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RESUMEN

Las microalgas son microorganismos fotosintéticos capaces de almacenar energía en

forma de lípidos, compuestos que han sido propuestos como fuente de energía alterna al

petróleo. Los lípidos microalgales han sido estudiados para la obtención de

biocombustibles, especialmente los triglicéridos para la producción de biodiesel. Sin

embargo, las microalgas -dependiendo de la especie y condiciones de cultivo- sintetizan

otros compuestos lipídicos que también tienen potencial para la generación de

biocombustibles como bioturbosina y diésel verde. El potencial de la microalga

Coelastrum sp. para producir lípidos se ha reportado con anterioridad. El objetivo del

presente estudio fue analizar el perfil lipídico de la microalga Coelastrum sp. cultivada en

agua residual sintética (ARS) con melaza y en medio TAP como referencia. El perfil

lipídico se analizó al final de la fase exponencial (7 y 5 días para ARS y TAP

respectivamente), al final de la fase estacionaria (ambos 15 días) y bajo un modelo de

cultivo en dos etapas, en el cual, después de una etapa de crecimiento exponencial de 5

días se adicionaron nutrientes con excepción de la fuente de nitrógeno y se continuó el

cultivo por 10 días adicionales, con el fin de inducir una mayor producción de lípidos. En el

ARS con melaza en dos etapas, se obtuvo la mayor producción de biomasa en peso seco

(4.2 ± 0.4 g·L-1). La biomasa obtenida en ARS con melaza, en cultivo por lotes de 15 días,

fue menor (2.3 ± 0.05 g·L-1) pero con mayor contenido lipídico (31% de la biomasa seca).

En ambos casos (por lotes y en dos etapas) se produjeron principalmente triglicéridos,

con perfiles de ácidos grasos en los que predominan compuestos C16 y C18 saturados y

monoinsaturados, adecuados para la producción de biodiesel. También se encontraron

hidrocarburos desde C24 a C32 y terpenos que pueden ser utilizados para la producción

de biocombustibles como gasolina y bioturbosina. En conclusión, el cultivo de Coelastrum

sp. en ARS con melaza, en un cultivo por lotes durante 15 días, favoreció su crecimiento y

perfil lipídico.
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ABSTRACT

Microalgae are photosynthetic microorganisms that store chemical energy under the form

of lipids which are considered as an alternative source of energy to petroleum. The lipids

from microalgae have been studied for biofuels production, particularly the triacylglicerides

for biodiesel production. Nevertheless, depending on the species and culture conditions,

microalgae can synthesize a variety of lipidic compounds that can be used to obtain other

biofuels as biokerosene and green diesel. The potential oil production of the microalga

Coelastrum sp. has been reported. In this study, the lipid profile of the microalga

Coelastrum sp. cultivated in synthetic waste water (SWW) complemented with molasses

was analyzed. TAP medium was used as reference. The lipid profiles at the end of the

exponential growth, at the end of the stationary phase and under a two-step culture (in

which after the exponential growth phase, nutrients were added with the exception of the

nitrogen source and the culture continued for 10 days more) were analyzed. The higher

biomass production was obtained when the microalga was cultured in SWW with molasses

under a two-step culture: 4.2 g·L-1. Biomass production was lower: 2.3 g·L-1 when the

microalga was cultured in SWW with molasses for 15 days but a higher lipid content, 30%

w/w, was attained. In both cultures, triacylglycerides were the main compounds produced.

When analyzed as fatty acid methyl esters, they showed carbon chains of C16 and C18,

saturated and insaturated, which are adequate for biodiesel production. C24 to C32

hydrocarbons and terpenes were also produced which can be used for the production of

gasoline and biokerosene. In conclusion, the cultivation of the microalga Coelastrum sp. in

batch culture with SWW and molasses for 15 days improved its growth and lipid profile.
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INTRODUCCIÓN

La demanda de energía a nivel mundial aumenta constantemente, tal es el caso que se

predice un incremento del 40% en la demanda global del petróleo para el 2025 [1]. En

contraste, las reservas de petróleo crudo están disminuyendo puesto que es un recurso

no renovable. Ante la disminución de los combustibles fósiles y el impacto ambiental que

provocan en el planeta, el uso de combustibles alternos se vuelve necesario [1-3]. Existen

diversas fuentes alternas para la generación de energía, tal como la biomasa, de la cual

se utiliza la energía almacenada en forma de compuestos como almidón y/o grasas para

la producción de biocombustibles. En este sentido, los aceites obtenidos a partir de

palma, jatropha y microalgas han sido propuestos como materia prima. Sin embargo, las

microalgas han recibido notable atención por su alta tasa fotosintética, estimada en 50

veces más alta comparada con la de las plantas terrestres [4]. Los lípidos (triglicéridos,

isoprenoides, fosfolípidos y glicolípidos) son componentes importantes en las microalgas.

Dependiendo de la especie y condiciones de crecimiento, del 2 al 60% del total de la

materia seca celular son lípidos y están presentes en componentes de la membrana,

metabolitos y productos de almacenamiento de energía [1]. Los triglicéridos y los ácidos

grasos libres pueden ser convertidos en biodiesel mediante transesterificación [1, 5],

aunque de estos se encuentra un pequeño porcentaje en la fracción lipídica microalgal, en

comparación con la alta proporción de isoprenoides, glicolípidos, fosfolípidos y aromáticos

[1]. Los terpenoides como el fitol producidos por plantas han cobrado interés como

fuentes alternas para producir combustibles, como la gasolina [6]. Sin embargo, se ha

reportado la síntesis de terpenoides también por microalgas [7]. Algunas especies

microalgales también sintetizan y acumulan hidrocarburos [7, 8] que pueden ser utilizados

para producir biocombutibles como el diésel verde. Es importante resaltar que la

composición lipídica de las microalgas se ve determinada tanto por la especie como por

las condiciones de cultivo.

Coelastrum sp. es una microalga cuya información acerca de su composición lipídica es

escasa. En este sentido, el presente trabajo tiene como objetivo determinar el perfil

lipídico de la microalga Coelastrum sp. cultivada en Agua Residual Sintética (ARS) con

melaza, medio eficiente para su crecimiento, en medio Tris Acetato Fosfato (TAP) como

referencia y con deficiencia de nitrógeno en ambos medios de cultivo; para evaluar su

potencial en la producción de biocombustibles.
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CAPÍTULO 1

ANTECEDENTES

1.1 Metabolismo primario y secundario de las microalgas

El metabolismo es una red bioquímica compleja de vías biosintéticas que consiste en una

serie de reacciones catalizadas por enzimas. Estas vías biosintéticas son para la

producción de energía y supervivencia celular, en las cuales se sintetizan y utilizan

macromoléculas (metabolitos primarios) para las funciones vitales de los organismos. A

este tipo de procesos se le denomina metabolismo primario, que es básicamente el

mismo en todos los tipos de células y organismos, entre ellos las microalgas [9, 10]. En la

mayoría de los organismos ocurren además una serie de procesos anabólicos

denominada metabolismo secundario en el que se producen compuestos que fungen

como marcadores taxonómicos [9, 10] de familias y géneros [11]. A diferencia de los

compuestos derivados del metabolismo primario, los metabolitos secundarios no son

directamente requeridos para asegurar la vida y crecimiento de las células (organismos)

que los producen [9, 10, 12], pero juegan un papel en la interacción de la célula con su

ambiente, asegurando la sobrevivencia del organismo en el ecosistema [9]. Estos

compuestos secundarios como los policétidos, alcaloides, lípidos, terpenos, esteroles y

aminoácidos modificados son activados solamente durante etapas particulares de

crecimiento y desarrollo [9] y su estructura básica es marcador del filo [11]. Muchos

microorganismos como bacterias del suelo, hongos y microalgas pueden producir un

amplio rango de metabolitos secundarios [9, 12, 13].

1.2 Síntesis de compuestos microalgales

El término microalga se refiere en el sentido estricto a las algas microscópicas y a las

bacterias fotosintéticas oxigénicas (cianobacterias). En cuanto a su organización celular,

ésta puede ser unicelular, colonial y filamentosa [14].

Las microalgas son microorganismos eucariotas y procariotas fotosintéticos, los cuales

son ubicuos y exhiben una notable plasticidad metabólica, diversidad de formas y

funciones ecológicas. Las microalgas pueden crecer rápidamente con simples
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requerimientos (luz, fuente de carbono, CO2, nitrógeno, fósforo y potasio) y sobrevivir a un

amplio espectro de ambientes extremos (calor, frío, sequía, salinidad, foto-oxidación,

anaerobiosis, presión osmótica y radiación UV) debido a su estructura celular simple.

Debido a su diversidad metabólica, las microalgas son una fuente de múltiples productos

con propósitos farmacéuticos, cultivos alimenticios (consumo humano y animal) y como

materia prima para producir combustibles renovables. Esto último debido a que pueden

producir lípidos, proteínas y carbohidratos en grandes cantidades en periodos cortos de

tiempo [15-21].

Además de los compuestos mencionados, las microalgas son capaces de sintetizar otros

como los carotenoides (Tabla 1.1) [18, 22, 23], cuya síntesis es dependiente de la especie

se presenta en diferente medida y dependiendo de la especie, etapa de crecimiento y

condiciones naturales o artificiales [24-26].
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Tabla 1. 1 Extracción de compuestos de alto valor de especies de microalgas y
aplicaciones (Tomado de Cuellar S. [18]).

Especies Producto Áreas de aplicación

Chlorella vulgaris Biomasa, pigmentos Productos naturales,
alimentaria.Chlorella sp.

Chlorella ellipsodea
Coccomyxa acidophila Luteína, β-caroteno Farmacéutica, nutrición
Coelastrella striolata var.
multistriata

Cantaxantina, astaxantina,
β-caroteno

Farmacéutica, nutrición,
cosmética

Crypthecodinium cohnii Ácido docosahexaenoico Farmacéutica, nutrición
Diacronema vlkianum Ácidos grasos Farmacéutica, nutrición
Dunaliella salina Carotenoides, β-caroteno Productos naturales,

alimentaria
Galdiera suphuraria Ficocianina Farmacéutica, nutrición
Haematococcus pluvialis Carotenoides, astaxantina,

cantaxantina, luteína
Productos naturales,
farmacéutica, alimentaria

Isochrysis galbana Ácidos grasos,
carotenoides, fucoxantina

Farmacéutica, nutrición,
cosmética, alimentaria

Lyngbya majuscula Inmunomoduladores Farmacéutica, nutrición
Muriellopsis sp. Luteína Farmacéutica, nutrición
Nannochloropsis gaditana Ácido eicosapentaenoico Farmacéutica, nutrición
Nannochloropsis sp.
Odontella aurita Ácidos grasos Farmacéutica, cosmética,

alimentaria
Parietochloris incisa Ácido araquidónico Alimentaria
Phaedactylum tricornutum Lípidos, ácido

eicosapentaenoico, ácidos
grasos

Nutrición, producción de
combustible

Porphyridium cruentum Ácido araquidónico,
polisacáridos

Farmacéutica, cosmética,
nutrición

Scenedesmus almeriensis Luteína, β-caroteno Farmacéutica, nutrición,
cosmética

Schizochytrium sp. Ácido docosahexaenoico Farmacéutica, nutrición
Spirulina platensis Ficocianina, ácido ɤ-

linolénico, proteína de la
biomasa

Productos naturales,
cosmética

Ulkenia sp. Ácido docosahexaenoico Farmacéutica, nutrición
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1.3 Las microalgas como materia prima para la producción de biocombustibles

Las algas, particularmente las microalgas verdes [27], son potencialmente útiles para la

producción de biocombustibles, generación de calor y electricidad [1]. Algunos de los

combustibles que se pueden obtener son: hidrocarburos que no contienen oxígeno sino

carbono e hidrógeno, para la producción de gasolina, diésel y keroseno. El biodiesel se

produce a partir de los triglicéridos y ácidos grasos libres presentes en los lípidos. El

etanol se genera con los carbohidratos, que típicamente son mezclas complejas de mono-

, poli y oligosacáridos con pentosas y hexosas; asimismo se encuentra celulosa y

glicoproteínas en las paredes celulares. El hidrógeno es producido por ciertas especies

microalgales mediante la fermentación oscura y fotofermentación de materiales orgánicos

y fotólisis del agua. Por otra parte, el biogás y biometano se obtienen mediante la

digestión de la biomasa microalgal a través de bacterias en digestores anaerobios. El

bioaceite y biogás de síntesis son derivados del procesamiento de la biomasa a altas

temperaturas en ausencia de  oxígeno; mientras que el dimetil éter (DME) es un

combustible sintético derivado del carbón, gas natural o biomasa [1]. Aunado a la

producción de los biocombustibles posibles, el cultivo de las microalgas contribuye a la

estabilización de la concentración de CO2 en la atmósfera y a la disminución de los

impactos del calentamiento global [1, 28-30].

