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INTRODUCCIÓN 

En la actualidad los recursos naturales no renovables como el carbón, gas y petróleo, 

son considerados la fuente principal de energía para la producción de combustibles 

fósiles donde el 80% de necesidades energéticas del mundo se cubre a partir de dichos 

combustibles. El aumento poblacional ha causado gradualmente la explotación de estos 

recursos, jugando un papel vital para el crecimiento económico de muchos países (Vogt 

& Weckhuysen,2024). En la edición de un informe de Prospectivas de la energía en el 

mundo (WEO- World Energy Outlook) se menciona que durante el periodo de 2014 al 

2040, la demanda energética aumentaría (Cronshaw, 2015; Murshed & Tanha, 2021). 

Para el 2030, se prevé el crecimiento de industrias, hogares y circulación de vehículos, 

por lo que la generación de energía y la construcción reflejarán problemas en la salud 

de la población, como consecuencia de la contaminación emitida por estos sectores 

(Shahsavari y Akbari, 2018; Sepasgozar y Blair, 2021).  

La agencia International de Energía (AIE, 2024) menciona que el consumo mundial de 

petróleo estimado, superará expectativas de años anteriores, con nuevo récord 

histórico de 102,9 millones de barriles diarios. Estas condiciones han generado 

dependencia energética creciente de los países no productores de esta fuente de 

energía, provocando una infinidad de consecuencias ambientales irreversibles y un 

agotamiento de las reservas acumuladas durante más de 400 millones de años. Desde 

1965, son más de 900 billones de barriles los que se han consumido globalmente y se 

han transformado en dióxido de carbono. Esta enorme cantidad de anhídrido carbónico 

no se recicló y representa actualmente más del 50 % de los gases de efecto invernadero 

que es mayormente el responsable del calentamiento climático global (Pásztor, 2015; 

Onifade et al., 2023). 

Los recursos naturales han sido explotados debido a la creciente demanda energética, 

junto con el crecimiento de la población. Generando agotamiento de recursos no 

renovables, provocando emisión de gases de efecto invernadero, principalmente 

dióxido de carbono cuando se utiliza carbón, petróleo y recursos de gas natural (Rahman 

et al., 2017; Khan et al., 2019; Tailon Martins et al., 2021). 

Los grandes niveles emitidos de gases contaminantes según el tipo de combustible, han 

generado consecuencias irreversibles. El carbón es responsable de producir grandes 

cantidades de CO2 por unidad de energía (Onifade et al., 2023), el petróleo produce 

alrededor de menos de un tercio de gases contaminantes, en comparación con las 

cantidades emitidas por carbón y gas natural que representa la mitad de las emisiones 

de CO2 comparado con el aceite, siendo este el menos agresivo con respecto a otros 

combustibles (B¨olük y Mert, 2015). 

La contaminación atmosférica es un conjunto gases y pequeñas partículas en el aire, que 

implica riesgo o daño a la salud de los seres vivos, la principal causa de contaminación 
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del aire es la quema de combustibles fósiles, se producen partículas residuales nocivas 

para la salud, ocasionando un gasto de miles de millones en salud pública debido a la 

gran cantidad de emisiones mundiales de CO2 por combustibles fósiles que van en 

aumento cada año a causa del consumo. Provocando afectaciones a la calidad del aire, 

resultando enfermedades en vías respiratorias (Khan et al., 2017; Lelieveld et al., 2020) 

principalmente. 

Por ello, es necesario priorizar con urgencia una visión de futuro sustentable, 

sustituyendo el consumo de los combustibles fósiles para poder preservar la salud de 

los ecosistemas. Por lo tanto, investigar nuevas alternativas de energías renovables para 

la producción de biocombustibles que tengan mayor seguridad energética, así como la 

reducción de gases efecto invernadero y de contaminantes ambientales, logrando evitar 

el consumo de combustibles fósiles. 

Los biocombustibles son una iniciativa de innovación tecnológica que busca tener un 

impacto de sustentabilidad energética, representando una alternativa de conservación 

de energías fósiles, como es el caso del biodiésel; siendo los aceites y grasas reciclados 

la materia prima más utilizada para su producción, por lo que resultan una posibilidad 

de mejores costos de producción.  

La materia prima más utilizada para producción de este combustible no fósil son los 

aceites y grasas reciclados, siendo una alternativa de costo accesible que requiere de 

una correcta disposición de dichos residuos, a través de una reacción de 

transesterificación con la acción del alcohol y un catalizador químico o biológico 

(Tabatabaei et al., 2015; Ben Bacha et al., 2022). 

Esta investigación tuvo como objetivo establecer un proceso de producción de biodiésel 

a través de una reacción de transesterificación mediante catálisis biológica, usando la 

enzima lipasa lipolítica proveniente de microorganismos fúngicos, aislados de aceites 

usados de cocina.  
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Combustibles fósiles 

Los combustibles fósiles son una fuente de energía generada a partir de materia 

orgánica de plantas, animales y microorganismos en descomposición que requiere 

millones de años para su transformación. Estos combustibles se encuentran en la 

corteza terrestre y contienen carbono e hidrógeno, que pueden quemarse para obtener 

energía. Ejemplos de estos combustibles son: carbón, petróleo y el gas natural (Brown, 

2019). 

▪ El carbón es un material que generalmente se encuentra en los depósitos de 

rocas sedimentarias de materia vegetal y animal muerta que esta acumulada en 

capas. El 50% del peso de una pieza de carbón debe provenir de plantas 

fosilizadas.  

▪ El petróleo se encuentra originalmente como un material sólido entre capas de 

roca sedimentaria. Este material se calienta para producir el aceite espeso que 

se puede utilizar para fabricar gasolina.  

▪ El gas natural se encuentra generalmente acumulado en depósitos de petróleo. 

Aunque también se puede encontrar en capas de rocas sedimentarias que no 

contienen petróleo. El gas natural se compone principalmente de metano. 

(Brown, 2019). 

La creciente demanda de estas energías, junto con el crecimiento de la población, llevó 

al planeta a la explotación de dichos recursos naturales no renovables. (Naz et al., 2019; 

Mensah et al., 2019; Adedoyin et al., 2020; Martins et al., 2021). 

Durante mucho tiempo los combustibles fósiles se han utilizado como fuente de carbono 

para sintetizar combustibles, productos químicos y materiales a base de carbono que 

utilizamos en la vida cotidiana. Sin embargo, el manejo masivo de los combustibles 

fósiles se asocia con una serie de cuestiones económicas, políticas, ambientales y de 

salud (Serrano, 2020). 

En 2030 se prevé el crecimiento de industrias, hogares, circulación de vehículos, la 

generación de energía y la construcción que reflejarán problemas en la salud de la 

población, como consecuencia de la contaminación emitida por estos sectores 

(Shahsavari y Akbari, 2018; Sepasgozar y Blair, 2021). La contaminación del aire es una 

mezcla compleja de gases y pequeñas partículas y contribuye a una serie de 

consecuencias para la salud, que incluyen la muerte prematura de 5 millones de 

personas cada año (Amini et al., 2019). 

La quema de combustibles fósiles ha provocado una emisión de gases nocivos como CO2, 

CH4, SOx y NOx causando lluvia ácida, calentamiento global y cambios climáticos (Mishra 

et al., 2019a; Reddy et al., 2019; Sharma et al., 2020; Srivastava et al, 2020a, 2020b, 

2020c). La emisión antropogénica de CO2 a nivel mundial fue alrededor de 3.3x1010 
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toneladas en 2018 (Liu et al., 2020). El nivel actual de CO2 se prevé en 394,5 ppmv (partes 

por millón de volumen) y que aumente a 500 ppmv alrededor de 2050 si no se controlan 

las emisiones no restringidas (Sharma et al., 2020). 

Otra de las grandes consecuencias de la contaminación del aire es la producción de 

partículas residuales nocivas para la salud (Khan et al., 2017; Lelieveld et al., 2020; 

Martins et al., 2021). La contaminación del aire por la quema de combustibles fósiles 

provoca cada año 4,5 millones de muertes en todo el mundo, según un estudio 

elaborado por Greenpeace en el 2020. Alrededor de 40.000 de los fallecidos 

son niños menores de cinco años, que se ven afectados ante la exposición a 

micropartículas procedentes de los combustibles fósiles, mientras que unos 16 millones 

de menores sufren asma debido al dióxido de nitrógeno (NO2) emitido por los vehículos 

de combustión y las centrales eléctricas (Greenpeace, 2020). 

En el informe “Atlas del Carbón en América Latina 2020” de la fundación Heinrich BÖll, 

describe que la combustión de carbón en China genera 250,000 muertes al año; 

mientras que en los países de la Unión Europea la cifra de muertes es de 18 mil 200 

personas. Se reconocen las grandes afectaciones que se producen por el riesgo de 

inhalar partículas finas de metales pesados, ya que estas ingresan a las vías respiratorias, 

penetran los pulmones y al flujo sanguíneo y causan distintos efectos nocivos en el 

cuerpo. Pueden generar inflamación crónica de los pulmones, deteriorar los reflejos 

pulmonares y reducir su funcionamiento hasta generar enfermedades como asma, 

bronquitis crónica y cáncer al pulmón. Otro efecto de deterioro en la salud es la 

reducción del flujo sanguíneo al cerebro, lo que genera una presión sanguínea alta, 

arritmias cardíacas e infartos.  

Los niveles emitidos de gases contaminantes dependen del tipo de combustible, por 

ejemplo: el carbón es responsable de producir grandes cantidades de CO2 por unidad de 

energía; el petróleo produce alrededor de un tercio menos de gases contaminantes en 

comparación con las cantidades emitidas por el carbón y el gas natural representa la 

mitad de las emisiones de CO2 comparada con el petróleo, haciéndolo el menos agresivo 

que otros combustibles (B¨olük y Mert, 2015; Martins et al., 2021).  

Los altos niveles de emisiones de gases de efecto invernadero que han alcanzado los 

países desarrollados en últimos años, han generado grandes consecuencias del 

calentamiento global. Se estima que hasta el 2050 el suelo debe permanecer con 

grandes reservas de combustibles fósiles para limitar el calentamiento hasta 2 °C.  

McGlade y Ekinsun en 2015 estimaron que debe mantenerse un tercio de petróleo de 

reservas, aproximadamente la mitad de gas metano fósil y más del 80% de las actuales 

reservas de carbón (Welsby et al., 2021). Esta iniciativa parece no solo combatir el 

calentamiento global, sino también promover el uso de fuentes renovables de energía 

y, a cambio, reducir el uso de fuentes contaminantes y nocivas. 
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Por lo tanto, en la actualidad se busca reducir la dependencia de dichos combustibles, 

buscando nuevas alternativas limpias y saludables. Estas iniciativas no solo promueven 

combatir el calentamiento global, además proporcionan soluciones que sustentan la 

vida y las actividades humanas en un medio ambiente saludable. Por medio de la 

sustitución de energías renovables o reciclables que produce el ecosistema (Serrano, 

2020). 

Biomasa 

La Biomasa es cualquier material orgánico que proviene de plantas y animales (así como 

los materiales obtenidos mediante su transformación natural o artificial) (Serrano, 2020; 

Perea- Moreno et al., 2019), siendo la única fuente de carbono renovable disponible en 

nuestro planeta, es el reemplazo natural de los combustibles fósiles para la generación 

de estos productos. A diferencia de los combustibles fósiles, las materias primas de 

biomasa (por ejemplo, almidones, azúcares, lípidos y lignocelulosas) están altamente 

oxigenados, son muy reactivos y químicamente complejos (Serrano, 2020). 

Los recursos de biomasa naturales y residuales como madera, aserrín, paja, residuos de 

semillas, estiércol, residuos de papel, residuos domésticos, aguas residuales, aceites 

usados, etc. (Kılkı¸s et al., 2018) han sido utilizados debido a su potencial económico, 

debido a la amplia disponibilidad de biomasa a nivel mundial, principalmente porque se 

puede obtener como subproducto de muchos procesos industriales y agrícolas, la 

biomasa representa una fuente renovable con alto potencial de crecimiento (Li et al., 

2017). 

Estos nuevos procesos tecnológicos necesitan condiciones de reacción y catalizadores 

que sean necesarios para desarrollar materiales que logren esta transición. Este 

tremendo esfuerzo es actualmente liderado tanto por las academias como por la 

industria, que trabajan en paralelo para desarrollar, mejorar y finalmente escalar 

algunas de estas tecnologías a nivel industrial debido a que la biomasa es una fuente de 

energía neutra en carbono, ya que la biomasa durante su crecimiento absorbe CO2 que 

posteriormente se libera a la atmósfera durante su combustión, con un balance neto de 

cero de emisiones de CO2 (Perea- Moreno et al., 2017). 

Los productos químicos a partir de combustibles fósiles es un proceso bastante complejo 

que se requiere para funcionalización de los hidrocarburos. En el caso de la biomasa, el 

alto grado de las funcionalidades representa una ventaja importante para simplificar el 

proceso, ya que muchas de estas funcionalidades ya están presentes en la materia 

prima. Un buen ejemplo de ello, es proporcionado por Gómez-López et al. (2019), estos 

autores desarrollaron un proceso catalítico nuevo y simple para la producción de 

vanilina, una sustancia química importante para las industrias farmacéutica, cosmética 

y alimentaria (Serrano, 2020). 
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La biomasa proporciona oportunidad de generar estos importantes materiales a partir 

de fuentes renovables. Existe materia orgánica como leña, virutas de madera, algunos 

huesos de frutas como aceitunas, aguacates y mango, cáscaras de nueces, cacahuate, 

semilla de girasol (Perea-Moreno et al., 2018; Perea-Moreno et al., 2017). Este tipo de 

biomasa es la menos procesada, por lo general, se quema directamente en 

electrodomésticos como estufas y calderas o se desechan. Estos residuos de biomasa 

tanto agrícola como forestal se transforman en combustibles sólidos con una baja 

relación energía / volumen (Li et al., 2018). 

Otros tipos de biomasa contribuyen a la producción de combustibles para el sector del 

transporte de nuestra sociedad, que representa para un tercio de la energía total 

consumida en el mundo. Dos combustibles renovables para transporte tienen mucha 

atención en los últimos años, es el caso del bioetanol y el biodiésel. Finalmente, la 

biomasa se puede utilizar para preparar materiales de carbono con aplicaciones amplias 

y relevantes. Diversos tipos de producción de energía, con ventajas notorias como 

precio económico, renovable y con menos emisiones por su forma de combustión 

(Perea-Moreno et al., 2019).  

Conversión de biomasa 

 

Para la producción de biocombustibles, los métodos para la conversión de biomasa, 

convencionalmente son termoquímicos, biológicos y bioquímicos (Sharma et al., 2020).  

