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ACC: Aceite de cocina Comercial 

Autótrofo: Que produce su propio alimento. 

AKI: Anti-Knock Index 

BET: Brunauer-Emmett Teller 

Biocombustibles: Combustibles derivados de la biomasa. 

Biodiésel: Combustible derivado de la biomasa con cadenas de hidrocarburos mayores a C16 

que es transesterificado para eliminar un buen porcentaje de oxígeno del mismo. 

Biogasolina: Biocombustible derivado de la biomasa de cadenas de hidrocarburos C5-C12 que 

es semejante en propiedades al combustible de origen fósil y es menos contaminante. 

Biomasa: Materia orgánica que deriva de la naturaleza con la que se producen biocombustibles. 

BJH: Barrett–Joyner–Halenda. 

Catalizador heterogéneo: Sustancia química en una fase distinta, generalmente sólida que es 

fácilmente recuperada posterior a un proceso químico. 

Catalizador: Parte activa compuesta de generalmente de metales de transición como Pt, Pd, Co, 

Ni, Mo. 

Catalizador: Sustancia química que acelera una reacción, convierte la materia prima aun 

producto. 

CCF: Cromatografía de capa Fina 

CCG: Cromatografía de columna por gravedad. 

CG-EM: Cromatografía de Gases acoplada a espectrometría de masas. 

CO2: Dióxido de carbono. 

CS2: Disulfuro de carbono. 

Descarbonilación: Eliminación de Carbono y oxígeno en forma de CO (Monóxido de carbono) y 

H2O (agua). 

Descarboxilación: Eliminación de Carbono y oxígeno en forma de CO2. 

DFT: Density Funcional Theory. 

DRX: Difracción de rayos X. 
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Fisisorción: Proceso mediante el cual las moléculas se adhieren a un material. 

GEI: Gases de efecto invernadero. 

HCL: Ácido clorhídrico 

HDO one pot: Hidrodesoxigenación en una sola reacción o paso. 

HDO: Hidrodesoxigenación 

HDS: Hidrodesulfuración. 

HEFA: Hydroprocessed esters and fatty acids 

Heterótrofo: Que depende del consumo de otros organismos y otros compuestos orgánicos. 

Hidrocraqueo catalítico: Inyección de hidrógeno que involucra la presencia de un catalizador 

que realiza el rompimiento o craqueo de moléculas. 

Liofilización: Método de secado de biomasa a partir de bajas temperaturas extremas y elevada 

presión. 

Lípidos: Compuestos bioquímicos de naturaleza hidrófoba y se distribuyen ampliamente en la 

naturaleza, incluyen acilgliceroles, ceras, fosfolípidos, glicolípidos, terpenos como carotenoides y 

esteroides y éteres alquilglicérílicos. 

Microalgas: Organismos microscópicos eucariontes y procariontes que sobreviven en ambiente 

acuáticos y húmedos cuyo metabolismo es autótrofo, es decir, son fotosintéticos. 

Mixótrofo: Que comparte características autótrofas y heterótrofas. 

NRRE-1: Nannochloris sp. 

NSRE-1: Nannochloropsis sp. 

Octanaje o número de octano: Capacidad antidetonante de las gasolinas que le confiere 

estabilidad en su uso y almacenamiento, RON: Research Octane Number y MON: Motor Octane 
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Pirólisis: Conocido como craqueo térmico se lleva a cabo a temperaturas y presiones muy 

elevadas en ausencia de oxígeno cuyo producto de reacción es un bioaceite. 

Soporte de catalizador: Material con estructura porosa donde que se impregnan metales, le da 

características de resistencia y desempeña un importante papel en la estabilización de los sitios 

activos. 

TAGs: Triacilglicéridos. 
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RESUMEN 

El uso de combustibles fósiles ha elevado la concentración de CO₂ en la atmósfera aumentando 

las temperaturas globales. Para mitigar este efecto, se ha implementado el uso de biomasa de 

microalgas que actúan como sumideros de CO2 y de las cuales a partir de sus aceites y lípidos 

se pueden obtener biocombustibles para el transporte como la biogasolina. Para su obtención, 

se empleó hidrodesoxigenación en un solo paso (HDO one-pot) con el cual se obtuvo una 

biogasolina de calidad en composición de hidrocarburos y bajo en oxígeno a la luz de la normativa 

existente para el combustible convencional. Nannochloris sp. (NRRE-1) y Nannochloropsis sp. 

(NSRE-1) se cultivaron a 200 litros y se obtuvo biomasa con rendimientos de 0.30 g L-1 (NRRE-

1) y 0.33 g L-1 (NSRE-1), con una producción de extractos lipídicos del 24 % en peso (NRRE-1) y 

17 % en peso. (NSRE-1). Para poder llevar a cabo la reacción de HDO one-pot se sintetizó un 

catalizador heterogéneo con estructura microporosa y mesoporosa, estructura cristalina e 

isoterma tipo IV con histéresis tipo H5, característica de catalizadores semi taponados de nueva 

generación. Se realizó la activación in situ del catalizador y se hicieron reaccionar los extractos 

lipídicos de las microalgas en un reactor por lotes, obteniéndose 91.12 % en peso de biogasolina 

para NSRE-1 con 80.96 % en peso de hidrocarburos en el rango C5-C12 como isoparafinas (44.1 

% en peso), n-parafinas (18.57 % en peso) y un bajo porcentaje de compuestos aromáticos (0.16 

% en peso). Las cadenas de hidrocarburos con mayor porcentaje en peso fueron de C6 (61.26 % 

en peso), C11 (12.11 % en peso) y C10 (4.80 % en peso). Para NRRE-1 se obtuvo 94.19 % en 

peso de biogasolina e hidrocarburos. De los cuáles se obtuvo isoparafinas (44.30 % en peso), n-

parafinas (27.72 % en peso) y un bajo porcentaje de aromáticos (1.89 % en peso). Las cadenas 

de hidrocarburos con mayor porcentaje fueron de C6 (63.15 % en peso) y C8 (12.42 % en peso).   

Este trabajo aporta información para ampliar el conocimiento de las biogasolinas de tercera 

generación. 
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ABSTRACT 

The use of fossil fuels has increased the concentration of CO₂ in the atmosphere, raising global 

temperatures. To mitigate this effect, the use of microalgae biomass has been implemented, as 

these act as CO₂ sinks and their oils and lipids can be used to produce transportation biofuels 

such as biogasoline. For this production, a one-step hydrodeoxygenation (HDO one-pot) process 

was employed, resulting in high-quality biogasoline in terms of hydrocarbon composition and low 

oxygen content, in accordance with existing regulations for conventional fuel. Nannochloris sp. 

(NRRE-1) and Nannochloropsis sp. (NSRE-1) were cultivated in 200 liters, yielding biomass with 

rates of 0.30 g L-1 (NRRE-1) and 0.33 g L-1 (NSRE-1), with lipid extract productions of 24 % wt 

(NRRE-1) and 17 % wt (NSRE-1). To carry out the HDO one-pot reaction, a heterogeneous 

catalyst with a microporous and mesoporous structure, crystalline structure, and a type IV 

isotherm with type H5 hysteresis (characteristic of new-generation semi-plugged catalysts) was 

synthesized. The in situ activation of the catalyst was carried out, and the lipid extracts from the 

microalgae were reacted in a batch reactor, obtaining 91.12% by weight of biogasoline for NSRE-

1, with 80.96 % by weight of hydrocarbons in the C5-C12 range. This includes isoparaffins (44.1 % 

wt), n-paraffins (18.57 % wt), and a low percentage of aromatic compounds (0.16 % wt). The 

hydrocarbon chains with the highest weight percentages were C6 (61.26 % wt), C11 (12.11 % wt), 

and C10 (4.80 % wt). For NRRE-1, 94.19 % wt of biogasoline and hydrocarbons was obtained. 

This included isoparaffins (44.30 % wt), n-paraffins (27.72 % wt), and a low percentage of 

aromatics (1.89 % wt). The hydrocarbon chains with the highest percentages were C6 (63.15 % 

wt) and C8 (12.42 % wt). This work contributes to the knowledge of third-generation biogasoline.
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INTRODUCCIÓN 

El cambio climático inducido por actividades humanas se ha convertido en uno de los desafíos 

más críticos del planeta que se atribuye principalmente a las emisiones de gases de efecto 

invernadero (GEI) provenientes principalmente de dos sectores, el energético y el sector 

transporte que de acuerdo con el Panel Intergubernamental sobre el Cambio Climático (IPCC) 

continúan dependiendo de los combustibles fósiles y es el dióxido de carbono (CO2) el principal 

GEI emitido [1,2]. Recientemente, la International Energy Agency (IEA) informó que se duplicará 

la demanda de combustibles líquidos del transporte para el 2050 [2,3] y que la huella de carbono 

actualmente de 37.4 gigatoneladas, continuará aumentando en los próximos años. Siendo una 

necesidad la producción de biocombustibles a partir de procesos que actúen como sumideros de 

CO2. Uno de estos sumideros naturales es la biomasa de microalgas. Siendo prometedoras para 

producir biocombustibles a base de hidrocarburos para disminuir la huella de carbono. Han sido 

muchas las ventajas atribuidas a las microalgas, como mayores rendimientos de biomasa por 

unidad de área que otras materias primas [4,5]. No compite con la producción de alimentos, tienen 

alto contenido de aceite. Además, pueden crecer en medios húmedos y acuáticos sin el uso 

directo de agua dulce [6,7,8]. Sin embargo, el cultivo de microalgas enfrenta desafíos debido a 

los altos costos de producción. Reducir estos costos mientras se mantiene alta productividad es 

esencial para su viabilidad, mientras se mantiene una alta concentración de biomasa y una 

elevada productividad de lípidos [9,10,11]. Los lípidos, principalmente los aceites de las 

microalgas [12,13,14], forman la base para la producción de biocombustibles para el transporte 

como el diésel verde, biodiésel, combustible para aviación y biogasolina [15,16,17]. Para la 

obtención de estos biocombustibles se han utilizado procesos de hidrotratamiento (inyección de 

hidrógeno) como la hidrodesoxigenación (HDO) que elimina el oxígeno abundante en la biomasa, 

evitando malas propiedades de flujo en frío, inestabilidad oxidativa y corrosión en el motor [18].  

Se han llevado a cabo algunos estudios con la reacción de HDO para microalgas, un ejemplo, es 

la biomasa de Chlorella sorokiniana, procesada directamente para obtener diésel verde [19] y 

Scenedesmus acuminatus para producir combustible de aviación [20]. La información disponible 

hasta el momento sobre la reacción HDO en microalgas todavía continúa siendo estudiada para 

encontrar métodos más sostenibles en la producción de biocombustibles, y los trabajos para la 

aplicación de la reacción HDO en un solo paso para la obtención y selectividad hacia la 

biogasolina con propiedades más limpias es prácticamente inexistente. Estas propiedades más 

limpias se atribuyen a su composición en hidrocarburos y se discute un posible elevado octanaje 

que podría contribuir a disminuir el CO2 ambiental. 
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Para lograr el éxito de la reacción HDO fue importante la síntesis de un catalizador con 

microporos, mesoporos y metales de transición cuyos sitios activos facilitaran la desoxigenación, 

el craqueo y formación de compuestos isómeros, alquenos, cíclicos y en menor medida 

aromáticos. Este estudio representa un avance significativo en la producción de biogasolina de 

tercera generación, al demostrar la viabilidad de su obtención con la biomasa de microalgas 

marinas (Nannochloris sp. y Nannochloropsis sp.) y contrastando su calidad con la normativa 

existente para la gasolina de origen fósil (gasolina convencional).  
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CAPITULO 1 

ANTECEDENTES 

1.1  Generalidades de las microalgas 

1.1.1 Descripción de las microalgas  

Las microalgas son organismos microscópicos acuáticos que se encuentran en agua de mar y en 

agua dulce, los cuales se clasifican como microorganismos eucariotas o cianobacterias 

procariotas (algas verde-azules) (Figura 1.1). De igual manera, son cosmopolitas por lo que se 

encuentran ampliamente distribuidas en la naturaleza [21]. La biodiversidad de las microalgas es 

enorme, se encuentran en diferentes tamaños, morfologías, ciclos de vida, pigmentos y 

metabolismos.  

Actualmente se han identificado más de 40,000 especies de las 800,000 de las que se tiene 

conocimiento [22]. Estos microrganismos realizan la fotosíntesis, fijan CO2, son de rápido 

crecimiento, y sintetizan compuestos como carbohidratos, proteínas y lípidos [23].  

Existen varios subhábitats donde se les puede encontrar como hábitats sedimentarios 

(microalgas bentónicas), adheridas a sustratos de algas, raíces de manglares y plantas 

(microalgas epífitas). Existen también planctónicas, es decir, que se encuentran en la columna 

de agua [24]. De igual manera las microalgas pueden hacer simbiosis con otros microorganismos. 

Las microalgas pueden crecer de tres formas diferentes de acuerdo con su metabolismo: 

autotrofía, heterotrofia y mixotrofia [7,25]. En el crecimiento autotrófico, las microalgas producen 

la materia orgánica y la energía necesarias utilizando el CO2 como fuente de carbono y luz solar 

como fuente de energía. En el crecimiento heterótrofo, los compuestos orgánicos se utilizan como 

fuente de energía y de carbono. La fuente de carbono más utilizada es la glucosa y glicerol.  

El metabolismo mixotrófico consiste en un régimen de crecimiento de dos etapas, con una primera 

etapa heterotrófica y una segunda etapa autotrófica. Este método puede ser ventajoso en los 

ciclos naturales de luz y oscuridad. Algunos nutrientes esenciales para mantener su crecimiento 

son los compuestos con nitrógeno, fósforo y carbono, además de diversos componentes traza, 

por lo que los cultivos pueden mejorar añadiendo nutrientes [7,25]. 
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Las microalgas incluyen dos tipos de estructura celular: los eucariotas (Euglenophyta, Dinophyta, 

Rhodophyta, Chlorophyta, Heterokontophyta, Haptophyta, Cryptophyta) y los procariotas que 

incluyen dos divisiones: Cyanophyta y Prochlorophyta [22].  

 

 

Figura 1. 1 Esquema que indica el origen filogenético de la gran mayoría de las especies de 

microalgas [26]. 

1.1.2 Usos de las microalgas 

Los cultivos de microalgas se han utilizado para la captura de CO2 de la atmósfera, remoción de 

nutrientes de las aguas residuales para producir biomasa con varias aplicaciones (Ver figura 1.2). 

como producción de bioenergía y productos farmacéuticos como algunos antioxidantes, 

antiinflamatorias, antimicrobianos y anticancerígenos los cuáles se han obtenido principalmente 

de especies como Chlorella vulgaris, Arthrospira platensis (spirulina), Dunaliella salina, 

Phaeodactylum tricornutum, Haematococcus pluvialis, Isochrysis galbana, Scenedesmus 
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obliquus y Tetraselmis suecica [27]. Algunas especies de microalgas se utilizan para la nutrición 

humana por ejemplo de Nannochloropsis gaditana, Chlororella vulgaris, Scenedesmus 

almeriensis, S. obliquus, y Haematoccus pluvialis se ha extraído pigmentos aditivos como 

carotenoides, así como antioxidantes, Omega 3, ficobiliproteínas, polisacáridos, proteínas, Ácido 

Docosahexanoico (DHA), lípidos, carbohidratos y azúcares. En lo que respecta a la nutrición de 

animales acuáticos y terrestres se ha utilizado para piensos y como alimento vivo para peces, 

rotíferos y crustáceos [28,29]. 

 

 

Figura 1. 2. Beneficios ambientales del cultivo de microalgas y sus aplicaciones para producir 

diversos productos y biocombustibles [11]. 

 

Las microalgas poseen vitaminas, aminoácidos, polipéptidos, polímeros y sustancias 

antibacterianas, que pueden influir en el crecimiento y el desarrollo de las plantas, su biomasa 

también puede ser empleada como fertilizante por el contenido de potasio, fósforo y nitrógeno [6]. 

De igual manera también son organismos con propiedades biorremediadoras de aguas con 

elevada eutrofización [8]. La composición química promedio de las algas expresada en base a 
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materia seca (%) varía entre 30-50 % de proteínas, 0-20 % de carbohidratos, 20-40 % de lípidos 

y 0-5 % de ácidos nucleicos [30]. 

1.2 Descripción de géneros en estudio Nannochloropsis y Nannochloris  

1.2.1 Género Nannochloropsis sp. 

El Género Nannochloropsis comprende en la actualidad a cinco especies de microalgas verdes 

oleaginosas y plantónicas, las cuales son: Nannochloropsis australis, N. granulata, N. limnética, 

N. oceánica y N. oculata [31].   Otros autores refieren que existen 6 especies en este género: 

Nannochloropsis oceánica, N. oculata, N. salina, N. limnética, N. granulata y N. gaditana [32, 33]. 

La razón de esta disyuntiva es que, en 2015, las especies N. salina y N. gaditana fueron 

transferidas al género Microchloropsis. Estos organismos pueden sobrevivir en elevadas 

concentraciones salinas y al mismo tiempo en ambientes dulceacuícolas [34]. Su alimentación 

puede variar de autótrofo a heterótrofo y mixótrofo [32].  

No se tienen evidencia de reproducción sexual del género, por lo que su principal medio de 

reproducción es por la vía asexual [31]. Los pigmentos dominantes en este género perteneciente 

a la clase Eustigmatophyceae son la violaxantina, vaucherioxantina-éster y la clorofila A. Poseen 

pigmentos menores que incluyen el β-caroteno, la zeaxantina y sustancias desconocidas [35]. 

1.2.2 Género Nannochloris sp. 

Las microalgas pertenecientes al género Nannochloris sp. no han sido tan ampliamente 

estudiadas como la especie anterior y su taxonomía todavía es incierta. Entre sus características 

se encuentra que albergan organismos pertenecientes a la clase Trebouxiophyceae, pueden 

tolerar altos niveles de salinidad y en morfología son similares al género Nannochloropsis sp. 

[36,37]. Las algas del género Nannochloris spp. se han propuesto como algunos de los 

organismos eucarióticos más pequeños, con estructuras celulares simples y genomas pequeños, 

una de las características definitorias para clasificarlas es el modo de división celular por fisión 

binaria que es comúnmente utilizada por bacterias, y varias microalgas clasificadas como 

pertenecientes a Nannochloris que se dividen por autoesporulación han sido reclasificadas como 

el género Picochlorum, sin embargo se ha observado que dependiendo de las condiciones de 

cultivo puede variar la reproducción asexual y se encuentra en discusión esta reclasificación, 

siendo que algunos otros autores como Yamamoto et al (2003) sugieren que se trata de un grupo 

polifilético que comprende 5 especies: 1) Nannochloris bacillaris, 2) Nannochloris coccoides, 3) 
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Nannochloris maculata, 4) Nannochloris atomus y 5) Nannochloris eucaryotum. Actualmente se 

incluye una especie descubierta por Sanders et al. (2022) Nannochloris desiccata [37,38,39]. 