Aunque las microalgas se han estudiado para generar diferentes biocombustibles de

tercera generación, el interés se ha centrado principalmente en la investigación y

desarrollo de biodiesel a partir de los lípidos microalgales [31]. Esto debido a que las

microalgas presentan altas velocidades de crecimiento y sintetizan grandes cantidades de

lípidos [24, 32-34]. El contenido de lípidos varía dependiendo de la especie y condiciones

de cultivo, por lo cual presentan desde 2% hasta 60% de lípidos [1]; aunque algunas

especies pueden exceder del 80% en peso seco [1, 25, 35, 36]. En la Tabla 1.2 se

presenta el contenido lipídico registrado para algunas especies de microalgas.
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Tabla 1. 2 Contenido lipídico en microalgas (tomado de Chisti Y. [25]).

Especie de microalga Contenido de lípidos
(% peso seco)

Botryococcus braunii 25-75

Chlorella sp. 28-32

Crypthecodinium cohnii 20

Cylindrotheca sp. 16-37

Dunaliella primolecta 23

Isochrysis sp. 25-33

Monallanthus salina >20

Nannochloris sp. 20-35

Nannochloropsis sp. 31-68

Neochloris oleoabundans 35-54

Nitzschia sp. 45-47

Phaeodactylum tricornutum 20-30

Schizochytrium sp. 50-77

Tetraselmis suecica 15-23

La fracción de triglicéridos y ácidos grasos libres puede ser convertida en biodiesel

mediante transesterificación [1, 25, 37-40]. No obstante, aunque una de las mayores

fuentes de biocombustibles son los glicéridos, la conversión de los lípidos microalgales

puede representar un reto debido a su complejidad [41]. Esto debido a que además de los

triglicéridos, se encuentran otros compuestos como isoprenoides, glicolípidos,

fosfolípidos, aromáticos y una amplia variedad de esteroles (ergosterol y sitosterol), cuya

presencia puede ocasionar problemas en el procesamiento por transesterificación

convencional o hidrotratamiento de la materia prima [1, 41].

Los terpenoides (provenientes de plantas) han sido utilizados desde tiempos antiguos a

nivel industrial para la fabricación de productos farmacéuticos, sabores, fragancias,

pesticidas y desinfectantes, entre otros. Sin embargo, también podrían considerarse como

materia prima para el desarrollo de biocombustibles [42]. Esto debido a que el aceite con

contenido de esteroles puede ser procesado por craqueo catalítico para producir un

combustible con alta densidad energética, alto punto de inflamación y alta proporción del
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compuesto con número de cetano elevado [41]; tal como se hizo con el alcohol diterpeno

denominado fitol, mediante el cual se obtuvo un producto que cumple con los requisitos

de ASTM (American Society for Testing and Materials) para gasolina [6].

1.4 Lípidos algales

Los lípidos algales pueden ser divididos en dos grupos principales: lípidos polares

(fosfoglicéridos o fosfolípidos y glicosilglicéridos) y lípidos no polares o neutros

(acilgliceroles, esteroles, ácidos grasos libres [no esterificados], hidrocarburos, ceras y

ésteres de esterilo) [8, 24, 43]. Los fosfoglicéridos, glicosilglicéridos y esteroles son

componentes estructurales esenciales de las membranas biológicas, mantienen funciones

específicas de la membrana y proveen permeabilidad con el medio circundante y entre

organelos al interior de las células. También son la matriz de varios productos

metabólicos. Por su parte, los lípidos no polares principalmente triacilgliceroles (TAG) o

triglicéridos son productos de almacenamiento que la célula puede catabolizar para la

obtención de energía [8, 44, 45].

1.4.1 Lípidos polares

1.4.1.1 Fosfolípidos

La estructura básica de los fosfolípidos es el grupo principal glicerol, derivado

metabólicamente del glicerol 3-fosfato, el cual es esterificado hidrofóbicamente con

grupos acilo en las posiciones 1 y 2. El fosfato es esterificado en la posición sn-3 (C-3)

con un enlace adicional a la base de un grupo hidrofílico [8, 46]. Dependiendo de la

especie y condiciones de cultivo, los fosfolípidos pueden representar del 8 al 47% de la

fracción lipídica total de las algas [47, 48].

Los principales fosfolípidos identificados en la mayoría de las especies de algas son:

fosfatidilcolina (PC), fosfatidiletanolamina (PE) y fosfatidilglicerol (PG) (Figura 1.1) [8].
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Figura 1. 1 Ejemplos de los principales fosfoglicéridos de algas. PC fosfatidilcolina, PE
fosfatidiletanolamina y PG fosfatidilglicerol [8].

Los fosfolípidos de la microalga marina Nannochloropsis sp. representaron el 12.6% de

los lípidos totales. Entre los fosfolípidos producidos se identificaron principalmente PC con

un 40.5%; asimismo, se identificaron cantidades significativas de Fosfatidilinositol (PI) y

Lisofosfatidilcolina (LPC) con 22 y 8.3%, respectivamente [7]. El PG es uno de los

principales componentes de los lípidos en los cloroplastos, se identificó un 23% de los

fosfolípidos en la especie microalgal antes mencionada. La especie de agua dulce

Scenedesmus sp.  relacionada filogenéticamente con el género Coelastrum [49]

produjo el 32% del fosfolípido PG, aunque los fosfolípidos representaron únicamente el

0.34% de los lípidos totales [7]. Por otra parte, en Dunaliella parva se han identificado PI

(2 mol%), PG (6 mol%) y en mayor porcentaje PC con 9 en mol % de los lípidos polares

totales. En Chlamydomonas reinhardtii se identificaron PI (2 mol%), PE (5 mol%) y en

mayor proporción PG con 10 mol %. Por otra parte, Acetabularia mediterránea produjo las

menores cantidades de PI y PE con 1 mol %. Finalmente, en Nannochloropsis sp. se

idenificó la presencia de PI (6 mol%), PG (10 mol%), PE (6 mol%) y el mayor contenido de

PC con 17 mol % [50].
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1.4.1.2 Glicosilglicéridos

Los glicosilglicéridos, también denominados glicolípidos, son caracterizados por una

fracción 1, 2- diacil-sn-glicerol con un mono u oligosacárido unido a la posición sn-3 (C-3)

del glicerol [8]. En los cloroplastos de algas y microalgas se pueden encontrar como

principales componentes lipídicos los siguientes: monogalactosildiacilglicerol (MGDG),

digalactosildiacilglicerol (DGDG) y sulfoquinovosildiacilglicerol (SQDG) (Figura 1.2) [7, 8,

51]; en cantidades de 40-55%, 15-35% y 10-20% respectivamente [8, 52].

Figura 1. 2 La estructura de los principales glicosilglicéridos de algas. R1 y R2 son las dos
cadenas de acilo graso. MGDG monogalactosildiacilglicerol; DGDG
digalactosildiacilgicerol; SQDG sulfoquinovosildiacilglicerol [8].

La microalga Scenedesmus sp.  relacionada filogenéticamente con el género

Coelastrum [49] presentó 54% de MGDG, 37% de DGDG y sólo el 9% de SQDG

9

1.4.1.2 Glicosilglicéridos

Los glicosilglicéridos, también denominados glicolípidos, son caracterizados por una

fracción 1, 2- diacil-sn-glicerol con un mono u oligosacárido unido a la posición sn-3 (C-3)

del glicerol [8]. En los cloroplastos de algas y microalgas se pueden encontrar como

principales componentes lipídicos los siguientes: monogalactosildiacilglicerol (MGDG),

digalactosildiacilglicerol (DGDG) y sulfoquinovosildiacilglicerol (SQDG) (Figura 1.2) [7, 8,

51]; en cantidades de 40-55%, 15-35% y 10-20% respectivamente [8, 52].

Figura 1. 2 La estructura de los principales glicosilglicéridos de algas. R1 y R2 son las dos
cadenas de acilo graso. MGDG monogalactosildiacilglicerol; DGDG
digalactosildiacilgicerol; SQDG sulfoquinovosildiacilglicerol [8].

La microalga Scenedesmus sp.  relacionada filogenéticamente con el género

Coelastrum [49] presentó 54% de MGDG, 37% de DGDG y sólo el 9% de SQDG

9

1.4.1.2 Glicosilglicéridos

Los glicosilglicéridos, también denominados glicolípidos, son caracterizados por una

fracción 1, 2- diacil-sn-glicerol con un mono u oligosacárido unido a la posición sn-3 (C-3)

del glicerol [8]. En los cloroplastos de algas y microalgas se pueden encontrar como

principales componentes lipídicos los siguientes: monogalactosildiacilglicerol (MGDG),

digalactosildiacilglicerol (DGDG) y sulfoquinovosildiacilglicerol (SQDG) (Figura 1.2) [7, 8,

51]; en cantidades de 40-55%, 15-35% y 10-20% respectivamente [8, 52].

Figura 1. 2 La estructura de los principales glicosilglicéridos de algas. R1 y R2 son las dos
cadenas de acilo graso. MGDG monogalactosildiacilglicerol; DGDG
digalactosildiacilgicerol; SQDG sulfoquinovosildiacilglicerol [8].

La microalga Scenedesmus sp.  relacionada filogenéticamente con el género

Coelastrum [49] presentó 54% de MGDG, 37% de DGDG y sólo el 9% de SQDG



10

respecto a los glicolípidos obtenidos, cuyo contenido correspondió al 0.35% de los lípidos

totales. Lo anterior, conforme al estudio realizado con las microalgas Nannochloropsis sp.,

Schizochytrium limacinum, Chlorella vulgaris, Scenedesmus sp. y Chlamydomonas

reinhardtii, [7].

Los glicolípidos contribuyen al mantenimiento de la estabilidad de la membrana celular,

así como la actividad funcional de las proteínas. Sin embargo, el contenido y composición

de los glicolípidos afectan sus propiedades. Por ejemplo, las características de la bicapa

dependen del grado de saturación y la longitud de cadena de los ácidos grasos, los cuales

pueden ser muy variados [53]. Los galactolípidos de los plastidios son caracterizados por

un alto contenido de ácidos grasos poliinsaturados, principalmente el MGDG; mientras

que el SQDG contiene generalmente ácidos grasos saturados como el ácido palmítico

[52].