▪ Termoquímicos 

Las técnicas termoquímicas incluyen a la pirólisis, gasificación y licuefacción. 

I. Pirólisis, la biomasa se calienta a temperaturas muy altas (300-600 ° C) sin 

oxígeno para romper la estructura polimérica, transformándolos posteriormente 

en líquido (bioaceite), gas rico en hidrocarburos y residuos sólidos (biocarbón) 

(Sipra et al., 2018).  

II. Gasificación, el carbono de la biomasa reacciona con cierta cantidad de oxígeno 

a altas temperaturas (800-1200 ° C) para transformarse a gas combustible (Azizi 

et al., 2018; Neves et al., 2020).  

III. La licuefacción tiene diferentes tipos de reacciones (físicas y químicas) que son 

llevadas a cabo para transformar la biomasa en un estado licuado a alta 

temperatura y presión (Azizi et al., 2018; Kumar et al., 2020). 

 

▪ Biológicos y bioquímicos 

Para el método de conversión de biomasa se utilizan entidades biológicas como plantas 

y microorganismos, directamente o indirectamente para generar el biocombustible. La 

fermentación de hexosas y pentosas para bioetanol ocurre por microrganismos como 

levaduras como Saccharomyces cerevisiae (Sanusi et al., 2019), Pichia stipitis (Koti et al., 
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2016) y bacterias como Zymomonas mobilis (Gao et al., 2018). Además, los 

biocatalizadores, es decir, las enzimas como la lipasa y la celulasa tienen una tremenda 

importancia para la hidrolización y ruptura de grupos poliméricos en materias primas 

ricas en carbohidratos (Binhayeeding et al., 2020; Sharma et a., 2020). 

Biocombustibles 

Los biocombustibles son productos derivados de fuentes orgánicas de energía que se 
usan para sustituir los carburantes fósiles. Se emplean como respuesta al problema del 
cambio climático que ha puesto en riesgo el planeta. Mismos que pueden obtenerse de 
biomasa o residuos orgánicos. Los principales biocombustibles producidos en el 
mercado global son bioetanol, biodiésel y biobutanol (Sharma et al., 2020). 

▪ Bioetanol 

El etanol es un combustible oxigenado que tiene un alto calor de evaporación, alto índice 

de octanaje, bajo índice de cetano, mayor inflamabilidad temperatura que los 

combustibles derivados del petróleo (Sharma et al., 2020). Mezcla de bioetanol con 

gasolina reduce las emisiones de gases de efecto invernadero y otros gases nocivos 

(Sindhu et al., 2019).  

Actualmente, el bioetanol producido por la simple fermentación de azúcares de 

biomasa. Mientras la tecnología de fermentación está madura y bien desarrollada, la 

producción a gran escala de bioetanol requiere grandes extensiones de tierra y la 

utilización significativa de biomasa comestible (por ejemplo, maíz y caña de azúcar) 

(Serrano, 2020).  

Biobutanol 

El Biobutanol es un biocombustible producido a partir de la fermentación acetona-

butanol-etanol (ABE). Este alcohol presenta varias ventajas con respecto al bioetanol, a 

saber, baja miscibilidad en el agua, baja volatilidad, menor corrosividad, mayor 

capacidad calorífica y además presenta la ventaja de sustituir directamente la gasolina 

sin necesidad de realizar modificaciones al motor (Moreno y Cubillos, 2017). 

En el caso del etanol y del butanol son producidos a partir de la fermentación de 

azúcares provenientes de caña de azúcar, maíz, remolacha y residuos vegetales agrícolas 

o industriales.  

Los microorganismos encargados de la fermentación ABE (producción biotecnológica de 

Acetona, Butanol y Etanol) son los bacterias Gram-positivas. El proceso se lleva a cabo 

en una fermentación de 2 fases, en la primera se producen ácidos, acetatos, el butirato 

y anhídrido carbónico. En esta fase se da el crecimiento celular. En la segunda fase, los 

metabolitos producidos en la primera fase son trasformados en acetona, n-butanol y 

etano (Moreno y Cubillos, 2017). 
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▪ Biodiésel 

El combustible biodiésel tiene una mayor fracción de O2 en comparación con el diesel, 

lo que resulta en una mejor combustión, disminuyendo así las emisiones de material 

particulado, CO e hidrocarburos no quemados (Shekofteh et al., 2020). La producción 

de biodiésel a partir de grasas animales, aceites vegetales comestibles y no comestibles, 

mediante la transesterificación de los triglicéridos en presencia de alcohol y catalizador 

(Sharma et al., 2020). La producción de biodiésel es el proceso de reducción de la 

longitud de la cadena de carbono de los ácidos grasos del aceite para convertirlos en 

ésteres metílicos de ácido graso (Da Silva César et al., 2017).  Actualmente se estudia 

ampliamente como un sustituto ecológico de los combustibles convencionales 

(Abukhadra y Sayed, 2018).  

Las ventajas más evidentes del biodiésel es que se trata de una sustancia biodegradable, 

no explosiva, no inflamable, renovable, no tóxica, cuya combustión genera bajos niveles 

de emisiones en gases de efecto invernadero como CO2, NOX, SOX y material particulado 

(MP) (Mofijur et al., 2016); además, en comparación con el diésel obtenido a partir de 

combustibles fósiles, posee mayor número de cetano, punto de inflamabilidad y mejores 

características lubricantes sin variantes en el calor de combustión (Llanes et al., 2017). 

La producción de biocombustibles está aumentando rápidamente y varios países han 

percibido su importancia, por lo que han comenzado a producir una fuente paralela de 

combustible para el transporte y disminuir la dependencia de los combustibles fósiles 

convencionales. En 2018, la producción global de todo el biocombustible se elevó en 

casi un 7% en comparación con 2017, a 153 mil millones de litros (equivalente a 3.8 EJ) 

(REN21, 2019). 

Se estima que durante el periodo 2019-2024, el crecimiento máximo de producción de 

biocombustibles será en China seguido por Brasil y EUA (IEA, 2020). 

La conciencia sobre la bioenergía ha llevado a los Gobiernos a tomar pasos serios y 

establecer los objetivos que favorezcan la producción. Indonesia se ha fijado el objetivo 

de sustituir el 15% de gasolina por etanol además del 20% de diésel por biodiésel para 

2025, mientras que se están instalando 12 unidades de bioetanol en Tailandia, que se 

estima que genera casi 2,6 millones de litros de etanol por día (Mathimani y Mallick, 

2018). Estados Unidos tiene la intención de reemplazar 20% del combustible para 

transporte por carretera con biocombustible para 2022, mientras que la Unión Europa 

ha tomado un 10% como objetivo de biocombustible para el transporte (Sharma et al., 

2020). 
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Clasificación de los biocombustibles 
 

La clasificación de los biocombustibles está representada en 3 diferentes generaciones, 

según la materia prima y la metodología de conversión (Sharma et al, 2020). 

A. Primera generación 

Los biocombustibles se derivan de la biomasa comestible como el azúcar, almidón y 

aceite vegetal (Luiza Astolfi et al., 2020; Murillo et al., 2018).  

B. Segunda generación  

Está conformada por la biomasa desechada, es decir, los residuos de agricultura y 

materias primas forestales como hojas de caña de azúcar (Jutakridsada et al., 2019), tallo 

de yuca (Sivamani et al., 2020), paja de arroz y pasto varilla (Panicum virgatum). La 

materia prima agrícola se compone de biomasa lignocelulósica (derivada de lignina, 

celulosa y hemicelulosas) como componentes primarios (Westensee et al., 2018).  

C. Tercera generación  

Las materias primas de tercera generación incluyen aceites usados y aceites de algas. El 

aprovechamiento de los aceites usados generados en diversas industrias de 

procesamiento de alimentos es una necesidad del futuro (Liu et al., 2021). La mayoría 

de los aceites usados se generan a partir de aceites comestibles después de las 

operaciones de fritura o cocción (Singh et al.,2021). 

Otro representante de esta generación es la representa la biomasa de algas (Kumar et 

al., 2018). Específicamente, se informa que los organismos de microalgas tienen 

capacidad suprema para crear importantes productos químicos y nutricionales que son 

los principales responsables de la producción de biodiésel. Las microalgas tienen muchas 

características atractivas como alto contenido de aceite, potencial de crecer en 

ambientes tanto artificiales como naturales, alta eficiencia de fijación de CO2, potencial 

para la fotosíntesis oxigénica, además de ser amigable con el medio ambiente (Choi et 

al., 2019; Javed et al., 2019).  

D. La "cuarta generación"  

Se obtienen de los microorganismos de bioingeniería como algas, levaduras, hongos y 

cianobacterias o cultivos (Jiang et al., 2014; Shin et al., 2016). 

Biodiésel 

El biodiésel es un bicombustible que se define como ésteres metílicos de ácidos grasos 

(FAME- fatty acid methyl esters) o ésteres etílicos (FAEE- fatty acid ethyl esters) 

obtenidos a partir de triglicéridos (Figura 1) naturales a través de una reacción de 

transesterificación con alcohol en presencia de catálisis (Litinas et al., 2020; Alagumalai 

et al., 2021).  
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Figura 1.Reacción de transesterificación (Alagumalai et al., 2021) 

Triglicéridos 
 

La materia prima principal para la obtención de dichos biocombustibles son los ácidos 

grasos de aceites vegetales (comestibles y no comestibles) y grasas animales para la 

obtención de biodiésel (Aderibigbe et al., 2020; Sharma et al., 2019).  

Los recursos biológicos con mayor disponibilidad para la producción de biodiésel se 

encuentran en los principales países: Jatropha curcas (Cuba, India, Malasia, Malí, 

Mozambique, Pakistán, Perú, Tanzania, Tailandia y Zimbabwe), aceite de palma (Brasil, 

Irán, Malasia, México, Perú y Tailandia), colza (Canadá, Chile, China, Grecia, Italia y 

Turquía), girasol (Argentina, Canadá, Grecia, Italia y Turquía), Pongamia pinnata 

(Australia, Bangladesh e India), Calophyllum inophyllum (Australia y Malasia), soja 

(Argentina, Canadá, Italia y Estados Unidos), aceite de pescado (Irán), aceite de cocina 

usado (Irlanda), grasa animal y residuos de pescado (Noruega) y países como China 

emplea microalgas como materia prima (Alagumalai et al., 2021). Sin embargo, los 

aceites comestibles son una alternativa rentable de materia prima para la producción 

de biodiésel (Mofijur et al., 2017). 

El aceite de cocina es usado como materia prima para producción de biodiésel, debido 

a que en el mundo se produce miles de millones de galones de aceite usado cuya 

eliminación y el almacenamiento son costosos. En los países desarrollados esta materia 

prima se desecha al sistema de alcantarillado que contamina las aguas subterráneas, los 

ríos y los océanos. Por lo tanto, si el aceite es convertido en combustible, entonces se 

pueden resolver dos problemas simultáneamente. 

Primero, reducción del costo de tratamiento de los desechos que contienen aceite de 

cocina usada y reducción de la contaminación del medio ambiente. Segundo, la 

conversión de aceite usado en combustible puede reducir la crisis energética (Arslan y 

Ulusoy, 2018). 

El poder calorífico del aceite obtenido de girasol, semilla de algodón, colza, soya, 

utilizados para la producción de biodiésel oscila entre 33 y 44 MJ / kg en comparación 

con 43 a 44 MJ / kg reportados para diésel. Además, el aceite vegetal también tiene un 

índice de cetano (37 a 47) comparable al del diésel. Por lo tanto, el biodiésel derivado 

de triglicéridos se comporta de manera similar al combustible diésel, ofreciendo la 
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ventaja de no ser tóxico y biodegradable. Los aceites vegetales contienen más oxígeno 

(10 a 45%) en comparación con el hidrocarburo derivado del petróleo (casi cero), lo que 

permite una combustión completa y menos niveles de monóxido. La viscosidad de los 

triglicéridos vegetales es de 17.3 a 32.9 mm2/s, mientras que el diésel contiene de 1.9 a 

4.1 mm2/s) (Singh et al., 2021). 

 

Catálisis 

La catálisis es el proceso a través del cual se acelera la velocidad de una reacción 

química, lo cual reduce tiempos y costos de producción, pues con una pequeña cantidad 

de catalizador se puede incrementar la velocidad y la cantidad de producto obtenido 

durante la reacción (ICN, 2024). 

Los catalizadores juegan un papel muy importante en el aceleramiento de la reacción 

transesterificación efectiva, este puede ser químico o biológico (Kolet et al., 2020). Un 

catalizador adecuado será un gran avance en la industria catalizadora, ya que puede 

contribuir a la sostenibilidad del biodiésel junto con la reducción de costos (Ramos et 

al., 2019). 

Los catalizadores para la producción de biodiésel se clasifican en tres tipos, como se 

observa en la Figura 2 (Nasreen et al., 2018). 

 

Figura 2. Diferentes tipos de catálisis para la conversión de biodiésel (Nasreen et al., 2018). 

Los dos primeros tipos de catalizador (ácidos y básicos) tienen un tiempo de reacción 

corto y bajos costos, son los más comunes comercialmente. Los catalizadores 

homogéneos no generan problemas durante el proceso de transferencia de masa, NaOH 

y KOH son los catalizadores líquidos alcalinos más utilizados, mientras que los ácidos 

(H2SO4 y HCl) actúan con baja velocidad de reacción y provocan corrosión de equipos, 

además de ser costosos (Talha y Sulaiman, 2016). Estos catalizadores tienen sus propias 

ventajas y desventajas. Por ejemplo, al final de la reacción con líquido catalizadores, se 

produce una gran cantidad de aguas residuales, la separación de los catalizadores del 

producto es difícil, y la reutilización del catalizador es menor que para los catalizadores 

heterogéneos. Talavari et al., 2020 sugieren que cuando el aceite contiene un alto 

porcentaje de ácidos grasos libres, es mejor utilizar un catalizador ácido porque en estos 

casos el catalizador básico genera productos secundarios como jabón, que reduce la 
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eficiencia del proceso y dificulta la separación de producto. Estos parámetros influyen 

en el costo total del proceso. (De Lima y Mota, 2019; Eze et al., 2018; Monteiro et al., 

2018; Tran et al., 2019). Mientras que para producir biodiésel a partir de aceites que 

contienen niveles bajos de ácidos grasos libres, se deben utilizar los catalizadores 

básicos sólidos (Dai et al., 2017).  