1.2.3. Morfología de los géneros en estudio 

Nannochloropsis sp. son microalgas unicelulares, subesféricas o cilíndricas de 2-4 μm de 

diámetro, no flageladas con capacidad para almacenar del 20 al 50 % en lípidos 

[32,34,40,41,42,43]. Nannochloropsis sp. se ha estudiado por medio de microscopia electrónica 

de transmisión (TEM) y se ha descrito que está conformada por células esféricas u ovaladas con 

lóbulos redondeados, un cloroplasto parietal sin pirenoides, ocelo en algunas células, 

ornamentaciones lenticulares en la pared celular, gotas lipídicas y retículo endoplásmico unido al 

plastidio y membrana celular. El plastidio posee cuatro membranas que son características del 

género [44]. En la figura 1.3 se observa la morfología típica de Nannochloropsis oculata.  

Por otro lado, Nannochloris sp. son microalgas unicelulares, ovales de 1.5 a 3 μm de diámetro, 

un solo núcleo y cloroplasto, y con reproducción asexual [37]. El estudio de ultraestructura por 

microscopia electrónica de transmisión (TEM) de Nannochloris sp. ha mostrado células esféricas 

u ovaladas, con un cloroplasto parietal en forma de copa con pirenoides, pared celular multicapa 

y plastidio con membranas tilacoides que se insertan en el pirenoide [44]. 

1.3 Producción de lípidos en microalgas  

Los lípidos de las microalgas pueden clasificarse en dos grupos, lípidos de almacenamiento y 

lípidos estructurales. Las microalgas sintetizan triacilglicéridos (TAG), ácidos grasos libres, ceras, 

esteroles, hidrocarburos, terpenos, glicolípidos y fosfolípidos, así como ácidos grasos 

halogenados o hidroxilados y alquenos de cadena larga [6]. Los ácidos grasos comunes que se 

encuentran en las células de las microalgas son el ácido esteárico, el ácido palmítico, el ácido 

palmitoleico, el ácido vaccénico y el ácido linoleico [12]. El metabolismo lipídico de las microalgas 

es similar al de plantas superiores [45], y dependiendo de la especie y las condiciones de cultivo 

el contenido lipídico puede variar en la biomasa microalgal (Tabla 1.1) e incluso puede superar el 

80 % [46]. 
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Tabla 1. 1. Contenido y productividad de lípidos en la biomasa de algunas microalgas de agua 

dulce y marinas. Cuadro modificado [6]. 

Especies de microalgas marinas 

y de agua dulce 

Contenido en lípidos 

(%peso seco) 

Productividad lipídica 

(mg L-1 día-1) 

Ankistrodesmus sp. 24.0–31.0 – 

Botryococcus braunii 25.0–75.0 – 

Chaetoceros muelleri  33.6 21.80 

C.  calcitrans  14.6 - 16.4 17.6 

Chlorella emersonii  25.0 - 63.0 10.3 - 50.0 

C. protothecoides  14.6 - 57.8 1214 

C. sorokiniana  19.0 - 22.0 44.7 

C. vulgaris  5.0 - 58.0 11.2 - 40.0 

Chlorella sp.  10.0 - 48.0 42.1 

C. pyrenoidosa 2.0 – 

Chlorella sp.  18.0 - 57.0 18.7 

Chlorococcum sp.  19.3 53.7 

Crypthecodinium cohnii 20.0–51.1 – 

Dunaliella salina  6.0–25.0 116.0 

D. primolecta  23.1 – 

D. tertiolecta  16.7–71.0 – 

Dunaliella sp.  17.5 - 67.0 33.5 



   
 

9 

 

Ellipsoidion sp.  27.4 47.3 

Euglena gracilis  14.0 - 20.0 – 

Haematococcus pluvialis                               25.0 - 0.05 – 

Isochrysis galbana  7.0 - 40.0 – 

Isochrysis sp.  7.1 - 33 37.8 

Monodus subterraneus  16.0 30.4 

Monallanthus salina  20.0 - 22.0 – 

Nannochloris sp.  20.0 - 56.0 60.9 - 76.5 

Nannochloropsis oculata  22.7 - 29.7 84.0 - 142.0 

Nannochloropsis sp.  12.0 - 53.0 37.6 - 90.0 

Neochloris oleoabundans  29.0 - 65.0 90.0 - 134.0 

Nitzschia sp.  16.0 - 47.0 8.8 

Oocystis pusilla  10.5 – 

Pavlova salina  30.9 49.4 

P. lutheri  35.5 40.2 

Phaeodactylum tricornutum  18.0 - 57.0 44.8 

Porphyridium cruentum  9.0 - 18.8 34.8 

Scenedesmus obliquus 11.0 - 55.0 – 

S. quadricauda  1.9 - 18.4 35.1 

Scenedesmus sp.  19.6 - 21.1 40.8 - 53.9 
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Skeletonema sp.  13.3 - 31.8 27.3 

S. costatum  13.5 - 51.3 17.4 

Spirulina platensis  4.0 - 16.6 – 

S. maxima  4.0 - 9.0 – 

Thalassiosira pseudonana  20.6 17.4 

Tetraselmis suecica  8.5 - 23.0 27.0 - 36.4 

 

1.3.1 Lípidos y productividad lipídica de ambos géneros en estudio 

Las fracciones lipídicas del género Nannochloropsis spp. en su mayoría están compuestas por 

lípidos polares, lípidos no polares o neutros formadas por ácidos grasos de C14, C16, C18 y C20 

(Ver tabla 1.2), así como lípidos esenciales tales como omega-3 o ácido eicosapentaenoico 

conocido por sus siglas en inglés como EPA [12,32,43]. En cuanto a los lípidos no polares o 

neutros como los TAG estas microalgas suelen almacenarlos en cuerpos lipídicos como se 

observa en la Figura 1.3.  

 

Figura 1. 3. Micrografía típica de Nannochloropsis oculata extraído de Ma et al., 2016: (a) 

morfología; y (b) diferentes organelos: Gota lipídica (LD), núcleo (N), tilacoides apilados (ST) y 

vacuola (V) [32]. 
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De igual manera se han encontrado hidrocarburos de C15, C17, C18, C24, C20 y C27, así como 

ésteres metílicos de ácidos grasos (FAMEs por sus siglas en inglés) de C17 y C19 [44]. Las 

fracciones lipídicas de Nannochloris sp. presentan contenidos de ß-ácidos grasos poliinsaturados 

y ácido graso omega-3 linolénico [36]. Esta microalga posee hidrocarburos de C14, C17, C19, C20 y 

C21, así como ésteres metílicos de ácidos grasos (FAMEs por sus siglas en inglés) de C17 y C19 

[44]. 

Los estudios han demostrado que la producción de lípidos en Nannochloropsis spp. y 

Nannochloris spp., puede mejorarse ajustando los nutrientes, temperatura, pH y considerando 

someter a las células a diversos factores estresantes relacionados por ejemplo con la salinidad, 

el déficit de nutrientes especialmente de nitrógeno y alta irradiancia en periodos controlados y 

prolongados [40,47,48]. En un estudio realizado con N. gaditana se seleccionó y caracterizó un 

mutante, que a la exposición de luz con una elevada irradiancia se vio un aumento de casi el 80 

% de la productividad de lípidos comparado con la cepa control, produciendo ácidos grasos C16:0 

y C18:0 [48,49].  

Otro parámetro como el pH influye en la producción lipídica, en N. salina, por ejemplo, se ha visto 

mayores tasas de productividad lipídica a pH 8 y 9 que de igual manera ayuda a minimizar a los 

organismos invasores [40] y en algunas especies Nannochloropsis spp. se ha visto que existe 

una alta producción lipídica antes de llegar a la etapa estacionaria del crecimiento [50]. N. 

oceánica en contraste acumula altas concentraciones de lípidos durante la fase estacionaria con 

una productividad de 159 mg L-1 día-1 [51], sin embargo, esta productividad puede variar pues 

algunas especies del género pueden producir de 25.8 a 60.9 mg L-1 d-1 [52]. 

Tabla 1. 2. Perfil de ácidos grasos (%) del género Nannochloropsis spp. Cuadro modificado 

[32]. 

Especies  C14:0 C16:0 C16:1 C18:0 C18:1 C18:2 C18:3 C20:4 C20:5 

N. oculata 

CS179 

 - 26.7 26.6 0.6 5.9 5.3 0.1 7.1 20.2 

N. oceanica 

CCMP531 

45 45.9 22.7 0.6 22.2 0.7 0.5 2.5 2.9 
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N. oculata 

CCMP529 

2.1 29.1 28.3 1.9 22.8 2.6 1.6 6.2 5.4 

N. limnetica 

CCMP505 

 - 16.6 2.9 4.6 31.5 23.8 17.5 - - 

N. granulata 

CCMP525 

2.4 26.2 24 3.3 28.5 4.7 1.6 4.5 4.8 

N. gaditana 

CCMP527 

2.7 39.2 24.1 3.1 14.2 4.7 1.6 4.5 4.7 

N. salina 

CCMP537 

3.3 32.2 25.4 2.5 15.5 3 0.6 3.6 10.9 

N. salina 

CCMP1176 

2.1 32 30 3.2 9.4 2.6 0.9 7.2 12.7 

Promedio  9.6 31 23 2.48 18.8 5.93 3.05 5.09 8.8 

 

En la literatura se describe que las temperaturas idóneas para una mayor productividad lipídica 

en Nannochloris sp. y Nannochloropsis sp. se encuentran entre los 20 °C a 25 °C [41]. Un estudio 

realizado con N. oceánica mostró que las temperaturas entre 17 a 29 °C favorecen la acumulación 

de TAG y por arriba de los 31°C inhiben la producción lipídica de ácido eicosapentaenoico (EPA) 

y las bajas temperaturas por debajo de 9 °C permiten almacenar ácidos grasos poliinsaturados 

efecto opuesto al de las altas temperaturas que permiten almacenar ácidos grasos saturados y 

éstos últimos junto con los MUFAS (ácidos grasos monoinsaturados) son los principales 

componentes de los hidrocarburos verdes [6,52]. 

1.3.2 Biocombustibles de tercera generación a partir de aceites de microalgas 

Los biocombustibles a partir de aceites de microalgas pertenecen a la tercera y cuarta generación 

los cuáles aún se encuentran en desarrollo (Ver Figura 1.4.). Además, su contenido rico en 

aceites y almidones las posiciona como una excelente fuente de biocombustible de primera 

calidad [5,46,53]. En el ámbito energético a partir de la conversión directa de sus lípidos y aceites 
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(ver Tabla 1.3) se producen combustibles como bioturbosina, biodiesel y biogasolina 

[4,12,13,54,55].  

El perfil de ácidos grasos ejerce un impacto significativo en las propiedades de los combustibles 

derivados de los aceites, como su poder calorífico, lubricidad, viscosidad, comportamiento a bajas 

temperaturas y estabilidad oxidativa [56]. Los perfiles de ácidos grasos para las microalgas se 

presentan dentro del rango típico de C16-18 con una alta proporción de ácidos grasos insaturados, 

la presencia de compuestos oxigenados en el mismo puede ocasionar corrosión elevada y un 

bajo valor calorífico, siendo de importancia contrarrestar estos inconvenientes y mejorar las 

propiedades de los aceites vegetales, por lo que se requiere un proceso adicional denominado 

hidrodesoxigenación (HDO) [57]. 

 

Figura 1. 4. Categoría de la biomasa para la producción de biocombustibles, modificado de 

Chowdhury et al. [58] y Sadatshojaei et al. [5]. 
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Tabla 1. 3. Algunas microalgas de las que se han extraído aceites o lípidos para producir biocombustibles. 

Autor Microalga Biocombustible Medio de 

cultivo 

Técnica Catalizador Referencia 

Hillen et al., 

1982 

Botryococcus 

Braunii 

Combustible de 

aviación 

/ Hidroprocesamiento 

de aceite 

Cobalto 

molibdato 

[16] 

Makareviciene 

et al. 2014 

Chlorella 

protothecoides 

Biodiesel Cultivo 

heterótrofo 

Transesterificación NaOH  [17] 

Veillette et al., 

2017 

C. 

protothecoides 

Biodiesel / Transesterificación Amberlyst-15 [55] 

Cooney et al., 

2009 

C. 

prototheocoide 

Biodiesel / Transesterificación CH3COCL  [54] 

D'Oca et al., 

2011 

C. pyrenoidosa Biodiesel / Transesterificación H2SO4 [54] 

Ehimen et al., 

2010a, 2010b 

Chlorella sp. Biodiesel BG-11 Transesterificación H2SO4 [54] 

De Luna et al., 

2017 

Chlorella sp. Biodiesel / Transesterificación Li OH [55] 

Gómez et al., 

2017 

Chlorella sp. Bio-jet fuel / Hidroprocesamiento 

de aceite 

Zeolita 

mesoporosa 

[16] 

Cercado et al., 

2018 

C. vulgaris Biodiesel / Transesterificación K-pumice [54] 



   
 

15 

 

Tran et al., 

2012 

C. vulgaris Biodiesel Medio Basal 

modificado 

Transesterificación Lipasa 

inmovilizada de 

Burkholderia  

[54] 

Tangy et al., 

2016 

C. vulgaris Biodiesel / Transesterificación SrO-C [54] 

Noyala et al., 

2022 

Desmodesmus 

sp. 

Biogasolina Medio Bold 

Basal  

Pirólisis del extracto 

lipídico en n-

hexano 

Alúmina [15] 

Liu et al., 2015 Isochrysis 

zhangjiangensis 

Biodiesel / Transesterificación H2SO4 [54] 

Carrero et al., 

2011 

Nannochloropsis 

gaditana 

Biodiesel / Transesterificación zeolita jerárquica 

(h-beta) 

[55] 

Umdu et al., 

2009 

N. oculata Biodiesel / Transesterificación CaO/Al2O3 [54] 

Teo et al., 

2014 

N. oculata Biodiesel / Transesterificación CaMgO/Al2O3 [55] 

Teo et al., 

2014 

N. oculata Biodiesel / Transesterificación Ca(OCH3)2 [55] 

Li et al., 2011 Nannochloropsis 

sp. 

Biodiesel Cultivo de 

agua de mar 

sintética 

Transesterificación MgO/ZrO2 [55] 

Poddar et al., 

2018 

Nannochloropsis 

sp. 

Biokeroseno / Hidroprocesamiento 

de aceite 

CoMoP/Al2O3 [16] 
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Wadood et al., 

2019 

Parachlorella 

kessleri 

Biodiesel Medio Bold 

Basal 

modificado 

Transesterificación RHS [55] 

Mandotra et 

al., 2014 

Scenedesmus 

abundant 

Biodiesel BBM, CHU-

13 

modificado y 

BG-11  

Transesterificación H2SO4 [17] 

Guldhe et al., 

2015 

S. obliquus Biodiesel / Transesterificación Lipasa de P. 

Fluorescence 

[55] 

Guldhe et al., 

2017 

S. obliquus Biodiesel Medio Bristol Transesterificación Cr-Al [55] 

Johnson and 

Wen, 2009 

Schizochytrium 

limacinum 

Biodiesel Cultivo 

heterótrofo 

con glicerol 

crudo 

Transesterificación H2SO4 [54] 

Sumprasit et 

al., 2017 

Spirulina 

platensis 

Biodiesel Medio de 

Zarrouk 

Transesterificación H2SO4 [17] 
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1.4. Procesos tecnológicos para la producción de biocombustibles a partir de aceites 

vegetales 

1.4.1 Reacción de hidrodesoxigenación (HDO) de aceites vegetales 

La reacción de hidrodesoxigenación (HDO) tiene como principal función saturar los enlaces de 

carbono-oxígeno con hidrógeno para que de esta forma este gas desplace al oxígeno y se una al 

carbono formando hidrocarburos saturados. La reacción HDO en hidrocarburos se realiza a 250 

°C a 600 °C, lo cual incide en la velocidad de la reacción [57,59].  

La HDO se considera un método eficaz para eliminar el oxígeno de los aceites empleados. En 

este proceso, los compuestos oxigenados presentes en el aceite vegetal reaccionan con la 

inyección de hidrógeno a alta presión y temperatura en presencia de un “catalizador” el cual es 

una sustancia química utilizada para acelerar la conversión de una materia prima a un producto 

y pueden ser de naturaleza heterogénea (en una fase diferente, generalmente sólida) y su 

elección se realiza según las características específicas de la reacción y los objetivos del proceso 

industrial [60].  

El propósito principal del proceso de hidrodesoxigenación (HDO) como se observa en la Figura 

1.5, es disminuir la relación O-C y, simultáneamente, aumentar la relación H-C, la 

hidrodesoxigenación de aceites ocurre por tres vías principales [61]:  

- En la vía HDO, los enlaces dobles de las cadenas de ácidos grasos se saturan mediante la 

adición de hidrógeno molecular sin romper enlaces, esta acción elimina el oxígeno en forma de 

agua. La hidrodesoxigenación de los triacilglicéridos puede ocurrir mediante tres vías de 

descomposición diferentes (migración de hidrógeno, eliminación y desoxigenación directa).  

- En la vía de descarboxilación, el grupo carboxilo: COOH se elimina de la cadena de 

triacilglicéridos mediante una ruptura directa de enlace C-C en presencia de H2, lo que resulta en 

la producción de alcanos lineales. Por lo tanto, la desoxigenación de la materia prima se logra 

mediante la liberación de CO2 como subproducto del mecanismo de descarboxilación. 

- En la vía de descarbonilación, el grupo carbonilo: C=O se elimina de la cadena de triacilglicéridos 

mediante una ruptura directa de enlace C-C en presencia de H2, lo que también resulta en la 

producción de alcanos lineales, se logra mediante la eliminación de O2 y la liberación de CO y 

H2O.  
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Figura 1. 5. Hidrodesoxigenación de Triacilglicéridos por sus tres vías principales: 

Hidrodesoxigenación (a,b), Descarboxilación y Descarbonilación (c) [61]. 

1.4.1.1 Catalizadores más usados en HDO para aceites vegetales 

Para la conversión de aceites vegetales, se han empleado diversos catalizadores en la reacción 

de hidrodesoxigenación. Los catalizadores convencionales de HDO son catalizadores de CoMo 

o NiMo con soporte de Al2O3 o zeolita que son ácidos, amigables con el medio ambiente y tienen 

una excelente capacidad de hidrodesoxigenación [62].    

Tradicionalmente, los catalizadores de metales de transición se han utilizado en hidrogenación 

catalítica de aceites vegetales por su capacidad para activar el hidrógeno [62]. Sin embargo, se 
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continúa trabajando en la propuesta de catalizadores más económicos y con mejor actividad 

catalítica en los procesos de reacción de HDO [59,63]. 

De igual manera la impregnación de metales juega un papel importante en la reacción de HDO, 

se ha visto por ejemplo que los catalizadores NiMo utilizados en la industria del petróleo para 

hidrodesulfuración (HDS), tienen además una alta actividad de hidrodesoxigenación, sin 

embargo, una mala dispersión de las fases metálicas al momento de la impregnación puede 

causar un efecto negativo dando lugar a una baja actividad catalítica [64]. De igual manera el 

porcentaje de impregnación para una sinergia adecuada de los metales NiMo es del 3.5 % a 4.5 

% de níquel y 11.5 % a 12 % de molibdeno, estos porcentajes propician un adecuado balance de 

partículas clave como el MoO3, NiS y NiO que son las formas activas y llevan a cabo la HDO 

[64,65].  