1.4.1.3 Lípidos betaínicos

Los lípidos betaínicos tienen una fracción betaína como grupo polar, la cual está unida a

la posición sn-3 de glicerol mediante un enlace éter y las fracciones de ácidos grasos

unidas a las posiciones sn-1 y 2. No contiene ni fósforo ni sacáridos. Los tres tipos de

lípidos betaínicos identificados en algas corresponden a 1,2-diacilgliceril-3-O-4ꞌ-(N,N,N-

trimetil)-homoserina (DGTS) (Figura 1.3); 1,2-diacilglicerin-3-O-2ꞌ-(hidroximetil)-(N,N,N-

trimetil)-β-alanina (DGTA); y 1,2-diacilgliceril-3-O-carboxi-(hidroximetil)-colina (DGCC) [8,

54].

Figura 1. 3 Principal lípido betaínico en algas. 1,2-diacilgliceril-3-O-4ꞌ-(N,N,N-trimetil)-
homoserina (DGTS).
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El DGTS ha sido reportado como un componente principal de algas verdes de agua dulce

[7, 52], mientras que el DGTA parece ser característico de algas cafés (Cryptomonas y

Ochromonas) [52, 54, 55]. El DGCC es uno de los constituyentes comunes en macroalgas

marinas de la clase Haptophyceae [56].

1.4.2 Lípidos no polares o neutros

1.4.2.1 Triacilgliceroles

Los triacilgliceroles (TAG) son tri-ésteres de ácidos grasos y glicerol (Figura 1.4). Dada la

asimetría rotacional en la molécula del glicerol, cada carbón es distinto, así como la

posición de los ácidos grasos (R1, R2 y R3) [52]. Los TAG son productos de

almacenamiento en muchas especies de microalgas, acumulados en niveles variables.
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La generación de triglicéridos en microalgas es controlada por la composición genética del

organismo individual. Sin embargo, las algas oleaginosas producen pequeñas cantidades

de TAG (20-50% en peso seco) bajo condiciones óptimas de crecimiento o condiciones

ambientales favorables [51]. No obstante, las microalgas pueden ser inducidas para

sintetizar y acumular altas proporciones de TAG [57], bajo condiciones ambientales

desfavorables o condiciones de estrés durante el crecimiento, que alteran las vías

biosintéticas de lípidos hacia la formación y acumulación de triacilglicerol, incrementando

su contenido hasta el 80% de los lípidos totales [51, 58].

Los ácidos grasos que conforman los TAG así como los lípidos inusuales producidos por

microalgas, se distinguen de los producidos por las plantas superiores [7]. Los TAG de

microalgas se caracterizan generalmente por contener ácidos grasos saturados y

monoinsaturados, comúnmente con una longitud de cadena en un rango de C16 a C18 [7,

8, 51].

1.4.2.2.- Perfil de ácidos grasos

La transesterificación de los TAG se realiza para la obtención de ésteres monoalquílicos

de ácidos grasos, principales componentes del biodiesel. Las propiedades del biodiesel

son determinadas en gran medida por la estructura de sus ésteres de ácidos grasos.

Asimismo, el perfil de ácidos grasos corresponde con el del aceite o grasa del que

proviene [59].

El perfil de ácidos grasos de un amplio rango de especies de microalgas, incluye ácidos

grasos C14:0, C16:0, C18:0, C18:1, C18:2 y C18:3 [60]. Para microalgas de los géneros

Desmodesmus, Coelastrum y Scenedesmus el perfil de ácidos grasos se encuentra

compuesto por esos ácidos grasos en un contenido que va del 80 al 90% de los ácidos

grasos totales. En el caso de Coelastrum sp. cultivada en medio TAP se reportaron

principalmente ácidos grasos C18:2, C18:1 y C16:0 con 35.69, 31.28 y 28.87%,

respectivamente [49]. Para Coelastrum asteroidum se ha reportado una concentración

aproximada de C16:0 y C18:1 correspondiente al 80%, bajo suministro de CO2 de 0.03 a

0.2% [61] . Para Coelastrum microporum el contenido de los ácidos grasos C18:1 y C16:0
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fue de 44.24 y 25.66 % [62], mientras que para la especie marina Coelastrum sp. los

mismos constituyeron el 82.49% (56.63 y 25.86%, respectivamente) [63]. En cuanto al

perfil de ácidos grasos de la especie Scenedesmus sp., se encontró compuesto

principalmente por C18:3 (33.2%), C18:2 (17.4%), C18:1 (16%) y C16:0 (15.8%) en la

fracción de TAG, mientras que sumaron 81% en la fracción de ácidos grasos libres [7]. En

un estudio en que se identificaron morfológicamente especies de microalgas

pertenecientes a la familia Scenedesmaceae, la mayoría presentó como ácidos grasos

más abundantes (90% de los FAME totales): ácido palmítico (C16:0), ácido oleico (C18:1),

ácido linoleico (C18:2) y ácido linolénico (C18:3); conteniendo del 20 al 30% de ácidos

grasos saturados C16. Este perfil de ácidos grasos fue considerado adecuado para la

producción de biodiesel [31].

En la tabla 1.3 se presentan los ácidos grasos detectados en las fracciones de TAG y

ácidos grasos libres de ocho especies de microalgas de agua dulce, que incluyen

especies del género Scenedesmus [64].



14

Tabla 1. 3 Ácidos grasos detectados en las fracciones de triacilglicerol y de las fracciones de ácidos grasos en extractos
lipídicos microalgales (adaptado de Paik M. [64]).

Ácido graso

% del área del pico principala

Especies microalgales

Chlorella
vulgaris

Selenastrum
minutum

Scenedesmus
dimorphus

Ankistrodesmus
braunii

Kirchneriella
cornutac

Nannochloris
sp.

Haematococcus
pluvialis

Scenedesmus
subspicatus

Fracción de triacilglicerol

Ácido caprílico
(C8:0)

0.009 0.006 0.006 0.010 0.007 0.012 0.010 0.007

Ácido cáprico
(C10:0)

NDb ND ND ND 0.007 ND ND ND

Ácido láurico
(C12:0)

0.012 0.012 0.009 0.011 0.011 0.022 0.021 0.009

Ácido mirístico
(C14:0)

0.028 0.037 0.039 0.024 0.033 0.047 0.047 0.020

Ácido
palmitoleico
(C16:1)

0.049 0.025 0.025 0.038 0.014 0.087 0.059 0.022

Ácido palmítico
(C16:0)

0.790 1.638 0.855 0.464 0.564 1.340 0.815 0.374

Ácido linoleico
(C18:2n-6c)

0.381 0.559 0.213 0.122 0.145 0.680 0.581 0.305

Ácido oleico
(C18:1n-9c)

0.203 1.835 1.135 0.383 0.791 1.042 0.156 0.164

Ácido α-
linolenico
(C18:3n-3)

1.225 0.513 0.726 0.716 0.138 0.629 0.397 0.373

Ácido esteárico
(C18:0)

0.143 0.341 0.124 0.107 0.148 0.239 0.189 0.118

Ácido
eicosenoico
(C20:1)

ND 0.019 ND ND 0.013 ND ND ND

Ácido
araquidónico

0.019 0.022 0.016 0.016 0.021 0.021 0.023 0.014
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a Respecto al estándar interno en 30 µg del extracto lipídico total.
b ND: No detectado.

(C20:0)
Ácido  behénico
(C22:0)

0.035 0.041 0.033 0.043 0.051 0.040 0.055 0.033

Total de ácidos
grasos

2.894 5.048 3.181 1.934 1.943 4.159 2.353 1.439

Fracción de ácidos grasos

Ácido caprílico
(C8:0)

0.004 0.003 0.009 0.002 0.003 0.006 0.007 0.003

Ácido cáprico
(C10:0)

0.017 0.032 ND ND ND 0.026 0.024 ND

Ácido laurico
(C12:0)

0.010 0.011 0.018 0.005 0.006 0.018 0.009 0.005

Ácido mirístico
(C14:0)

0.011 ND 0.021 ND 0.014 0.020 0.012 0.013

Ácido
palmitoleico
(C16:1)

ND ND ND ND ND 0.031 0.032 ND

Ácido palmítico
(C16:0)

0.172 0.284 ND 0.134 0.277 0.505 0.726 0.393

Ácido linoleico
(C18:2n-6c)

0.044 0.059 0.022 ND 0.037 0.103 0.214 0.247

Ácido oleico
(C18:1n-9c)

0.034 0.137 0.149 0.066 0.206 0.236 0.063 0.159

Ácido α-
linolénico
(C18:3n-3)

0.146 ND 0.089 0.027 ND ND ND ND

Total de ácidos
grasos libres

0.438 0.526 0.308 0.234 0.543 0.945 1.087 0.820
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La definición de la composición de ácidos grasos óptima en función a las propiedades

requeridas para combustibles, no es factible. Sin embargo, en el caso del biodiesel, se

sabe que debería contener niveles relativamente bajos de ácidos grasos saturados (para

minimizar problemas de fluido en frío), bajos niveles de ácidos grasos poliinsaturados

(para disminuir la inestabilidad oxidativa) y por lo tanto, altos niveles de ácidos grasos

monoinsaturados (destacan ácido palmitoléico [C16:1] y ácido oleico [C18:1]) [65].

1.4.2.3 Hidrocarburos

Algunas microalgas también se caracterizan por su capacidad para sintetizar y acumular

una cantidad significativa de hidrocarburos. Una de las especies más prometedoras es

Botryococcus braunii, una microalga verde de agua dulce reconocida por su potencial

como fuente renovable para producir hidrocarburos líquidos [8]. Su contenido de

hidrocarburos oscila de 25-40 % de la biomasa seca [66], e incluso puede llegar a

almacenar hasta 86 % de su peso seco [67]. Los hidrocarburos presentan diversas

estructuras dependiendo de la raza, en este sentido, B. braunii ha sido clasificada en

razas A, B y L de acuerdo al tipo de hidrocarburos sintetizados. La raza A produce

hidrocarburos no isoprenoides dienos y trienos, n-alcadienos impares, mono-, tri, tetra y

pentaenos de C25 a C31, los cuales son derivados de ácidos grasos. La raza B produce

hidrocarburos isoprenoides de C30 a C37 altamente insaturados denominados

botryococcenos y pequeñas cantidades de escualenos metil ramificados. La raza L

produce un hidrocarburo tetraterpenoide simple conocido como licopadieno [8, 66-68].

Para Coelastrum asteroidum se ha reportado la presencia principalmente de alcanos de

cadena C16 (11.26 %), C17 (11.05 %), C18 (13.69 %), C19 (10.95 %) y C20 (13.00 %)

respecto a la fracción de hidrocarburos totales [69]. También se han identificado

hidrocarburos entre los principales componentes de la materia insaponificable de los

lípidos de otras microalgas verdes tanto de agua dulce como de agua salada. La especie

Scenedesmus sp. presentó 21% de hidrocarburos de los cuales el 63% correspondía a

C25H50 y 22% a C25H48. El extracto de Nannochloropsis sp. presentó un contenido de 13%

de hidrocarburos entre los que destacan C27H52 (20%) y C30H44 (18%) [7].



17

1.4.2.4 Isoprenoides

Los isoprenoides (también conocidos como terpenoides) son compuestos ubicuos

encontrados en todos los organismos vivos. Son considerados uno de los más grandes

grupos de componentes naturales y tienen una variedad de funciones importantes en el

metabolismo primario de plantas terrestres y algas verdes [70, 71]. Los más de 23,000

isoprenoides conocidos pueden ser clasificados, acorde al número de unidades C5

derivadas del isopentenil difosfato (IPP), en varios grupos incluyendo monoterpenos (C10),

sesquiterpenos (C15) y diterpenos (C20) [72]. Entre los principales isoprenoides primarios

con funciones importantes y conservadas en todas las algas eucariotas se encuentran los

esteroles [70]. Éstos, como componentes esenciales de las membranas de todos los

organismos eucariotes se encuentran diversamente distribuidos en las microalgas

correspondiendo al gran número de clases, géneros y especies de las mismas. Algunos

aparecen de manera generalizada y otros parecen estar restringidos sólo a ciertas clases

de ellas [7, 73, 74]. Por ejemplo, en las microalgas verdes Chlamydomonas reinhardtii,

Chlorella vulgaris, Nannochloropsis sp. y Scenedesmus sp. los esteroles representaron

del 8 a 35 % de los compuestos Insaponificables (23% para Scenedesmus).