La aplicación de catalizadores ácidos homogéneos y heterogéneos requiere 

temperaturas de proceso más altas en comparación con catalizadores básicos 

homogéneos o heterogéneos. La actividad de los catalizadores básicos es más alta que 

el de los catalizadores ácidos para catalizadores homogéneos y heterogéneos, y la 

reacción ocurre en condiciones más suaves. Sin embargo, los catalizadores básicos 

causan el problema de una saponificación lateral. Reacción que se produce en presencia 

de FFA (Etim et al., 2020).  

Los catalizadores heterogéneos de base y ácido son mucho más fáciles de separar del 

producto, y permitir la realización de procesos continuos o la reutilización del 

catalizador en regímenes discontinuos. Los catalizadores base, como CaO, tienen 

ventajas sobre los homogéneos, ya que exhiben una mayor actividad catalítica y tienen 

una vida útil más larga. Pero tienen inconveniente como es su tiempo de reacción más 

largo que en el caso de catalizadores homogéneos (Kolet et al., 2020). 

La transesterificación de aceite de cocina usado bajo catalizadores heterogéneos de 

base que usan metanol generalmente se realiza a temperaturas alrededor de 65 °C, ya 

que por encima de esta temperatura el metanol se evapora, y como consecuencia, el 

rendimiento de la reacción disminuye. A diferencia de los catalizadores básicos, 

heterogéneos y los catalizadores ácidos homogéneos no causan reacciones secundarias 

con los FFA y, por lo tanto, se pueden utilizar en reacciones de esterificación y 

transesterificación (Kolet et al., 2020). 

Los biocatalizadores como las enzimas libres que actúan a temperaturas más bajas que 

los catalizadores químicos, presentan alta especificidad por el sustrato y mayor 

recuperación del producto. Mientras que la inmovilización del catalizador permitirá un 

ciclo de respuesta de reacción más largo y el desarrollo de un proceso continuo (Kolet, 

et al., 2020). 

Lipasas 

Las lipasas (E.C. 3.1.1.3) se denominan triacilglicerol acilhidrolasas. Son consideradas 

biocatalizadores suaves y amigables con el medio ambiente, son enzimas serina 

hidrolasas que catalizan la hidrólisis de triglicéridos en diglicéridos, monoglicéridos, 

glicerol y grasas libres ácidos en la interfaz orgánico-acuosa. (Sarmah et al., 2018; Akhter 

et al., 2021; Isiaka and Olufolahan, 2020; Yao et al., 2021). Tienen un papel importante 

en la degradación de materiales naturales, contaminantes industriales y otros productos 



 
 

 
22 

tóxicos, debido a dos de sus propiedades: regioselectividad y enantioselectividad 

(Miranda et al., 2021). 

Catalizan una serie de reacciones como: esterificación, inter-esterificación, 

transesterificación, alcoholisis, acidólisis, y aminólisis en un medio no acuoso y micro-

acuoso. Las lipasas representan la tercera enzima más comercializada, después de las 

proteasas y las carbohidrasas, y pertenece en una quinta parte del mercado mundial de 

enzimas (Borrelli y Trono, 2015; Isiaka y Olufolahan, 2020; Yao et al., 2021). 

Las propiedades que manifiestan estos catalizadores la alta eficiencia catalítica, pueden 

funcionar en condiciones de reacción comparativamente suaves, no involucran 

coenzimas u otros cofactores o subproductos (Yao et al., 2021). Además, presentan 

quimioespecificidad, regio-selectividad y enantio-selectividad hacia los sustratos (Isiaka 

y Olufolahan, 2020). 

Sin embargo, los parámetros más estudiados para comprender la actividad lipolítica son 

la alta especificidad (Das et al., 2016), alta eficiencia catalítica (Amoah et al., 2016), 

temperatura (Liu et al., 2015), dependencia del pH, actividad en solventes orgánicos 

(Kumar et al., 2016), naturaleza no tóxica, baja inhibición del producto, alta actividad / 

rendimiento en medios no acuosos, bajo tiempo de reacción y la reutilización de la 

enzima inmovilizada (Mehta et al., 2017). 

Sin embargo, desde el punto de vista económico, las lipasas obtenidas a partir de 

microorganismos son preferibles a las de origen animal o vegetal. Debido a su alto 

rendimiento en poco tiempo y los costos más bajos asociados con la materia prima 

(Miranda et al., 2021). Además, las lipasas microbianas son una clase de enzima más 

utilizada en biotecnología debido a su estabilidad en amplios rangos de temperatura y 

pH, especificidad del sustrato, altos rendimientos, menores costos de producción, y 

facilidad de manipulación genética (Kanmani et al., 2015).  

Los microorganismos pueden cultivarse en un proceso de fermentación, con parámetros 

establecidos produciendo lipasas extracelulares (Isiaka y Olufolahan, 2020). La expresión 

de las lipasas microbianas está modulada por factores ambientales, ligada a un medio 

privado de nutrientes, variaciones en temperatura, concentración de inductores, etc. La 

presencia de lípidos y ácidos grasos como fuentes de carbono induce la producción de 

estas enzimas extracelulares. Por lo tanto, los microorganismos son el modelo más 

interesante para la producción de proteínas, porque el repertorio de genes y 

promotores constitutivos se pueden explorar en el proceso de fermentación (Casas-

Godoy et al., 2018). 
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Clasificación de las lipasas 
 

La especificidad es una característica distintiva de las lipasas y se puede categorizar en 

ubicación, sustrato y estereoespecificidad. Esto dependerá de la fuente u origen, por 

ejemplo, la mayoría de las lipasas producidas por hongos son 1,3-posicionales (Helal et 

al., 2021). 

Las lipasas se dividen en tres categorías: Lipasas no específicas, lipasas específicas 1, 3 y 

lipasas específicas de ácidos grasos.  

▪ Las lipasas no específicas catalizan la hidrólisis de triglicéridos en ácidos grasos 

libres y glicerol a través de monoglicéridos y diglicéridos intermedios; estas 

enzimas son capaces de eliminar los ácidos grasos de cualquiera de los tres sitios 

esterificados del sustrato original, aunque la hidrólisis de monoglicérido y 

diglicérido intermedios procede más rápido que el de triglicéridos como sustrato 

original (Yao et al., 2021).   

▪ Las lipasas específicas 1, 3 catalizan la liberación de ácidos grasos de los sitios 1 

y 3 de carbonos de los sustratos de triglicéridos; ellos no son capaces de realizar 

la hidrólisis en el segundo enlace éster. Las lipasas específicas 1, 3 promueven la 

hidrólisis de triglicéridos en monoglicéridos a un ritmo más rápido que el 

realizado por lipasas no especificas (Kavadia et al., 2018; López-Fernández et al., 

2019; Gao et al., 2020).  

▪ Las lipasas específicas de ácidos grasos demuestran selectividad al sustrato; 

estas enzimas se dirigen a la cadena larga de ácidos grasos con dobles enlaces 

cis entre C-9 y C-10 (Yao et al., 2021).   

 

Estructura catalítica   
 

El peso molecular de las lipasas microbianas tiene un tamaño de 20 a 60 kDa, pertenecen 

a la familia de proteínas hidrolasa α/β plegada. Las hidrolasas son una clase de enzimas 

cuya actividad depende de la triada catalítica (Ser, His y Asp/Glu) (Faouzi et al., 2015; 

Isiaka y Olufolahan, 2020). Han sido detectados en un orden los tres residuos de 

aminoácidos como Ser- Asp-His (residuo nucleofílico, residuo de ácido catalítico y 

residuo de histidina); el aminoácido de Ser está ubicado en una secuencia conservada 

Gly-X-Ser-X-Gly. Esta secuencia de pentapéptidos está presente en todas las serinas 

hidrolasas y juega un papel clave con respecto a la actividad catalítica de este grupo de 

lipasas (Yao et al., 2021). 

La primera estructura obtenida de una lipasa fúngica fue la de Rhizomucor 

miehei (antes Mucor miehei), expresada en Aspergillus oryzae, un polipéptido sencillo 

de 269 residuos de aminoácidos, con un sitio catalítico conformado por Ser144, His257 

y Asp203, y la presencia de tres puentes disulfuro (Martinez et al., 2019). 



 
 

 
24 

Contienen un dominio estructural canónico conformado por ocho cadenas β que forman 

una hoja β. Estas cadenas están conectadas por α hélices, que quedan empaquetadas a 

ambos lados de la hoja β. Tienen un núcleo central que es el responsable directo de la 

actividad catalítica y determina el plegamiento α/β-hidrolasa (Mehta et al., 2017), como 

se muestra en la Figura 3. 

 

 

Figura 3. A. Representación topográfica de la estructura de una α/β-hidrolasa B (Jaeger et al., 

1999). B. Estructura tridimensional de una lipasa (PDB: 6A0W) (Zhang et al. 2019). 
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La mayoría de las lipasas también contienen un dominio inestable conocido como 

"Estructura Lid" (Sarmah et al., 2018). Esta estructura cubre el sitio activo; cuando se 

encuentra en una interfaz aceite-agua, la estructura Lid se abre para permitir 

interacciones entre el sitio catalítico y el sustrato, facilitando así la reacción catalizada 

por el disolvente (Khan et al., 2017; Rrcm et al., 2020). Otra característica estructural de 

las lipasas es el "agujero oxianión ", de acuerdo con la preferencia del agujero se 

dividieron a las lipasas en tres tipos, GGGX, GX y γ, debido a la catálisis de diferentes 

sustratos (Albayati et al., 2020). También existen sitios de reconocimiento interfacial en 

la estructura de la lipasa, que cambiará la conformación en presencia de lípidos (Yao et 

al., 2021). 

 

Reacción de síntesis 

Las lipasas bajo ciertas condiciones termodinámicas favorables (es decir, baja actividad 

de agua), catalizan una gran variedad de reacciones de síntesis que pueden clasificarse 

en dos: esterificación y transesterificación (Figura 4 y 5, respectivamente) (Kapoor y 

Gupta, 2012).  

La esterificación es una reacción en la que un ácido graso se une, mediante la acción de 

la enzima, a un alcohol mediante un enlace covalente, produciendo un éster y liberando 

una molécula de agua. La tioesterificación y la amidación son reacciones similares, pero 

con un tiol o una amina como sustratos. Mientras que la transesterificación agrupa 

reacciones de alcohólisis, acidólisis, aminólisis e interesterificación (Casas-Godoy et al., 

2018). 

 

Figura 4. Tipos de reacciones de esterificación (Casas-Godoy et al., 2018). 
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Figura 5. Tipos de reacciones de transesterificación (Casas-Godoy et al., 2018). 

 

Mecanismo catalítico 

El mecanismo de la lipasa para catalizar se puede visualizar en la Figura 6, inicia con una 

reacción de acilación. En esta etapa se realiza una transferencia de un protón entre los 

residuos de ácido aspártico, histidina y serina de la triada catalítica de la enzima, 

estimulando la activación del grupo hidroxilo de la serina catalítica. Resultando un 

aumento de nucleofilicidad del hidroxilo, provocando un ataque al grupo carbonilo del 

sustrato. 

El primer intermedio tetraédrico está conformado con una carga negativa en el oxígeno 

del grupo carbonilo. Mientras el agujero de oxianión estabiliza la distribución de carga y 

reduce la energía del estado intermedio tetraédrico formando al menos dos enlaces de 

hidrógeno. Posteriormente resulta la reacción de desacilación, donde se observa que un 

compuesto nucleófilo ataca la enzima, liberando el producto y regenerando la enzima. 

Este nucleófilo puede ser agua en el caso de hidrólisis o un alcohol en el caso de 

alcohólisis (Casas-Godoy et al., 2018). 
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Figura 6. Mecanismo catalítico de una lipasa (Casas-Godoy et al., 2018). 

 

Microrganismos productores de lipasas 

Los microorganismos productores de lipasas son bacterias, levaduras y hongos (Bharathi 

y Rajalakshmi, 2019).  

▪ Bacterias 

Algunas de origen bacteriano se encuentra el género Acinetobacter, Bacillus, 

Burkholderia, Pseudomonas, Staphylococcus, Microbacterias, Lactobacillus, Serratia, 

Aeromonas, Arthrobacter, Stenotrophomonas y Thermosyntropha, etc. Sin embargo, los 

géneros Bacillus Pseudomonas son reconocidos como productores de lipasas 

destacadas.  

▪ Levaduras 

Las Levaduras: Candida general, Cryptococcus, Trichosporon, Aureobasidium y 

Rhodotorula, también han demostrado ser potenciales productores de lipasas. 

Estos productores de lipasas, han sido localizados en diferentes hábitats, incluidos 

residuos industriales, efluentes de molinos de aceite vegetal, efluentes lácteos, sitios 

contaminados con aceite, alimentos en descomposición, aguas termales, etc. (Isiaka y 

Olufolahan, 2020).  

▪ Hongos 

De la familia de los hongos se han reportado, las lipasas de Aspergillus, Mucor, 

Penicillium, Rhizopus, Fusarium y Geotrichum.  

Los hongos filamentosos son fuente preferible de expresión de lipasas, ya que 

generalmente forman parte del metabolismo extracelular, lo que favorece su extracción 

del medio fermentado. Los hongos lipolíticos tienen grandes ventajas, debido a que son 

microorganismos seguros de manipular.  Algunas especies con potencial para la 
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producción de lipasas, descritos en la literatura, pertenecen a los géneros Rhizopus sp., 

Mucor sp., Geotrichum sp., Penicillium sp. y Aspergillus sp. (Miranda et al., 2021). 

Novo Nordisk en el año 1994, incluyó la primera lipasa recombinante comercial 

denominada "Lipolasa" que se originó a partir del hongo Thermomyces lanuginosus y se 

expresó en Aspergillus oryzae (Mehta et al., 2017). 

Hongos filamentosos 

Los hongos filamentosos son organismos eucariotas que se desarrollan en diferentes 

ambientes como alimentos, residuos agroindustriales, suelo y plantas (Powers y Fletcher 

et al., 2016). Estos residuos orgánicos pueden ser grasas y aceites que se originan en las 

cocinas o en la industria alimentaria. Sin embargo, estos desechos son causa de 

contaminación de suelos y ríos y también son productores de toxinas que causan daños 

a la salud y afectan la calidad de vida al generar malos olores en el ambiente. Es por ello 

que estos productos, con la ayuda de hongos aislados del mismo ambiente, permiten la 

posibilidad de una conversión biológica a nuevos productos con valor agregado (Kumar 

y Negi 2015; Liu et al., 2021, Mohammadi y Nasrabadi et al., 2019, Orjuela y Clark 2020). 