1.4.2 Hidrocraqueo catalítico de aceites vegetales 

El hidrocraqueo es un proceso que involucra dos fases que combinan el craqueo catalítico y la 

inyección de hidrógeno a través de catalizadores que dan lugar a los combustibles [66]. El 

hidrocraqueo se desarrolló por primera vez en Alemania durante el período de los conflictos 

bélicos de la primera y segunda guerra mundial. Este importante avance en el hidrocraqueo 

estaba directamente relacionado con el desarrollo de catalizadores a base de zeolita. Este 

procedimiento era utilizado en el refinado del petróleo y en la actualidad es utilizado tanto para la 

refinación del petróleo como para la producción de biocombustibles [67].  

El hidrocraqueo o hidrodesintegración de aceites vegetales se realiza típicamente utilizando un 

catalizador bifuncional en el que la función de craqueo es proporcionada por el soporte ácido y la 

función de hidrogenación-deshidrogenación es proporcionada por el metal. Los soportes amorfos 

como la sílice-alúmina, así como las zeolitas convencionales y jerárquicas o combinaciones de 

ambas, son soportes ácidos potenciales para metales como Pt, Pd, Co, Ni, Mo, W, etc.[68]. 

En lo que respecta a los aceites vegetales para obtención de gasolina, se demostró que pueden 

obtenerse varios alcanos de la gama C8-C15 a la que pertenece el diésel renovable y la gasolina 

cuando se ajusta el grado de hidrodesoxigenación e hidrocraqueo en particular usando los 

catalizadores de zeolita-alúmina soportados por NiMo, los cuales han sido eficaces mostrando 

selectividad por estas  cadenas de hidrocarburos, siendo el NiMo/USY-AL2O3 selectivo para el 

diésel y el catalizador NiMo/Beta-Al2O3 para la gasolina  [67,69]. Hoy en día se da importancia a 

la utilización de metodologías para la obtención de combustibles en una menores etapas de 
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reacción, ya que reduce significativamente los costos de producción. Uno de estos procesos 

tecnológicos que se lleva a cabo en dos etapas es el conocido como HEFA (Hydroprocessed 

Esters and Fatty Acids) por sus siglas en inglés, el cuál describiré a continuación. 

1.4.3   Proceso HEFA (hidroprocesamiento de esteres y ácidos grasos).  

El proceso de hidrotratamiento de ésteres y ácidos grasos (HEFA, por sus siglas en inglés) es 

una tecnología bien establecida por la American Society for Testing and Materials (ASTM) para 

la eliminación de oxígeno, así como para la saturación de olefinas y aromáticos que daría lugar a 

biocombustibles como el biodiesel y el combustible de aviación e involucra procesos como la 

hidrogenación, isomerización y craqueo del producto. En caso de requerirse se realiza una 

separación del producto deseado para purificarlo de otros productos obtenidos.  

El proceso HEFA está bien descrito a partir de materias primas como los aceites. La primera 

etapa consiste en una hidrogenación catalítica, un proceso que añade hidrógeno para saturar los 

enlaces dobles presentes en grasas y aceites. La segunda etapa es la hidroisomerización y 

craqueo que convierte los hidrocarburos lineales en estructuras ramificadas, mientras que el 

hidrocraqueo rompe y satura estos hidrocarburos para obtener diversos hidrocarburos parafínicos 

[70]. 

El hidrotratamiento de ésteres y ácidos grasos (HEFA) (Figura 1.6), actualmente se emplea para 

la obtención de combustible sintéticos de aviación y diésel verde proveniente de aceites 

vegetales, reciclados de cocina y bioaceites [71], pero podría modularse para generar biogasolina 

y transformarla en gasolina sintética (gasolina muy parecida a la de origen fósil). 

 

Figura 1. 6. Fases del proceso HEFA, para producción de combustible. Figura modificada [72]. 
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1.5. Biogasolina 

El origen de la biogasolina (hidrocarburo de C5-C12 que es un combustible líquido para motores 

de combustión interna) a partir de biomasa se remonta a 1920, cuando los alemanes Franz 

Fischer and Hans Tropsch desarrollaron un catalizador y un reactor capaz de transformar carbón 

en combustible líquido mediante un proceso de gasificación al que adjudicaron el nombre de 

síntesis Fischer-Tropsch [73]. 

Una de las propiedades clave de la gasolina es su valor antidetonante o número de octano, que 

le confiere estabilidad en su uso y almacenamiento (Bakhtyari et al. 2017; Macías, and González 

Marrero 2019) . Su estructura química es similar a la gasolina convencional derivada del petróleo, 

compuesta por parafinas (4-8 %v/v), isoparafinas (25-40 %v/v), cicloparafinas o naftenos (3-7 

%v/v), olefinas (2-5%v/v) y aromáticos (20-50 %v/v). Entre estos componentes, las isoparafinas 

(parafinas ramificadas) y los compuestos aromáticos son especialmente valoradas debido a que 

su presencia indica un mayor octanaje [57,63].  

1.5.1. Especificaciones de la calidad de la gasolina  

La biogasolina debe ser capaz de cumplir la normativa nacional mexicana NOM-016-CRE-2016 

[75], para un combustible de motor de combustión interna (Tabla 1.4) y la normativa internacional 

de organizaciones como la “D 4814” de la ASTM (American Society for Testing and Materials) en 

Estados Unidos y la organización ISO (International Organization for Standardization) [76,77]. 

Tabla 1. 4. Especificaciones de la calidad de la gasolina en la Normativa Mexicana [75,76]. 

Propiedad Unidad Premium regular Prueba ASTM D-

4814  

#Octano (RON1) Adimensional 94 mínimo - D2699 

#Octano (MON2) Adimensional - 82 mínimo D2700 

Índice de Octano  Adimensional 91 mínimo 87 mínimo D2699 Y D 2700 

Olefinas % vol. 12.5 máximo - D1319 
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Aromáticos % vol. 32 máximo - D1319, D5580 Y 

D6277 

Benceno % vol. 2 .0 máximo 2 .0 máximo D3606, D5580 Y 

D6277 

Azufre total mg/kg 30-80 

máximo 

30-80 

máximo 

D5453, D2622, D7039 

Y D7220 

Oxígeno % masa 2.7 máximo 3.7 máximo D4815 Y D5845 

1.Octanaje medido en laboratorio (RON) y 2. Octanaje probado en un motor estático (MON).  

Tabla 1. 5. Especificaciones Internacionales de la calidad de la gasolina. [76,77]. 

NORMAS PARA GASOLINA ISO ASTM D4814 

Propiedad Unidades Min. Max. Prueba Min. Max. Prueba 

Número de 

Octano (RON) 

Adimensional 98 / EN 5164 94 / D2699 

Número de 

Octano (MON) 

Adimensional 88 / EN5163 82 / D2700 

Azufre mg/kg / 10 20846 / 20 D2622 

Oxígeno % m/m / 2.7 EN 22854 / 2.7 D4815 

y 

D5599 

Olefinas % v/v / 10 3837 / 12 D1319 

Aromáticos % v/v / 32 3837 / 32 D1319 

Benceno % v/v / 1.0 EN 22854 / 1.0 D5580 

Presión de vapor  kPa 45 105 EN 13016 54 103 D5191 
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Goma no lavada mg/ 100 mL / 0.3 6246 / 0.7 D381 

Goma lavada mg/ 100 mL / 0.05 6246 / 0.05 D381 

Densidad Kg/m3 720 775 3675 715 770 D4052 

   

1.5.2 Catalizadores más utilizados para producir biogasolina a partir de aceites vegetales. 

La producción de biogasolina se ha realizado de tres fuentes principales de biomasa: La biomasa 

de almidón/ azúcar, la biomasa lignocelulósica (Compuesta de Lignina, hemicelulosa y celulosa) 

y los triacilglicéridos [57]. En su mayoría se ha realizado la obtención de biogasolina a partir de 

diversos aceites vegetales (Tabla 1.6) y utilizando diferentes catalizadores [60].  

Tabla 1. 6. Producción de biogasolina a partir de aceites vegetales. Tomado de [60] y 

modificado. 

Catalizador Materia prima % Rendimiento 

HZSM-5 Aceite de palma 48.5 

HZSM-5/Al2O3 Aceite de palma 47 

E-cat Aceite de algodón 33.7 

Nano-ZSM-5 Aceite de palma reciclado 37.05 

H-AIMCM-41 Aceite de palma 29.4 

HZSM-5 Aceite de palma 28.87 

USY/ZSM-5 Aceite de girasol 43.5 

HZSM-5 Aceite de Jatropha 50 

H2SO4 Aceite de semilla de caucho 48.3 

V2O5 Aceite de girasol 29.2 
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FeZnCuZSM-5 Aceite de palma 59 

ZSM-5 Aceite de Soya 32.21 

USY Aceite de Jatropha 38.61 

ZSM-5 Aceite de semilla de caucho 34.86 

E-cat Aceite de girasol ≈ 40 

HZSM-5 Aceite de cocina reciclado 35.0 

HY Aceite de palma 34.25 

ZSM-5 Aceite de palma 42.6 

      

En la literatura se han reportado pocos estudios con microalgas para obtener biogasolina [78,79] 

con porcentajes de rendimiento del biocombustible menores al 40 % y con cantidades 

considerables de compuestos sulfurados, los cuáles han sido eliminados con catalizadores NiMo 

[60,80–82]. 

1.5.3 Procesos tecnológicos en la producción de biogasolina a partir de aceites vegetales. 

La biogasolina se ha obtenido a partir de diversos procesos tecnológicos (Tabla 1.7) cuyo interés 

se centra en el desarrollo de combustibles sintéticos, es decir, que imite las propiedades del 

combustible derivado del petróleo. Además, se requiere que los materiales crudos utilizados 

puedan integrarse sin cambios significativos en la infraestructura existente, lo que se conoce 

como biocombustibles sintéticos "drop-in" [73]. Uno de estos procesos a partir de aceite vegetal 

es el craqueo catalítico que ocurre a una temperatura óptima de 250 a 550 °C durante un período 

de 2 a 6 horas a partir de un catalizador que juega un papel crucial en el proceso de conversión 

pues se ha observado que la alta acidez del catalizador juega un papel importante en la 

producción de biogasolina con un alto número de octano [73,83]. Otro proceso tecnológico 

utilizado para producir biogasolina es la pirólisis (craqueo térmico), donde se lleva a cabo un 

proceso de descomposición a elevadas temperaturas por encima de los 550 °C en ausencia de 

oxígeno para convertir el producto utilizado en combustible líquido denominado bioaceite y 
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posteriormente se lleva a cabo un reformado del producto, donde de igual manera se utilizan 

catalizadores para acelerar el proceso [15,73]. 

Tabla 1. 7. Biogasolina obtenida a partir de diversas materias primas, procesos tecnológicos y 

catalizadores. 

Materia Prima Técnica utilizada Catalizador % de 

biogasolina 

Ref. 

Aceite derivado de 

biomasa 

lignocelulósica 

Craqueo catalítico y 

síntesis de olefinas a 

presión atmosférica  

Dos catalizadores 

La/HZSM-5 y 

LTG-0 

19.3 [84] 

Residuo saponificado 

de aceite de palma 

Craqueo catalítico Na2 CO3 12.7 [85] 

Bioaceite de 

microalga 

Desmodesmus sp. 

Pirólisis usando 

directamente las 

microalgas secas y su 

extracto en n-Hexano 

Catalizador de 

alúmina 

33.5 -40 [15] 

Aceite compuesto de 

ácido linoleico 

Craqueo catalítico  Cu/ZSM-5 y 

Ni/ZSM-5 

----- [60] 

Aceite de cocina 

usado 

Craqueo catalítico CaCO3 producido 

de cáscara de 

huevo 

30 [81] 
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JUSTIFICACIÓN 

El uso intensivo de combustibles fósiles ha incrementado las emisiones de gases de efecto 

invernadero, con el dióxido de carbono (CO2) como el principal responsable a nivel mundial del 

cambio climático.  

A pesar de los esfuerzos internacionales para disminuir la huella de carbono, dos sectores en 

específico son los principales contribuyentes: el energético y el transporte. Esto destaca la 

necesidad urgente de alternativas sostenibles a los combustibles fósiles. 

Dentro de las alternativas propuestas se encuentran la biomasa de microalgas, debido a la 

capacidad de estos microorganismos para capturar el CO2 e incorporarlo en sus procesos 

metabólicos de crecimiento, ofreciendo una neutralidad de emisiones. No obstante, la producción 

de biocombustibles a partir de esta biomasa enfrenta varios desafíos, como el alto costo y la baja 

productividad en la extracción de aceite que es materia prima para la generación de combustibles 

para el transporte como la biogasolina.  

Un problema significativo, es la eliminación del exceso de oxígeno y otros contaminantes en los 

combustibles obtenidos para mejorar su calidad. Los métodos actuales para lograrlo son 

complejos y costosos, involucrando múltiples etapas. La hidrodesoxigenación (HDO) es un 

proceso que ha sido poco explorado en el contexto de la biomasa de microalgas. 

Por tal motivo esta tesis propone obtener biogasolina a partir de microalgas con mayor calidad y 

más limpia que el combustible convencional, mediante la optimización del proceso de HDO 

utilizando un enfoque "one-pot", que combina la hidrodesoxigenación, el craqueo y reformado del 

producto.  

Este estudio busca ampliar el conocimiento de las biogasolinas, principalmente las de tercera 

generación a partir de biomasa de microalgas comparando su composición de hidrocarburos y 

oxígeno con base a la normativa existente para la gasolina convencional.  
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PREGUNTA DE INVESTIGACIÓN 

 ¿Cuál es el efecto de la hidrodesoxigenación one-pot sobre la biogasolina producida a partir de 

extractos lipídicos de microalgas? 

¿Las biogasolinas cumplen con las normativas existentes para el combustible convencional? 

 

HIPÓTESIS 

La biogasolina obtenida mediante hidrodesoxigenación one-pot a partir de lípidos de microalgas 

marinas tendrá una composición de hidrocarburos y oxígeno similar a la gasolina convencional. 

 

OBJETIVOS 

OBJETIVO GENERAL 

Obtener biogasolina mediante la reacción HDO one-pot de extractos lipídicos de microalgas 

marinas (Nannochloropsis sp. y Nannochloris sp.) y comparar su calidad con la normativa 

existente para el combustible convencional a partir de los compuestos obtenidos, hidrocarburos 

y peso en oxígeno.  

 

OBJETIVOS PARTICULARES 

▪ Obtener biomasa y extractos lipídicos de Nannochloris sp. y Nannochloropsis sp. (cepas 

NSRE-1 y NRRE-1) a partir de su escalamiento a 200L. 

▪ Sintetizar y caracterizar por fisisorción de N2 y difracción de rayos X (DRX) un catalizador 

heterogéneo con características microporosas y mesoporosas. 

▪ Obtener biogasolina vía HDO one-pot a partir de los extractos lipídicos de 

Nannochloropsis sp. y Nannochloris sp.  

▪ Caracterizar los productos de reacción HDO por cromatografía de gases-espectrometría 

de masas (CG-EM) 

▪ Comparar las biogasolinas obtenidas con la composición en hidrocarburos y oxígeno de 

las normativas nacionales e internacionales para gasolina convencional.
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CAPITULO 2 

MATERIALES Y MÉTODOS 

  ESTRATEGIA EXPERIMENTAL 

 

2.1 Producción de biomasa 

2.1.1 Cepas utilizadas  

Las especies microalgales fueron: Nannochloropsis sp. (NSRE-1) y Nannochloris sp. (NRRE-1) 

pertenecientes al cepario de la Unidad de Energía Renovable del Centro de Investigación 

Científica de Yucatán. 

FASE 1.

PRODUCCIÓN Y 
RECUPERACIÓN DE 

BIOMASA 
MICROALGAL.

FASE 2.

EXTRACCIÓN, 
FILTRACIÓN  E 

IDENTIFICACIÓN DE 
LA POLARIDAD DE 

EXTRACTOS 
LIPÍDICOS.

FASE 3. 

SÍNTESIS Y 
CARACTERIZACIÓN  
DE CATALIZADOR. 

FASE 4.

PRODUCCIÓN DE 
BIOGASOLINA VÍA 
HDO ONE-POT Y 

CARACTERIZACIÓN 
DE PRODUCTOS 

OBTENIDOS.
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2.1.2 Cultivo de microalgas y producción de biomasa 

Se realizó una resiembra en matraces Erlenmeyer de 100 mL a los cuáles se les adicionó 90 mL 

de medio de cultivo Guillard f/2 (Anexo 1), y se procedió a inocular con 10 mL (10 % de inóculo) 

de cultivo proveniente de las cepas madre NSRE-1 y NRRE-1. En total se realizó una réplica para 

cada cepa y se sometieron a las siguientes condiciones de cultivo en laboratorio: pH 7-8, 25 °C 

de temperatura, 100 µmol/m2s-1, fotoperíodo Luz: oscuridad 12:12 y 30 UPS de salinidad durante 

15 días. Posteriormente se trasladaron en tubos Falcon de 50 mL a las instalaciones de UNAM-

SISAL donde se realizó el escalamiento de las cepas en aerobiosis para obtener cultivos en etapa 

exponencial.  Las cepas de microalgas NSRE-1 y NRRE-1 se escalaron a 1 L, 10 L y 200 L (Figura 

2.1) con un inoculo del 10 %, en las mismas condiciones de pH, temperatura, salinidad y 

fotoperíodo. En la Figura 2.2 se observan las instalaciones en donde se realizaron los cultivos. 

 

Figura 2. 1. Escalamientos A) 1 L de cultivo y B) 10 L de cultivo en la UNAM-SISAL 

  

Figura 2. 2. A) Balsas de depósito de agua que proviene del sistema marino, B) Cuarto de 

cultivo, C) Tratamiento con UV de agua marina y D) Depósito de agua con tratamientos de 

cloración y filtrado que se utiliza en los cultivos. 
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Durante el cultivo de las cepas a 1L, 10L y 200L de NSRE-1 y NRRE-1 se monitorearon los 

siguientes parámetros: pH (7- 8), 25 °C de temperatura, 200 μmol·m–2·s-1 de luz, fotoperíodo luz: 

oscuridad 12:12 horas, 30 UPS de salinidad. El cultivo se mantuvo en aireación constante. Los 

pasos que se siguieron para escalar el cultivo a 200 L fueron los siguientes: 

I. Para realizar el cultivo de las especies de microalgas marinas, se utilizó agua marina 

proveniente del sistema costero que previamente se pasó por un sistema de filtración y finalmente 

por un filtro calcetín de 1-5 μm. El agua se pasó a través de una tubería conectada a Luz UV para 

eliminar bacterias y evitar su reproducción. Finalmente se desinfectó con una solución de cloro al 

6 % (0.3 mL de la solución de cloro por litro de cultivo). 

II. La neutralización del agua clorada se realizó de la siguiente manera: 1) Se comprobó la 

presencia de cloro en el agua marina tratada con anterioridad utilizando un kit medidor de cloro u 

ortolidina; 2) Se realizó una solución madre con 250 g por litro de tiosulfato de sodio y se neutralizó 

añadiendo 0.15 mL de la solución madre de tiosulfato por litro de agua marina tratada. 