Schizochytrium limacinum presentó una composición de 90% de esteroles a pesar de que

sus compuestos insaponificables representaron solamente el 2% de sus lípidos totales [7].

Los fitoesteroles son esteroles derivados de plantas, siendo los principales el β -Sitosterol

(más abundante), el estigmasterol y el campesterol [75, 76]. En el caso de extractos de

las microalgas de agua salada Nannochloropsis sp. y S. limacinum fueron ricos en

colesterol, mientras que en los de las microalgas de agua dulce se detectó la presencia de

fitoesteroles C28-C30, predominando el ergosterol en C. reinhardtii y C. vulgaris; y el

condrilasterol en Scenedesmus sp. (68.1%) [7].

Los metabolitos primarios de fotótrofos eucariotas incluyen otros isoprenoides como el fitol

[70], un alcohol diterpénico que constituye la cadena hidrocarbonada de la clorofila [7, 77,

78]. Su presencia puede ser atribuida a la degradación de la clorofila durante la

saponificación de los lípidos totales [77]. Se han encontrado altas cantidades de fitol en

extractos de Chlamydomonas reinhardtii y Chlorella vulgaris (80 a 83%, respectivamente)
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de los compuestos insaponificables. Mientras que los de Nannochloropsis sp. y

Scenedesmus sp. presentaron cantidades que oscilan del 40 al 50% [7].

1.5 Género Coelastrum

La selección de la especie de microalga es un factor importante para tener éxito en la

producción de biocombustibles a partir de microalgas [16]. Algunos de los factores para la

selección de la cepa son: rápida velocidad de crecimiento, contenido lipídico, la

composición tanto de los lípidos totales como de los TAG y ácidos grasos libres,

resistencia a los cambios en las condiciones ambientales, requerimiento de nutrientes,

entre otros factores [1, 79, 80].

El género Coelastrum pertenece a la subfamilia Coelastroideae de la familia

Scenedesmaceae; junto con los géneros Coelastrella, Hariotina, Asterarcys y

Dimorphococcus [81]. De acuerdo a la literatura, la microalga Coelastrum sp. es

potencialmente útil para producir lípidos [30] y ha mostrado tener potencial económico

como materia prima para la producción de biocombustible debido al alto rendimiento de

lípidos y al perfil de ácidos grasos adecuado [63]. Aunado a lo anterior, contribuye en la

remediación de los problemas asociados con los gases de efecto invernadero, debido a

su mecanismo de absorción de CO2 atmosférico [30].

Se ha reportado la producción de biomasa de la cepa del género Coelastrum, la cual

corresponde aproximadamente a 700 mg·L-1 sin limitación de nitrógeno y 1,400 mg·L-1 al

final de la limitación de Nitrógeno en medio TAP; este último dato fue superior a lo

generado por especies de los géneros Scenedesmus y Desmodesmus (280 - 680 mg·L-1

antes de la limitación y 900 – 1210 mg·L-1 después). Asimismo, presentó el contenido

lipídico más alto, correspondiente al 48% en peso seco de la biomasa (w/w) [49]. El

contenido lipídico obtenido fue más alto que el reportado para Coelastrum microporum

con 21.54% (w/w) [62], Coelastrum asteroidum con 18.61% [61] y una cepa marina de

Coelastrum sp. que contenía alrededor de 43.2% (w/w). El perfil de ácidos grasos de la

especie marina se encontró conformado por 30.13% de ácidos grasos saturados y

69.87% de ácidos grasos insaturados, siendo los principales: ácido oleico C18:1 (56.6%),
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ácido palmítico C16:0 (25.9%) y ácido hexadecenoico C16:1 (5.5%), los cuales

constituyen un perfil lipídico adecuado para la producción de biocombustibles,

específicamente biodiesel [63].

1.6 Condiciones de cultivo

El crecimiento de la microalga, la actividad metabólica y su composición celular son

afectados por diversos factores ambientales [82], tales como oxígeno disuelto,

concentración de CO2, iluminación, fuente y concentración de nitrógeno, temperatura,

salinidad, pH, nutrientes, etapa de crecimiento y si su metabolismo es fotótrofo o

heterótrofo [4, 16, 73, 82-85]. Sin embargo, las microalgas tienen la capacidad para

adaptarse a diferentes condiciones naturales y artificiales en las cuales aumenta su

producción de proteínas, carbohidratos y lípidos [24]. En este sentido, para que las

microalgas sean consideradas como materia prima factible para la producción de

biocombustibles, se busca el incremento en la productividad lipídica, lo cual contribuye a

la reducción de los costos de producción [4]. La cantidad, calidad y productividad de los

lípidos dependerán de la especie y de las condiciones de cultivo [86]. Algunas especies

de microalgas producen naturalmente altos contenidos de lípidos (20-50% en peso seco),

sin embargo, es posible incrementar su concentración mediante la optimización de

factores de crecimiento determinantes como el nivel de nitrógeno, intensidad lumínica,

temperatura, entre otros [16, 85]. El incremento en la producción de biomasa y lípidos

hasta 10 veces, se puede lograr mediante el cultivo en dos etapas. En la primera etapa se

obtiene el incremento en la tasa de reproducción celular aumentando el número de

células, y en la segunda se incrementa el contenido de lípidos al ser prioritario el

enriquecimiento de cada célula con lípidos en lugar de incrementar el número de células.

Éste principio está basado en la naturaleza microalgal, que responde activamente al

exceso o deficiencia de nutrientes como el nitrógeno, incluyendo las condiciones de

cultivo [4].

1.6.1. Medio de cultivo
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A nivel laboratorio, las microalgas se cultivan en medios sintéticos que consisten en agua,

compuestos inorgánicos (sales), compuestos orgánicos como el acetato  y trazas

metálicas [87]. Entre los medios de cultivo sintéticos empleados para el cultivo de cepas

de Coelastrum sp. se enlistan: Chu, LC oligo, medio F, Bold Basal y TAP [30, 49, 62, 63].

Este último ha demostrado ser un medio de cultivo eficiente para el desarrollo de la

especie en comparación con otros medios [88]. Sin embargo, Nanduca [87] cultivó en

agua residual sintética adicionada con aguamiel de café o melaza, la especie de

Coelastrum caracterizada mediante análisis de ultraestructura de la pared celular, análisis

de secuencia ITS-2 y su estructura secundaria [49]. Las condiciones que favorecieron la

adaptación de Coelastrum sp. fueron las siguientes: 50% (v/v) de aguamiel de café en el

agua residual sintética, con un inóculo de 20%; y 1.5% (v/v) de melaza en agua residual

sintética, con un inóculo de 5% [87].

1.6.1.1 Agua residual como medio de cultivo para microalgas

Las microalgas pueden ser cultivadas en diversos medios minerales, sustratos orgánicos

y aguas residuales sintéticas o reales que incluyen domésticas, efluentes industriales y

agrícolas [89]. Las aguas residuales contienen contaminantes químicos y orgánicos,

metales pesados y patógenos que las microalgas pueden remover al utilizarlos como

nutrientes. Entre los nutrientes potencialmente utilizables están el nitrógeno, fosfato,

minerales y metales traza, los cuales pueden ser metabolizados por las microalgas para

su crecimiento y producción de biomasa microalgal, útil para la generación de

combustibles. De esta manera, las microalgas desempeñan un papel importante en la

fitorremediación como tratamiento terciario del agua residual, simultáneamente a la

producción de biocombustibles sustentables [16, 19, 90-96], efectiva en costo [27, 92, 97].

La mezcla de agua residual de molino de aceite de oliva y agua residual urbana

proveniente del tratamiento secundario, se empleó para cultivar Scenedesmus obliquus.

La biomasa producida presentó alto contenido de carbohidratos (79.4%) en la mezcla de

50% de agua residual urbana no tratada y 5% de agua de molino; mientras que la mayor

cantidad de lípidos (49.1%) se generó en la mezcla de 10% de agua residual urbana no

tratada y 5% de agua de molino. Los lípidos producidos pueden ser transformados en
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biocombustibles [93]. Por otra parte, la remoción de nutrientes mediante el cultivo de

Chlorella vulgaris en agua residual de vivero y agua residual municipal derivó en el

contenido lipídico de apenas 9.7 y 4.5 % (w/w), respectivamente; puesto que la microalga

fue colectada en fase de muerte avanzada [94]. Scenedesmus sp. aislada de agua

corriente almacenada mostró capacidad para crecer y remover eficientemente nutrientes

inorgánicos del efluente secundario de una planta de tratamiento de aguas residuales

domésticas. En este medio produjo 0.11 gL-1 (w/w) de biomasa y 31- 33% de contenido

lipídico [98].

Coelastrum sp. cultivada en agua residual sintética con 50% (v/v) de aguamiel de café

produjo 2.172 g·L-1 de biomasa y un contenido lipídico de 37.74% (w/w). Con 1.5% de

melaza en agua residual sintética se produjeron 2.18 g·L-1 de biomasa con un contenido

lipídico de 39.82% (w/w). Los resultados fueron 3 y 2 veces mayores, respectivamente, en

comparación con los obtenidos en medio TAP (medio de referencia) [87].

En la tabla 1.4 se presenta la productividad de biomasa y el contenido de lípidos de cepas

de microalgas de agua dulce (B. braunii y C. saccharophila), agua marina (D. tertiolecta y

P. carterae) y un consorcio, aislados y cultivados en aguas residuales de la industria de la

alfombra [99].

Tabla 1. 4 Biomasa y producción de lípidos de microalgas aisladas de agua residual
(tratada y sin tratar) de la industria de alfombras (Adaptado de S. Chinnasamy et al. [99])

Cultivo Medio Biomasa (mg·L-1·d-1) Lípidos (%)

Botryococcus
braunii

BG11 19 ± 3 13.50 ± 3.78
Tratada 37 ± 5 9.50 ± 1.24

No tratada 34 ± 7 13.20 ± 1.85

Chlorella
saccharophila

BG11 18 ± 4 12.90 ± 1.16
Tratada 16 ± 3 17.00 ± 2.89

No tratada 23 ± 4 18.10 ± 1.27

Dunaliella tertiolecta
BG11 modificado 31 ± 8 12.80 ± 0.64

Tratada 38 ± 3 12.20 ± 1.41
No tratada 28 ± 5 15.20 ± 2.43

Pleurochrysis
carterae

BG11 modificado 28 ± 4 9.70 ± 1.26
Tratada 37 ± 6 11.80 ± 2.10

No tratada 33 ± 5 12.00 ± 0.80

Consorcio BG11 27 ± 7 10.90 ± 2.62
Tratada 41 ± 5 12.20 ± 1.33
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No tratada 39 ± 9 12.00 ± 2.12

Como se puede observar, Coelastrum sp. cultivada en agua residual sintética con

aguamiel de café o con melaza puede producir contenidos lipídicos superiores a otras

especies microalgales cultivadas en agua residual real y mezclas de algunos efluentes.

Puesto que los resultados generados también fueron más favorables en comparación con

otros medios sintéticos empleados como referencia; demuestra ser una cepa atractiva

para la producción de lípidos.