Los hongos son considerados saprófitos y colonizan sustratos mediante el crecimiento 

de células pluricelulares altamente polares llamadas hifas (Cairns et al., 2019; Füting et 

al., 2021) cuyo crecimiento ocurre de forma septada o continua en la pared celular, estas 

diferencias significativas en la estructura favorecen la clasificación de los hongos 

(Powers-Fletcher et al., 2016). Por otro lado, la reproducción de los hongos puede ser 

asexual y sexual. El tipo asexual produce conidios o esporas distribuidas sin fusión 

nuclear, mientras que el tipo sexual implica la unión de dos núcleos haploides 

compatibles (Cole, 1996). Por lo tanto, las formas de organización de las esporas 

determinan las categorías taxonómicas (filo) (Powers y Fletcher et al., 2016). 

Otra cualidad interesante de los hongos filamentosos es su capacidad de degradar 

materia orgánica compleja, transformándola en nuevos componentes biodegradables 

para ser absorbidos por el suelo y la flora terrestre, generando un ciclo evolutivo de 

reciclaje (Téllez Vargas et al., 2017; Mancilla et al., 2020). Además, se sabe que secretan 

altos niveles de enzimas hidrolíticas y metabolitos secundarios que tienen aplicaciones 

biotecnológicas (Füting et al., 2021; Siddiqui, 2016), debido a la actividad metabólica 

natural de los hongos filamentosos que permite optimizar las fábricas celulares 

productoras de metabolitos específicos, para el desarrollo y escalamiento de 

bioprocesos (Meyer, 2021). 

El creciente interés en los hongos filamentosos se debe principalmente al hecho de que 

sus procesos metabólicos se pueden utilizar para producir y refinar una amplia gama de 

productos y soluciones que crean valor para la ciencia, las industrias y los consumidores 

(Hüttner et al., 2020). 
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Cladosporium tenuissimum  
 

El género Cladosporium, familia Ascomycota, es un hongo filamentoso cosmopolita que 

se encuentran comúnmente en todo tipo de plantas, hongos y otros desechos, se aíslan 

con frecuencia del suelo, alimentos, pinturas, textiles y otras materias orgánicas o 

colonizan como invasores secundarios lesiones foliares causadas por hongos 

fitopatógenos (Bensch et al., 2012). 

La clasificación y diferenciación de Cladosporium es extremadamente difícil debido a la 

abundancia de complejidad en tamaño, forma, pigmentación, ornamentación de la 

superficie y estructura del conidióforo (Nasiri-Jahrodi et al., 2023). El comportamiento y 

las propiedades de Cladosporium están fuertemente influenciados por factores 

externos e influencias tales como el clima, el tipo de suelo y varias influencias de latitud 

(Bensch et al., 2012.).  

Cladosporium es un hongo filamentoso, perteneciente al filo Ascomycota y al grupo de 

los dematiáceos, caracterizados por presentar una coloración oscura.  

Microscópicamente presenta hifas finas, septadas, ramificadas, de color hialino a 

marrón. Las hifas sostienen cadenas ramificadas de conidios unicelulares, elipsoides o 

cilíndricos, algunos con forma de escudo debido a las cicatrices de unión entre ellos. Los 

conidios se forman por gemación sucesiva del conidio anterior, estando el conidio más 

joven y pequeño al final de la cadena. Mientras que macroscópicamente forma colonias 

aterciopeladas, pulverulentas o vellosas, con pliegues radiales, de color blanco o crema 

que tienden a oscurecerse en tonos verde oliva y, a veces, gris verdoso o marrones. Es 

un hongo saprófito, se encuentra colonizando las plantas o el suelo, su temperatura 

óptima de crecimiento es de 18 °C a 28 °C y requieren alta humedad (Tasic y Miladinovic, 

2007). 

Las especies de este género son comúnmente consideradas como contaminantes 

ambientales, pero también pueden causar infecciones en diferentes individuos como 

infecciones superficiales o invasivas. Cladosporium tenuissimum se diferencia 

ligeramente mediante el color de las colonias y las formas microscópicas, y la 

diferenciación final se realiza mediante pruebas moleculares (Swami et al., 2016). 

Fomitopsis meliae 
 

Fomitopsis es uno de los géneros de hongos basidiomicetos más destacados que causan 

la pudrición parda principalmente en la madera blanda y en algunas especies de madera 

dura. Se han estudiado muy pocas enzimas celulolíticas y hemicelulolíticas de este 

hongo, por lo tanto, no existe información suficiente de ellos (Patel et al.,2021). 

En el caso de Fomitopsis meliae a menudo atacan a las coníferas, las maderas duras y 

árboles frutales; sin embargo, se ha identificado que estas cepas demostraron tolerancia 

a concentraciones de metales que exceden los límites permisibles a nivel mundial para 
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suelos contaminados. Se prevé que este rasgo de tolerancia a los metales exhibido por 

estas cepas de hongos puede indicar su potencial como agentes efectivos para la 

limpieza biorremediativa de ambientes contaminados con metales pesados (Oladipo et 

al., 2017). 

Aplicaciones biotecnológicas de lipasas fúngicas 

Desde una perspectiva social y económica, los hongos juegan un papel importante en 

las industrias farmacéutica, agrícola, alimentaria, de detergentes, de cuero, papel y de 

biocombustibles (El- Sawah et al., 2021; Hyde et al., 2019; KC et al., 2020; Meyer, 2021; 

Molina y Gutiérrez et al., 2021; Singh et al., 2021), para la generación de enzimas 

hidrolíticas, que pueden ser utilizadas en nuevos procesos biotecnológicos (Ramos 

Sánchez, 2015; Syedd y León et al., 2022). 

Estas enzimas se cultivan significativamente en la industrial mundial y están 

involucradas en una amplia gama de aplicaciones para la mejora de diferentes sectores 

de la industria (alimentaria, de detergentes para hidrólisis de aceites o grasas, 

farmacéutica para la síntesis de fármacos quirales, plantas de tratamiento de aguas 

residuales para la extracción de aceite, industria del cuero para la eliminación de la grasa 

de la piel de los animales y biocombustibles en la producción de biodiésel (Sarmah et 

al., 2018). El origen de las lipasas es de animales, plantas y microorganismos (Akhter et 

al., 2021). 

En este sentido, las lipasas constituyen una alternativa prometedora para reemplazar la 

catálisis química en la síntesis de biodiésel. En particular, las lipasas fúngicas son las más 

utilizadas debido a su menor costo y mayor estabilidad operacional. Estas enzimas están 

ampliamente distribuidas en la naturaleza y, desde un punto de vista fisiológico, su 

función es catalizar las reacciones de catabolismo de los triglicéridos en ácidos grasos y 

glicerol, ocupando un lugar central en el metabolismo lipídico. 
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ANTECEDENTES 

La historia menciona que el uso de aceite vegetal (originalmente aceite de cacahuate) 

en el motor, fue formulado por primera vez por Rudolph Diesel en 1900 en una 

exposición de París. Tiempo después, Diesel confirmó su valoración de aceites vegetales 

como combustible alternativo. Fue durante la Segunda Guerra Mundial que el aceite de 

la semilla de algodón y las mezclas de aceite de maíz con diesel se utilizaron en América 

para reemplazar el diesel importado. Posteriormente, dos décadas después de la crisis 

del petróleo en la década de 1970, comenzó el interés real en los combustibles de aceite 

vegetal. Sin embargo, fue hasta 1982 cuando se realizó una conferencia titulada 

“Combustibles de aceite vegetal” en Fargo, Dakota del Norte, donde el tema principal 

fue la conversión de aceites vegetales en biodiésel (Alagumalai et al., 2021). 

El biodiésel es un combustible líquido renovable generado a partir de lípidos mediante 

una reacción de transesterificación, la cual consiste en combinar triglicéridos y/o ácidos 

grasos de los aceites vegetales o grasas animales con un alcohol y la participación de un 

catalizador químico o biológico (Sajjad et al., 2022; Farouk et al., 2024). 

Sajjad et al., (2022) realizaron una investigación que tenía como objetivo optimizar las 

condiciones de reacción para la producción de biodiésel a través de una 

transesterificación catalizada por álcali del aceite de semilla de Tamarindus indica. 

Otro estudio a través del uso de materiales de aceites de semillas fue de Akhtar et al., 

(2017), quienes optimizaron y caracterizaron la producción de biodiésel a partir de 

aceite de semilla de Eriobotrya japonica.  

El informe de OCDE/FAO, 2023 sugiere que la producción mundial de biodiésel llegará a 

66.9 miles de millones de litros para 2032, lo que equivale a un aumento del 18% a 24% 

con respecto al año 2032, siendo el aceite vegetal la materia prima preferida para la 

producción de biodiésel. Los aceites y grasas reciclados son una alternativa para 

producir biodiésel al ser una materia prima de bajo costo que requiere de una correcta 

disposición de dichos residuos (Tabatabaei et al., 2015). 

Sin embargo, otros autores han evaluado la producción de biodiésel utilizando materias 

primas vegetales recicladas, como es el uso de aceites usados de cocina para producción 

de dicho biocombustible con la ayuda de un catalizador de dióxido de titanio sulfatado 

(STi) obtenido a partir de un precursor comercial de TiO2 (Berrones et al., 2019).  

La reacción de transesterificación requiere catalizadores químicos de naturaleza alcalina 

con los cuales se obtienen niveles altos de conversión, pero con varias desventajas 

energéticas como son altas temperaturas de reacción, gasto de energía que incrementa 

notablemente el costo del equipamiento y seguridad relacionado con el proceso, una 

difícil separación del glicerol como subproducto y grandes cantidades de agua de lavado 

para la obtención del biocombustible; debido a esto, se sugiere realizar un proceso 



 
 

 
33 

bioquímico como alternativa, donde la diferencia de la reacción sea la aplicación de un 

catalizador biológico (enzima lipasa) (Go et al., 2016).  

Guerrand (2017) menciona que las enzimas microbianas representan el 90% del 

mercado global y los 3 productores de enzimas mundiales dominantes son Novozymes, 

Dupont y DSM, que representan más del 75% del negocio de enzimas. Estos 

biocatalizadores industriales son provenientes de fuentes como bacterias, levaduras u 

hongos. 

Yao et al. (2021) menciona que las lipasas microbianas presentan grandes ventajas de 

reacción para la producción de biodiésel: las condiciones de temperatura  pueden ser 

ambientales (35-40 °C), alta especificidad de la enzima por el sustrato, posibilidad de 

reúso de la enzima, eliminación de costos  de recuperación del catalizador químico, uso 

de menores cantidades de relación alcohol/aceite, minimización de impurezas, 

separación y recuperación del producto de forma más fácil, además de beneficios 

ambientales. Martínez et al., (2019) expresa que los microorganismos fúngicos poseen 

alta capacidad para producir lipasas, estas pueden ser localizadas en diferentes hábitats, 

principalmente en desechos o residuos de aceites vegetales empleados en la 

elaboración de frituras, industrias de productos lácteos, suelos contaminados con 

aceites, semillas y alimentos deteriorados.  

Estos hongos filamentosos: Rhizopus, Aspergillus, Penicillium, Mucor, Ashbya, 

Geotrichum, Beauveria, Humicola, Rhizomucor, Fusarium, Acremonium, Alternaria, 

Eurotrium y Ophiostoma, tienen actividad fúngica de bioconversión para la producción 

de una gran cantidad de sustancias útiles (Mehta et al., 2017), entre ellas promover la 

depuración de residuos agroindustriales convirtiéndolos en productores de 

biocarburantes (Isiaka y Olufolahan, 2020). 

Helal et al., (2021) reportó catálisis enzimática de lipasas fúngicas para obtención de 

biodiésel, con la ayuda de R1 lipasa de R. oryzae a través de una reacción consistente en 

hidrólisis y esterificación de ácidos grasos. Otra investigación ha sido la 

transesterificación de aceite de jatropha con metanol, en un sistema lípido / acuoso por 

utilización de lipasa aciltransferasa (CpLIP2) inmovilizada de Candida parapsilosis como 

catalizador para producir biodiésel (Rodrigues et al., 2016). Otras enzimas han 

demostrado producción de biocarburante y mejoras en la reacción de 

transesterificación, como el caso de la lipasa Lipozyme (LipozymeTL-IM) de 

Thermomyces lanuginosus que presentó una mejora significativa en la producción de 

biodiésel mediante la reducción de la cantidad de metanol en exceso utilizado en este 

proceso (Samah et al., 2020). 
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PLANTEAMIENTO DEL PROBLEMA      

Una problemática que se acrecentó a nivel mundial es el agotamiento de recursos no 

renovables, como el petróleo, debido a la gran demanda energética que exige el 

desarrollo social. Estas reservas de petróleo existentes en el mundo son utilizadas para 

la producción de combustibles fósiles, desencadenando altos niveles de contaminación 

al ambiente, a través de emisiones de gases de efecto invernadero como CO2, NOx, SOx 

y material particulado (MP). 

Por otra parte, el uso de estos combustibles ha provocado el aumento en problemáticas 

ambientales, de salud y económicas en el mundo. Lo que genera una imperiosa 

necesidad de buscar alternativas económicas y tecnológicas de producción de 

combustibles alternativos renovables. Los biocombustibles son considerados productos 

renovables y sostenibles, como es el caso del biodiésel que puede ser sintetizado a partir 

de aceites usados de cocina. 

En la actualidad los aceites residuales son considerados grandes contaminantes 

ambientales, ya que pueden resultar los causantes de obstrucciones de alcantarillas, 

provocan malos aromas en los drenajes, son contaminantes de aguas subterráneas. Con 

ello se plantea obtener mejores parámetros de reacción, para la obtención de un 

biocombustible con recursos sustentables económicos, basados en fuentes biológicas 

con potencial para escalar a un proceso industrial.  

JUSTIFICACIÓN  

La catálisis enzimática es una alternativa para la producción de biodiésel impactando en 
los sistemas energéticos renovables, generando una alternativa de conversión de 
biocombustibles a través de aceites vegetales usados que son una fuente de 
contaminación para el ambiente.  

El aprovechamiento de aceites reciclados para la producción de biocombustibles 

disminuye el impacto negativo de los mismos al ser tratados adecuadamente e impedir 

que se desechen y contaminen los recursos, además de ser un desarrollo biotecnológico 

que pretende obtener combustibles no fósiles con mejores rendimientos de producción. 

A partir de la reacción de transesterificación en presencia de un catalizador no 

convencional (químico) que será sintetizado a partir de microrganismos fúngicos 

aislados de un medio natural (aceite reciclado), que contribuya a la eliminación de 

subproductos indeseables contaminantes (saponificación), minimización de empleo de 

grandes cantidades de agua, descartar el empleo de compuestos químicos, uso 

moderado de solventes, disminución de temperatura de reacción, mejora de velocidad 

de reacción, buena calidad del producto. 
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Sin olvidar, que se busca la obtención de una sustancia biodegradable, no explosiva, no 

inflamable, renovable, no tóxica, cuya combustión genere bajos niveles de emisiones en 

gases de efecto invernadero. 