III. Se midió la concentración de sal del agua proveniente del sistema y se ajustó a 30 UPS.  

Nota. Es importante mencionar que el agua al almacenarse a la intemperie sufre evaporación por 

lo que aumenta la salinidad, por tal motivo es necesario ajustarla. 

IV. Finalmente se añadieron los nutrientes de medio Guillar f/2 al agua marina tratada y se utilizó 

aire filtrado para distribuir los nutrientes y oxígeno. Se monitoreó pH, luz, temperatura, oxígeno y 

salinidad para el crecimiento adecuado de las microalgas durante el cultivo. 

V. En total para los cultivos a 200 L se trató un volumen de 180 L de agua marina, a los cuáles 

se añadió 20 L de microalgas cultivadas (10 % de inóculo) para llevarlo a 200 L. 

Posterior a su crecimiento a 200 L en las instalaciones de la UNAM-Sisal, los cultivos fueron 

trasladados en bidones de 50 L (Figura 2.3), hasta las instalaciones del CICY en la Unidad de 

Energía Renovable ubicada en el Parque Científico y Tecnológico de Yucatán. Donde se 

resguardaron en un cuarto frío a 4 °C para su posterior procesamiento. 
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Figura 2. 3. Llenado y traslado de bidones de 50 L a la unidad de Energía Renovable del CICY. 

 

2.1.3 Conteo celular en cámara Neubauer 

Se realizó el conteo celular de las cepas de NSRE-1 Y NRRE-1 con un microscopio óptico y un 

hematocitómetro Neubauer y se emplearon las fórmulas (1) y (2) para calcular la concentración 

celular [44,86]: 

 

Cel/μL =
𝑁𝑜.𝑑𝑒 𝑐é𝑙𝑢𝑙𝑎𝑠 𝑐𝑜𝑛𝑡𝑎𝑑𝑎𝑠

𝑠𝑢𝑝𝑒𝑟𝑓𝑖𝑐𝑖𝑒 𝑑𝑒 𝑐𝑜𝑛𝑡𝑒𝑜 ( 𝑚𝑚2)∗𝑝𝑟𝑜𝑓𝑢𝑛𝑑𝑖𝑑𝑎𝑑 𝑑𝑒 𝑙𝑎 𝑐á𝑚𝑎𝑟𝑎 (𝑚𝑚)∗𝑑𝑖𝑙𝑢𝑐𝑖ó𝑛
                  (1) 

O bien: 

                 Cel/μL =
𝑁𝑜.𝑑𝑒 𝑐é𝑙𝑢𝑙𝑎𝑠 𝑐𝑜𝑛𝑡𝑎𝑑𝑎𝑠 𝑥 50 000

         1𝑚𝐿 ∗𝑓𝑎𝑐𝑡𝑜𝑟 𝑑𝑒 𝑑𝑖𝑙𝑢𝑐𝑖ó𝑛
                         (2) 

 

El conteo se realizó en cinco cuadros ubicados dentro del cuadrante central de la cámara 

Neubauer, tomando 10 µL de cultivo para su observación (Figura 2.4).      
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Figura 2. 4.Cámara Neubauer, donde se observa el área de conteo celular empleado en este 

estudio.  Se observan en verde los cinco cuadrantes considerados para el conteo celular. 

2.2 Recuperación de biomasa  

2.2.1 Floculación  

Los cultivos se trasvasaron a bidones de 50 L que se llenaron a 40 L de capacidad, en total se 

procesaron 5 bidones. Posteriormente se floculó la biomasa con 17 mL de NaOH al 0.5 N por litro 

de cultivo, con agitación vigorosa por 5 min y agitación leve durante 5 min. Se monitoreó el pH 

cada 10 min (ver Anexo 2) hasta finalizar el proceso de floculación de 30 minutos [28].  

2.2.2 Eficiencia de la floculación 

Se realizó el cálculo del porcentaje (%) de eficiencia de la floculación, para lo cual se tomaron 

alícuotas de 500 µL a los diferentes tiempos de floculación (0, 10, 20 y 30 min), para su conteo 

celular [28]. El conteo se realizó por triplicado en la cámara Neubauer y se promedió el número 

de células obtenido. Finalmente se determinó el porcentaje de eficiencia de floculación[28], por 

lo que se empleó la fórmula (3):  
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Donde: 

 EF= % de eficiencia de floculación 

Ci= Concentración inicial de célula                        𝐸𝐹 = [
𝐶𝑖−𝐶𝑓

𝐶𝑖
]𝑥 100               (3) 

 Cf= Concentración final de células 

2.2.3 Sifonado, centrifugado y liofilizado  

Se retiró el sobrenadante por sifón (Figura 2.5) y el precipitado se centrifugó en el equipo industrial 

Thermo Fisher Scientific SL40R (Figura 2.6) a 4,500 rpm, durante 10 minutos a 4 °C. Al término 

se recuperó la biomasa húmeda, se pesó, se sometió a congelación crítica y se liofilizó por 72 h 

en el equipo Labconco; Modelo 77530 a 0.100 mBar y -56 °C. Finalmente, la biomasa liofilizada 

se resguardó en un desecador. 

El rendimiento de biomasa (g. L-1) se calculó con base al peso seco total por volumen de cultivo 

utilizando la fórmula (4). 

Donde:  

R= Rendimiento de biomasa 

Xi= Concentración inicial                                    

Xf =Concentración final                          𝑅 = [(𝑋𝑖 − 𝑋𝑓 )/(𝑇1 − 𝑇2)]                   (4) 

T1= Tiempo inicial 

T2= Tiempo final 

La productividad de la biomasa (g L-1 d-1) se determinó de acuerdo con la biomasa seca de las 

microalgas utilizando la fórmula (5) [87]. 

𝑃𝑟𝑜𝑑𝑢𝑐𝑡𝑖𝑣𝑖𝑑𝑎𝑑 𝑑𝑒 𝑏𝑖𝑜𝑚𝑎𝑠𝑎 𝑠𝑒𝑐𝑎 =  
𝑏𝑖𝑜𝑚𝑎𝑠𝑎 𝑠𝑒𝑐𝑎

𝑣𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒𝑛 𝑑𝑒 𝑐𝑢𝑙𝑡𝑖𝑣𝑜 (𝐿) 𝑥 𝑑í𝑎𝑠 𝑑𝑒 𝑐𝑢𝑙𝑡𝑖𝑣𝑜
             (5) 
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Figura 2. 5.Se observa el procedimiento de sifonado de cultivos, posterior a la floculación. 

 

Figura 2. 6. A) Centrífuga industrial Thermo Fisher Scientific SL40R, B) Contenedores dentro 

de centrífuga, C) Contenedores de 500 mL vacíos y D) Contenedores de 500 mL con biomasa 

líquida. 

2.3. Extracto lipídico de microalgas  

2.3.1 Obtención de extracto lipídicos de microalga  

Para la extracción de lípidos totales la biomasa liofilizada se sometió a un sistema de solvente 

1:2 (v/v) cloroformo y metanol [88,89,90] durante 3 h a 40 °C y 150 rpm (Figura 2.7). 

Seguidamente se utilizaron embudos de separación de 500 m L (Figura 2.8) para obtener la fase 

líquida (extracto con solventes) y la fracción sólida (biomasa de microalgas). Las extracciones se 

realizaron por triplicado y la fracción líquida que contenía los lípidos de las microalgas se recuperó 

en viales y se dejó evaporar (Figura 2.9) en una campana de extracción.  

E 
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Posteriormente los extractos se sometieron a una segunda evaporación por rotavapor a 40 °C y 

80 rpm para eliminar humedad y se transfirieron en viales a peso constante. Finalmente se realizó 

la cromatografía en capa fina (CCF) para la identificación de fracciones, principalmente de las 

fracciones correspondientes a los TAG. 

El contenido de lípidos en porcentaje (%) se cuantificó mediante la fórmula (6) [91]. 

% 𝐿í𝑝𝑖𝑑𝑜𝑠 =  (
𝑔 𝑑𝑒 𝑙í𝑝𝑖𝑑𝑜𝑠 𝑟𝑒𝑐𝑢𝑝𝑒𝑟𝑎𝑑𝑜𝑠

𝑔 𝑑𝑒 𝑏𝑖𝑜𝑚𝑎𝑠𝑎 𝑠𝑒𝑐𝑎
 ) 𝑥100  (6) 

 

 

Figura 2. 7.A) Agitador orbital Scorpio y B) Matraces con cultivo dentro del agitador. 

 

Figura 2. 8.. Embudos de separación en soportes universales, donde se colocaron los 

extractos. 

 

Figura 2. 9.Contenedores donde se depositó el extracto para su evaporación. 
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2.3.2. Procesamiento del extracto por cromatografía en columna (CCG). 

De los extractos lipídicos obtenidos se filtraron 0.978 g de la cepa NSRE-1 y 0.946 g de NRRE-1 

por una columna cromatográfica empacada en sílice (10 cm de altura y 14 g del absorbente) con 

metanol como único solvente con tamaño de partícula de 0.007 μm que fungió como fase 

estacionaria. El empacado de las columnas (2 en total) se realizó con el volumen de gel de sílice 

calculado y hexano en una relación 1:2 sílice/hexano. Posteriormente se prepararon las cabezas 

de las columnas (extracto de microalga impregnado en sílice), las cuales se adicionaron al 

finalizar el empacado (Figura 2.10). 

La recolección del filtrado se realizó en tubos de ensayo marca PIREX N° 9800 y 9801. 

Posteriormente se realizó el procedimiento de peso constante a los viales donde se depositó el 

extracto filtrado y finalmente se realizó el procedimiento de cromatografía de capa fina para 

identificar la polaridad de los compuestos que lo conforman. 

 

Figura 2. 10. Empacado de la columna con la adición de hexano y sílica gel. A) Se observa la 

columna preparada con la cabeza y B) Se observa el procedimiento de empacado en la 

columna marca ESEVE, 2427. 
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2.3.3 Identificación del extracto crudo y purificado por cromatografía en capa fina (CCF). 

Se emplearon placas de gel de sílice (cromatofolios Merck, silicagel 60) como fase estacionaria 

y se realizó un lavado previo de capilares con metanol, cloroformo y acetona. Una vez lavados 

los capilares fueron utilizados para colocar las muestras en las placas de gel de sílice, 

seguidamente se realizó una solución que fungió como fase móvil con hexano, acetato de etilo y 

ácido acético en una proporción 9:1:0.1 (v/v).  

Finalmente, el revelado de las placas se realizó empleando una solución de ácido fosfomolíbdico 

al 10 % en ácido sulfúrico y aplicando calor. Se utilizó aceite de soya, que permitió identificar la 

presencia de TAG y se comparó con la polaridad de los compuestos presentes en los extractos 

lipídicos de las microalgas (Figura 2.11). 

 

Figura 2. 11. Cromatografía de capa fina: A) Placas de silica gel, B) Capilares y C) solventes. 

2.4 Síntesis y caracterización del catalizador heterogéneo NIMO/ZSM5-SBA15 

2.4.1 Síntesis del catalizador heterogéneo soporte/catalizador 

La síntesis del catalizador se realizó de acuerdo con metodología modificada por Zhang et al., 

(2018), Morales et al. (2015) y Villafán (2023) [92,93,94]. Se adecuó la metodología para obtener 

un catalizador con sitios activos más estables, utilizando una Zeolita ZSM-5 con relación Si/Al de 

80. El porcentaje que se sintetizó de SBA-15 fue de 30 % y de ZSM-5 del 70 % del peso del 

soporte. Para el catalizador finalmente obtenido al impregnar los metales Ni y Mo se obtuvieron 

los siguientes porcentajes en peso: 24 % de SBA-15, 56 % de ZSM-5, 9% de sal de Molibdeno 

(12 % de contenido de molibdeno), 11 % de Sal de Níquel hexahidratada (4 % de contenido de 

níquel).  

2.4.1.1 Síntesis del soporte  

La síntesis del soporte se realizó a partir de ZSM-5 (Compañía Zeolyst) y SBA-15. Primeramente, 

se pesaron 5 g de Zeolita en una balanza analítica y se pasó a su forma protonada mediante 
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calcinación en una mufla (Figura 2.12) utilizando una rampa de calentamiento de 1 °C/min hasta 

550 °C durante 3 h. Seguidamente se procedió a realizar la síntesis de la SBA-15 a partir de una 

mezcla de Pluronic 123, HCl (ácido clorhídrico), TEOS y se integró la Zeolita previamente 

calcinada.  

 

Figura 2. 12. Mufla marca Vulcan 3-500 donde se realizaron las calcinaciones en diversas 

etapas de la síntesis del catalizador. 

 

Se realizó la solución A: Por cada 1.75 g de Zeolita calcinada se adicionaron 81.25 mL de HCl al 

0.4 M y 0.75 g de Pluronic 123. Se colocó la solución a baño María a 35 °C y 300-600 rpm.  

Se realizó la solución B: Se añadió 8.75 mL de HCl y 3.75 mL de TEOS gota a gota y se colocó 

la solución B en un baño María a 35 °C y 100-150 rpm.  

Posteriormente se unieron la solución A y B en un vaso de teflón añadiendo la solución B gota a 

gota y se colocó el vaso de teflón a baño maría a 35 °C y 300 rpm durante 20 h (Figura 2.13). El 

vaso de teflón se colocó dentro de una autoclave a baño con glicerol y se agitó a 300 rpm durante 

24 h (Figura 2.14). 
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Figura 2. 13. Soluciones realizadas para la síntesis del soporte a una temperatura de 35 °C a 

baño maría: A) solución con HCL al 0.4 M, Pluronic 123 y zeolita calcinada, B) solución de HCl y 

TEOS donde se observa la bureta utilizada para añadir el TEOS gota a gota. C) vaso de teflón 

donde se unieron las soluciones a baño maría a 35 °C y 300 rpm. 

 

 

Figura 2. 14. Baño de parafina donde se colocó el autoclave que contiene en su interior el vaso 

de teflón con las soluciones de síntesis. 

 

2.4.1.1.1 Filtración del soporte  

Se procedió a vaciar el soporte sintetizado en papel filtro dentro de un embudo buchner (Figura 

2.15.a) y se filtró en un sistema al vacío realizando lavados al soporte y adicionando 350 mL de 

H2O destilada (Figura 2.15.b). Seguidamente se recuperó el contenido en el papel filtro y secó a 

temperatura ambiente durante 12 h. 

 

Figura 2. 15. A) Embudo Buchner de 100mm utilizado para la filtración al vacío del catalizador y 

B) Sistema de filtración al vacío. 
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2.4.1.1.2 Calcinación y saturación del poro del soporte  

Se procedió a realizar la calcinación del soporte previamente filtrado en una mufla (Figura 2.12) 

bajo las siguientes condiciones:  

Rampa # 1: 1 °C/min hasta llegar a 300 °C durante 30 minutos. 

Rampa # 2: 1 °C/min hasta llegar a 600 °C durante 6 h. 

La primera rampa tuvo una duración de 7 h y la segunda rampa tuvo una duración de 19 h. 

Posterior a la calcinación en mufla se realizó la saturación del poro del soporte. La saturación del 

poro consistió en añadir H2O destilada hasta hidratar al soporte sintetizado. En total se utilizó 2.5 

mL de agua destilada para impregnar 1g de soporte sintetizado. Finalmente se dejó secar durante 

1 h en la estufa a 80 °C (Figura 2.16) y por 24 horas a temperatura ambiente, posteriormente se 

procedió a impregnar los metales. 

 

Figura 2. 16. Soporte secado a temperatura ambiente posterior a su hidratación con H2O 

destilada para la prueba de saturación del poro. 

2.4.1.2 Síntesis del catalizador: impregnación de metales 

2.4.1.2.1 Impregnación de Níquel (Ni). 

El porcentaje utilizado para impregnar el níquel (Ni) fue del 4%. El reactivo utilizado como 

precursor de níquel fue el níquel hexahidratado o (Ni (NO3)·6H2O) con pureza del 97 % y se 

realizó una comprobación de masa teórica del reactivo para preparar una solución de 4 mL esto 

con el fin de obtener la concentración del níquel al 100%. Se dejó secar el catalizador impregnado 

con níquel en la estufa por 30 min a 80 °C y durante 24 h a temperatura ambiente. Finalmente se 

calcinó en una mufla a 5 °C/min hasta 550 °C y manteniéndose durante 5 h (Figura 2.17). 
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Figura 2. 17. Impregnación Ni y secado a temperatura ambiente durante 24 h. 

2.4.1.2.2 Impregnación de Molibdeno (Mo). 

El porcentaje utilizado para impregnar el Molibdeno (Mo) fue del 12 %. El reactivo utilizado como 

precursor del molibdeno fue el óxido de molibdeno (MoO3) con pureza del 82 % y se realizó una 

comprobación de masa teórica del reactivo para preparar una solución de 4 mL esto con el fin de 

obtener la concentración del molibdeno al 100 %. Se dejó secar el catalizador impregnado con 

molibdeno en la estufa por 30 min a 80 °C y durante 24 h a temperatura ambiente. Finalmente se 

calcinó en una mufla a 5 °C/min hasta 550 °C y manteniéndose durante 5 h a los 150 °C se retiró 

de la mufla y se dejó enfriar a temperatura ambiente (Figura 2.18). Una vez finalizado el 

procedimiento se procedió a pesar en una balanza analítica y se procedió a realizar su 

caracterización (Figura 2.19). 

 

Figura 2. 18. Impregnación del molibdeno Mo y secado a temperatura ambiente durante 24 h. 

 

Figura 2. 19. Catalizador finalmente obtenido posterior a su calcinación durante 5h de NiMo-

ZSM5-SBA15 (etiquetado como NM-Z5-B15). 
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2.4.2 Caracterización del catalizador heterogéneo sintetizado  

2.4.2.1 Caracterización por difracción de rayos X (DRX). 

 Se realizó el análisis de difracción de rayos X (DRX) con el equipo Bruker D8-Advance (Figura 

2.20) para conocer la cristalinidad del catalizador e identificar en los difractogramas los picos 

característicos que indican la presencia de los compuestos utilizados en la síntesis del 

catalizador. Para realizar el análisis se colocó 1g de catalizador en un portamuestras y se 

compactó. Debido a los materiales que componen el catalizador se realizó la caracterización en 

el ángulo bajo y alto. La difracción en el ángulo bajo (SAXS) se realizó entre los valores 2ϴ de 

0.5° a 10° con un tiempo de paso de 0.1 segundos y un tamaño de paso de 0.02°. El ángulo alto 

se realizó entre los valores 2ϴ de 10° a 70° con un tiempo de paso de 0.3 segundos y un tamaño 

de paso de 0.02° utilizando un ánodo de Cobre con radiación CuKa a una longitud de onda 

conocida de 1.54060 Å. 

 

Figura 2. 20. Equipo Bruker D8-Advance utilizado para el análisis de DRX del catalizador 

sintetizado. 