1.6.2 Fuente de carbono

El carbono es de especial importancia para cualquier organismo vivo puesto que es

esencial para la obtención de energía para su formación y desarrollo. Dependiendo de la

naturaleza orgánica o inorgánica del carbono suceden las vías metabólicas de asimilación

[90]. El metabolismo autótrofo ocurre en el empleo de carbono inorgánico (CO2) como

fuente de carbono. El metabolismo heterótrofo, ocurre en la asimilación de carbono

orgánico en ausencia de luz. Algunas microalgas emplean las dos fuentes de carbono

orgánico e inorgánico bajo condiciones mixotróficas [90, 100-103]. Este tipo de cultivo

mixotrófico es más eficiente que el fotoautótrofo o quimioheterótrofo, debido a que

disminuye el tiempo del crecimiento del cultivo, incrementa la biomasa [104, 105] y la

acumulación de lípidos [106].

Entre las fuentes de carbono orgánicas se encuentran la glucosa, fructosa, sacarosa,

glicerol (derivado de la producción de biodiesel), acetato, materiales celulósicos, azúcares

(derivados de residuos industriales o agrícolas) y melaza de caña. Esta última

considerada como fuente de carbono prometedora para el cultivo mixotrófico de

microalgas [100, 107, 108]. En este mismo sentido, el uso de fuentes de carbono

renovables y económicas se ha estimulado fuertemente [109], asimismo, la utilización de

residuos y aguas residuales para cultivar microalgas podría simultáneamente contribuir a

la solución de: (1) uso de agua dulce, (2) alto costo de nutrientes y (3) remediación de

residuos [108].



23

1.6.2.1 Melaza de caña como fuente de carbono

La melaza de caña es un subproducto de la industria del azúcar que puede contener: 17-

25% de agua, 45-50% de azúcares totales (sacarosa, glucosa y fructosa), 2-5% de

polisacáridos (dextrina, pentosanos, ácidos poliurónicos) y trazas de coloides

suspendidos, metales pesados, vitaminas y compuestos nitrogenados [109, 110]. En la

tabla 1.5 se presentan algunas características de la melaza de caña.

Tabla 1. 5 Características de la melaza de caña (adaptado de F. Ghorbani et al. [111])

Componente Valor

Materia seca (%) 76.7
Nitrógeno (%) 0.0232
Densidad (g/L) 1360
Azúcares totales (g/Kg melaza) 836
Sacarosa (%) 51.50 ± 0.23
Glucosa (%) 9.59 ± 2.13
Fructosa (%) 4.05 ±0.08
Materia volátil (%) 86.3

Adicionalmente, la melaza utilizada en el presente estudio fue caracterizada por Nanduca

[87] para determinar la cantidad de azúcares reductores, nitrógeno, fosfatos y sulfatos

presentes (Tabla 1.6).

Tabla 1. 6 Concentración de los principales nutrientes de la melaza (tomado de H.
Nanduca [87]).

Compuestos Concentración

Azúcares reductores (g·L-1) 310.8

Nitrógeno (mg·L-1) 5100.0

Fosfatos (mg·L-1) 700.0

Sulfatos (mg·L-1) 1300.0
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La melaza es una materia prima relativamente económica, fácilmente disponible y

utilizada para la producción de diferentes metabolitos [109], que en contraste con otros

subproductos agroindustriales, no requiere hidrólisis [111].

1.6.3 Fuente de nitrógeno

El nitrógeno es un constituyente esencial de todas las proteínas estructurales y

funcionales en las células de las microalgas, en las que éste representa del 7 al 20% del

peso celular seco [82]. Es importante seleccionar la fuente de nitrógeno más productiva

para la primera etapa de crecimiento de las microalgas [4]. El nitrógeno molecular (N2) es

el principal depósito de nitrógeno en los organismos vivos, no obstante, las fuentes de

nitrógeno comúnmente corresponden a nitrógeno inorgánico, principalmente en forma de

nitrato (NO3
-) y amonio (NH4) los cuales son revertidas a N2. Cabe destacar que el nitrato

se encuentra en un estado oxidado, siendo necesario reducirlo mediante las enzimas

nitrato reductasa y nitrito reductasa, antes de su incorporación a las macromoléculas. Sin

embargo, ésta reducción consume poder reductor, por lo tanto el amonio es por lo general

la fuente de nitrógeno preferible para las microalgas [112]. Entre otras fuentes de

nitrógeno se encuentran la urea y el extracto de levadura [4, 113-115]. El suministro de

una alta concentración de nitrógeno durante la primera etapa de cultivo de la microalga

(división celular) es importante para sustentar la reproducción celular [4]. Mientras que en

la segunda etapa (producción de lípidos) éste es agotado para mantenimiento de la

síntesis enzimática y la formación de estructuras celulares esenciales [4, 116].

Es importante señalar que la deficiencia de nutrientes, típicamente nitrógeno o silicio,

mejora el contenido lipídico de las microalgas [117]. No obstante, en algunos casos la

deficiencia de nitrógeno puede ocasionar una síntesis reducida de lípidos y ácidos grasos

[51]. El nitrógeno es el nutriente más importante que afecta la producción de la biomasa y

la productividad lipídica de varias especies de microalgas. Por ejemplo, Scenedesmus

bijugatus metabolizó nitrato como fuente de nitrógeno, produciendo 0.32 y 0.28 g·L-1 de

biomasa empleando nitrato de potasio y de sodio respectivamente [118]. Por otra parte,

Scenedesmus obliquus incrementó 43% en peso celular seco el contenido lipídico en

deficiencia de nitrógeno, mientras que en condiciones de control fue de 12.7% [116]. Por

tanto, la deficiencia de nitrógeno desencadena la acumulación de lípidos, particularmente
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los triglicéridos [50, 51, 86, 119-124]. Asimismo, el contenido de proteínas es reducido

[82, 125-127].
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HIPÓTESIS

Es posible que Coelastrum sp. produzca lípidos con un perfil adecuado para la producción

de biocombustibles cuando es cultivada en agua residual sintética (ARS) con melaza.
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OBJETIVOS

General
Determinar los cambios en el perfil lipídico de la microalga Coelastrum sp. cultivada en

agua residual sintética (ARS) con melaza, en cultivo por lotes y bajo un modelo de cultivo

en dos etapas (con adición de nutrientes sin fuente de nitrógeno al final de la fase de

crecimiento exponencial) para inducir el incremento de lípidos.

Específicos
 Cultivar la microalga Coelastrum sp. en agua residual sintética con melaza

 Identificar los compuestos presentes en el extracto lipídico de la microalga

Coelastrum sp. cultivada en agua residual sintética con melaza

 Determinar el efecto del tipo de cultivo (por lotes y en dos etapas) en el perfil de

los lípidos producidos por la microalga Coelastrum sp. en agua residual sintética con

melaza.
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CAPÍTULO 2

MATERIALES Y MÉTODOS

2.1 Estrategia experimental

Se planteó la siguiente estrategia experimental para llevar a cabo el desarrollo del

presente proyecto de investigación:

Figura 2. 1 Estrategia experimental
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2.2 Material biológico

La cepa Coelastrum sp. (UADY-PRIORI-014-FMVZ-05) aislada en el Parque Ecológico

Brisas en el Poniente de Mérida, Yucatán, fue donada por la Q.F.B Silvia J. López Adrián.

La cepa pertenece a la Colección de Microalgas Marinas y de Agua dulce de la Península

de Yucatán del Herbario Alfredo Barrera Marín FICOYUC-UADY (CONABIO).

2.3 Medios de cultivo

Se emplearon cuatro tipos diferentes de medio de cultivo, tres con agua residual sintética

(ARS) y el medio Tris- Acetato- Fosfato (TAP, por sus siglas en inglés), los cuales se

enlistan a continuación:

1) ARS formulado según Alzate et al. 2007 (Anexo I), denominado en lo sucesivo

ARSA, con melaza al 2% (v/v);

2) ARS formulado según Pérez et al. 2007 modificada (Anexo I), denominado en lo

sucesivo ARSP;

3) ARSP con melaza al 1.5% (v/v); y

4) TAP (Anexo II), el cual fue establecido como referencia.

El pH de los medios de cultivo se ajustó a un valor de 7.0 con HCl 1 M o KOH 1 M.

Posteriormente se esterilizó en autoclave a 120 °C y 1.26 kg/cm2 de presión durante 20

minutos.

2.4 Cultivo de Coelastrum sp.

Se realizaron precultivos en matraces Erlenmeyer de 250 mL. Los cultivos experimentales

se llevaron a cabo por triplicado en matraces tipo Celstir de 500 mL (Figura 2.2), con una

concentración celular inicial de 540,000 cel·mL-1, de acuerdo a lo determinado por

Nanduca [87].
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Figura 2. 2 Cultivo de Coelastrum sp. en medio TAP en reactores Celstir de 500 mL.

Los cultivos de Coelastrum sp. se realizaron hasta el final de la fase estacionaria (15 días)

y para determinar el perfil lipídico en una fase temprana de crecimiento (producción de

metabolitos primarios), se realizó el cultivo en ARSP con melaza y medio TAP acortando el

periodo de cultivo a 7 y 5 días respectivamente. En la Tabla 2.1 se presenta el tiempo

total de los cultivos efectuados.

Tabla 2. 1 Tiempo de incubación de los cultivos

Cultivo Tiempo (días) Clave asignada

ARSP con melaza
(1.5% v/v)

7 ARSP7

ARSP con melaza
(1.5% v/v)

15 ARSP15

TAP 5 TAP5

TAP 15 TAP15
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Los cultivos se incubaron bajo las siguientes condiciones: temperatura de (27 ± 2°C),

fotoperiodo 16:8 (luz: oscuridad), intensidad luminosa de 30 μmol·m-2·s-1 proporcionada

por una lámpara de luz blanca de 30 W marca Philips; y agitación de 120 rpm en una

placa de agitación “Wheaton Biostir 6” [49].

2.5 Conteo celular

La determinación de la concentración celular se efectuó por conteo celular para lo cual se

tomó una alícuota (350μL) del cultivo microalgal en un tubo Eppendorf. La muestra se

agitó con un agitador vórtex y se tomó una alícuota de 10μL para colocarla en una cámara

de Neubauer. Posteriormente, mediante un microscopio óptico “Nikon Eclipse E200” con

objetivo 40 X, se contabilizaron las células microalgales contenidas en los cuadrantes

indicados con la letra “R” de la Figura 2.3.

Figura 2. 3 Cámara de Nuebauer

La concentración celular se calculó utilizando la siguiente fórmula [88]:

[cel·mL-1] = (total de células en 5 cuadrantes) (50,000) (dilución) (1)
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2.6 Curvas de crecimiento

Se realizaron por triplicado a partir de la toma de 350µL de cada cultivo con los medios de

cultivo previamente descritos, para determinar la concentración celular. En las curvas de

crecimiento se consideró la desviación estándar de los triplicados. Asimismo, se

determinó la velocidad de crecimiento celular (µ) en el último día de la fase exponencial,

mediante la siguiente fórmula:

µ = (log2N2 – log2N0) / (t2 – t0) (2)

Dónde:

N2 = concentración celular al final de la fase exponencial

N1 = concentración celular al inicio de la fase exponencial

T2 = tiempo al final de la fase exponencial

T1 = tiempo al inicio de la fase exponencial

2.7 Cultivo en dos etapas

Se realizaron por triplicado cultivos en dos etapas para inducir un incremento en la

acumulación de lípidos e identificar la influencia de este modelo de cultivo en el perfil

lipídico de Coelastrum sp. La primera etapa consistió en realizar los cultivos por triplicado

en matraces Celstir de 500 mL utilizando 500 mL de ARSP con melaza al 1.5% (v/v)

denominado ARSP-N y 500 mL de medio TAP como referencia denominado TAP-

N. Se inocularon 540,000 cel·mL-1 a cada cultivo y se incubaron bajo las condiciones

previamente descritas (apartado 2.4). Para la segunda etapa, al finalizar la fase

exponencial (estimada en 5 días para ambos casos) se adicionaron 50 mL de medio

fresco concentrado sin NH4Cl a los 500 mL de cultivo existentes. Los cultivos se

mantuvieron hasta el día 15 y finalmente se procedió a recuperar la biomasa generada

para los análisis posteriores.
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2.8 Recuperación de la biomasa

La biomasa proveniente de los cultivos de las curvas de crecimiento y de los cultivos en

dos etapas se recuperó mediante centrifugación en tubos Falcon (Figura 2.4) a 5,000 rpm,

4°C, durante 10 min en una centrífuga “Orto Alresa Digicen 21R”. Se realizaron tres

lavados con 5 mL de agua bidestilada estéril.