HIPÓTESIS 

Si los hongos filamentosos tienen la capacidad de ser productores de enzimas lipasas, 

por lo tanto, aislar los microrganismos fúngicos de aceites usados tendrán la capacidad 

de sintetizar catalizadores que produzcan energías limpias, como biocombustibles. A 

través de la reacción de transesterificación mediante una catálisis biológica. 

OBJETIVO GENERAL 

Establecer un proceso de producción de biodiésel a través de catálisis enzimática, 

mediante la aplicación de hongos con capacidad lipolítica aislados de aceites reciclados. 

Objetivos específicos: 

A. Aislar e identificar hongos por métodos taxonómicos y moleculares, 

productores de lipasas extracelulares a partir de aceites usados de cocina.  

B. Evaluar la capacidad de producción de las cepas aisladas para identificar 

aquella que será utilizada para la producción de la enzima. 

C. Determinar y caracterizar parámetros enzimáticos de extractos crudos 

obtenidos con actividad lipolítica. 

D. Establecer un sistema de producción de biodiésel a partir de catálisis 

enzimática. 

E. Evaluar la conversión catalítica del biodiésel producido.  

 

 

 

 

 

 

 

 



      

Figura 7. Metodología Experimental 
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La metodología experimental que se visualiza en la Figura 7, describe un esquema 
general de la planificación del proyecto de investigación y la estructura experimental 
que se cumplió para cada objetivo específico propuesto. A continuación, se puntualiza 
los detalles de los métodos usados en dicha figura. 

MATERIALES Y MÉTODOS 

Sitio de estudio 

El estudio se llevó a cabo en el laboratorio de Biotecnología de la Universidad Politécnica 

de Chiapas, México, ubicada en Suchiapa, Chiapas, localizada a 16° 37' latitud norte y 

entre 93° 06' longitud oeste. La altitud es de 530 metros sobre el nivel del mar. Las 

condiciones climatológicas de este sitio corresponden a cálido subhúmedo con 

temperatura media anual de 16-24 oC (Municipios, 2023).  

Aislamiento de hongos lipolíticos y caracterización de aceites reciclados 

      Recolección de muestras 

Se recolectaron las muestras de aceite vegetal reciclado provenientes de frituras de 

alimentos (cocinas económicas y restaurantes) en la ciudad de Tuxtla Gutiérrez, Chiapas, 

México, se depositaron en frascos de vidrio con capacidad de 5 L previamente 

esterilizados.  

    Caracterización de la materia prima (aceite reciclado) 

Para caracterizar las muestras de aceite reciclado se evaluaron algunas propiedades 

fisicoquímicas de acuerdo a las normas mexicanas vigentes. Las determinaciones fueron: 

Índice de refracción (NMX-F-074-SCFI-2011), Índice de acidez (NMX-F-101-SCFI-2012), 

Densidad relativa (NMX-F-075-SCFI-2012), Índice de Yodo (NMX-F-152-SCFI-2011), 

Índice de peróxido (NMX-F-154-SCFI-2010), Índice de saponificación (NMX-F-174-SCFI-

2014), Humedad y materia volátil (NMX-F-211-SCFI-2012), Impurezas insolubles (NMX-

F-215-SCFI-2006) y para el parámetro de Viscosidad se utilizó un Viscosímetro Cannon 

Fenske serie 150. 

   Aislamiento de microorganismos y selección de hongos 

Los microorganismos fueron aislados de muestras de aceites vegetales usados 

provenientes de cocinas donde se elaboran alimentos. Para ello, se utilizó el método de 

siembra por extensión en superficie en placas de agar PDA (extracto de papa 4 g, 

dextrosa 20 g y agar 15 g) a 28-30 °C por 7 días. Las cepas posteriormente fueron 

inoculadas sucesivamente para tener cultivos selectivos, en un medio de cultivo sólido 

PDA suplementado con 0.1 g de cloranfenicol y se incubaron a 28-30 °C por 7 días. Cada 

aislamiento fue conservado por triplicado en viales con medio PDB (almidón de papa 4g 

y dextrosa 20 g) y glicerol al 40%, estos fueron almacenados a -20°C (Mendes et al., 

2019). 
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   Identificación morfológica  

Para la evaluación de las características morfológicas a nivel macro y microscópico de 

las cepas seleccionadas, se realizó una comparación por medio de claves taxonómicas 

determinadas (familia/género) de cepas estudiadas, a través de captura de imágenes 

tomadas directamente en las placas de PDA y en muestras previamente preparadas en 

solución de azul de algodón para localizar micelio, cuerpos fructíferos, disposición de 

conidios (Guarro et al., 1999; Naranjo y Gabaldón, 2019; Money, 2016). 

   Identificación molecular 

Para la identificación molecular de los hongos seleccionados se consideró la 

secuenciación genética, para ello se efectuó la extracción de ADN genómico de las cepas 

obtenidas por el método de CTAB y se amplificó con iniciadores ITS1 (5´-

TCCGTAGGTGAACCTGCGG-3´) / ITS4 (5´-TCCTCCGCTTATTGATATGC-3´) mediante la 

técnica de PCR (Reacción en cadena de la polimerasa) que se llevó a cabo en un volumen 

de reacción de 20 μl que incluyó los siguientes componentes: 1 μl de ADN molde (100 

ng), 0.5 μl de una mezcla de 2.5 mM de dNTPs, 2 μl de buffer de reacción de PCR 10X, 

1.2 μl de una solución de 50 mM de MgCl2, 0.5 μl de una solución de 10 μM de 

oligonucleótidos, 0.2 μl de Phusion™ High-Fidelity DNA Polymerase (2 U/µL) 

(ThermoFisher Scientific) y agua mili-Q (para un volumen final de 20 µl). La PCR se llevó 

a cabo en un termociclador (Bio-Rad) con las siguientes condiciones: un ciclo de 

desnaturalización a 95°C por 7 min, una segunda etapa de desnaturalización a 95°C por 

1 min, 35 ciclos de amplificación con una etapa de alineamiento por 30 s a 60 °C, una 

etapa de elongación de 1 min a 72°C y una etapa de extensión final a 72 °C por 3 min. 

Los productos de PCR fueron separados mediante electroforesis en gel de agarosa al 

0.8% a 70 volts por 1 h en buffer TAE 1x. Los fragmentos amplificados de cada cepa 

corresponden al espaciador transcrito interno 1 y 2 (ITS, internal transcribed spacer), 

mismos que se purificaron con el kit comercial Zymoclean Gel DNA Recovery Kit (Zymo 

Research, Orange, CA, USA) y se corrieron en un gel de agarosa al 2% y se sometieron a 

secuenciación en el Laboratorio Nacional de Biotecnología Agrícola, Médica y Ambiental 

(LANBAMA) del IPICYT en San Luis Potosí (Raeder y Broda, 1985; Tel-zur et al. 1999). 

    Identidad por homología y relación filogenética  

Las secuencias obtenidas de la región espaciadora transcrita interna (ITS) de ambos 

hongos se utilizaron para identificar sus homólogos utilizando la herramienta NCBI 

Blastn (National Center for Biotechnology Information) (Altschul et al. 1990). Se realizó 

un alineamiento múltiple utilizando el software MEGA 11 (Tamura et al. 2021) con el 

algoritmo Clustal W, se tomaron las cinco secuencias con mayor homología para cada 

amplicón y se identificaron las secuencias fúngicas reportadas previamente por Bensch 

et al. (2012) y por Liu et al. (2021), para HCITS4 y HBITS4, respectivamente. El análisis 

filogenético se realizó utilizando el método de Máxima Verosimilitud con 1000 

bootstraps, utilizando el software IQ-Tree (Trifinopoulos et al. 2016). Los árboles 

filogenéticos resultantes fueron editados utilizando el software I-Tol (Letunic y Bork 

2011). 
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Evaluación de actividad lipolítica de hongos seleccionados 

   Ensayo cualitativo 

Para detectar la actividad lipolítica de las cepas seleccionadas, se determinó a través de 

la detección de halos de fluorescencia naranja alrededor de la colonia, bajo luz UV a 350 

nm donde las cepas seleccionadas fueron sembradas en placas de PDA suplementadas 

con 1% (p/p) de aceite de oliva (p/p) o 1% (p/p) de aceite reciclado y 0,01% (p/p) de 

Rodamina B, incubadas a 25-30°C durante 7 días (Kumar et al., 2012; Mendes et al., 

2019); finalmente, se validó la presencia o ausencia (+ o -) de formación de los halos 

fluorescentes. 

Ensayo cuantitativo 

Para evaluar esta prueba, se necesitó el extracto crudo de cada uno de los hongos 

filamentosos. El ensayo de actividad enzimática de lipasa se realizó con 𝜌-nitrofenil-

palmitato (p-NPP) como sustrato. El sobrenadante libre de células (0.1 mL) se añadió a 

0.9 mL de la mezcla de sustrato que contenía la solución A (3 mg de pNPP en 1 mL de 

isopropanol) y la solución B (10 mg de goma arábiga y 40 mg de Triton-X en 9 mL de 50 

nM Tampón Tris-HCl, pH 8). La absorbancia se midió espectrofotométricamente a 410 

nm después de 15 minutos de incubación a 30 °C en un baño de temperatura constante 

con agitación. Los controles se prepararon sin enzima.  Una unidad de actividad (U) se 

definió como la cantidad de enzima que libera 1 μmol de p-nitrofenol/min en las 

condiciones del ensayo (Gómez et al., 2024; Rodrigues et al.,2023). Todos los ensayos 

se realizaron por triplicado y se calcularon los valores medios. La concentración de 

proteínas se determinó utilizando estándares de albúmina sérica bovina (BSA) de 

acuerdo al método descrito por Bradford (Eko Sukohidayat et al. 2018; Pacheco et al. 

2015). 

Al realizar el análisis de los datos cualitativos y cuantitativos de la actividad lipolítica de 

las cepas seleccionadas, se eligieron las cepas de mayor rango de actividad, generando 

una nueva selección de cepas para las siguientes pruebas. 

 

Rendimiento de producción enzimática en dos medios de cultivo diferente 
  Medios de cultivos para producción de enzimas 

Los medios se cultivaron por triplicado en matraces Erlenmeyer (500 ml) que contenían 

100 mL del medio (Tabla 1), suplementado con 1.0 % p/v de aceite de oliva y 0.2 % p/v 

de extracto de levadura previamente esterilizados en la autoclave a 121 °C durante 20 

minutos. 
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Tabla 1.Composición de medios de cultivos 

Medio de cultivo Componentes (g/L) Referencia bibliográfica 

M1 0.14-MgSO4.H2O; O.50 

K2HPO4; 7.20 CaCl2.2H2O 

(Kashmiri et al., 2006) 

 

M3 1.0-KH2PO4; 1.123-

MgSO4.H2O; 0.06-CuSO4 

(Pera et al., 2006) 

 

 

El medio fue inoculado con 1 mL de suspensión de conidios (107 esporas por mL) e 

incubado a 30 °C, 180 rpm por 7 días. El cultivo se centrifugó utilizando una centrífuga 

refrigerada (Centrifuge 5804 R- eppendorf) a 5000 rpm, 4 °C durante 30 min. Sólo se 

recogió el sobrenadante libre de células que contenía el extracto crudo. El sobrenadante 

recogido se utilizó posteriormente para los ensayos de actividad enzimática (Eko et al., 

2018; Mendes et al., 2019). 

 

Evaluación y caracterización de los parámetros cinéticos de lipasas seleccionadas 
 

Evaluación de sustratos 

Los medios de fermentación estaban constituidos como se describió anteriormente 

(Tabla 1) para la producción de enzimas, únicamente se sustituyó el sustrato (aceite de 

semilla de girasol, oliva y aceite reciclado). Se tomaron alícuotas previamente descritas 

para el ensayo de actividad de la lipasa con 𝜌-nitrofenil-palmitato (p-NPP) (Adetunji et 

al., 2018; Gómez et al., 2024; Nerurkar et al., 2013). 

Evaluación de fuentes de carbono 

Se ocuparon los medios de fermentación (Tabla 1), en los que se remplazó la fuente de 

carbono (almidón, sacarosa, manitol y glucosa) bajo las condiciones de 1.0 % p/v. Se 

recolectaron alícuotas para el ensayo de actividad de la lipasa con 𝜌-nitrofenil-palmitato 

(p-NPP) (Soleymani et al., 2017). 

Evaluación de diferentes fuentes de nitrógeno  

En este caso los medios de fermentación se les varió la fuente de nitrógeno (triptona, 

extracto levadura, NH4Cl, Peptona) a una concentración de 2.0 % p/v. Se midió actividad 

de lipasa con 𝜌-nitrofenil-palmitato (p-NPP) (Brozzoli et al., 2009; Mendes et al., 2019; 

Rathi et al., 2001). 

Evaluación de diferentes iones metálicos  

Para la producción de enzimas (Tabla 1), se sustituyó en los medios de fermentación a 

los iones metálicos en condiciones de 0.2 % p/v (ZnCl2, MnCl2, CuSO4). Se determinó 

actividad lipolítica con 𝜌-nitrofenil-palmitato (p-NPP) de cada fermentación (Esteban-

Torres et al., 2015; Merih and Esra, 2022). 
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Evaluación de diferentes temperaturas 

El ensayo enzimático se realizó como se observa en la tabla 1, excepto que la incubación 

se realizó a temperaturas de 20 a 50 °C en incrementos de 5 °C (Ghori et al., 2011; Merih 

and Esra, 2022). 

Estimar el rendimiento de Síntesis de biodiésel con lipasas seleccionadas 

Síntesis de Biodiésel 

Cada extracto proteico se evaluó con la mezcla de 4 g del aceite reciclado en un matraz 

Erlenmeyer durante 12 horas para su tratamiento y activación. El metanol se adicionó 

en tres fracciones de tiempo de la reacción: 0, 4 y 10 horas, para evitar la inactivación 

de la enzima, relación molar aceite-metanol (1:3). El sistema de reacción se realizó en 

un agitador orbital a 30-35 °C y 200 rpm en agitación constante hasta completar un 

tiempo de 24 h. Los productos obtenidos se centrifugaron a 3500 rpm durante 30 min, 

con la finalidad de separar el catalizador enzimático (Talukder et al., 2009; Polo et al., 

2018). 