 

2.4.2.2. Caracterización por fisisorción de N2. 

Las propiedades texturales del catalizador se analizaron por medio de las isotermas de 

absorción/desorción de N2 registradas en el equipo Quantachrome instruments NOVA 2200e 

(Figura 2.21.A) utilizando celdas de 9 mm (Figura 2.21.B). El procedimiento se realizó en tres 

pasos: 1) Calibración la cual se realizó por 6 horas (ver figura 2.21 a y b), 2) Desgasificación por 

vacío donde se colocaron 100 mg de catalizador dentro de una celda que se introdujo dentro de 

una mantilla manteniéndose a 100 °C por 5 horas (Ver figura 2.22.A y Figura 2.22.B) y 3) Medición 

donde se colocaron 100 mg de catalizador dentro de las celdas de 9 mm con sus respectivas 

varillas durante 18 horas (ver figura 2.23.A) y se analizaron utilizando nitrógeno (figura 2.23.B). 
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Figura 2. 21. A) Equipo Quantachrome NOVA2200E en calibración de celdas vacías y B) Celda 

de 9 mm con catalizador. 

     

Figura 2. 22. A) Equipo Quantachrome NOVA2200E en desgasificación. B) Celdas dentro de la 

mantilla térmica a 100 °C. 

 

Figura 2. 23. A) Equipo Quantachrome NOVA2200E en medición y B) Celdas después de ser 

medidas dentro del Dewar con nitrógeno líquido. 
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La distribución del tamaño de los mesoporos y la cantidad total de microporos se calcularon a 

partir de la rama de adsorción y desorción de la isoterma.  Se determinó el área superficial por el 

método BET (Brunauer‐Emmett‐Teller) con un intervalo BET en el rango de 0.25 nm a 0.99 nm y 

se determinó el área superficial, tamaño promedio de poros y volumen por el método NLDFT 

(Non-Local Density Functional Theory) o método DFT utilizando el modelo N2-Silica a 77 K en el 

rango P/P0 1.8 nm -100 nm. Finalmente se utilizó el análisis T-Plot para determinar el volumen de 

los microporos en la isoterma de adsorción. 

2.5. Producción de biogasolina y caracterización del producto obtenido 

2.5.1 Activación de catalizador heterogéneo NiMo/ZSM5-SBA15 

La activación in situ del catalizador se llevó a cabo en el reactor de lecho fijo Microactivity- 

Reference marca PID Eng &Tech (Ver Figura 2.24) a 100 mL/min de flujo de H2 a 5 bar y con un 

flujo de alimentación de la solución CS2 /dodecano de 1 mL/min con duración de 10 min a partir 

de los 390 °C y 0.1 mL/min de flujo de alimentación de la misma solución en el tiempo restante 

de activación, en total se prepararon 60 mL de esta solución para toda la activación, el flujo de 

alimentación fue proporcionado por una bomba TELEDYNE ISCO 500D. La activación del 

catalizador se llevó a cabo con una rampa de 5 °C/min hasta alcanzar los 400 °C manteniéndose 

en esta temperatura y presión constante durante 4 horas. 

 

Figura 2. 24. Reactor de lecho fijo Microactivity-Reference marca PID Eng & Tech. 

 



   
 

45 
 

2.5.2 Producción de biogasolina a partir de una sola reacción de hidrotratamiento. 

La reacción se llevó a cabo para las diferentes materias primas bajo las mismas condiciones en 

un reactor batch marca Parr instrument company modelo 4598 equipado con un controlador 4848 

(Figura 2.25). Para llevar a cabo la reacción se emplearon 250 mg del catalizador sintetizado y 

previamente activado basado en zeolita. La solución consistió en 100 mL de dodecano y 

aproximadamente 500 mg de ACC y extractos de NSRE-1 y NRRE-1 que se diluyeron 

previamente en dodecano, eliminando la parte polar del extracto. El azufre se añadió a 1000 ppm 

en la solución para mantener activo al catalizador. La reacción se llevó a cabo con las siguientes 

condiciones: 335-340 °C de temperatura a 500 rpm y 58 bar de presión de H2 durante 3 horas de 

reacción. Finalmente, el producto obtenido se filtró al vacío.  

 

Figura 2. 25. Reactor batch marca Parr instrument company modelo 4598  

equipado con un controlador 4848  

 

2.5.3 Caracterización por cromatografía de gases-masas (CG-EM) 

Los productos de reacción se analizaron por cromatografía de gases-masas (series 7890B y 

5977A GC/MSD) utilizando una columna MEGA 5-HT (30 m 250 m ID 0.25 mm de diámetro 

interno y 1.5 m de película interna) bajo las siguientes condiciones: 3 mL/min de flujo de H2 como 

gas portador. Las temperaturas del detector y del inyector se ajustaron a 300 °C. El programa de 
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temperatura de la GC inició a 50 °C con una rampa de 10 °C/min hasta 120 °C durante 10 min y 

una segunda rampa de calentamiento de 10 °C/min hasta alcanzar 290 °C, que se mantuvo 

durante 10 min. El volumen de inyección fue de 1 μL (Figura 2.26). Finalmente se identificaron 

los picos principales de los compuestos obtenidos con la biblioteca NIST 14. 

Para el cálculo del índice de octano de los compuestos caracterizadosse utilizó la siguiente 

fórmula (7) para el AKI (anti-knock index): 

        𝐴𝐾𝐼 =
RON+MON

2
      (7) 

Donde RON (research octane number) es el octanaje de investigación y el MON (motor octane 

number) es el octanaje en pruebas en motor. 

 

Figura 2. 26. Cromatógrafo de gases acoplado a espectrómetro de masas (CG-EM) YL6900, 

con equipo de inyección EST-Analytical-FLEX 

2.6 Análisis estadístico y software utilizado 

En el procesamiento de los datos se realizó el cálculo de las desviaciones estándar a los 

triplicados de cada procedimiento y se realizó la comparación de las medias utilizando la prueba 

estadística de t de Student para dos muestras independientes suponiendo varianzas iguales y 

desiguales y aplicando la corrección de Welch considerando un nivel de significancia de α=0.01 

con un nivel de confianza del 99 % y n=3 en el software Origin Pro2024. Este procedimiento 

estadístico se realizó para la concentración celular y extractos lipídicos obtenidos. 
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En los resultados de la caracterización del catalizador por fisisorción de N2 se utilizó el software 

NovaWin.Ink y los modelos teóricos BET ((Brunauer-Emmett-Teller), Modelo de DFT (Density 

Functional Theory) para catalizadores con estructura compleja y modelo T-plot para volumen y 

área superficial de microporos. 

Para la caracterización del producto de reacción el procedimiento se realizó en duplicado 

identificándose los principales picos utilizando los software Clarity versión 8.1 y la biblioteca NIST 

14 (National Institute of Standards and Technology, Gaithersburg, MD, USA). Finalmente, los 

resultados obtenidos del área de los picos se promediaron, y se realizó el cálculo del porcentaje 

relativo.
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CAPITULO 3 

RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

3.1 Obtención y producción de biomasa  

3.1.1 Cultivo de microalgas y producción de biomasa 

Se obtuvieron cultivos a escala de NRRE-1 y NSRE-1. En la siguiente Figura 3.1 se observan los 

escalamientos en las instalaciones de la UNAM-SISAL los cuales se realizaron durante 15 días 

en cada volumen. En las Figuras 3.2 y 3.3 se observa el aumento de la concentración con el 

cambio de coloración del día 1 al día 15 donde se llevaron a cabo las resiembras de las cepas.  

Los resultados obtenidos en la concentración se encuentran en la Figura 3.4 donde se observa 

una concentración de células mas elevada al día 0 para NSRE-1 debido a que el cultivo madre 

tenía una mayor concentración celular que el de NRRE-1. De igual manera observamos que no 

existe diferencias significativas en el crecimiento de ambas cepas, dado por las concentraciones 

diarias alcanzadas durante los 15 días de cultivo. 

 

Figura 3. 1. A) Se observa el escalamiento a 1 L, B) escalamiento a 10 L y C) escalamiento a 

200L de NRRE-1 y NSRE-1. 
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Figura 3. 2. Crecimiento de las cepas a 100 mL del día 0 al 7 del conteo celular. 

 

Figura 3. 3. Crecimiento de las cepas a 100 mL del día 8 al 15 del conteo celular. 

 

 

Figura 3. 4. Concentración celular a los 15 días de los cultivos a 100 ml de las cepas con el 

medio Guillard f/2. La prueba estadística de t-Student con la corrección de Welch (α=0.01 y un 

intervalo de confianza del 99 %) no mostró diferencias significativas con P valor > 0.01. Las 

barras de error en la gráfica representan la desviación estándar, n=3. 
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En los demás volúmenes de cultivo (1 L , 10 L y 200 L) no se realizó el monitoreo diario de los 

cultivos solo se obtuvo la concentración final al día 15 (Tabla 3.1). Podemos observar en los 

resultados que a 100 mL, se obtuvo mayor concentración celular, y a mayores volúmenes se 

obtuvo menos concentración celular. Lo cual puede deberse al fenómeno de auto 

ensombrecimiento causado por la profundidad del cultivo y el posicionamiento de las células 

microalgales por capas que impiden la entrada de luz a las microalgas de capas inferiores. Se ha 

observado que a profundidas menores de aproximadamente 30 cm se obtienen una mayor 

concentración celular y por ende una mayor productividad de biomasa, como el realizado a escala 

a 2000 L para Nannochloropsis sp. cuya productividad fue de 46 g L⁻¹ m⁻² durante 14 días de 

cultivo con 150 mmol·m⁻²·s⁻¹ , pH 7.5 ± 0.2 y 25 °C [95]. 

Tabla 3. 1 Concentración de células por mililitro de las cepas en estudio al término de los 15 

días de cultivo en diferentes volúmenes. 

Cantidad de 

cultivo 

N° de células/mL-1 Tiempo/ días Cepa 

100 mL 35,000,000 15 NRRE-1 

100 mL 45,000,000 15 NSRE-1 

1 L 53,000,000 15 NRRE-1 

1L 76,000,000 15 NSRE-1 

10 L 69,000,000 15 NRRE-1 

10 L 91,000,000 15 NSRE-1 

200 L 21,000,000 15 NRRE-1 

200 L 21,000,000 15 NSRE-1 

 

3.1.2 Curva de crecimiento de las cepas 

La curva de crecimiento de los cultivos de 100 mL para NSRE-1 y NRRE-1 durante 15 días se 

observa en la Figura 3.5. En trabajos anteriores se han realizado los cultivos de esta microalgas 

durante períodos no mayores a 15 días, debido a que se ha visto que en la fase exponencial 
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algunas especies de este género acumulan más lípidos [95,96,97], por lo que se procedió a tomar 

en consideración la literatura y de igual manera se partió del tiempo utilizado para la producción 

de biomasa a la mayor escala, el cual también fue de 15 días. Por lo que la curva de crecimiento 

se consideró dentro de este tiempo. 

 

Figura 3. 5. Curva de crecimiento en 100 mL de NSRE-1 y NRRE-1 durante 15 días en medio 

Guillard f/2 en la unidad de energía renovable. La prueba estadística de t-Student con la 

corrección de Welch (α=0.01 y un intervalo de confianza del 99 %) no mostró diferencias 

significativas con P valor > 0.01. Las barras de error en la curva representan la desviación 

estándar, n=3. 

 

Podemos observar en la figura 3.5 que ambas microalgas tuvieron un tiempo de latencia de 2 a 

3 días, seguido de una fase de crecimiento exponencial de 5 días, con una ligera caída del cultivo 

en el día 11 a consecuencia de un corte del suministro de luz, esto podría haber afectado el 

crecimiento de las microalgas y podría indicar que ambas estaban creciendo en condiciones 

fotoautótrofas principalmente. Posteriormente continuaron su crecimiento hasta el día 15 sin 
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presentar una fase estacionaria. Así mismo, es posible determinar que ambas cepas mostraron 

un comportamiento similar. 

Se han obtenido resultados similares en un estudio realizado anterior a este en el mismo grupo 

de trabajo, donde ambas microalgas, mostraron una fase de latencia corta (2–4 días), seguida de 

una fase de crecimiento exponencial de 6 a 7 días. La fase estacionaria temprana comenzó el 

día 18 del cultivo y disminuyó la concentración celular en el día 20 del cultivo [44]. Otros autores 

de igual manera mencionaron que observaron una fase exponencial de 5 a 9 días en medio 

Guillard f/2 a 25 °C para Nannochloropsis sp. y posteriormente inició la fase estacionaria [91].  

En Nannochloris sp. se ha reportado que crece de manera exponencial hasta el día 10 o 15 de 

cultivo obteniendo un aproximado de 250 x106 cel·mL-1 en un volumen de 750 mL. Posterior inicia 

la fase estacionaria hasta el día 35 [98]. 

3.2 Recuperación de biomasa  

3.2.1 Floculación  

Los resultados de la floculación se observan en la Figura 3.6. Durante el procedimiento de 

floculación se observó un aumento de pH 7 a 9. En un estudio se ha observado que este aumento 

del pH neutraliza la superficie con carga negativa de las células de las microalgas y este efecto 

es el responsable de que se lleve a cabo la floculación por este método químico [99]. Cabe señalar 

que, al resguardar el cultivo en floculación a 4°C en cuarto frío durante 72 horas ya no se 

observaron células en el sobrenadante (Figura 3.7).  

 

 

Figura 3. 6. Floculación de: A) NRRE-1 y B) NSRE-1 a los 10 minutos en 1L de cultivo. 
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Figura 3. 7. Efecto del Floculado de los bidones de 40 L de cultivo a los 4 días en resguardo a 4 

°C en cuarto frío. 

Para la eficiencia en la floculación al tiempo 0, se observó un promedio de 370 células por 

cuadrante en la cámara Neubauer en NSRE-1 y de 215 células en promedio para NRRE-1, por 

lo que se realizaron diluciones 1:10 para NSRE-1 y 1:5 para NRRE-1. 

Los resultados obtenidos en las diferentes cepas se muestran en la Tabla 3.2 y 3.3. La eficiencia 

de floculación de los cultivos de ambas cepas fue similar. NRRE-1, floculó en los primeros 10 min 

en 99 % y NSRE-1 alcanzó el 92 % en eficiencia de floculación. Al término del procedimiento 

NRRE-1 floculó al 100 % mientras que NSRE-1 al 97 %.  

Pasadas 24 horas, se obtuvo 100 % de floculación en ambas cepas. Este resultado en la 

eficiencia de floculación mayor al 90 % ya ha sido reportado en otro estudio con Nannochloropsis 

sp. [28]. Las diferencias en la eficiencia de floculación se pueden deber a las diferencias en la 

concentración celular, siendo mayor la concentración celular para NSRE-1 que tuvo la menor 

eficiencia de floculación. En otros estudios se ha observado que el efecto del floculante está en 

función de la densidad celular [100].  

Tabla 3. 2. Resultados del conteo celular y eficiencia de floculación para NSRE-1. 

NSRE-1 (Dilución 1:10) 

Tiempo Cel·mL-1 %Eficiencia de floculación 

0 minutos 1.48 X 108 0 

10 minutos 1.15 X 107 92.2 

20 minutos 8.50 X 106 94.2 
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30 minutos 4.50 X 106 96.9 

 

Tabla 3. 3. Resultados del conteo celular y eficiencia de floculación para NRRE-1. 

NRRE-1 (Dilución 1:5) 

Tiempo Cel·mL-1 %Eficiencia de floculación 

0 minutos 4.72 X 107 0 

10 minutos 8.25 X 104 99.8 

20 minutos 0 100 

30 minutos 0 100 

 

3.2.2 Sifonado, centrifugado y liofilizado 

Se realizó el sifonado de 200L contenido en 10 bidones de 40L de ambas cepas para la obtención 

de la biomasa líquida concentrada. En total se obtuvo 7.2 L de biomasa fresca de NRRE-1 y 7.5 

L de concentrado de NSRE-1 (Figura 3.8). En la figura 3.12 se observa el sifonado de los bidones 

y la biomasa concentrada. El concentrado se resguardó posteriormente en el cuarto frío a 4 °C y 

se procesó por centrifugación y liofilización (Figura 3.9). 

 

 

Figura 3. 8. Se observa: A) El sifonado y B) La biomasa líquida concentrada: B.1. NRRE-1 y 

B.2. NSRE-1. 
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Figura 3. 9. Se observa los contenedores con: A) la biomasa húmeda obtenida del centrifugado 

y B) la biomasa seca obtenida de la liofilización. 

En la Tabla 3.4 se muestra la cantidad de biomasa seca obtenida por litro de cultivo, por lo que 

el rendimiento de 200 L de NRRE-1 y NSRE-1, fue de 0.30 g L-1 y 0.33 g L-1, respectivamente. 

Este rendimiento es menor a otro estudio donde se obtuvo 0.40 g L-1 a partir de Nannochloropsis 

gaditana en medio Guillard f/2 [101]. De acuerdo con una revisión exhaustiva no se encontraron 

estudios sobre el rendimiento g L-1 para Nannochloris sp. 

La productividad de biomasa obtenida para Nannochloropsis sp. en diversos estudios va de 0.027 

g L-1d-1 a 0.295 g L-1d-1 [97] y en cultivos a escalas de 200 L se ha obtenido una productividad de 

0.09 g L-1d-1 [96], mayor a la obtenida en este estudio que fue de 0.022 g L-1d-1 para 

Nannochloropsis sp.  

Para NRRE-1 (Nannochloris sp.) se obtuvo una productividad de 0.020 g L-1d-1 menor a la 

reportada para Nannochloris sp. que es de 0.17 -0.51 g L-1d-1 [102]. No se encontraron cultivos 

escalados al volumen de 200 L para esta microalga. El bajo rendimiento y productividad en la 

biomasa de ambas cepas se debe al mismo efecto encontrado en la concentración celular, así 

mismo se ha observado que un incremento en el suministro de CO2 tiene gran influencia en la 

productividad de biomasa [103]. 

 

Tabla 3. 4. Producción de biomasa seca comparada de las cepas escaladas a 200L. 

Biomasa seca NSRE-1 NRRE-1 

Peso (g) 
66.554 g 61.010 g 

Rendimiento (g L-1) 
0.332 g L-1 0.305 g L-1 

Productividad de biomasa 

seca (g L-1d-1) 

0.022 g L-1d-1 0.020 g L-1d-1 
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3.3 Extracto crudo y purificado de microalga 

3.3.1 Obtención de extracto crudo y purificado de microalga con sistema de solvente 

cloroformo: metanol 

El cambio en la coloración fue evidente, con la primera, segunda y tercera extracción de lípidos 

(Figura 3.10). El extracto de NSRE-1 mostró coloración más oscura que el extracto de NRRE-1 

(Figura 3.10. B y C). En total se procesaron 20.29 g de NRRE-1 (Anexo 3.1) y 20.29 g de NSRE-

1 (Anexo 3.2).  

 

A) Extracción por triplicado en embudos de separación: A)primera, B) segunda, c) tercera. 

 

B) Extracción en matraces de 500mL de NRRE-1: : A)primera, B) segunda, c) tercera. 

 

C) Extracción en matraces de 500 mL de NSRE-1: A)primera, B) segunda, c) tercera.           

Figura 3. 10. Extracción con solventes realizada a la biomasa liofilizada por triplicado. 