Figura 2. 4 Biomasa húmeda recuperada por centrifugación: a) biomasa de ARSP
durante su lavado; b) triplicado de la biomasa húmeda de ARSP7.

La biomasa húmeda, se congeló a -8°C durante 24 h. Posteriormente se deshidrató

mediante liofilización al vacío en una liofilizadora “Labconco Freezone 6” por un lapso de

72 h. La biomasa seca se guardó en refrigeración a -8°C sin luz directa, para su uso

posterior.

2.9 Extracción de lípidos totales

La extracción de los lípidos totales se efectuó mediante la técnica de lixiviación con

solventes. Como primer paso se pesó la biomasa seca de cada uno de los reactores, se

colocó en un matraz Erlenmeyer de 250 mL y se disminuyó el tamaño de partícula con

ayuda de una espátula metálica. Se incorporaron 30 mL de la mezcla de cloroformo-

metanol en proporción 2:1 (v/v). Los matraces se colocaron en una agitadora marca

a) b)
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“Zhichen ZHWY- 200B” con una agitación de 150 rpm y temperatura de 38° C, durante 3

horas. El lixiviado fue recuperado (Figura 2.5) y se evaporaron los solventes en un

evaporador rotatorio “IKA® RV 10” a 40°C y 40 rpm. Finalmente, el extracto se pesó en

viales previamente puestos a peso constante (Figura 2.6). Se realizaron cinco

extracciones por cada muestra.

Figura 2. 5 Extracción de lípidos mediante solventes.
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Figura 2. 6 Viales con extracto lipídico seco del cultivo TAP5.

2.10 Cromatografía de capa fina (CCF)

Para detectar la presencia de lípidos, se realizó la técnica de cromatografía de capa fina.

Para ello se utilizaron cromatofolios marca MERK® de 6 x 4 cm como fase estacionaria

(Figura 2.7). La fase móvil consistió en una mezcla de hexano, acetato de etilo y ácido

acético (9:1:0.1 [v/v]). Las placas se revelaron con una solución de ácido fosfomolíbdico.

Se emplearon como referencias aceite vegetal comestible marca Capullo y biodiesel

proveniente de la transesterificación de aceite vegetal comestible marca Patrona, de fecha

26/02/2015.

Figura 2. 7 Técnica de cromatografía de capa fina.
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2.11 Cromatografía de columna (CC)

Para la partición de los extractos lipídicos y el aislamiento de los compuestos se empleó

una columna cromatográfica (Figura 2.8) de 2 cm de diámetro y 30 cm de altura; se

empaquetó con gel de sílice 60 marca Fluka® Analytical de tamaño de partícula 0.063-0.2

mm, como fase estacionaria. La preparación de la cabeza de la columna se realizó con

una muestra compuesta de 0.2 g del extracto lipídico de los tres reactores por cultivo

disuelto en cloroformo y 3 g de gel de sílice. Posteriormente se evaporó el solvente y la

cabeza se cargó en el interior de la columna. Los compuestos se eluyeron mediante la

adición de las siguientes fases móviles: hexano, hexano y acetato de etilo 9:1 (v/v);
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Figura 2. 8 Separación del extracto lipídico mediante columna cromatográfica.
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2.12 Transesterificación

Las fracciones conteniendo triglicéridos se disolvieron con 100 µL de hexano (una alícuota

fue tomada para utilizarse posteriormente como referencia) y se adicionó metóxido de

sodio al 2% (metanol al 40% respecto al volumen del extracto). Se sometieron a 60°C en

baño María (Figura 2.9) con agitación moderada durante 1.5 h. Al término, las muestras

transesterificadas se limpiaron en una columna con gel de sílice y cloroformo como fase

móvil para retirar las impurezas.

Figura 2. 9 Transesterificación de la fracción con triglicéridos

2.13 Cromatografía de gases- masas (CGM)

La identificación de los compuestos se efectuó mediante un Cromatógrafo de gases

“Agilent Technologies 7890B GC System” acoplado a un Espectrómetro de masas 5977A

MSD. Se utilizó una columna DB5-HT (30 m x 0.25 mm ID x 0.25 µ de espesor de

película), bajo las siguientes condiciones: flujo de gas acarreador He: 3 mL · min-1;
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temperatura del inyector: 300°C; temperatura del horno:  inicial de 70°C por 5 min, primera

rampa de 10°C · min-1 hasta 200°C durante 5 min, segunda rampa de 20°C · min-1 hasta

290°C, manteniendo esta temperatura por 22.5 min. El volumen de inyección fue de 1 µL.

La identificación se realizó mediante comparación de los patrones de fragmentación de

las muestras con los que se encuentran en la librería del equipo (NIST).

2.14 Análisis de Infrarrojo por Transformada de Fourier (FTIR) de los fosfolípidos

Las fracciones de fosfolípidos fueron analizadas mediante la técnica de espectrometría

infrarroja por transformadas de Fourier en un Espectrómetro FT-IR “Bruker, Tensor II”. Las

condiciones para el análisis fueron: fuente de radiación proporcionada por un diodo láser

de luz infrarroja a una longitud de onda de 3-8 μm; resolución de 4 cm-1 en un intervalo de

longitud de onda de 500 a 4000 cm-1; método de Reflectancia Total Atenuada empleando

un accesorio ATR con punta de diamante que funciona con fuentes de radiación NIR

(rango espectral lejano), MIR (rango espectral mediano) y FIR (rango espectral cercano).

Se realizaron 32 escaneos por muestra, la cual no requirió preparación previa.

2.15 Análisis estadístico

Se compararon las velocidades de crecimiento y las concentraciones celulares al final de

la fase exponencial en los cultivos ARSP7 y TAP5, así como de los experimentos ARSP15

y TAP15. También se compraron las concentraciones celulares al final de los cultivos

ARSP15 con ARSP-N y TAP15 con TAP-N y la producción de biomasa y de lípidos de

todos los cultivos. El análisis estadístico se efectuó mediante la prueba t de Student para

dos muestras independientes, suponiendo varianzas iguales y desiguales, mediante el

software “Origin® 9.1 Data analysis and graphing software” y utilizando un nivel de

confianza de 95% y n=3.
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CAPÍTULO 3

RESULTADOS Y DISCUSIÓN

3.1 Crecimiento de Coelastrum sp.

En la Figura 3.1 se muestran las curvas de crecimiento de los cultivos de la microalga

Coelastrum sp. en reactores Celstir de 500 mL en ARSP con melaza y en medio TAP. Los

cultivos se mantuvieron por 15 días para conocer el comportamiento de la microalga en

los dos medios.

Figura 3. 1 Curvas de crecimiento de 15 días de la microalga Coelastrum sp.

Como se puede observar, Coelastrum sp. presentó un crecimiento diferente en los medios

de cultivo empleados. En el medio ARSP con melaza se aprecia crecimiento desde el

primer día de incubación hasta el día 13, presentándose una desaceleración del

crecimiento en el décimo cuarto día; no presentó una fase estacionaria definida. En el

caso del medio TAP15, se observa una fase de adaptación de 1 día y crecimiento

exponencial de 1 día, dando lugar posteriormente a la fase estacionaria. Este resultado
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coincide con el reportado por Nanduca [87] cuya fase de adaptación dura 1 día y la

estacionaria fue alcanzada el día 2 en el cultivo en medio TAP con un inóculo inicial de

5%. Las velocidades de crecimiento y la concentración celular al final de la fase

exponencial en estos cultivos de Coelastrum sp. (Tabla 3.1) presentaron diferencia

significativa (P < 0.05), ya que, aunque en el medio TAP15 la velocidad de crecimiento fue

4.8 veces mayor que en el medio ARSP15, su fase exponencial tardó sólo 1 día y se

presentó una concentración celular tres veces menor. En el estudio realizado por

Nanduca [87] se reportó una mayor concentración celular de Coelastrum sp. en ARS con

melaza respecto al medio TAP, al final del experimento. Una mayor concentración celular

se debe a la aportación de nutrientes (carbono, nitrógeno, fósforo, entre otros) de la

melaza en el medio de cultivo [87], que si bien a la microalga le toma más tiempo para

absorber, finalmente influyen tanto en el crecimiento celular como en la síntesis de

metabolitos [128].

Tabla 3. 1 Velocidad de crecimiento (μ) y concentración celular al final de la fase
exponencial de Coelastrum sp. en los cultivos ARSP15 y TAP15.

Cultivo μ
(divisiones · día-1)

Días en fase
exponencial

Concentración celular
x 106 (cel·mL-1)

ARSP15 0.45 ± 0.01 13 30.9 ± 2.6

TAP15 2.17 ± 0.44 1 9.7 ± 1.7

La curva de crecimiento de 15 días de Coelastrum sp. cultivada en ARSA con melaza se

encuentra en el Anexo III. Se decidió no continuar con esta formulación de agua residual

debido a que no propició un crecimiento adecuado de Coelastrum sp. para experimentos

posteriores (Figura 3.2). Un caso similar se presentó en el cultivo con la formulación ARSP

(sin melaza), donde no fue posible realizar una curva de crecimiento de 15 días, ya que el

cultivo entró a la fase de muerte celular el día 6 (Figura 3.3 y Anexo IV). No obstante, la

biomasa generada en ARSA y ARSP se procesó para la determinación de los perfiles

lipídicos, con la finalidad de complementar la información generada en el presente trabajo.
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Figura 3. 2 Precultivo de Coelastrum sp. en ARSA (sin melaza). Se observa una
decoloración total de las células microalgales.

Figura 3. 3 Cultivo de Coelastrum sp. en ARSP (sin melaza): a) el día de inoculación, b) el
día 6. Al inicio del cultivo el medio que contiene las células de microalgas es verde,
mientras que al transcurrir los días toman una coloración café.

a) b)
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Los periodos de cultivo de Coelastrum sp. se acortaron a 7 días en ARSP con melaza y 5

días en medio TAP. Estos tiempos corresponden al final de la fase de crecimiento

exponencial de la especie microalgal en medio TAP, pero al presentar una fase

exponencial más larga en ARSP (13 días), se decidió acortar el cultivo a 7 días para evitar

la posible producción de metabolitos secundarios incluidos en el experimento a 15 días. Al

final de la fase exponencial se espera una baja producción de triglicéridos puesto que son

lípidos de almacenamiento [8] y una mayor formación de otros compuestos estructurales

como los esteroles y fosfolípidos [7]. Las curvas de crecimiento se presentan en la Figura

3.4.

Figura 3. 4 Curvas de crecimiento de Coelastrum sp. a 5 (TAP5) y 7 días (ARSP7).

En los cultivos ARSP7 y TAP5 Coelastrum sp. presentó una fase de adaptación de un día.

