un máximo rendimiento en la concentración de 50% de lixiviado. 

 

Figura 22. Superficie respuesta estimada para optimizar la productividad de Scenedesmus acutiformis. 

%AC = porcentaje de aceite, S = sistema de cultivo (1: FBR de columna, 2: FBR de placa plana, 3: 

sistema abierto), %Lix = porcentaje de lixiviado. 
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CONCLUSIONES  

 

1. Se obtuvo y caracterizó el lixiviado de lombricomposta como medio de cultivo para 

microalgas, encontrándose una mayor concentración de P y baja concentración de N, 

8.02 mg/L y 0.5 mg/L respectivamente, estas concentraciones de N suponen una 

limitación en el cultivo por lo que se induce la síntesis de lípidos con potencial para 

biodiesel. Así mismo, se demostró que es posible utilizar el lixiviado crudo y en 

concentraciones de hasta 50% sin presentar un efecto tóxico para las microalgas, 

también se demuestra la importancia de caracterizar tanto los materiales de la 

composta como el lixiviado con el objetivo de estandarizar el medio de cultivo. 

2. Los dos fotoperiodos evaluados en los FBRs no mostraron diferencia estadística 

significativa, mientras que se demostraron mayores rendimientos de biomasa en los 

tratamientos del sistema abierto en donde se trabajó bajo la incidencia de luz solar, 

observándose un comportamiento similar en los niveles de iluminación, ya que no se 

encontró diferencia estadística significativa entre los fotoperiodos 16:08 y 12:12. 

3. En el FBR de columna S. acutiformis obtuvo la máxima productividad de biomasa de 

582.6 mg L-1 y una acumulación de lípidos de 28.7% a los 30 días de evaluación, 

siendo los tratamientos T6 y T3 los que contienen la mayor productividad, los cuales 

se caracterizan por tener una concentración de 50% de lixiviado. 

4. En el FBR de placa plana se observó una mayor productividad de biomasa y lípidos 

a los 30 días de evaluación en el tratamiento P6 y P3, ambos con 50% de lixiviado, 

alcanzando una productividad máxima de 643.6 mg L-1 y una acumulación de lípidos 

de 43.6%, respectivamente. 

5. En el sistema de cultivo abierto la máxima productividad de biomasa fue en el 

tratamiento A3 con 50% de lixiviado, alcanzando una productividad de 776.2 mg L-1 

y un rendimiento máximo de aceite de 51.9%. 

6. La máxima densidad celular se alcanzó en los tratamientos de mayor concentración 

de lixiviado, alcanzando una máxima productividad de 1.7x107 Cel mL-1 a los 30 días 
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de evaluación en el tratamiento P6, el cual corresponde al FBR de placa plana, con 

50% de lixiviado y 3500 lux de iluminación, mientras que la menor densidad fue en 

el tratamiento T4, FBR de columna con 3500 lux de iluminación, alcanzándose una 

densidad máxima a los 30 días de 7.6X105 Cel mL-1. 

7. La productividad de biomasa seca osciló entre 31.08 a 776.2 mg L-1, siendo mayor en 

los tratamientos con mayor concentración de lixiviado, la máxima productividad de 

biomasa seca fue en A3, sistema abierto con concentración de lixiviado de 50%, 

alcanzando una productividad de 776.2 mg L-1, mientras que la menor productividad 

fue en el FBR de columna en los tratamientos con concentración de 15% de lixiviado. 

8. La productividad de lípidos osciló entre 12.7 a 51.9%, siendo mayor en los 

tratamientos con mayor concentración de lixiviado, así como una mayor 

productividad en el sistema de cultivo abierto, alcanzándose una acumulación 

máxima de 51.9% en el tratamiento A3. Estos resultados demuestran el cumplimiento 

de la hipótesis planteada, ya que la microalga Scenedesmus acutiformis demostró la 

capacidad de metabolizar, en condiciones mixotrófica a una concentración del 50% 

de lixiviado de lombricomposta, lípidos en concentraciones de 20 a 50% a escala 

fotobiorreactor. 

9. Se logró la caracterización de los ácidos grasos acumulados por S. acutiformis en los 

tres sistemas de cultivos evaluados, encontrándose ácidos grasos de cadena larga de 

16 a 21 carbonos. En el FBR de columna se observa una composición de 48% de 

ácidos grasos poliinsaturados (PUFAs), mientras que un 17% de ácidos grasos 

monoinsaturados (MUFAs), en el FBR de columna y el sistema abierto se encontró 

80% de PUFAs y 20% de MUFAs, siendo el ácido graso más abundante es el 

linolénico C18H30O2 encontrándose en 27%. Los PUFAs contienen entre 2 y 3 

insaturaciones. Es por todo lo anterior que los lípidos obtenidos de la biomasa de S. 

acutiformis representan una alternativa para la producción de calidad de ésteres 

metílicos de ácidos grasos de acuerdo a las especificaciones del estándar europeo EN 

14214 y la norma ASTM Biodiesel D 6751. 
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10. El análisis de superficie respuesta mostró que la optimización del medio de cultivo 

depende de la concentración del lixiviado, entre más alta es, mayores rendimientos 

de producción pueden obtenerse, por otro lado, es posible ahorrar costos de 

producción en el mantenimiento de las condiciones del cultivo, ya que el sistema 

abierto presentó la mayor productividad de lípidos. 
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TRABAJOS FUTUROS Y RECOMENDACIONES 

 

A partir de los resultados obtenidos en este trabajo, es pertinente realizar y ampliar los 

estudios de algunos de los resultados obtenidos. 

1. Realizar la prolongación del cultivo de microalgas por más de 30 días, ya que se ha 

demostrado que la mayor acumulación de lípidos se da en la fase estacionaria, esto 

permitiría una mayor acumulación de lípidos. 

 

2. Establecer un sistema de cultivo abierto a mayor escala que trabaje de forma continua 

y que, a su vez permita obtener rendimientos superiores de aceite para evaluar los 

parámetros de calidad en el biodiesel obtenido a partir de estos ácidos grasos, 

tomando como referencia las especificaciones de estándar europeo EN 14214 y la 

norma ASTM Biodiesel D 6751.  

 

3. Caracterizar y revalorizar la biomasa resultante posterior a la extracción de aceite de 

S. acutiformis con la finalidad de establecer el aprovechamiento integral de la 

biomasa y su posible aplicación en otras áreas de la industria. 

 

4. Realizar un estudio de la factibilidad económica del escalamiento del cultivo de S. 

acutiformis en la modalidad de cultivo abierto utilizando como medio de cultivo 

lixiviado de lombricomposta. 
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