 

Los solventes se colocaron en orden de polaridad creciente, debido a que se ha demostrado que 

la eficacia de la extracción se ve afectada por la secuencia del proceso. Lewis et al. (2000) 

incrementaron en 30 % la recuperación total de ácidos grasos, a partir de dos microalgas posterior 
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a la adición en orden secuencial con polaridad creciente de los solventes (cloroformo < metanol 

< agua) como se realizó en este trabajo [104].  

Del mismo modo, Cooney et al. (2009) indicaron que el rendimiento de la extracción de lípidos de 

Nannochloropsis sp.  incrementó de 18.5 a 21%, debido a la adición secuencial de solventes de 

polaridad creciente en comparación con el orden inverso (es decir, agua-metanol-cloroformo) 

[105]. Esto, se puede deber a que el agua impide la acción de los solventes no polares sobre los 

lípidos, lo que dificulta su extracción. Este mismo principio, explica la obtención de mayor 

eficiencia lipídica en la extracción con disolventes orgánicos empleando biomasa seca en 

comparación con biomasa húmeda. 

La cantidad de extracto crudo obtenido fue de 1.515 y 2.809 g a partir NRRE-1 y NSRE-1 (Tabla 

3.5). Los extractos se evaporaron con dificultad, debido a la presencia de humedad (agua) en el 

aire, lo que implicó realizar de nuevo la separación del extracto por rotavapor. Es por esto, que 

se pesó la biomasa residual para conocer la cantidad de extracto lipídico que no se pudo 

recuperar. Este dato se presenta como “extracto lipídico calculado” en la Tabla 3.5. 

El porcentaje de extracto crudo calculado fue de 24 y 17 % a partir de NRRE-1 y NSRE-1. Sin 

embargo, el porcentaje de extracto crudo recuperado fue de 14 y 7 % a partir de biomasa seca 

de NSRE-1 y NRRE-1 (Tabla 3.5).  

 

Tabla 3. 5. Resultado comparativo de las extracciones realizadas para NSRE-1 y NRRE-1. 

Cepa  Peso 

Biomasa 

seca (g) 

Extracto 

calculado 

(g) 

Extracto 

recuperado 

(g) 

Extracto 

calculado (%w/w 

biomasa seca) 

Extracto 

recuperado 

(%w/w biomasa 

seca) 

NSRE-1 20±4.54 3.54±0.009 2.80±0.019 17.73±0.04 14.04±0.05 

NRRE-1 20±4.54 4.83±0.03 1.51±0.08 24.18±0.06 7.57±0.07 

La prueba estadística de t-student con la corrección de Welch para varianzas desiguales α=0.01 

y un intervalo de confianza del 99 % mostró diferencias significativas con P valor < 0.01 para los 

extractos de las microalgas. Desviación estándar, n=3. 
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Estudios anteriores en medio Guillar f/2 se reportan porcentajes (%) de lípidos en un rango de 7- 

53 %  [95,106] y mencionan que en condiciones óptimas de crecimiento se ha observados que 

las microalgas sintetizan del 5%-20 % del peso seco en su biomasa y bajo condiciones 

desfavorables o de estrés como la limitación de nitrato llegan a alcanzar de 37-68 % en su 

biomasa [107]. El porcentaje de lípidos para Nannochloropsis sp. en este estudio está dentro del 

rango de los estudios consultados bajo condiciones óptimas de crecimiento, debido a que las 

microalgas no fueron sometidas a estrés.  

 

3.3.2 Identificación por cromatografía en capa fina (CCF) de extractos lipídicos filtrados 

previamente por CCG. 

Con respecto al extracto crudo filtrado por cromatografía de columna por gravedad (CCG) se 

obtuvo un peso de 582.2 mg (0.58 g) para NRRE-1 y de 522.9 mg (0.52 g) para NSRE-1(Figura 

3.11). 

 

Figura 3. 11. Extractos crudos filtrados por CCG para NRRE-1 y NSRE-1. 

 

El análisis de cromatografía de capa fina (CCF) muestra la presencia de compuestos de diversa 

polaridad en los extractos lipídicos de las microalgas. En la Figura.3.12, se pueden apreciar 

similitudes en intensidad y patrones de separación entre los compuestos presentes en las 

microalgas. De igual manera se puede observar mayor número de fracciones polares en NSRE-

1, respecto a NRRE-1 y mayor intensidad en sus fracciones no polares.  
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Figura 3. 12. CCF comparativa de NRRE-1 Y NSRE-1 de extractos filtrados por CCG. Letra “A” 

aceite de soya. 

 

Las fracciones en los lípidos de microalgas se han caracterizado en estudios anteriores y se ha 

visto que las fracciones no polares que se observan en el cuadro naranja corresponde a 

compuestos tipo alcanos, las fracciones dentro del cuadro azul corresponden a las fracciones 

neutras que corresponde a triacilglicéridos debido a que coincide con la referencia utilizada de 

aceite comercial de soya, las fracciones dentro del cuadro verde corresponden en su mayoría a 

compuestos tipo esteroles, alcoholes grasos y terpenos. Finalmente, las fracciones más polares 

por debajo del recuadro verde corresponden a los fosfolípidos [108,109].  

 

3.4 Sintesis y caracterización del catalizador heterogéneo NiMo/ZSM5-SBA15 

Se sintetizó un total de 5.2524 g de catalizador NiMo/ZSM5-SBA15 etiquetado como NM-ZS-B15-

con 30 % de SAB-15 (mesoporosa) y 70 % de ZSM-5 (microporosa). Los resultados de 

caracterización se muestran a continuación.  

3.4.1 Resultados obtenidos de la caracterización por difracción de rayos X (DRX). 

El difractograma de ángulo alto del soporte y catalizador sintetizado muestra picos característicos 

de los materiales utilizados antes y después de la impregnación del níquel (Ni) y molibdeno (Mo). 

Se puede observar en la figura 3.13 las reflexiones en el ángulo alto de un material cristalino, en 

este caso se trata de la zeolita ZSM-5 cuyos picos característicos y con mayor altura se 

encuentran en el ángulo 2ϴ 23°, 2ϴ 24° y el ángulo 2ϴ 24.5°, de acuerdo con Li et al. (2020) 

estos ángulos para la ZSM-5 se encuentran en los planos de reflexión 501, 151 y 303  [110]. 
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Observamos que estos picos característicos de la zeolita ZSM-5 se encuentran antes y después 

de la impregnación de los metales Ni y Mo, pero posterior a su impregnación la altura de los picos 

disminuyó lo que indica que se produjo una disminución de la cristalinidad de la zeolita.  

De igual manera se identificaron los picos característicos de NiO y MoO3 en el catalizador 

finalmente sintetizado que son producidos por la descomposición térmica de los precursores 

impregnados en el soporte del catalizador, para el NiO observamos picos que se encuentran en 

los ángulos 2ϴ 37°,43° y 62° que de acuerdo con Wei et al. (2009) corresponden a los planos 

111, 200 y 220 [111] . Para el MoO3 se observan picos que corresponden a los ángulos 2ϴ 13°, 

26° y 39° y de acuerdo con Jafarian et al. (2019) y Rahmani et al. (2010) se encuentran en los 

planos de reflexión 020, 040 y 060 [112,113] (Figura 3.13).  

En lo que respecta al difractograma de ángulo bajo (SAXS) observamos la presencia de algunos 

picos de la SBA-15 (Figura 3.14). Antes de la adición del Níquel (Ni) y Molibdeno (Mo) 

observamos una mayor señal de la presencia de algunos picos característicos del material 

mesoporoso SAB-15 que corresponde de acuerdo con Li et al. (2020) al ángulo de reflexión 100 

y 110[110], observamos estos planos en los ángulos 2ϴ 0.92° y 1.73° (Figura 3.14). Posterior a 

la impregnación de los metales Ni y Mo observamos que se pierden estos picos de la SBA-15 lo 

que indica que los metales probablemente se encuentran en los mesoporos de la SBA-15 

dificultando la caracterización por difracción de rayos X en el ángulo bajo del material sintetizado. 
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Figura 3. 13. Se observa el difractograma de ángulo alto antes y después de la impregnación 

del catalizador NiMo. 

 

Figura 3. 14. Se observa la estructura de la SBA-15 en el bajo ángulo del DRX antes y después 

de la impregnación del catalizador NiMo. 

3.4.2 Resultados obtenidos por fisisorción de N2  

3.4.2.1 Isotermas 

3.4.2.1.1 Isoterma antes de impregnación 

La fisisorción de nitrógeno (N2) por el método BET (Anexo 4), nos muestra las isoterma de 

adsorción y desorción para el soporte (Figura 3.15) donde se observa de acuerdo con la 

nomenclatura de la IUPAC una isoterma de adsorción del tipo IV (a) cuya histéresis se encuentra 

en una alta presión relativa P/P0 de 0.5 - 0.9 característica del soporte SBA-15 que corresponde 

a una estructura adsorbente mesoporosa [110] . Con respecto a la histéresis es de tipo H2 (b) 

característico de estructuras de poros más complejos que pueden estar en forma de botella o se 

puede asociar a un bloqueo de poros [114]. La histéresis H2 (b) se han observado en ciertas 

sílicas ordenadas mesoporosas después de tratamiento hidrotérmico y por los componentes del 

soporte podemos deducir que se trata de una histéresis característica de SBA-15 tapada con 

zeolita [110].  
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Figura 3. 15. Isoterma de adsorción/desorción del soporte antes de impregnación.Clasificación 

IUPAC de isoterma  IV, con histéresis H2(b). 

3.4.2.1.2 Isoterma después de impregnación  

Posterior a la impregnación de los metales Ni y Mo observamos una Isoterma de adsorción que 

de acuerdo con la nomenclatura de la IUPAC es del tipo IV(a) con histéresis del tipo H5 (Figura 

3.16) que corresponde a los materiales de nueva generación de SBA-15 y de acuerdo con la 

nueva clasificación de la IUPAC en 2015 posee un bucle de histéresis único y raro que contienen 

una combinación de mesoporos abiertos y tapados [114,115] . El SBA-15 parcialmente tapado se 

ha utilizado para soportar diversos tipos de catalizadores, incluidos complejos metálicos, 

nanocatalizadores metálicos y metales activos, mediante su incorporación en su estructura, 

demostrando una excelente estabilidad contra la formación de coque y estabilidad térmica 

[110,115]. De igual manera en dicha isoterma de adsorción/desorción observamos la isoterma de 

tipo I en el rango de presión relativa P/P0 de 0.2 a 0.5 característico de la zeolita, posterior a ese 

rango se observa la isoterma de la SBA-15 parcialmente tapada a presión relativa P/P0 de 0.5 a 

0.9 (Figura 3.16). 
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Figura 3. 16. Isoterma de adsorción/desorción después de impregnación de metales 

(catalizador final sintetizado). Clasificación IUPAC de isoterma  IV, con histéresis H5 de 

materiales parcialmente tapados. 

3.4.2.2 Área superficial y volúmen de poro  método BET (Brunauer–Emmett–Teller). 

En la Tabla 3.8 observamos el área superficial BET para el soporte ZSM5-SBA15 que fue de 

436.04 m2/g  y para el catalizador finalmente sintetizado de 276.21 m2/g. Con respecto al área 

superficial BET del SBA-15 podemos mencionar que se ha reportado en la literatura que va de 

600 a 700 m2/g [94,115,116,117]. El área superficial BET para la ZSM-5 relación Si/Al de 80 es 

de 448 m2/g y al impreganar níquel al 4 % esta área superficial disminuye a 392 m2/g [118]. En 

otro estudio se reportó que el área superficial BET para la ZSM-5 es de 418 m2/g, para el SBA-

15 864 m2/g y para el soporte que combina ambos materiales, el área superficial BET fue de 764 

a 794 m2/g [110]. 

En lo que respecta al volúmen total de poros dado por el método BET (Tabla 3.6), observamos 

un mayor volúmen total en el soporte con 4.72 cc/g. En otro estudio se reporta un volúmen total 

de 0.33 a 1.22 cc/g [110]. La disminución del área superficial BET y volúmen total de poros del 

catalizador sintetizado, se asocia a la posterior impregnación de metales. 
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La disminución del área superficial y el volúmen de poro se puede deber a que durante la 

impregnación de los metales durante la síntesis, estos taponan parcialmente la entrada de los 

poros y en la superficie forman algunos agregados que disminuyendo el área efectiva para que 

se lleven a cabo las reacciones. Considerar soportes con un gran área superficial como la del 

SBA-15 y ZSM-5 es crucial, para que durante la impregnación al perder el catalizador parte de 

área superficial, todavía quede suficiente área para llevar a cabo la reacción catalítica [119].  

Para procesos de producción de gasolina, una área superficial en el rango de 230 a 450 m²/g 

suele ser efectiva [120]. Un área superficial alta es beneficiosa para la eliminación eficiente de 

compuestos indeseados como el azufre y para llevar a cabo las reacciones deseadas, en este 

caso de hidrotratamiento. 

3.4.2.3 Tamaño de poro y volúmen de poro por el método DFT. 

En lo que respecta al análisis del tamaño de poro dado por el método DFT que estima la presencia 

de microporos y mesoporos en estructuras complejas observamos tres tamaños de poro (Figura 

3.15) para el soporte sintetizado de 2.58, 5.68 y 9.77 y tres tamaños de poro para el catalizador 

de 2.9 nm, 5.48 nm y 9.77 nm lo que indica la presencia de mesoporos antes y después de la 

impregnación de metales. En la producción de biocombustibles a base de aceites es de 

importancia los catalizadores mesoporosos con tamaños de 2 nm a 50 nm debido a que permiten 

que los reactivos de gran tamaño, superior a los 2 nm como el caso de los lípidos y aceites 

accedan a las superficies internas de los poros donde pueden entrar en contacto con los sitios 

activos, mejorando así la actividad catalítica [121]. 

Es igualmente observable con el método DFT la disminución del volumen de los poros posterior 

a la impregnación de los metales (Figura 3.17), así como la disminución del área superficial que 

como se discutió en el apartado anterior se debe a que estos taponan parcialmente la entrada de 

los poros (Tabla 3.6).  

El método DFT (Density Funcional Theory) fue utilizado debido a que es un análisis más preciso 

para estructuras microporosas y mesoporosas estrechas como los catalizadores parcialmente 

tapados. Los métodos basado en la ecuación de Kelvin como el método BJH está vinculado a los 

fenómenos de condensación de poros, es decir, es aplicable para el análisis de tamaño de 

mesoporos, pero no pueden describir de manera correcta el llenado de microporos y mesoporos 

estrechos como los encontrados en este trabajo [122].  
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Figura 3. 17. Tamaño de poros por el método DFT modelo equilibrado del catalizador 

sintetizado (N2 a 77 K para estructuras de silice “NLDFT”) P/P0  en el rango de 10-7 – 1 antes de 

la impregnación y después de la impregnación. 

No se reportaron tamaños de microporos en la estructura del catalizador con este método, sin 

embargo, no se descartó que existan en la estructura sintetizada debido a señales de su 

presencia en la isoterma por lo que se realizó el cálculo de su volumen y área superficial por el 

método T-plot cuyos resultados se discutirá en la siguiente sección.  

3.4.2.4 Volumen de microporos y área de microporos por el método T-PLOT.  

En lo que respecta a los microporos se realizó un análisis por el método T-plot al catalizador 

sintetizado y se obtuvo un volumen de microporos de 0.088 cc/g (Tabla 3.6). La microporosidad 

del catalizador está dada por el soporte de zeolita ZSM-5 que se utilizó. En otros estudios se ha 

analizado el microporo de la zeolita ZSM-5 y se ha obtenido un volumen de 0.06 cc/g por el 

método T-plot  [118].  Lo cual es semejante a lo obtenido en este estudio donde se utilizó una 

zeolita ZSM-5 con la misma relación de Si/Al de 80%. Finalmente, se obtuvo para el catalizador 

sintetizado un área de microporos de 210.343 m²/g por el método T-plot.  

El análisis T-plot es una técnica utilizada en la caracterización de materiales porosos, 

particularmente para la evaluación de microporos (tamaño menor a 2 nanómetros), para conocer 

su área superficial y volumen a partir de una isoterma de adsorción, es un análisis que permite 
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separar los datos obtenidos de los microporos de los demás tamaños de poros analizados, lo que 

lo hace una herramienta valiosa y complementaria. 

La ZSM-5 cuentan con abundantes sitios ácidos dentro de los microporos que permiten el 

reformado de combustibles especialmente, proporciona una buena selectividad para 

hidrocarburos en el rango de gasolina aumentando el craqueo del producto, así como de las 

familias de compuestos aromáticos y alquenos [123]. 
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Tabla 3. 6. Propiedades texturales del soporte y del catalizador sintetizado. 

Material sintetizado SBET   
𝐦𝟐

𝐠
 VTotal    

𝐂𝐂

𝐠
 

Área superficial 

método DFT 

m2/g 

Tamaño de 

poro  método 

DFT (nm) 

Volúmen de 

poros método 

DFT (cc/g) 

Volúmen de 

microporos 

método T- plot 

(cc/g) 

Soporte 

(ZSM5-SBA15) 

436.04 4.72 665.22 9.77 0.330 0.127 

Catalizador 

NiMo/ZSM5-SBA15 

276.21 1.92 437.60 9.77 0.188 0.088 
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3.5 Producción de biogasolina y caracterización del producto obtenido 

Previo a la reacción, se realizó la activación del catalizador NiMo/ZSM5-SBA15 (Figura 3.18) y 

se realizaron inyecciones del producto de reacción en el espectrómetro de masas (CG-EM), para 

los diferentes tipos de materia prima, obteniéndose cromatogramas con sus respectivas réplicas 

(Ver Anexo 5). La selección del catalizador se basó en el enfoque de hidrotratamiento basado en 

catalizadores de sulfuro debido a que esta técnica ya se ha establecido en las refinerías de 

petróleo para la eliminación de S, N y O, el proceso de hidrotratamiento con azufre puede utilizar 

la infraestructura existente y requiere una baja inversión para producir hidrocarburos verdes [30].  

 

 

Figura 3. 18. 250 mg de Catalizador NiMo/ZSM5-SBA15 activado, utilizado para la reacción de 

producción de biogasolina del grupo control. 

 

3.5.1 Resultados comparados en los productos de reacción de HDO y biogasolinas de 

Nannochloropsis sp. y Nannochloris sp. 

3.5.1.1. Compuestos químicos y con alto octanaje encontrados en los productos de 

reacción HDO. 

Para el análisis de los resultados de los productos de reacción se excluyó al dodecano, debido a 

se utilizó como solvente, en la Figura 3.19 se observan los productos de reacción de HDO, que 

se inyectaron en el cromatógrafo de gases-espectrómetro de masas (CG-EM). 

En total para el producto de reacción de NSRE-1 (Nannochloropsis sp.) se identificaron y 

caracterizaron 17 compuestos (Tabla 3.7). Los cromatogramas de CG-EM se observan en el 

anexo 5.1 y 5.2. Los compuestos que se encontraron en mayor porcentaje fueron el 3-
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metilpentano con 42.74 % en peso, metilciclopentano con 17.25 % en peso y undecano 12.11 % 

en peso. El promedio con el mayor número de índice AKI (Anti-Knock Index) fue de 79.42. 