Espectroscopia infrarroja 

El contenido de biodiésel se determinó mediante espectroscopía infrarroja por 

transformada de Fourier (FTIR) en el espectrómetro Thermo Scientific Nicolet iS10 FT-

IR. Todos los espectros de absorción infrarroja se obtuvieron en el rango de 500-4000 

cm-1. El espectrofotómetro se ejecutó con el software OMNIC y se obtuvieron diferentes 

espectros en la región del infrarrojo medio. 

Cada espectro fue el resultado de exploraciones por triplicado de cada muestra a 

evaluar. Se registró un espectro por muestra utilizando aire como referencia, además se 

evaluaron controles de biodiésel y aceite usado de cocina. El cristal de diamante se 

limpió utilizando un pañuelo empapado en agua destilada pura, entre análisis sucesivos 

de muestras (Li et al., 2018; Wembabazi et al., 2015). 
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RESULTADOS Y DISCUSIÓN  

Caracterización del aceite reciclado 
 

El aceite usado de origen vegetal presentó una coloración marrón oscura y un olor 

rancio. Estas dos cualidades representan la oxidación de un aceite de cocina reciclado 

(Liu et al.,2022; Totani et al., 2012). Estos aceites pueden ser de maíz, girasol, palma, 

coco, maní, soja, algodón, canola y cártamo, los cuales se utilizan para freír alimentos. 

Comúnmente sufren transformaciones a través de procesos de hidrólisis, polimerización 

y degradación térmica (Adhikesavan et al., 2022).  

Se evaluaron propiedades fisicoquímicas que permitieron caracterizar la muestra en 

estudio, los resultados obtenidos fueron de aceite limpio y aceite reciclado, lo que 

permitió la comparación con valores de referencias ya estudiados (Tabla 2). Los cambios 

más notables en el aceite al freír alimentos son la viscosidad, la densidad y la humedad 

(Adhikesavan et al., 2022; Choe y Min 2007). 

Tabla 2. Propiedades fisicoquímicas de aceite reciclado 

 

 

Propiedad 

 

 

Unidades 

 

Valor de 

aceite 

limpio 

 

Valor de 

referencia 

 

 

Norma 

 

Valor de 

aceite 

reciclado 

Valores de 

referencia 

de aceite 

reciclado 

 

Referencia 

Bibliográfica 

Índice de 

refracción a 

20°C 

 

nD 

1.472±0.000

2 

1,3000- 

1,7000±0.0

002 

(NMX-F-

074-SCFI-

2011) 

 

1.475±0.000

2 

 

1,4605 

Ordoñez et al., 

2013 

Índice de 

acidez 

mg KOH/g 

aceite 

 

0.371±0.011

4 

0.398-

1.99±0.25 

(NMX-F-

101-SCFI-

2012) 

 

1.081±0.016

2 

 

1,87 

Ordoñez et al., 

2013; Singh et 

al., 2021 

Densidad 

relativa a 

20°C 

  

---- 

 

0.918±0.000

2 

0.918 – 

0.923±0.00

1 

(NMX-F-

075-SCFI-

2012) 

 

0.927±0.000

5 

 

0.9210 

Tomazzoni et 

al., 2013; Singh 

et al., 2021 

Índice de 

Yodo 

cg de yodo/ 

g aceite 

42.560±0.13

36 

15-70±0.25 (NMX-F-

152-SCFI-

2011) 

37.094±0.24

40 

 

99,585 

Ordoñez et al., 

2013; Singh et 

al., 2021 

Índice de 

peróxido 

mEq O
2
/ 

1000 g 

 

7.6±0.6773 

 

<70  

(NMX-F-

154-SCFI-

2010) 

 

15.2±0.7888 

 

13.77  

Canesin et al., 

2014; Singh et 

al., 2021 

Índice de 

saponificaci

ón 

mg de KOH/ 

g de aceite 

191.862±0.5

883 

188.0 

192.0±0.5 

(ác. oleico) 

(NMX-F-

174-SCFI-

2014) 

195.602±0.4

223 

 

185.6 

Ordoñez et al., 

2013; Singh et 

al., 2021 

Humedad y 

materia 

volátil 

  

% 

 

1.6±0.0894 

 

NR 

(NMX-F-

211-SCFI-

2012) 

 

0.555±0.180

9 

 

0.0899 

Ordoñez et al., 

2013; Singh et 

al., 2021 

Impurezas 

insolubles 

 

% 

 

0±0 

Max. 

0.05±0.25 

(NMX-F-

215-SCFI-

2006) 

 

0.134±0.058

2 

 

0.052 

Ordoñez et al., 

2013; Singh et 

al., 2021 

Viscosidad a 

20°C 

(Viscosímetr

o Cannon 

Fenske serie 

150) 

 

cSt = mm
2
/s 

 

56.389±0.93

02 

 

 

50-60 

 

ASTM D-

445  

 

82.958±1.90

75 

 

 39.74 -

56.04 

 

Alias et al., 

2018; Singh et 

al., 2021 
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El Índice de acidez y el índice de refracción del aceite usado de cocina son similares a los 

valores que menciona Singh et al., 2021; pero el aceite usado presentó mayor valor de 

acidez en comparación con aceites limpios, debido a que la presencia de calor y agua 

acelera la hidrólisis de triacilgliceroles y por tanto aumenta el contenido de ácidos grasos 

libres (Ordoñez et al., 2013). 

Los resultados de la densidad del aceite coinciden con los reportados por Tomazzoni et 

al., (2013) quienes mencionan que los aceites vegetales tienen una densidad relativa 

entre 0.840 y 0.960; al ser menor que la del agua, todos los aceites flotan en ella y 

permanecen en la superficie y, por lo tanto, es importante mencionar que los valores 

están asociados a la temperatura (15°C), debido a que, a medida que ésta aumenta, el 

aceite se expande, y, por lo tanto, su densidad disminuye (NMXF- 075-SCFI-2012). Por 

otro lado, la viscosidad presente en estos aceites residuales se clasifica con un índice de 

viscosidad bajo, ya que se encuentra por debajo de los establecidos por la NOM-116- 

SCFI-2018 y ASTM D-445 (índice alto mayor a 80 mm/s), por lo que experimentarán una 

disminución en su viscosidad con respecto al aumento de la temperatura (Esfe et al., 

2018). 

Los valores de Índice de Yodo disminuyeron con respecto de un aceite usado a uno limpio 

y difieren con los valores de referencia, debido a que es un parámetro que evalúa el 

número de insaturaciones presentes en los ácidos grasos y se utiliza para demostrar la 

pureza y calidad de un aceite/grasa. Cuanto mayor es la cantidad de yodo que reacciona 

con la grasa, mayor es la presencia de dobles enlaces en la muestra. Medir el índice de 

yodo de una grasa es imprescindible para caracterizar el tipo de producto: cuanto más 

alto es el índice de yodo, más líquida es la consistencia de la grasa y menos estable es el 

producto a la oxidación, ya que los aceites con índices de yodo elevados contienen más 

ácidos grasos insaturados, que son más propensos a reacciones rápidas de degradación 

como la autooxidación o la polimerización (Banfi, 2024). 

El índice de peróxido demostró un aumento en los valores de aceite reciclado a 

diferencia de uno limpio, debido a que indica el grado de oxidación primaria y, por tanto, 

su probabilidad de enranciarse. Un valor bajo de peróxidos indica una buena calidad de 

los aceites y grasas y un buen estado de conservación (FOODLAB, 2023). Pero el aceite 

usado presentó valores próximos a los reportados por Ordoñez et al., (2013), que 

posteriormente usaron su muestra para transformarla en biodiésel. 

El valor de índice de Saponificación del aceite fresco fue similar a lo reportado en otros 

trabajos (Singh et al., 2021) y existe poca variación, comparado con los valores obtenidos 

para aceite usado. 

Finalmente, la determinación de la humedad y materia volátil es particularmente 

importante para la vida útil de los aceites. La vida útil es el periodo durante el cual el 

aceite puede mantener sus propiedades sensoriales, químicas, físicas y nutricionales si 

se almacena en condiciones adecuadas; por lo tanto, los valores obtenidos están por 
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debajo de los valores ideales (1-2%) según Ordoñez et al., (2013), lo anterior debido a 

las inadecuadas formas de recolección y almacenamiento de los aceites residuales de 

cocina (Orjuela y Clark, 2020). Sin embargo, esta característica fisicoquímica evaluada 

genera un ambiente ideal para la propagación de microorganismos (Liu et al., 2022), 

especialmente aquellos de alta resistencia al estrés causado por temperaturas, 

viscosidad y materia volátil; en este sentido, los hongos filamentosos lideran este grupo 

de microorganismos (Kumar y Negi, 2015; Syedd-León et al., 2022), ya que crecen bajo 

las características fisicoquímicas identificadas en los aceites recolectados en este trabajo 

de investigación. 

 

Aislamiento y selección de hongos 
 

En cuanto al aislamiento de microorganismos, después de inoculadas las cajas se 

observó la presencia de hongos filamentosos, demostrándose el crecimiento a través de 

la diferencia en coloración. Se visualizó un hongo de color café (HC) de rápido 

crecimiento y un hongo de color blanco (HB) (Figura 8).  

Figura 8.Microorganismos aislados de aceite usado de cocina  

Estos resultados demuestran una gran adaptabilidad fisiológica y capacidad metabólica 

(Peraza-Jiménez et al., 2021) de los hongos filamentosos para crecer en nutrientes con 

estas características. 

Diversos estudios han demostrado que los hongos podrían captar fuentes de carbono 

para su potencial crecimiento. Estos estudios promueven la importancia de la 

biovalorización de los materiales oleosos como sustrato para el crecimiento de los 

hongos, especialmente porque las demandas y el uso de ácidos grasos están 

aumentando (Papanikolaou et al., 2011; Hamdi et al., 2022). Además, son heterótrofos 

y requieren materiales orgánicos que utilizan como fuente de energía y como esqueletos 

de carbono para la síntesis celular. Están ampliamente distribuidos en la naturaleza, 

encontrándose en hábitats muy diversos; de ahí su frecuente aparición como 

alteradores en alimentos, además de ser reconocidos por su resistencia a las condiciones 
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de vida y altas tasas de duplicación, a diferencia de las bacterias (Powers-Fletcher et al., 

2016; Téllez Vargas et al.,2017; Füting et al., 2021). Por tanto, el aislamiento de 

microorganismos nativos a partir de materia orgánica les otorga ciertas características 

para expresar su potencial de producción de enzimas y poder ser utilizados como 

alternativa en áreas problemáticas de origen residual (Chaudhary et al., 2022, Ghosh et 

al., 2023; Richards y Talbot, 2018, Talukdar et al., 2022). 

Identificación morfológica fúngica  
 

El hongo blanco (cepa HB) presentó una morfología algodonosa blanca hialina con 

bordes irregulares (Figura 9A), mientras que el hongo marrón (cepa HC) apareció en 

colonias de color verde oscuro con una superficie arenosa con un borde beige bien 

definido en el crecimiento temprano hasta quedar en un color marrón, de paredes algo 

rugosas, delgadas y subhialinas, que con la edad suelen volverse paredes gruesas con la 

edad ligeramente pigmentadas a marrón oscuro (Fig. 9B). Las características 

microscópicas de la cepa HB muestran que presentan micelio continuo y esporas 

endógenas (esporangiosporas). Estas características corresponden a hongos 

zigomicetos que poseen un talo de hifas cenocíticas en el que los núcleos son haploides 

cuando el organismo se encuentra en etapa vegetativa (Meyer et al., 2020) y, para la 

cepa HC, se visualizaron micelios septados y esporas endógenas (ascosporas), la mayoría 

de los hongos conocidos pertenecientes a este Phylum Ascomycota, que se caracteriza 

por la formación de un asco (plural, ascos), una estructura tipo saco que contiene 

esporas haploides (Naranjo‐Ortiz y Gabaldón, 2019). 

(Bensch et al., 2012) mencionan que las colonias de Cladosporium son de color café 

grisáceo a café oscuro, efusas, confluentes, densamente aterciopeladas a vellosas. 

Presentan un micelio inmerso; hifas ramificadas, de 2–7 μm de ancho, septadas, con 

constricciones en los septos, células hifales a veces irregularmente hinchadas, a veces 

irregularmente lobuladas, subhialinas a marrón oliváceo pálido, hifas que dan lugar a 

conidióforos a menudo más oscuros, de color marrón medio a oscuro y paredes algo 

engrosadas. 

El hongo color blanco presentó una morfología algodonosa de color blanco hialino con 

bordes irregulares (Figura 9A), mientras que el hongo color café se presentó en colonias 

de color verde obscuro de superficie arenosa con un borde bien definido de color beige 

en crecimiento temprano hasta quedar en un color café oscuro (Figura 9B). Las 

características microscópicas de la cepa HB se presentan en la Figura 9A1, demostrando 

que presentan micelio continuo y esporas endógenas (esporangiosporas) y para la cepa 

HC (Figura 9B1) se visualizó micelios tabicados y esporas endógenas (ascosporas). 
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Figura 9. Morfología macroscópica y microscópica de HB (9A.) y del HC (9B.) en medio PDA a 
los 7 días de crecimiento. A y B. Morfología colonial. A1 y B1. Visualización microscópica (40x) 

El análisis morfológico del hongo blanco demuestra similitud con Fomitopsis. El género se 

caracteriza por basidiomas sésiles a efusivos, hábito de crecimiento perenne, superficie de poro 

de color blanco a tostado o rosa con poros pequeños y regulares, hifas generativas adheridas en 

un sistema di- o trimitiquifal y paredes hialinas delgadas y basidiosporas lisas (Patel et al., 2021). 

Identificación molecular fúngica  

Para la caracterización molecular de los hongos se identificaron fragmentos del 

espaciador transcrito interno (ITS) de las secuencias genómicas de dichas cepas, 

obteniéndose el ADN genómico de cada una y posteriormente se amplificó el producto 

por PCR con los primer´s ITS1 e ITS4. Se obtuvieron fragmentos de 500-650 pb de 

tamaño en ambas cepas (Figura 10). Este resultado confirma la ventaja de utilizar la 

región del espaciador transcrito interno (ITS) como marcador estándar, porque se 

encuentra entre los genes fúngicos 18S rRNA, 5.8S rRNA y 28S y también se utiliza para 

analizar la diversidad genética e identificación taxonómica de especies fúngicas, en base 

a esta región genómica (Badotti et al., 2017; Kim, 2011). 
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Figura 10. Corrimiento electroforético de los productos de PCR correspondientes a la ITS de los 

hongos. Carril MP (marcador de peso molecular de 1 kb), carril HC (hongo café), carril HB 

(hongo blanco), carril (+) control positivo Trichoderma atroviride IMI206040, carril (-) control 

negativo sin DNA. 