El crecimiento en el experimento TAP5 concordó con el obtenido en TAP15. Mientras que

ARSP7 con melaza al presentar una fase de adaptación de 1 día, fue diferente al cultivo

en ARSP15 el cual no mostró una fase de adaptación marcada. El crecimiento exponencial
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de Coelastrum sp. terminó a los 3 días de cultivo tanto en ARSP7 como en TAP5, y no se

encontró diferencia significativa (P > 0.05) ni en las velocidades de crecimiento, ni en las

concentraciones celulares al final de la fase exponencial (Tabla 3.2). En este estudio, las

concentraciones celulares obtenidas en ARSP7 y en TAP5 fueron inferiores a las

reportadas por May (10.82 x 106 cel·mL-1) [129] y por Valdez et al. (12.0 x 106 cel·mL-1)

[49], para la misma especie microalgal en medio TAP a los 4 y 5 días, respectivamente.

Tabla 3. 2 Velocidad de crecimiento (μ) y concentración celular al final de la fase
exponencial de Coelastrum sp. en los cultivos ARSP7 y TAP5.

Cultivo μ (d-1) Días en fase
exponencial

Concentración celular
x 106 (cel·mL-1)

ARSP7 0.85 ± 0.07 3 7.04 ± 0.86

TAP5 0.90 ± 0.11 3 8.59 ± 1.15

Como se puede observar en la Figura 3.4, en el día 5 de cultivo no hay multiplicación

celular, lo que indica el inicio de la fase estacionaria de Coelastrum sp. Por esta razón se

decidió que en los modelos de cultivo en dos etapas, la adición de medio fresco sin

NH4Cl, para inducir la acumulación de lípidos (segunda etapa) se llevaría a cabo al día 5

de cultivo.

Por otra parte, la concentración celular de Coelastrum sp. al finalizar los cultivos de 15

días ARSP15 y ARSP-N, así como TAP15 y TAP-N (tabla 3.3), no presentó una diferencia

estadísticamente significativa (P > 0.05).

Tabla 3. 3 Concentración celular de Coelastrum sp. al final de la fase estacionaria (15
días)

Cultivo Concentración
celular x 106

(cel·mL-1)

Cultivo Concentración
celular x 106

(cel·mL-1)

ARSP15 26.87 ± 0.97 TAP15 11.60 ± 1.67

ARSP-N 24.95 ± 2.71 TAP-N 8.47 ± 2.89
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3.2 Producción de biomasa y contenido lipídico

En la Tabla 3.4 se presentan los resultados de la producción de biomasa en peso seco de

Coelastrum sp. obtenida en cada ensayo experimental, la producción de lípidos y el

contenido lipídico respecto a la biomasa seca. Los datos correspondientes a los cultivos

ARSA y ARSP se encuentran en el Anexo V.

Tabla 3. 4 Producción de biomasa seca, producción de lípidos y contenido lipídico de
Coelastrum sp.

Cultivo Producción de
biomasa seca

(g·L-1)

Producción de
lípidos (g·L-1)

Contenido
lipídico (% w/w
biomasa seca)

ARSP7 1.67 ± 0.17 0.39 ± 0.08 23

ARSP15 2.29 ± 0.05 0.71 ± 0.03 31

ARSP-N 4.17 ± 0.42 0.82 ± 0.08 20

TAP5 0.67 ± 0.01 0.19 ± 0.01 28

TAP15 0.70 ± 0.03 0.23 ± 0.01 33

TAP-N 1.29 ± 0.09 0.32 ± 0.01 25

El cultivo de Coelastrum sp. realizado en ARSP7 generó 1.67 ± 0.17 g·L-1 de biomasa en

peso seco y un extracto lipídico de 0.39 ± 0.08 g·L-1, lo que representó un 23 % de lípidos

con respecto a la biomasa seca. Al finalizar la fase estacionaria en este medio, en

ARSP15 la producción de biomasa incrementó a 2.29 ± 0.05 g·L-1 y los lípidos aumentaron

a 0.71 ± 0.03 g·L-1, resultando un contenido lipídico del 31 %. El incremento de biomasa

se debió a que Coelastrum sp. continuó la duplicación celular después del día 7, como se

observó en la curva de crecimiento (Figura 3.1). Asimismo, el aumento del contenido

lipídico microalgal fue otro factor que incrementó la producción de biomasa, ya que

dependiendo de la especie microalgal, el contenido lipídico aumenta en la fase

estacionaria [130] ocasionando que el tamaño celular promedio sea mayor que en la fase
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exponencial [131]. Respecto al cultivo de referencia (medio TAP), la cantidad de biomasa

producida no mostró una diferencia significativa (P > 0.05) entre TAP5 y TAP15 con 0.67

± 0.01 g·L-1 y 0.70 ± 0.03 g·L-1, respectivamente. Sin embargo, la diferencia en la

producción de lípidos sí fue significativa (P < 0.05) pasando de 0.19 ± 0.01 g·L-1 en la fase

exponencial a 0.23 ± 0.01 g·L-1 durante la fase estacionaria, lo que representó un

aumento del 28 al 33 % en el contenido lipídico. En este caso sólo incrementaron los

lípidos microalgales. El aumento lipídico de Coleastrum sp. en ambos medios de cultivo

se debe a la acumulación de lípidos de reserva en las células, principalmente TAG [132],

ocasionado por el consumo de los nutrientes durante el crecimiento exponencial.

Las máximas producciones de biomasa de Coelastrum sp. se obtuvieron en el cultivo en

dos etapas. En ARSP-N la biomasa generada fue de 4.17 ± 0.42 g·L-1 mientras que en el

cultivo TAP-N incrementó a 1.29 ± 0.09 g·L-1. Es interesante observar que, aunque la

biomasa seca incrementó en comparación con los cultivos ARSP15 y TAP15, el contenido

lipídico disminuyó a 20 % en ARSP-N y 25 % en TAP-N. Adicionalmente, la concentración

celular de la especie microalgal al final de ambos cultivos no presentó una diferencia

significativa (Tabla 3.3) en comparación con los cultivos ARSP15 y TAP15, lo cual indica

que no hubo crecimiento microalgal durante la segunda etapa de los cultivos ARSP-N y

TAP-N. En este sentido, el aumento de biomasa de Coelastrum sp. no se debió al

crecimiento celular y/o el contenido lipídico, sino a la acumulación de otro tipo de

metabolitos diferentes a los lípidos.

El cultivo ARSP15 presentó un mayor contenido lipídico que el cultivo ARSP-N, por lo que

no es necesario realizar un cultivo en dos etapas, según las condiciones empleadas en

este estudio. Esto resulta favorecedor en un cultivo a nivel industrial con agua residual

real y melaza puesto que no se requeriría un proceso adicional (suprimir el NH4Cl) que

implica un incremento en el costo de producción de los biocombustibles a producir.
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3.3 Partición de los extractos lipídicos

Los extractos microalgales fueron particionados en fracciones menos complejas mediante

las técnicas de cromatografía de columna por gravedad y de capa fina. La Figura 3.5

muestra la separación de las diferentes fracciones del extracto TAP15 que eluyeron de la

columna. Los viales que contenían los mismos compuestos se unieron para generar 5

fracciones finales por extracto de cada cultivo. Estas se clasificaron de manera preliminar

de acuerdo con su polaridad (menor a mayor de arriba hacia abajo en las placas

cromatográficas) en: Fracción 1: hidrocarburos; Fracción 2: triglicéridos; Fracción 3:

esteroles y alcoholes grasos; Fracción 4: terpenos y Fracción 5: fosfolípidos. Las

fracciones secas resultantes se muestran en la Figura 3.6.

Figura 3. 5 Placas obtenidas mediante cromatografía de capa fina de las fracciones
obtenidas del extracto del cultivo TAP15. Cuadro rojo: hidrocarburos; cuadro amarillo:
triglicéridos, cuadro verde: esteroles y alcoholes grasos, cuadro azul: terpenos y cuadro
morado: fosfolípidos.
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Figura 3. 6 Cinco fracciones resultantes de la separación de los compuestos lipídicos del
extracto proveniente del cultivo en TAP15.

En el caso de la fracción de TAG, esta tuvo que ser transesterificada y pasarla por gel de

sílice para poder ser inyectada al cromatógrafo de gases-masas. En la Figura 3.7 el

análisis por cromatografía de capa fina muestra que los TAG se transesterificaron

completamente.

Figura 3. 7 Placa cromatográfica de la fracción de triglicéridos proveniente del cultivo
ARSP. Ref: fracción antes de transesterificar. A: biodiesel obtenido en el laboratorio. A2/L:
fracción transesterificada.
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La Figura 3.8 muestra una placa de cromatografía fina de las 5 fracciones del extracto

ARSP-N. La fracción 2 (TAG) ya está transesterificada, por lo que la mancha principal

(cuadro naranja) corresponde a los ésteres metílicos de los ácidos grasos (FAME)

presentes en los TAG del extracto.

Figura 3. 8 Placa de las cinco fracciones finales provenientes del extracto ARSP-N.
Cuadro amarillo: triglicéridos en el extracto crudo; cuadro rojo: hidrocarburos; cuadro
naranja: FAME; cuadro verde: esteroles y alcoholes grasos; cuadro azul: terpenos y
cuadro morado: fosfolípidos.

En la Tabla 3.5 se presentan los valores únicos (no triplicado) del peso en mg de las cinco

fracciones eluídas de cada ensayo experimental con Coelastrum sp., así como el peso en

mg·L-1 y el porcentaje respecto al extracto lipídico. El total en mg corresponde a la

muestra inicial cargada a la columna cromatográfica y el total en mg·L-1 es el extracto

lipídico producido por el cultivo (Tabla 3.4). Nótese que la sumatoria de las cinco

fracciones no concuerda con el total presentado, esto se debe a la pérdida de

componentes del extracto crudo que se retienen en la columna.
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(cuadro naranja) corresponde a los ésteres metílicos de los ácidos grasos (FAME)

presentes en los TAG del extracto.

Figura 3. 8 Placa de las cinco fracciones finales provenientes del extracto ARSP-N.
Cuadro amarillo: triglicéridos en el extracto crudo; cuadro rojo: hidrocarburos; cuadro
naranja: FAME; cuadro verde: esteroles y alcoholes grasos; cuadro azul: terpenos y
cuadro morado: fosfolípidos.