En total para el producto de reacción de NRRE-1 (Nannochloris sp.) se identificaron y 

caracterizaron 19 compuestos (Tabla 3.8). Los cromatogramas de CG-EM se observan en el 

anexo 5.3 y 5.4. Los compuestos que se encontraron en mayor porcentaje fueron el 3-

metilpentano con 43.10 % en peso, metilciclopentano con 18.51 % en peso y octano con 10.22 

% en peso. El promedio con el mayor número de índice AKI (Anti-Knock Index) fue de 103.17. 

En total en los productos de reacción se obtuvo 91.12 % en peso de biogasolina para NSRE-1 y 

se obtuvo 94.19 % en peso de biogasolina para NRRE-1. En términos generales de compuestos 

encontrados, la biogasolina proveniente de NRRE-1 fue la que obtuvo el promedio con el mayor 

número de índice AKI (Anti-Knock Index) de 103.7 (Tabla 3.7) y la biogasolina de NSRE-1 un 

promedio de 75.42 de AKI (Tabla 3.8).  

 

 

Figura 3. 19. Muestras de 1mL del producto de la reacción HDO de las materias primas 

empleadas de NSRE-1 y NRRE-1. 
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Tabla 3. 7. Compuestos en nomenclatura IUPAC identificados para NSRE-1 en los cromatogramas analizados por CG-EM del 

producto de reacción para NSRE-1. Números RON (research octane number), MON (motor octane number) y anti-nock index (AKI) 

(Demirbas et al. 2015). 

 # T. R. (min) Compuesto Familia Fórmula Estructura 

% 

Relativo 

(peso) 

RON MON AKI 

C
2
 –

 C
4
 

1 0.88 etano n-parafina C2H6 
 

0.17 - - - 

2 0.92 butano n-parafina C4H10  0.18 - - - 

3 0.98 etanol alcohol C2H6O 
 

3.70 109 90 99.5 

B
IO

G
A

S
O

L
IN

A
 (

C
5
 –

 C
1
2
) 

4 1.07 2,2-dimetilhexan-3-ona cetona C8H16O 
 

0.26 - - - 

5 1.12 2-bromo-2-metilbutano halógeno C5H11BR 

 
 9.74 - - - 

6 1.21 3-metilpentano isoparafina C6H14 

 

42.74 74.5 73.3 73.9 

7 1.20 2,4-dimetilhexano isoparafina C8H18 
 1.36 76.3 81.7 79 

8 1.29 hexano n-parafina C6H14 
 

0.39 24.8 26.0 25.4 
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9 1.36 1-metilciclopentano cicloparafina C6H12 

 

17.25 - -  

10 1.56 ciclohexano cicloparafina C6H12 
 
 0.87 84.0 77.6 80.8 

11 1.76 octano n-parafina C8H18  1.27 0 0 0 

12 2.29 metilbenceno (tolueno) aromático C7H8 
 

0.16 112 124 118 

13 2.97 hexan-1-ol alcohol C6H14O  0.16 - - - 

14 10.98 decano n-parafina C10H22  4.80 - - - 

15 16.81 undecano n-parafina C11H24  12.11 - - - 

S
A

F
 (

C
8
-C

1
6
) 16 20.98 tridecano n-parafina C13H28  2.12 - - - 

17 29.30 pentadecano n-parafina C15H32  2.71 - - - 

 TOTAL 100 Promedio 79.42 
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Tabla 3. 8. Compuestos en nomenclatura IUPAC identificados para NRRE-1 en los cromatogramas analizados por CG-EM del 

producto de reacción para NRRE-1. N Números RON (research octane number), MON (motor octane number) y anti-nock index 

(AKI) (Demirbas et al. 2015). 

 # 
T. R. 

(min) 
Compuesto Familia Fórmula Estructura 

% 

Relativo 

(peso) 

RON MON AKI 

C
2
- 

C
4
 

 

1 0.88 etano n-parafina C2H6 

 

0.35 - - - 

2 0.92 butano n-parafina C4H10 
 

1.46 - - - 

3 0.98 etanol alcohol C2H6O 
 

1.46 109 90 99.5 

B
IO

G
A

S
O

L
IN

A
 (

C
5
 –

 C
1
2
) 

 

4 1.12 octano n-parafina C8H18 
 

10.22 0 0 0 

5 1.21 3-metilpentano isoparafina C6H14 

 

43.10 74.5 73.3 73.9 

6 1.29 2,4-dimetilhexano isoparafina C8H18 
 

1.20 76.3 81.7 79 

7 1.36 1-metilciclopentano cicloparafina C6H12 

 

18.51 - - - 

8 1.56 ciclohexano cicloparafina C6H12 

 

1.55 84.0 77.6 80.8 
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9 2.78 
Metilbenceno 

(tolueno) 
aromático C7H8 

 

0.41 112 124 118 

10 5.30 1,3-dimetilbenceno aromático C8H10 

 

0.60 124 145 134.5 

11 5.87 nonane n-parafina C9H20 
 

0.62 - - - 

12 6.12 
1,4-dimetilbenceno 

(p-xileno) 
aromático C8H10 

 

0.40 127 146 136.5 

13 10.63 decano n-parafina C10H22 
 

9.07 - - - 

14 10.91 1,2,4-trimetilbenceno aromático C9H12 

 

0.48 - - - 

15 16.78 undecane n-parafina C11H24 
 

7.81 - - - 

16 26.42 pentilciclohexano cicloparafina C11H22 

 

0.23 - - - 

S
A

F
 (

C
8
 –

 C
1
6
) 17 26.56 (E)-9-tetradecen-1-ol alcohol C14H28O 

 
0.34 - - - 

18 27.86 2-metilpentadecano isoparafina C16H34 
 

0.15 - - - 

19 30.27 tridecano n-parafina C13H28 
 

2.05 - - - 

 TOTAL 100 Promedio 103.17 



74 
 

Los principales compuestos que se han identificado en las gasolinas suelen ser hidrocarburos 

que fueron los más abundantes en las biogasolinas de ambas microalgas, sin embargo, también 

se encuentran éteres, ésteres, cetonas, furano, carbonatos y familias químicas de aditivos como 

alcoholes, aminas, piridinas, quinolinas y compuestos de yodo por nombrar algunos ejemplos 

[125]. De estos compuestos mencionados adicional a los hidrocarburos, también se encontraron 

cetonas y alcoholes en las biogasolinas. 

Los compuestos encontrados en las biogasolinas de ambas microalgas sugieren que se tratan 

de productos con un buen octanaje 75.42 (biogasolina de NSRE-1) y 103.7 (biogasolina de 

NRRE.1) (Tablas 3.7 y 3.8). Este octanaje que se calculó en las biogasolinas viene dado por su 

composición. Sin embargo, hace falta realizar más estudios para determinar de manera precisa 

el índice de su octanaje.  Actualmente se desea la obtención de gasolinas con un alto octanaje 

por encima de 95 a 98 octanos. Debido a que puede ahorrar 3 Mt/año de emisiones de CO2 al 

año [125].  

En la biogasolina de ambas microalgas principalmente se encontró el 3-metilpentano, el cual fue 

abundante cuyo índice de octano (AKI) es de 74. Otros compuestos con elevado octanaje que se 

han identificado en las gasolinas es el benceno, etilbenceno, propilbenceno, 1,3,5-

trimetilbenceno, metilbenceno (tolueno), 1,3-dimetilbenceno (m-xileno) y 1,4-dimetilbenceno (p-

xileno) [124,126]. De los compuestos mencionados, en las biogasolinas de ambas microalgas se 

encontró el metilbenceno hasta en un 0.41 % en peso. En la biogasolina de NRRE-1 se encontró 

el 1,3-dimetilbenceno (m-xileno) en 0.60 % en peso y el 1,4-dimetilbenceno (p-xileno) en 0.40 % 

en peso cuyos octanajes se observan en las Tablas 3.9 y 3.10. 

Alcoholes como el metanol, etanol, propan-1-ol (1-propanol), propan-2-ol (2-propanol), butan-1-

ol (1-butanol), 2-metilpropan-2-ol (alcohol tertbutil) e 2-metilpropan-1-ol (isobutanol) se han 

utilizado como aditivos para aumentar el octanaje de las gasolinas [127,128]. Y en este estudio 

el etanol se encontró en los productos de reacción de ambas microalgas siendo mayor su 

contenido en NSRE-1 con 3.70 % en peso con AKI de 99.5.  

Las cetonas como el propan-2-ona (acetona), butan-2-ona (2-butanona), pentan-2-ona (2-

pentanona) y ciclopentanona también son compuestos con alto octanaje [129,130]. Sin embargo, 

no se encontraron cetonas de alto octanaje en las biogasolinas estudiadas, la biogasolina de 

NSRE-1 tuvo un compuesto de esta clasificación el 2,2-dimetilhexan-3-ona. 
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Los compuestos cíclicos como el 1-metilciclopentano y ciclohexano también se encontraron en 

las biogasolinas siendo el 1-metilciclopentano el más abundante. Estos compuestos son 

comúnmente encontrados en el reformado de las gasolinas convencionales y muy valorados por 

su elevado octanaje [131]. 

La biogasolina proveniente de NSRE-1 posee un compuesto desconocido butano, 2-bromo-2-

metil que podría no ser un compuesto que proporcione buenas características a la biogasolina y 

se encuentra en un 9.74 %. Se requieren mayores estudios sobre este compuesto. 

De igual manera no solo ciertos compuestos determinan el octanaje de las biogasolinas sino 

también las familias de hidrocarburos que se encuentran presentes, las cuales se analizarán en 

el siguiente apartado. 

 

3.5.1.2 Hidrocarburos, familias de hidrocarburos y oxígeno en el producto de reacción HDO 

y en la fracción de la biogasolina. 

En la tabla 3.9 observamos los resultados de los hidrocarburos totales encontrados en los 

productos de reacción HDO de ambas microalgas. En el producto de reacción de NSRE-1 se 

encontraron hidrocarburos en el rango C2-C15 y en el producto de reacción de NRRE-1 se 

encontraron hidrocarburos en el rango C2-C16. Los hidrocarburos totales para NSRE-1 fueron de 

86.14 % en peso y en NRRE-1 de 98.20 % en peso. De los cuáles se obtuvo mayor porcentaje 

para NRRE-1 de parafinas (31.58 %), cicloparafinas (20.28 %) y aromáticos (1.89 %) que NSRE-

1. En ambas productos de HDO se obtuvo porcentajes similares de isoparafinas (44 %). 

 

Tabla 3. 9. Perfil comparado de hidrocarburos en el producto obtenido por medio de la reacción 

de HDO one-pot, para las microalgas estudiadas. 

 

*NS: Extracto lipídico de NSRE-1, **NR: Extracto lipídico de NRRE-1.  

Materia 

prima 

Rango Familias de hidrocarburos (% en peso) Total 

(% peso) parafinas isoparafinas cicloparafinas aromáticos 

NS* C2-C15 23.75 44.10 18.13 0.16 86.14 

NR** C2-C16 31.58 44.45 20.28 1.89 98.20 
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En la tabla 3.10 se observan los resultados de hidrocarburos y números de carbonos más 

abundantes en las biogasolinas de ambas microalgas. Para NSRE-1 se obtuvo un total de 80.96 

% en peso de hidrocarburos en la fracción de la biogasolina (C5-C12). De los cuáles se obtuvo 

isoparafinas (44.1 % en peso) y n-parafinas (18.57 % en peso) con un bajo porcentaje de 

compuestos aromáticos (0.16 % en peso) mismo obtenido en el producto de HDO. Las cadenas 

de hidrocarburos con mayor porcentaje en peso fueron de C6 (61.26 % en peso), C11 (12.11 %) y 

C10 (4.80 % en peso) (Tabla 3.10).  

Para NRRE-1 se obtuvo un total de 94.19 % en peso de hidrocarburos en la fracción de la 

biogasolina (C5-C12). De los cuáles se obtuvo isoparafinas (44.30 % en peso), n-parafinas (27.72 

% en peso) y un bajo porcentaje en peso para los compuestos aromáticos (1.89 % en peso) 

mismo que se obtuvo en el producto de HDO. Las cadenas de hidrocarburos con mayor 

porcentaje fueron de C6 (63.15 % en peso) y C8 (12.42 % en peso) (Tabla 3.10). 

En lo que respecta al número de carbonos con mayor abundancia y promedios en los 

hidrocarburos de ambas microalgas se obtuvo compuestos con número de carbono de C6 (62.20 

% en promedio) y C11 (10.07 % en promedio) dado en su mayoría por compuestos isoparafinas y 

n-parafinas (Tabla 3.10).  

En la Tabla 3.11 se observan los resultados obtenidos con respecto al oxígeno. El producto de 

reacción HDO que obtuvo el mayor porcentaje de compuestos oxigenados fue NSRE-1 con 4.12 

% en peso (1.34 % peso de oxígeno), seguido de NRRE-1 con 1.80 % en peso (0.53 %peso de 

oxígeno). Tomando la caracterización del perfil lipídico en un estudio anterior del grupo de trabajo 

como referente [44] , se obtuvo un porcentaje de remoción de oxígeno del 91% para NRRE-1 y 

una remoción del 93 % en peso para NSRE-1. En la fracción de la biogasolina a partir de NSRE-

1 se encontró un peso en oxígeno de 0.05 % y para NRRE-1 no se encontraron compuestos 

oxigenados. 

De acuerdo con los resultados obtenidos con anterioridad con peso de hidrocarburos en el 

producto de reacción HDO y biogasolina fue mayor en NRRE-1 comparado a NSRE-1. En las 

familias de hidrocarburos observamos el mismo resultado favorable para NRRE-1. Sin embargo, 

ambas biogasolinas obtuvieron semejante resultado en composición de isoparafinas siendo los 

hidrocarburos de cadena C6 los más abundantes. En ambos productos de reacción la presencia 

de isoparafinas es favorable, debido a que éstos aumentan el octanaje del producto [60].  
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De manera general en ambas biogasolinas se observó baja presencia de compuestos aromáticos. 

Aunque los compuestos aromáticos en las gasolinas son muy apreciados porque que se 

encuentran entre los compuestos con mayor octanaje, en las últimas décadas se ha limitado su 

presencia debido a su toxicidad, ya que se ha descubierto que son carcinogénicos, especialmente 

el benceno que se libera al ambiente desde la evaporación del combustible hasta su emisión en 

los gases de escape de los vehículos [132], misma situación con  el tolueno, que aunque se ha 

utilizado como sustituto del benceno debido a su menor toxicidad también se ha limitado su 

presencia siendo actualmente el total de aromáticos aceptado en las mezclas de 1 % v/v en las 

normativas más avanzadas, sobre todo las europeas [74]. 

La usencia de olefinas en las biogasolinas analizadas es favorable debido a su inestabilidad 

térmica que puede reaccionar con el oxígeno ambiental formando productos de oxidación que al 

acumularse en el motor causan desgastes que pueden tener efectos adversos en su 

funcionamiento, y al mismo tiempo inducen a la formación de ozono que resulta tóxico [74].  

De acuerdo con los resultados obtenidos con respecto al oxígeno de los productos de reacción 

HDO y biogasolinas se observó que se realizó una adecuada desoxigenación donde se obtuvo 

un bajo porcentaje en peso de compuestos oxigenados encontrándose alcoholes de cadena corta 

como etanol y de cadena larga como el 9-Tetradeceno-1-ol, (E).  

De manera general podemos mencionar que en todo lo analizado con respecto a hidrocarburos, 

familias de hidrocarburos y oxígeno la biogasolina de NRRE-1 presentó las mejores 

características. 
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Tabla 3. 10. Comparación en porcentajes de hidrocarburos de los productos de reacción HDO one-pot de las microalgas. 

Porcentaje (%) en peso de hidrocarburos 

N° 

carbonos 

NS-1* NR-1** 
PROMEDIO TOTAL 

NP1 IP2 CP3 AR5 SUMA NP1 IP2 CP3 AR5 SUMA 

C2 0.17 - - - 0.17 0.35 - - - 0.35 0.26 

C4 0.18 - - - 0.18 1.46 - - - 1.46 0.82 

C6 0.39 42.74 18.13 - 61.26 - 43.10 20.05 - 63.15 62.20 

C7 - - - 0.16 0.16 - - - 0.41 0.41 0.28 

C8 1.27 1.36 - - 2.63 10.22 1.20 - 1.00 12.42 7.53 

C9 - - - - 0 0.62 - - 0.48 1.1 1.1 

C10 4.80 - - - 4.80 9.07 - - - 9.07 6.93 

C11 12.11 - - - 12.11 7.81 - 0.23 - 8.04 10.07 

C13 2.12 - - - 2.12 2.05 - - - 2.05 2.08 

C15 2.71 - - - 2.71 - - - - 0 2.71 

C16 - - - - 0 - 0.15 - - 0.15 0.15 

*NS-1: extracto lipídico de NSRE-1, **NR-1: extracto lipídico de NRRE-1. y familias de hidrocarburos: 1. NP: n-parafinas, 2. IP: 

isoparafinas, 3. CP: cicloparafinas, 4. OL: olefinas y 5. AR: aromáticos.       
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Tabla 3. 11. Perfil comparado del producto obtenido por medio de la reacción de HDO one-pot 

de oxigenados y peso en oxígeno.  

*NS: Extracto lipídico de NSRE-1, **NR: Extracto lipídico de NRRE-1.  

 

3.5.1.3 Cumplimiento de las normativas establecidas para la gasolina convencional, en 

composición de hidrocarburos, oxígeno y octanaje. 

3.5.1.3.1 Normativa nacional para la biogasolina NSRE-1 

Los resultados obtenidos para los porcentajes relativos del volumen de familias de hidrocarburos, 

encontradas en la biogasolina de NSRE-1 se encuentran en la Figura 3.20, donde se observa 

que se obtuvo un mayor porcentaje de isoparafinas (57.21 % en volumen), seguido de n-parafinas 

y cicloparafinas en semejante porcentaje volumen y finalmente aromáticos en 0.16 % en volumen. 

 

Figura 3. 20. Porcentaje relativo del volumen de familias de hidrocarburos presentes en la 

biogasolina de NSRE-1. 

Materia prima Rango Compuestos oxigenados 

(% peso) 

Oxígeno (% peso) 

NS* C2-C15 4.12 1.34 

NR** C2-C16 1.80 0.53 
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En la normativa nacional mexicana NOM-016-CRE-2016 [75], se señala que el porcentaje en 

volumen de olefinas debe contener un máximo de 12.5 % para la gasolina premium y esta familia 

de hidrocarburos no se presentó en la biogasolina de NSRE-1. Seguidamente se señala que el 

máximo de porcentaje en volumen de aromáticos es de 32 % en gasolina premium y en la 

biogasolina de NSRE-1 se obtuvo 0.16 % por lo que se cumple con lo señalado en la normativa 

nacional e incluso con lo señalado al porcentaje en volumen de benceno que debe ser menor a 

2 %.  