 

Reconocimiento por homología y relación filogenética  
 

El resultado de identidad por homología de las secuencias en la base de datos BLASTn, 

se determinó por dos parámetros: el E-value cuyo valor debe estar próximo a un puntaje 

de 0,0 y el porcentaje de identidad, que fue de 100% y 99.55%, que corresponden a 

Cladosporium tenuissimum y Fomitopsis meliae, respectivamente (Tabla 3).  

La homología con la secuencia con número de acceso OQ780870 indicó que el género 

del hongo blanco corresponde a Fomitopsis meliae, sugiriendo que pertenece al reino 

fungi en la división de Basidiomycota (basidiomycetes). Mientras que la secuencia con 

número de acceso OQ780869 del hongo café pertenece a Cladosporium tenuissimum, 

sugiriendo que el género corresponde a Cladosporium y al reino fungi, en la división de 

Ascomycota (ascomycetes). La literatura describe importantes contribuciones de 

hongos filamentosos con potencial biotecnológico, relacionados con el filo Ascomycota 

que fueron aislados de suelos contaminados con grasa o residuos aceitosos (Geotrichum 

sp., Penicillium sp., Aspergillus niger, Aspergillus sp., Penicillium chrysogenum, Yarrowia 

lipolytica, Alternaria tenuissima, Fusarium oxysporum) y Mucoromycota (Rhizomucor 

miehei, Mucor sp.), mientras que, en la división Basidiomycota, hay poca evidencia de 

estos microorganismos (Adamczak y Bednarski, 2004; Carvalho et al., 2005, Cesário et 

al., 2021, Kumar y Negi, 2015; Hita et al., 2009). Estos microorganismos confirman su 

identidad a través de la información morfológica y molecular evaluada, demostrando 

diferencias en su filo. 
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Tabla 3. Parámetros de identificación de hongos filamentosos basada en la secuencia de la ITS 

Muestra Longitud de 

secuencia (ITS)  

Closest Blast 

match 

Identidad 

(%) 

E-value Query cover 

Hongo que 

produce 

colonias de 

color café  

 

546 bp 

Cladosporium 

tenuissimum 

(MF473304.1) 

 

100% 

 

0.0 

 

100% 

Hongo que 

produce 

colonias de 

color blanco 

 

662 bp 

 

Fomitopsis meliae 

(MW221272.1) 

 

99.55% 

 

0.0 

 

100% 

 

El análisis filogenético de cada cepa se realizó mediante el método de Máxima 

Verosimilitud con 1000 bootstraps; se obtuvo a través del análisis de cinco secuencias 

con mayor homología para cada amplicón, utilizando el software IQ-Tree (Trifinopoulos 

et al., 2016). 

 

En la Figura 11 se pueden visualizar dos árboles filogenéticos: (A) corresponden a 

Fomitopsis meliae (HBITS4) y (B) a Cladosporium tenuissimum (HCITS4). La cepa HBITS4 

fue analizada con los cinco homólogos más cercanos al amplicón y también fue 

comparada con otros taxones de Fomitopsis que fueron revisados en un análisis 

filogenético inferido a partir de los datos de secuencia de las regiones espaciadoras 

transcritas internas (ITS) que representan 11 taxones pertenecientes al Phylo 

Basidiomycota (Liu et al., 2021), dando como resultado que la secuencia se asocie con 

el taxón de la especie meliae (Figura 11A). Si bien la cepa HCITS4 fue comparada también 

con cinco secuencias homólogas identificadas por la herramienta NCBI Blastn (Altschul 

et al., 1990) y otras secuencias pertenecientes a Cladosporium, estas secuencias fueron 

seleccionadas a partir de un análisis de género de hifomicetos de Cladosporium, y se 

evaluaron las diferencias entre los clados, con base en su filogenia, características 

sistemáticas y ecológicas (Bensch et al., 2012), demostrando que están relacionadas con 

el género Cladosporium y pertenecen al clado tenuissimum (Figura 11B). 
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Figura 11. A. Árbol filogenético de Fomitopsis meliae y B. Árbol filogenético de Cladosporium 

tenuissimum, ambos realizados en MEGA 11 

Determinación actividad enzimática cualitativa con rodamina B 

Para la determinación de la actividad enzimática cualitativa con rodamina B, se observó 

que no existían variaciones considerables entre las cepas aisladas, correspondiendo las 

placas con mayor fluorescencia emitida al medio en el que se encontraba Fomitopsis 

meliae, ya que es evidente el halo de iluminación que se presenta. Bajo luz UV, indicando 

una mayor dimensión de capacidad lipolítica, esta cepa mostró respuestas similares en 

ambos ensayos con diferentes sustratos, sugiriendo la factibilidad de utilizar aceite de 

oliva o reciclado indistintamente, mientras que, para Cladosporium tenuissimum, hubo 

una menor presencia de halos de fluorescencias en ambos sustratos (Figura 12). 
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Cepa 
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Figura 12.  Ensayo cualitativo con rodamina B para determinar la actividad lipolítica de hongos 
filamentosos 

La combinación con rodamina B es un método colorimétrico, en el que este compuesto 

se une a ácidos grasos mono y diglicéridos y desarrolla fluorescencia bajo luz ultravioleta 

(UV). Este ensayo se basa en la interacción de la forma catiónica de la rodamina B con la 

forma aniónica de los ácidos grasos, dando lugar a la formación de complejos cuya 

estabilidad e intensidad de fluorescencia es proporcionalmente inversa a la longitud de 

la cadena del ácido graso (Mendes et al., 2019). 

Los resultados obtenidos están relacionados con las condiciones de vida de cada hongo 

filamentoso evaluado, debido a que Cladosporium tenuissimum es muy exigente en sus 

condiciones de vida para favorecer su propagación, requiere de un sustrato con al 

menos 1% de cloruro de sodio (NaCl) en condiciones aeróbicas, a diferencia de 

Fomitopsis meliae que corresponde a un basidiomiceto de podredumbre parda donde 

su condición ideal de vida corresponde a condiciones de alta humedad y procesos 

preferentemente anaeróbicos, por ser un microorganismo facultativo con alta 

maleabilidad metabólica (Nam et al., 2015; Polanco-Florián et al., 2020). 

El reconocimiento de hongos filamentosos con actividad enzimática hidrolítica sugiere 

que son fuentes preferidas para la industria, debido a una versatilidad metabólica 



 
 

 
52 

superior (Su et al. 2012). Las enzimas fúngicas se utilizan en procesos de producción de 

biocombustibles, biorremediación de contaminantes orgánicos, para producción de 

detergentes, producción de antibióticos, blanqueo de tejidos textiles, clarificación de 

jugos, eliminación de aromas de cuero y producción de papel (El-Sawah et al., 2021; 

Füting et al., 2021; Hyde et al., 2019; Kirk et al., 2002; Meyer et al., 2020; Molina-

Gutiérrez et al., 2021; Niyonzima, 2020; Singh et al., 2021;  Sudeep et al., 2020;  Syedd-

León et al., 2022). 

Evaluación cuantitativa de extractos proteicos 
 

Cladosporium tenuissimum y Fomitopsis meliae se cultivaron en medios diferentes, de 

manera que Fomitopsis meliae presentó 1.186 mg/ml de concentración proteica en M3 

mientras que en M1 se cuantificó 0.476 mg/ml hasta el día 7; sin embargo, Cladosporium 

tenuissimum tuvo comportamientos similares en la producción de extractos en ambos 

medios, pero siendo notable el aumento de extracto enzimático en M3, comparado con 

M1 (Tabla 4). Demostrando que Cladosporium tenuissimum produce aproximadamente 

5 veces más extracto proteico que Fomitopsis meliae 

Tabla 4. Concentración proteica dos diferentes medios de cultivo 

 Fomitopsis meliae Cladosporium tenuissimum 

Tiempo de 

cultivo (días) 

M1 

[mg/ml] 

M3 

[mg/ml] 

M1 

[mg/ml] 

M3 

[mg/ml] 

1 0 ± 0 0.288 ± 0.003 0 ± 0 0 ± 0 

2 0 ± 0 0.380 ± 0.002 0 ± 0 0 ± 0 

3 0 ± 0 0.459 ± 0.004 1.492 ± 0.005 1.510 ± 0.005 

4 0 ± 0 0.555 ± 0.002 1.190 ± 0.017 2.294 ± 0.004 

5 0 ± 0 0.739 ± 0.002 5.627 ± 0.020 4.318 ± 0.004 

6 0.476 ± 0.003 1.186 ± 0.003 4.300 ± 0.013 5.636 ± 0.005 

 

En este sentido, Mendes et al. (2019) evaluaron 6 diferentes tipos de medio para la 

producción de lipasas fúngicas (i.e., Trichoderma harzianum, Fusarium 

solani, Trichoderma harzianum F5 y Penicillium sp. F36), demostrando que los medios 

más eficientes fueron los evaluados en este trabajo, mencionando que estos medios son 

óptimos para hongos filamentosos, aunque pueden presentar diferentes 

comportamientos frente a la composición del medio, lo que indica que las condiciones 

mejoradas para la producción de lipasas deben optimizarse para cada cepa de hongos 

con el fin de determinar los requisitos ideales de nutrientes de los cultivos. 

Es por ello que en este trabajo se caracterizaron y modificaron ambos medios para 

cultivar los hongos filamentosos y así evaluar los parámetros enzimáticos (fuentes de 

sustratos, carbono, nitrógeno, iones-minerales y temperatura), comparando entre 

todos ellos el efecto de rendimiento en la producción lipolítica y las condiciones óptimas 

para cada microorganismo. 
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Determinación de diferentes sustratos para la producción de enzimas lipolíticas 
 

Para el cultivo de Fomitopsis meliae la primera modificación de M1 y M3 fue evaluar 3 

tipos de sustratos: Aceite de oliva, aceite de cocina usado donde fueron aislados los 

hongos y aceite de girasol. M1 no presentó actividad enzimática en los primeros días 

con ninguno de los sustratos, excepto hasta el día 7 de incubación de la fermentación, 

demostrando actividades de 35.56 U/L con sustrato de aceite oliva, 48 U/L con aceite de 

cocina usado y 5.78 U/L de aceite de girasol. Mientras que M3, las evaluaciones con 

aceite de oliva y de girasol obtuvieron actividad desde el primer día de incubación hasta 

el último día evaluado, presentando 24.52 U/L y 27.04 U/L. Pero las pruebas con aceite 

de cocina reciclado demostraron actividades a partir del día 2 al 6 con un valor máximo 

de 9.70 U/L (Figura 13A). 

Los resultados obtenidos con diferentes sustratos para Cladosporium tenuissimum se 

muestran en la Figura 13B, demostrando 2 veces más actividad con respecto a 

Fomitopsis meliae. Sin embargo, se puede observar que M1 con aceite de girasol no 

presentó actividad, mientras que la evaluación con aceite de oliva demostró actividad a 

partir del tercer día de incubación con una cuantificación máxima de 94.67 U/L y para el 

aceite reciclado se observó actividad a partir del día 5, con una actividad de 93.33 U/L 

en el último día de incubación. El efecto de M3 es que se puede visualizar actividad 

lipolítica con los tres diferentes sustratos, exponiendo que el sustrato de aceite de 

girasol alcanzó una máxima de 26.81 U/L, mientras que el aceite de oliva obtuvo 97.03 

U/L y el aceite de cocina usado 89.48 U/L.  

Un buen inductor de la producción de lipasa son los aceites y pueden ser responsables 

de una mayor producción enzimática (Mendes et al., 2019).  La posibilidad de producir 

enzima lipasa a partir de desechos como aceites usados, reduce el costo de producción, 

además de reducir y eliminar los desechos de manera que no dañe el medio ambiente 

(Alabdalall et al., 2021; Houde et al., 2004). 

Mendes et al., 2019 reportan que F. solani F61 obtuvo una actividad hidrolítica de 2370 

U/L en el medio 3, por otra parte, para Trichoderma sp. F5, Penicillium sp. F36, T. 

harzianum F37 y T. harzianum F307, la mayor producción de lipasa se observó utilizando 

M1 (420-730 U/L). Por lo tanto, las lipasas (EC 3.1.1.3) catalizan la hidrólisis de los 

triglicéridos en los aceites naturales, generando moléculas de ácidos grasos libres a 

partir del sustrato lipídico (Kotogán et al., 2022). 
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Figura 13. Actividad enzimática lipolítica con diferentes sustratos. A. Fomitopsis meliae B. 
Cladosporium tenuissimum 

 

La lipasa de C. viswanathii presentó una alta actividad hidrolítica sobre trioleína y aceite 

de oliva, sugiriendo que esta enzima hidroliza preferentemente los enlaces éster de 

ácidos grasos monoinsaturados de cadena larga (C18:1 ∆ 9 – oleico). La cantidad de ácido 

oleico de los aceites vegetales mejoró claramente la producción de lipasa de C. 

viswanathii. Este hallazgo también se informó para la producción de lipasa por parte de 

muchos microorganismos, para los cuales el aceite de oliva sirve no solo como inductor 

de la producción de lipasas sino también como fuente de carbono para el crecimiento 

de microorganismos (De Almeida et al., 2013). 
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Por lo tanto, las diferentes fuentes de lípidos, como aceite de mostaza, aceite de neem, 

aceite de coco, aceite de oliva, aceite de girasol, aceite de palma y aceite de pepino, son 

considerados fuentes de carbono lipídicas, pero también existen otras fuentes de 

carbono no lipídicas como sacarosa, lactosa, maltosa, glucosa, galactosa, xilosa (Kumar 

et al., 2023). Es por ello, que se decidió evaluar este otro tipo de fuentes en los medios 

para cada hongo filamentoso. 

Fuentes de carbono para producción lipolítica 

 

En la evaluación de fuentes de carbono se agregaron de manera individual, 4 diferentes 

moléculas en el M3 seleccionado anteriormente: almidón, sacarosa, manitol y glucosa; 

utilizando fuente de sustrato de aceite de girasol para Fomitopsis meliae y aceite de oliva 

para Cladosporium tenuissimum (Figura 14). 

Los resultados obtenidos fueron los siguientes: en la Figura 14A se puede visualizar que 

no hubo presencia de actividad enzimática de Fomitopsis meliae con la adición de 

almidón y sacarosa, pero con manitol se obtuvo actividad de 1.63 U/L- 42.07 U/L y para 

glucosa fue de 12.15 U/L - 48 U/L, ambas muestras fueron evaluadas durante un periodo 

de 7 días. Para Cladosporium tenuissimum se logra visualizar que todas las fuentes de 

carbono evaluadas demostraron actividad durante el periodo de 7 días, sin embargo, la 

molécula que alcanzó mayor actividad enzimática fue glucosa con 91.56 U/L, mientras 

que almidón obtuvo 36 U/L, sacarosa a través de los días disminuyo el efecto de su 

actividad de 11.85 U/L-6.07 U/L y manitol logro obtener 5.19 U/L (Figura 14B).  

El efecto de la glucosa en ambos microrganismos, demostró que es una fuente de 

carbono que permite producir actividad lipolítica en mayores cantidades con respecto a 

las otras moléculas. Obteniendo el doble de rendimiento con la adición de glucosa en el 

medio de Fomitopsis meliae, aunque para Cladosporium tenuissimum se mantuvo en 

valores similares al ser evaluado con sustrato de aceite de oliva. 

Bindiya y Ramana, (2013) utilizaron fructosa y manitol en los medios de Aspergillus 

sydowii para comprobar el efecto de estas fuentes en la producción de lipasa. Los 

carbohidratos actúan como fuentes de carbono monovalentes para la producción de 

lipasa, por lo que, en presencia de almidón y sacarosa, Aspergillus niger logró un bajo 

rendimiento de lipasa, pero cuando se utilizó fructosa como fuente de carbono, mostró 

una alta producción de lipasa de 777,440 U/L (Alabdalall et al., 2020). 
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Figura 14. Actividad enzimática lipolítica con diferentes fuentes de carbono. A. Fomitopsis 

meliae B. Cladosporium tenuissimum 
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Fuentes de nitrógeno para producción lipolítica 
 

Se analizaron 4 fuentes de nitrógeno: triptona, extracto de levadura, cloruro de amonio 

(NH4Cl) y peptona en medios de fermentación modificados con los resultados anteriores 

correspondientes a cada microrganismo. Se observó que la triptona y el cloruro de 

amonio inhiben la actividad enzimática de los hongos.  

Fomitopsis meliae presentó un rendimiento de 43.56 U/L con peptona y 21.704 U/L con 

extracto de levadura (Figura 15A), demostrando valores similares al ensayo de fuentes 

de carbono. Mientras que Cladosporium tenuissimum presenta valores máximos de 

actividad lipolítica siendo estos de extracto de levadura 42.963 U/L y de peptona 88.15 

U/L, respectivamente (Figura 15B). Se logra percibir que la peptona se puede considerar 

la fuente de nitrógeno para los medios de ambos microrganismos, ya que la 

productividad se mantiene en valores similares a los ensayos con fuente de carbono. 

Las fuentes de nitrógeno orgánico e inorgánico, como peptona, triptona, nitrato de 

sodio, sales de amonio, urea y extracto de levadura, tienen un papel importante en la 

producción de lipasas en varios microorganismos, porque pueden suministrar muchos 

factores de crecimiento celular y aminoácidos, que son necesarios para el metabolismo 

celular y la síntesis de enzimas (Mendes et al., 2019; Oliveira et al., 2016; Priyanka et al., 

2019; Fátima et al., 2021). Bharathi y Rajalakshmi, (2019) utilizaron peptona y otro 

extracto nitrogenado para la producción de lipasa de Aspergillus observaron que una 

mezcla de fuentes de nitrógeno influye en la actividad de la enzima lipasa. 

Algunos ensayos han alcanzado una máxima actividad de lipasa cuando la glucosa y la 

peptona actuaron como fuentes de carbono y nitrógeno en el medio de cultivo de 

Trichoderma harzianum, mientras que la actividad mínima de la lipasa se observó con 

glucosa y extracto de levadura como fuentes de carbono y nitrógeno, respectivamente 

(Colonia et al., 2019). Es por ello que es importante evaluar si la fuente de nitrógeno 

actúa en el rendimiento de la actividad, debido a que el costo de los nutrientes del medio 

es uno de los factores más importantes y la suplementación con una fuente de nitrógeno 

es demasiado costosa para la producción comercial de enzimas y biocombustibles, ya 

que podría representar el 50% del costo total del medio (Edwinoliver et al., 2009; 

Mendes et al., 2019). 
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Figura 15. Actividad enzimática lipolítica con diferentes fuentes de nitrógeno. A. Fomitopsis 
meliae B. Cladosporium tenuissimum 
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Iones metálicos para producción lipolítica 
 

En la caracterización de medios modificados con la adición de iones metálicos, se 

agregaron 3 diferentes compuestos:  Cloruro de Zinc (ZnCl2), Cloruro de manganeso 

(MnCl2) y Sulfato de cobre (CuSO4) a los medios específicos de fermentación modificados 

con los mejores rendimientos de actividad para los hongos filamentosos. El MnCl2 

inhibió la actividad lipolítica en ambas cepas (Figura 16). Demostrando que el CuSO4 fue 

el compuesto que obtuvo mejores rendimientos de actividad enzimática, con 45.704 U/L 

de Fomitopsis meliae (Figura 16A) y para Cladosporium tenuissimum 87.926 U/L (Figura 

16B). 
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Figura 16. Actividad enzimática lipolítica con diferentes iones metálicos. A. Fomitopsis meliae 
B. Cladosporium tenuissimum 

Mahfoudhi et al., (2022) menciona que los iones metálicos son un ingrediente 

importante y desempeñan diferentes funciones al influir en los componentes 

estructurales y el funcionamiento de las enzimas. Los iones que se unen a la enzima 

podrían mejorar o inhibir la actividad enzimática (Alabdalall et al., 2021). Estos efectos 

pueden aparecer debido a enlaces iónicos en sitios específicos de las proteínas, 

alterando su nivel de hidratación (Yu et al., 2005). Por lo tanto, los iones como Mg 2+, Fe 
2+, Ca 2+, Cu 2+, Co 2+, Na +, K +, Mn 2+ y Zn 2+ parecen influir positivamente en la producción 
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de lipasa (Sharma et al., 2001). Además, son agentes comunes en diversas vías 

metabólicas (Alabdalall et al., 2021). 

Existen estudios de lipasas fúngicas que han mostrado diferentes comportamientos con 

algunos iones metálicos. La lipasa producida por Aspergillus japonicas se inhibe cuando 

se incuba con Mn 2+ y Hg 2+, mientras que permanece estable cuando se incuba con Ca 
2+ (Jayaprakash y Ebenezer, 2012). Saranya y Ramachandra, (2020) informaron que no 

existe ningún efecto de Ca 2+, Mg 2+, Na + y K + sobre la actividad de la lipasa producida 

a partir de Cladosporium tenuissimum. Otro estudio de una lipasa aislada de Aspergillus 

oryzae notaron que los iones metálicos, como Cu 2+, Fe 3+, Hg 2+, Zn 2+ y Ag +, inhibían 

la actividad enzimática (Toida et al., 1995). 

Temperatura para la producción lipolítica 
 

Los resultados obtenidos en el ensayo de temperatura, se representa en la Figura 17. El 

máximo rendimiento fue de 113.85 U/L para Fomitopsis meliae con la temperatura de 

35°C, con 40°C 102.15 U/L y 45°C de 102.81 U/L, mientras que, en temperaturas más 

bajas, como 20 °C los rendimientos fueron de 90.148 U/L y a 25°C, 98.815 U/L. Sin 

embargo, en la temperatura de 30°C y 50°C se presentan rendimientos muy bajos 

(Figura 17A). Alcanzando a duplicar la actividad enzimática con relación al medio 

modificado y evaluado para dicho microrganismo. Sin embargo, en la Figura 17B se 

visualiza que con la temperatura de 30°C se obtiene la máxima producción de 44.296 

U/L de actividad lipolítica, seguida de la temperatura de 35°C con valores de 41.56 U/L 

y por otro lado rendimiento bajos y similares en temperatura de 45 °C y 50 °C. Además, 

de presentar inhibición de actividad con temperaturas de 20 °C, 25 °C y 40 °C. 

Respondiendo a una disminución de la actividad con respecto al medio original y 

propuesto en la metodología, alcanzando valores de 97.037 U/L. Sugiriendo que la 

temperatura provoca aceleración de las reacciones químicas y que las enzimas son 

proteínas que pueden dañarse con cambios de temperaturas no específicas para ellas. 

Todas las enzimas son específicas y tienen un rango de temperatura ideal donde 

funcionan mejor y se logra un mejor rendimiento de la enzima (Alabdalall et al., 2021). 

Las altas temperaturas alteran la estructura tridimensional de las enzimas, provocando 

su desnaturalización y pérdida de sus propiedades catalíticas (Robinson, 2015). 
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Figura 17. Actividad enzimática lipolítica con diferentes temperaturas. A. Fomitopsis meliae B. 
Cladosporium tenuissimum 

Algunas investigaciones han estudiado el efecto de diferentes temperaturas de 

incubación que oscilan entre 25 y 55 °C sobre la producción de la enzima lipasa de 

Aspergillus niger. La mayor producción de lipasa se obtuvo a 30 °C, seguida de 35, 40, 

25, 50 y 55 °C (Mukhtar et al. (2016)). En otro estudio, Mahmoud et al., (2015) 

investigaron el efecto de varias temperaturas de incubación, con valores de 10, 20, 30 y 

45 °C, sobre la producción de lipasa de Aspergillus terreus. La actividad máxima de la 

lipasa se logró a 45°C (15,000 U/L), que disminuyó con la disminución de las 

temperaturas, es decir, 30°C (12,000 U/L), 20°C (9,500 U/L), y 10°C (3,000 U/L). 
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Reacciones de transesterificación  
 

Los aceites de cocina usados fueron sometidos a reacciones de transesterificación con 

la ayuda de catálisis biológica de extractos proteicos de Fomitopsis meliae y 

Cladosporium tenuissimum y se determinó el producto de las reacciones con el método 

de espectroscopía infrarroja por transformada de Fourier (FTIR). 

En la Figura 18 se observan los espectros FTIR de 4 muestras, el aceite de cocina usado 

y el biodiésel son controles para identificar los grupos funcionales y las bandas 

correspondientes a diversas vibraciones de estiramiento y flexión de dos muestras de 

las reacciones de transesterificación con catálisis enzimática de los hongos filamentosos, 

en el rango de 0 – 4000 cm-1. No hubo picos significativos en las regiones 1700 – 2800 

cm−1 y 3000 – 4000 cm−1 tanto para el aceite de cocina usado como para los espectros 

de biodiésel, sin embargo, existen algunas valores similares en los espectros de 2800 

cm-1 y 3000 cm-1. Ya que son bandas que indican la presencia de los enlaces simétricos 

y asimétricos de C-H o correspondiente al modo de estiramiento CH de olefinas (Ortiz et 

al., 2016; Rosset y Perez, 2019). Otros estudios sugieren que los picos de 2916 cm-

1 pertenecen a las grasas y a 2922 cm-1 a biodiésel, que representan las vibraciones de 

estiramiento de los grupos metilo (Ortiz et al., 2016). 

Las diferencias que se observan en la Figura 18 son los espectros que se encuentran en 

el rango de 1500 a 500 cm-1 y las exhiben principalmente los ésteres (biodiésel), como 

resultado de las vibraciones de C – O (Wembabazi et al., 2015).  Sin embargo, en el rango 

de 1735-1750 cm-1, se logran visualizar algunas diferencias numéricas en los espectros 

de las reacciones de transesterificación. Bukhari et al., (2022) menciona que en ese 

rango de frecuencia existe un estiramiento de C=O del grupo funcional de un éster 

alifático saturado y que los picos del carbono carbonilo (C=O) y alcano (CH) del éster se 

producen a 1742,13 cm-1 y 2923,51 cm -1. Además, sugiere que los picos entre 1450-

1470 cm-1 son curva CH de los alcanos y los haluros de alquilo entre 1150 – 1300 cm-1. 

Demostrando que el pico de flexión CH de biodiésel representado en color verde fue de 

1448.89 cm-1 (Figura 18). Estos resultados son consistentes con los valores comparados 

en la literatura de los espectros que permiten corroborar la presencia de ésteres 

metílicos en las reacciones de transesterificación de ambas catálisis enzimáticas.  
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Figura 18. Espectro FTIR de diferentes muestras 
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Capítulo IV 
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CONCLUSIONES 

El aislamiento e identificación taxonómica y molecular de Cladosporium tenuissimum y 

Fomitopsis meliae proporciona evidencia de dos especies nativas que crecen en aceite 

usado, demostrando la presencia de hongos filamentosos en diferentes ambientes 

orgánicos. Estos microrganismos son cepas adaptadas a condiciones de su lugar de 

origen, con dominios Ascomycota y Basidiomycota, capaces de desarrollarse en nichos 

inhóspitos y carentes de nutrientes que probablemente otras células no puedan asimilar 

dichos sustratos para su crecimiento.  

La evaluación de actividad enzimática de Fomitopsis meliae y Cladosporium tenuissimum 

en este trabajo, evidencia el potencial de dichas cepas silvestres en la producción de 

lipasas utilizando aceites no convencionales.  

 

La evaluación de la composición basal del medio de cultivo elegido de manera específica 

para los microrganismos, tiene la finalidad de incrementar el rendimiento de enzimas 

lipolíticas y con ello suplementar con inductores (aceite de oliva y girasol), fuentes de 

carbono (glucosa), nitrógeno (peptona), iones metálicos (CuSO4) y temperatura (30°C y 

35°C). La producción lipolítica de Fomitopsis meliae aumento 4.21 veces, mientras que 

Cladosporium tenuissimum no demostró aumento en el rendimiento con los cambios en 

los medios, debido a que las condiciones para dicho microrganismo no favorecieron a la 

síntesis de enzimas y disminuyeron un 50% con respecto al medio original propuesto en 

la literatura (M3), demostrando la caracterización de parámetros enzimáticos de cada 

organismo.  

 

 Los hongos son capaces de producir varias enzimas para su supervivencia dentro de una 

amplia gama de sustratos, lo que permite este estudio es optimizar parámetros 

nutricionales, para la mejora de rendimientos en producción de lipasas, que 

desempeñen un papel importen como biocatalizadores en diferentes aplicaciones 

biotecnológicas futuras de bajo costo. Se estableció un proceso de producción de 

biodiésel a través de catálisis enzimática, mediante la aplicación de hongos con 

capacidad lipolítica aislados de aceites reciclados. Estos extractos enzimáticos pueden 

ser considerados catalizadores biológicos para la síntesis de biocombustibles. 

 

La identificación de estas cepas fúngicas contribuye a la divulgación de conocimiento y 

a la generación de futuros estudios de la diversidad metabólica de estos organismos. 

Además de la posibilidad de estudiar cepas que no han sido evaluadas debido a la 

carencia de información en la literatura pero que cuentan con potencial biotecnológico. 

Esto permitirá investigar y desarrollar a estos organismos para obtener posibles 

productos innovadores y con efectos benéficos, en este caso para la producción de 

biodiésel. 
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