El octanaje de la biogasolina de NSRE-1 calculado con anterioridad a partir de los compuestos 

encontrados, nos arrojó un valor AKI (índice de octano) de 79.42, por lo que si consideramos este 

octanaje como el valor final de la biogasolina de NSRE-1 no se estaría cumpliendo con la 

normativa nacional que indica un mínimo de 87 como índice de octano. Sin embargo, este no es 

el valor exacto del octanaje de la biogasolina por lo que se requieren de una mayor precisión para 

calcularlo. 

En la normativa mexicana no se señala el porcentaje máximo de n-parafinas, isoparafinas y 

cicloparafinas por lo que se deduce que no tienen restricciones en porcentajes de volumen en el 

combustible convencional [75].  

Con respecto al oxígeno en la biogasolina de NSRE-1 se obtuvo un porcentaje en peso de 

oxígeno fue de 0.05 % por lo que cumple con lo señalado en la normativa nacional. 

En términos generales la biogasolina de NSRE-1 cumple las normativas nacionales en porcentaje 

en volumen de parafinas, isoparafinas, cicloparafinas y aromáticos. De igual manera cumple con 

el contenido en peso de oxígeno. 

 

3.5.1.3.2 Normativa nacional para la biogasolina NRRE-1 

Los resultados obtenidos para los porcentajes relativos del volumen de familias de hidrocarburos 

encontradas en la biogasolina de NRRE-1 se encuentran en la Figura 3.21. donde se observa 

que se obtuvo un mayor porcentaje de isoparafinas (49.66 % en volumen), seguido de n-parafinas 

(28.62 %), cicloparafinas (20.09 %) en semejante porcentaje volumen y finalmente aromáticos en 

1.62 % en volumen. 
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Figura 3. 21. Porcentaje relativo del volumen de familias de hidrocarburos presentes en la 

biogasolina de NRRE-1. 

En la normativa nacional la biogasolina de NRRE-1 cumple con el porcentaje en volumen máximo 

señalado para las olefinas de 12.5 % volumen y aromáticos 32 % volumen en la gasolina premium 

[75]. El octanaje de la biogasolina de NRRE-1 calculado con anterioridad a partir de los 

compuestos encontrados, nos arrojó un valor AKI (índice de octano) de 103.17, por lo que si 

consideramos este octanaje como el valor final de la biogasolina de NRRE-1 se estaría 

cumpliendo con la normativa nacional que indica un mínimo de 87 como índice de octano en la 

gasolina regular [75] y se estaría cumpliendo con el mínimo de octanaje de la gasolina premium 

el cual es de 91 [75]. Sin embargo, este no es el valor exacto del octanaje de la biogasolina por 

lo que se requieren de una mayor precisión para calcularlo. 

Con respecto al oxígeno en la normativa nacional el porcentaje en peso máximo para gasolina 

premium es de 2.7 y 3.7 máximo para la gasolina regular. Las biogasolina de NRRE-1 no presentó 

compuestos oxigenados en su biogasolina por lo que cumple con la normativa nacional.  

En términos generales la biogasolina de NRRE-1 cumple las normativas nacionales en porcentaje 

en volumen de parafinas, isoparafinas, cicloparafinas y aromáticos. De igual manera cumple con 

el contenido en peso de oxígeno. 
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3.5.1.3.1 Normativa internacional para ambas biogasolinas 

La normativa internacional “D 4814” de la ASTM (American Society for Testing and Materials) y 

la ISO señalan que el porcentaje de olefinas máximo debe ser de 12 % en volumen en la 

normativa ASTM y de 10 % en volumen en la Normativa ISO, al no encontrarse este hidrocarburo 

en las biogasolinas de las microalgas podemos deducir que se cumple con la normativa 

internacional para esta familia de hidrocarburos. 

Con respecto a los aromáticos se señala en las normativa internacional ASTM e ISO que el 

porcentaje máximo debe ser de 32 % en volumen y en lo que respecta al benceno del 1 % en 

volumen por lo que los porcentajes total de hidrocarburos en ambas microalgas fueron menores 

a los señalados para aromáticos, cumpliéndose las normativas internacionales para ambas 

biogasolinas. Así mismo no se encontró el compuesto benceno en las biogasolinas ni en los 

productos de reacción HDO obtenidos, sino otros compuestos aromáticos que se mencionaron 

con anterioridad en la composición de los productos de reacción. 

Finalmente, en las normativas internacionales se señala el peso del oxígeno que debe ser de 

máximo 3.7 % en la normativa ASTM y de 2.7 en la normativa ISO. Ambas biogasolinas cumplen 

con las normativas en porcentaje en peso de oxígeno siendo para NSRE-1 de 0.05 y NRRE-1 no 

presentó compuestos oxigenados en su biogasolina. Es común encontrar porcentajes bajos de 

compuestos oxigenados en los biocombustibles obtenidos por la reacción de HDO ya que los 

compuestos oxigenados como los alcoholes en los productos de reacción se forman de manera 

intermediaria para dar lugar a un producto rico en n-parafinas [133]. 

En términos generales ambas biogasolinas cumplen las normativas internacionales en 

porcentaje en volumen de parafinas, isoparafinas, cicloparafinas y aromáticos. De igual manera 

cumplen con el contenido en peso de oxígeno. 

 

3.5.1.4. La reacción de HDO ONE -POT en condiciones y reactivos similares a este estudio 

En un estudio utilizando catalizadores Ni/ZSM-5 o NiMo/ZSM-5 (Tabla 3.12) se obtuvo un 

porcentaje de conversión del 8 % después de 8 horas de HDO, utilizando 1 g de ácido palmítico 

y empleando 0.25 g de catalizador lo que resultó en n-parafinas e isoparafinas de C6 y C16 que 

incluían a los compuestos 4-metiloctano, 2 o 3-metildecano, 5-metilundecano y 3,4,5-

trimetildecano [134].  
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Otro estudio de HDO de lípidos de la microalga Nannochloropsis sp. sobre un catalizador 

sulfidado de CoMoP/Al2O3 (Tabla 3.12) mostró un rendimiento de biogasolina del 24 % en peso 

y se observó que el craqueo del producto se realizó a medida que aumentó la temperatura de 

reacción alcanzando 46 % de biogasolina a 350 °C. Finalmente, las familias de hidrocarburos 

obtenidos fueron 35 % de aromáticos y 10 % de compuestos cíclicos [135]. Esta biogasolina 

obtenida tuvo un alto porcentaje de compuestos aromáticos en comparación con las biogasolinas 

obtenidas en este trabajo. Esto demuestra que el catalizador puede ser el responsable principal 

del reformado del producto, lo que hace que difieran las familias de hidrocarburos encontrados.  

 

Tabla 3. 12. Estudios en condiciones semejantes en la reacción de HDO one-pot. 

Materia prima 
Tipo de 

reactor 
Catalizador Condiciones Productos      Ref. 

Ácido palmítico 
Reactor 

por lotes 

Ni/ZSM-5 o 

NiMo/ZSM-5 

35 bar de 

hidrógeno, 300 

°C, 500 rpm y 

reacción a 8 

horas  

Hidrocarburos 

C6-C16 (n-

parafinas e 

isoparafinas). 

 [134] 

Nannochloropsis 

sp. 

Reactor 

por lotes 
CoMoP/Al2O3 

40 bar de 

hidrógeno, 350 

°C, 680 rpm y 

reacción a 50 

bar y 6 h  

46% de 

biogasolina (35 

% aromáticos y 

10 % cíclicos). 

 [135] 

 

También se ha observado que al usar n-dodecano (80 mL) como disolvente en una prueba en 

blanco y duplicando la cantidad de catalizador, se obtuvo una conversión del 1 % de n-dodecano 

[134].  Esto demostró una baja reactividad de este disolvente en la reacción de HDO el cual 

también se utilizó (100 mL) como disolvente en este trabajo.  
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CONCLUSIÓNES  

Del escalamiento de las cepas de microalgas marinas Nannochloris sp. (NRRE-1) y 

Nannochloropsis sp. (NSRE-1) a 200 L se obtuvo un rendimiento de biomasa seca de 0.30 g L-1 

(NRRE-1) y 0.33 g L-1 (NSRE-1), cuyas productividades fueron 0.022 g L-1d-1 (NSRE-1) y 0.020 g 

L-1d-1 (NRRE-1) respectivamente. Los porcentajes de lípidos fueron de 17 % en peso para NSRE-

1 y 24 % para NRRE-1. Esto indica que se obtuvo mayor cantidad de biomasa de la microalga 

NSRE-1, sin embargo, las microalgas no mostraron diferencias significativas en las 

concentraciones celulares durante su crecimiento por lo que ambas pueden alcanzar 

productividades similares en la cosecha de su biomasa. En lo que respecta a los lípidos y 

extractos lipídicos obtenidos si se observaron diferencias entre ambas microalgas, obteniéndose 

mayor cantidad de extracto lipídico para NSRE-1. 

La caracterización del catalizador mostró que está compuesto por microporos y mesoporos con 

un tamaño promedio de 9 nm dado por el método DFT, de igual manera se observaron 

disminuciones en el área superficial, volumen de poros, y cristalinidad del catalizador antes y 

después de la impregnación de los metales níquel y molibdeno. El catalizador obtenido pertenece 

a una nueva generación que de acuerdo con la nomenclatura de la IUPAC en 2015 es del tipo 

IV(a) con histéresis del tipo H5 posee un bucle de histéresis único y raro que contienen una 

combinación de mesoporos abiertos y tapados. 

La reacción de HDO para los extractos lipídicos se llevó a cabo exitosamente obteniéndose a 

partir de los extractos lipídicos de las microalgas estudiadas, en una sola reacción identificándose 

por cromatografía de gases y espectrometría de masas compuestos con elevado octanaje en los 

productos y en la fracción correspondiente a la biogasolina, obteniéndose un elevado porcentaje 

de isoparafinas, n-parafinas, cicloparafinas y bajo porcentaje de aromáticos y oxígeno. No se 

identificaron olefinas en los productos obtenidos. 

Entre los productos obtenidos en ambas microalgas se encontraron hidrocarburos en el rango C2-

C16 cuyo volumen de familias de hidrocarburos y peso en oxígeno (alcoholes y cetonas) cumplen 

con la normativa nacional e internacional establecida para el combustible convencional. 

De igual manera se calculó un índice de octanaje o AKI de 79 para NSRE-1 y de 103 para NRRE-

1. Sin embargo, hacen falta realizar más estudios sobre el valor real de octanaje de ambas 

biogasolinas obtenidas. Con ello se comprueba que las biogasolinas obtenidas a partir de las 

microalgas marinas Nannochloris sp. y Nannochloropsis sp. cumplen con los indicadores de 

calidad en composición de hidrocarburos y oxígeno a partir de la reacción HDO one-pot, es decir, 

en un solo paso de reacción. 



   
 

85 
 

PERSPECTIVAS  

• Es de importancia continuar los esfuerzos por realizar trabajos con microalgas que hagan 

más sostenibles los procesos de obtención de biocombustibles, entre los puntos clave se 

encuentra el realizar los métodos de extracción de lípidos a partir de sustancias menos 

tóxicas que los solventes orgánicos. De igual manera reducir costos en la obtención de la 

biomasa y su procesado, principalmente en el consumo de energía. 

• Los catalizadores empleados para la obtención de biocombustibles deben favorecer 

reacciones en un solo paso como en este estudio y al mismo tiempo no ser tan tóxicos en 

su composición. Por lo que se deben mejorar y continuar con su estudio. 

• Se debe continuar los esfuerzos por obtener biogasolina a base de los aceites y lípidos 

de las microalgas debido a que puede llegar a mezclarse exitosamente con el combustible 

fósil o de acuerdo con los resultados obtenidos probablemente no requieran del uso de 

aditivos como el etanol, debido a que se obtiene en el proceso. La producción de 

biogasolina ayudaría a descontaminar y disminuir las emisiones de CO2 en el sector 

transporte. 

• Debido a que el petróleo es un recurso no renovable, las biorrefinerías con microalgas son 

una opción para la producción futura de biocombustibles y otros productos a nivel 

nacional, pero hace falta más estudios para poder estar al nivel de países como España 

y Japón en donde ya es una realidad a nivel industrial con empresas como Euglena. C.O 

y ALGAENERGY que están ayudando a disminuir la huella de carbono en sus respectivos 

países.
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ANEXOS 

ANEXO 1. Formulación medio de cultivo Guillard f/2  

Componentes: 

Macrocomponentes 

 

F/2 + 4 (1L) 

Compuesto Cantidad añadida (mL) 

NaNO3 4 

NaH2PO4 · H2O 4 

Na2SiO3 · 9H2O 1 

Metales traza 2 

Vitaminas 1 

 

 

F/2 + 8 (1L) 

Compuesto Cantidad añadida (mL) 

NaNO3 8 

NaH2PO4 · H2O 8 

Na2SiO3 · 9H2O 1 

Metales traza 2 

Vitaminas 1 

 

Microcomponentes 

Metales traza 

Compuesto Stocks (g/L 

en d H2O) 

Cantidad añadida Concentración 

(M) 

 

FeCl3 · 6H2O 

/  

3.1

5 g 

 

1.17 x10-5  

Na2EDTA · 2H2O 

/  

               

4.36 g 

1.17 x10-5 

MnCl2 · 4H2O 180 1 

m

l 

9.10 x10-7 

ZnSO4 · 7H2O 22 1 

m

l 

7.65 x10-8 

CoCl2 · 6H2O 10 1 

m

l 

4.20 x10-8 

CuSO4 · 5H2O 9.8 1 

m

l 

3.93 x10-8 

Na2MoO4 · 2H2O 6.3 1 

m

l 

2.60 x10-8 

Vitaminas 
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Compuesto 

Stocks 

(g/L en 

dH2O) 

 

 

 

Cantidad en 1L 

Tiamina · HCl  200 mg 

Biotina 1 1 mL 

Cyanocobalanina 1 1 mL 

 

 

ANEXO 2. TIEMPOS DE FLOCULACIÓN DE LAS CEPAS EN ESTUDIO 

 

 

 

CEPA NRRE-1 

TUBOS EPPENDORF (500 µl) FLOCULADO CON NaOH (0.5N) 

Tubo 1 (b.1-a) Sin flocular 

Tubo 2 (b.1 10 min) 10 min 

Tubo 3 (b.1 20 min) 20 min 

Tubo 4 (b.1 30 min) 30 min 

 

 

CEPA NSRE-1 

TUBOS EPPENDORF (500 µl) FLOCULADO CON NaOH (0.5N) 

Tubo 1 (b.1-a) Sin flocular 

Tubo 2 (b.1 10 min) 10 min 

Tubo 3 (b.1 20 min) 20 min 

Tubo 4 (b.1 30 min) 30 min 
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ANEXO 3. Extracciones por triplicado realizadas para las microalgas estudiadas. 

Anexo 3.1. Resultado de las extracciones realizadas para NRRE-1. 

Cepa  N°  Triplicado  Peso 

biomasa 

seca (g) 

Peso biomasa 

residual (g) 

Extracto crudo 

calculado (g) 

Extracto crudo 

recuperado (g) 

N
R

R
E

-1
 

1 M1(X3) 1.353 0.948±0.073 0.404±0.073 0.116±0.008 

M2(X3) 1.353 0.879±0.073 0.473±0.073 0.120±0.008 

M3(X3) 1.353 1.026±0.073 0.326±0.073 0.103±0.008 

2 M1(X3) 1.353 0.876±0.085 0.476±0.085 0.124±0.015 

M2(X3) 1.353 1.011±0.085 0.341±0.085 0.098±0.015 

M3(X3) 1.353 1.034±0.085 0.319±0.085 0.095±0.015 

3 M1(X3) 1.353 1.046±0.013 0.306±0.013 0.091±0.008 

M2(X3) 1.353 1.022±0.013 0.330±0.013 0.106±0.008 

M3(X3) 1.353 1.025±0.013 0.327±0.013 0.105±0.008 

4 M1(X3) 1.353 1.056±0.008 0.296±0.008 0.093±0.002 

M2(X3) 1.353 1.042±0.008 0.311±0.008 0.095±0.002 

M3(X3) 1.353 1.041±0.008 0.311±0.008 0.097±0.002 

5 M1(X3) 1.353 1.141±0.009 0.211±0.009 0.113±0.193 

M2(X3) 1.353 1.147±0.009 0.205±0.009 0.079±0.193 

M1(X3) 1.353 1.159±0.009 0.193±0.009 0.080±0.193 
  

TOTAL 20.295 15.458 4.836 1.515 



   
 

103 
 

Anexo 3. 2. Resultado de las extracciones realizadas para NSRE-1. 

Cepa  N°  Triplicad

o  

Peso 

biomasa 

seca (g) 

Peso biomasa 

residual (g) 

Extracto crudo 

calculado (g)  

Extracto crudo 

recuperado (g) 

N
S

R
E

-1
 

1 M1(X3) 1.353 1.083±0.001 0.270±0.000 0.143±0.003 

M2(X3) 1.353 1.084±0.001 0.269±0.000 0.142±0.003 

M3(X3) 1.353 1.084±0.001 0.269±0.000 0.136±0.003 

2 M1(X3) 1.353 1.102±0.016 0.251±0.016 0.318±0.046 

M2(X3) 1.353 1.102±0.016 0.251±0.016 0.239±0.046 

M3(X3) 1.353 1.130±0.016 0.223±0.016 0.236±0.046 

3 M1(X3) 1.353 1.160±0.147 0.193±0.014 0.316±0.045 

M2(X3) 1.353 1.133±0.147 0.220±0.014 0.235±0.045 

M3(X3) 1.353 1.157±0.147 0.196±0.014 0.238±0.045 

4 M1(X3) 1.353 1.103±0.022 0.250±0.022 0.105±0.048 

M2(X3) 1.353 1.147±0.022 0.206±0.022 0.189±0.048 

M3(X3) 1.353 1.133±0.022 0.220±0.022 0.104±0.048 

5 M1(X3) 1.353 1.088±0.022 0.265±0.022 0.111±0.047 

M2(X3) 1.353 1.132±0.022 0.221±0.022 0.191±0.047 

M1(X3) 1.353 1.110±0.022 0.243±0.022 0.106±0.047 
  

TOTAL 20.295 16.748 3.547 2.809 
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ANEXO 4. Reportes quantachrome 

Anexo 4.1. Análisis BET del soporte sintetizado. 
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Anexo 4.2. Isoterma de adsorción y desorción obtenida del soporte sintetizado 
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Anexo 4.3. Método DFT del soporte sintetizado. 
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Anexo 4.4. Análisis T-plot de estructura microporosa del soporte. 

 

 



   
 

108 
 

Anexo 4.5. Análisis BET del catalizador sintetizado 
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Anexo 4.6. Método DFT del catalizador sintetizado 
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Anexo 4.7. Isoterma de adsorción y desorción del catalizador sintetizado. 
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Anexo 4.8. Análisis T-plot de estructura microporosa del catalizador. 
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ANEXO 5. CROMATOGRAMAS ANALIZADOS. 

 

Figura anexo 5.1. Cromatograma con el modelo turbosina de NSRE-1. 

 

Figura anexo 5.2. Cromatograma con el modelo turbosina de NSRE-1, réplica. 
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Figura anexo 5.3. Cromatograma con el modelo turbosina de NRRE-1. 

 

Figura anexo 5.4. Cromatograma con el modelo turbosina de NRRE-1, réplica. 

 

 