En la Tabla 3.5 se presentan los valores únicos (no triplicado) del peso en mg de las cinco

fracciones eluídas de cada ensayo experimental con Coelastrum sp., así como el peso en

mg·L-1 y el porcentaje respecto al extracto lipídico. El total en mg corresponde a la

muestra inicial cargada a la columna cromatográfica y el total en mg·L-1 es el extracto

lipídico producido por el cultivo (Tabla 3.4). Nótese que la sumatoria de las cinco

fracciones no concuerda con el total presentado, esto se debe a la pérdida de

componentes del extracto crudo que se retienen en la columna.
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Tabla 3. 5 Relación de peso y porcentaje de las fracciones

Fracción Compuesto Peso (mg) Peso (mg·L-1) % del extracto
lipídico (w/w)

Extracto de ARSP7

1 Hidrocarburos 5.0 8.7 2
2 Triglicéridos 25.6 44.5 11
3 Esteroles y

alcoholes grasos
8.1 14.1 4

4 Terpenos 12.4 21.5 6
5 Fosfolípidos 101.4 176.2 45

Total 225.0 391.0

Extracto de ARSP15

1 Hidrocarburos 6.0 19.3 3
2 Triglicéridos 93.2 300.5 42
3 Esteroles y

alcoholes grasos
1.2 3.9 1

4 Terpenos 22.7 73.2 10
5 Fosfolípidos 46.1 148.6 21

Total 220.5 711.0

Extracto de ARSP-N

1 Hidrocarburos 8.1 32.6 4
2 Triglicéridos 85.1 342.2 42
3 Esteroles y

alcoholes grasos
4.9 19.7 2

4 Terpenos 17.8 71.6 9
5 Fosfolípidos 60.2 242.1 30

Total 203.6 818.7

Extracto de TAP5
1 Hidrocarburos 3.8 3.5 2
2 Triglicéridos 7.6 6.9 4
3 Esteroles y

alcoholes grasos
5.0 4.5 2

4 Terpenos 14.9 13.5 7
5 Fosfolípidos 95.0 86.4 46

Total 206.8 188.0
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Fracción Compuesto Peso (mg) Peso (mg·L-1) % del extracto
lipídico (w/w)

Extracto de TAP15

1 Hidrocarburos 3.4 4.5 2
2 Triglicéridos 8.5 11.3 5
3 Esteroles y

alcoholes grasos
2.3 3.1 1

4 Terpenos 32.2 42.9 19
5 Fosfolípidos 79.2 105.6 46

Total 172.6 230.1

Extracto de TAP-N

1 Hidrocarburos 41.9 65.8 21
2 Triglicéridos 17.4 27.3 9
3 Esteroles y

alcoholes grasos
6.1

9.6 3

4 Terpenos 29.7 46.6 15
5 Fosfolípidos 92.9 145.8 46

Total 202.0 317.1

En el Anexo VI se encuentran los datos de los pesos y porcentajes de las fracciones

correspondiente a los extractos lipídicos de ARSA y ARSP.

La composición del extracto lipídico de Coelastrum sp. varió de acuerdo a los diferentes

cultivos empleados como se muestra en la Figura 3.9.
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Figura 3. 9 Composición lipídica (valores únicos) de la microalga Coelastrum sp. en los
diferentes cultivos: TAP de 15 días (TAP15); ARSP de 15 días (ARSP15); TAP de 5 días
(TAP5); ARSP de 7 días (ARSP7); ARSP deficiente de nitrógeno (ARSP-N) y TAP deficiente
de nitrógeno (TAP-N).

Coelastrum sp. produjo un contenido de hidrocarburos de 2 y 3 % en ARSP7 y ARSP15,

respectivamente. Los TAG aumentaron considerablemente de 11 a 42% al transcurrir el

tiempo del cultivo de 7 a 15 días, lo cual es de esperarse debido a la acumulación de

lípidos de almacenamiento en la fase estacionaria del cultivo. Este resultado concuerda

con lo reportado en la literatura en cuanto al contenido de TAG en microalgas referidas

como oleaginosas, bajo condiciones favorables de crecimiento (20 – 50 %) [51, 58], por lo

cual Coelastrum sp puede ser considerada una especie oleaginosa. La disminución de los

esteroles de 4 a 1 % al transcurrir el cultivo de 7 a 15 días puede atribuirse al cambio en

el metabolismo de las microalgas, ya que los esteroles son compuestos estructurales de

las membranas celulares [7], por lo tanto, son sintetizados mayormente durante la

duplicación celular. Mientras que los terpenos son metabolitos secundarios producidos

después del crecimiento logarítmico [9, 13], mismos que aumentaron de 6 a 10 % al pasar

de la fase exponencial (ARSP7) al final de la fase estacionaria (ARSP15). Por otra parte,

los fosfolípidos disminuyeron de 45 a 21 %, lo cual se debe a que son lípidos estructurales
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[8] producidos también durante la fase de duplicación celular. El cultivo en dos etapas no

produjo grandes cambios del contenido de hidrocarburos (4 %), triglicéridos (42 %),

esteroles y alcoholes grasos (2 %) y terpenos (9 %) en ARSP-N en comparación con

ARSP15. El porcentaje de fosfolípidos presentó un incremento más notorio (de 21 a 30 %)

lo cual se atribuye al aumento de tamaño celular de Coelastrum sp. y no a la duplicación

celular, como se comentó en el apartado 3.2.

En el medio TAP, el tiempo de cultivo de 5 a 15 días no afectó al contenido de

hidrocarburos y esteroles. En cuanto a los TAG, compuestos utilizados en la producción

de biodiesel y bioturbosina, aunque la producción aumentó de 6.9 a 11.3 mg·L-1, sólo

representó un incremento de 4 a 5%. Los fosfolípidos permanecieron en 46 % en TAP5 y

TAP15 debido a que la duplicación celular se detuvo y la producción de biomasa se

mantuvo constante. Aunque el contenido lipídico incrementó (tabla 3.4), esta variación se

debe a la acumulación de lípidos de almacenamiento y no de los estructurales. Sin

embargo, en el caso del medio TAP se promovió el almacenamiento de terpenos de

manera preferencial a los triglicéridos, mismos que incrementaron de 7 a 19 %, siendo

este el aumento más notorio de TAP5 a TAP15. El cultivo en dos etapas en el caso del

medio TAP sí provocó cambios notorios. El incremento más notable se presentó en los

hidrocarburos al pasar de 2 % en TAP15 a 21 % en TAP-N. Es decir, el cultivo en dos

etapas con medio TAP promovió la producción de hidrocarburos como lípidos de

almacenamiento de Coelastrum sp., en comparación con los TAG de los experimentos en

agua residual sintética con melaza y los terpenos del cultivo en TAP15. Asimismo, esta

producción de hidrocarburos de Coelastrum sp. concuerda con el 21 % reportado para

Scenedesmus sp. [7]. Los TAG incrementaron de 5 a 9 % en contraste con los terpenos

que disminuyeron de 19 a 15 % en TAP-N. Los lípidos estructurales (esteroles y

fosfolípidos) no presentaron cambios notables, ya que no aumentó el crecimiento celular

(tabla 3.3) y no aportaron un incremento importante en la producción de biomasa y

contenido lipídico.

El extracto lipídico proveniente del cultivo ARSP15 presentó una mejor composición para

producir biocombustibles, en comparación con los medios TAP, debido al mayor

contenido de TAG. El extracto lipídico de ARSP15 presentó menor contenido de
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fosfolípidos, comparado con TAP 15, estos compuestos complican los procesos de

transesterificación, hidrotratamiento, reducción y combustión [41, 47].

3.4 Análisis del perfil lipídico

Se identificaron los compuestos presentes en las primeras 4 fracciones obtenidas de cada

cultivo mediante cromatografía de gases-masas. Los cromatogramas obtenidos se

encuentran en el Anexo VII. Los compuestos reportados corresponden a los que

mostraron una  similitud con el patrón de fragmentación igual o superior a 90%, así como

un área de pico mayor a 4% del total de áreas de todos los picos presentes en la muestra.

La Figura 3.10 muestra el cromatograma obtenido de la fracción de hidrocarburos de

ARSP15.

Figura 3. 10 Cromatograma correspondiente a la fracción de hidrocarburos del cultivo en
ARSP15. 31: ciclotetracosano; 53: acetato de triacontilo; 34: 1-heptacoseno; 24:
Escualeno.

Los compuestos identificados (Tabla 3.6) fueron 61 en total y se encontraron distribuidos

entre los ocho diferentes lotes de muestras (incluyendo los cultivos ARSA y ARSP). El

medio de cultivo (agua residual sintética y el medio TAP), la fase de crecimiento y el
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modelo de cultivo en dos etapas propiciaron la variación en la composición lipídica. No

obstante, cabe resaltar que se encuentran compuestos en común, como se explica en la

siguiente sección.
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Tabla 3. 6 Composición lipídica de Coelastrum sp.

Compuesto Área del pico (% del total de cada cultivo)

Pico Nombre ARSP ARSA ARSP7 TAP15 TAP5 ARSP15 ARSP-N TAP-N
1 1,13-Tetradecadieno 0.1
2 14-Hexadecenal 0.1
3 1-Octadeceno 0.1 2.6
4 Octadecano 0.3 1.1 0.6 0.7
5 Eicosano 0.2 1.1 0.8
6 Heneicosano 0.1 0.5
7 Hexacosano 0.2 1.7
8 Tetracosano 0.1
9 Éster metílico del ácido 7,10-

Hexadecadienoico 4.2 3.8 3.0 4.0

10 Éster metílico del ácido (Z)-9-
Hexadecenoico 9.7 22.2 4.8 4.2 10.8

11 Éster metílico del ácido
hexadecanoico 24.3 16.2 16.0 4.6 15.3 37.3 14.3

12 Éster metílico del ácido (Z)-9-
Octadecenoico 37.0 43.4

13 Éster metílico del ácido
octadecanoico 13.6 6.9 3.7 4.3 13.1 3.8

14 Éster metílico del ácido
octacosanoico 7.2 8.7 6.3

15 2-Decenal 0.6
16 Éster 2-metil-, 3-hidroxi-

2,2,4-trimetilpentilico del
ácido propanoico

0.3 3.0

17 Hexadeceno 0.1
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18 Latosterol 0.3
19 7,16-Estigmastadien-3-ol, (3-

β, 5-) 1.5 5.7

20 Glicerina 0.1
21 Éster bis (2-etilhexil) del

ácido hexanedioico 0.1 20.7 5.3

22 Neofitadieno 3.8 0.03 18.5 2.2 0.2 0.7 2.4
23 Nonadeceno 5.1 0.1 0.2 3.6
24 Escualeno 1.3 0.6 5.0 2.6
25 Éster metílico del ácido (Z)-7-

Hexadecenoico 4.0 3.3

26 Éster metílico del ácido
(E)10, (Z)12-
octadecadienoico

6.4

27 Éster metílico de ácido
pentacosanoico 4.6

28 6,10,14-Trimetil-2-
Pentadecanona 2.2 1.8

29 Ácido n-Hexadecanoico 3.2 1.5 1.9
30 Ácido octadecanoico 0.4
31 Ciclotetracosano 0.7 4.4 4.7
32 Nonadecano 0.5
33 2-butoxi fosfato (3:1) etanol

0.7

34 1-Heptacoseno 5.3 6.4 2.8 1.0
35 Éster metílico del ácido (E)-

9-octadecenoico 52 19.7

36 2,3,5 trimetil decano 0.7
37 Heptadecano 1.6 3.5



57

38 1-Docoseno 6.7 36.6
39 17-Pentatriaconteno 1.4
40 Éster metílico del ácido

7,10,13-hexadecatrienoico 3.7

41 Éster metílico del ácido (Z)-9-
(Z)-12-Octadecadienoico 3.5 13.7 18.5 12.4

42 Éster metílico del ácido 9,12-
octadecadienoico 15.8

43 1-Hexadecanol 0.4
44 1-Heptadecanol 0.5
45 Fitol 5.1 0.1 2.9
46 Citrato de butilo 2.1
47 1-Docosanol 0.7
48 Éster butílico del ácido

butanoico 0.9

49 7-Ergosten-3-β-ol 2.9
50 1-Hexacoseno 5.0
51 Éster metílico del ácido (E)-

9, (Z)-11- octadecadienoico 3.1

52 Éster metílico del ácido (E)-
13-octadecenoico 5.7

53 Acetato de triacontilo 6.3 2.9 1.4
54 Ciclotriacontano 1.9
55 7-Ergosten-3-ol 4.7
56 Condrilasterol 19.9
57 Éster metílico del ácido-7-

octadecenoico 40.7
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58 Acetato de heptacosilo 1.9
59 1-Nonacoseno 0.3 5.4
60 Ciclododecano 1.9
61 Ciclotetradecano 1.0

Área total 100.0 100.0 100.0 100.0 100.0 100.0 100.0 100.0
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3.4.1 Perfil lipídico de Coelastrum sp. en ARS (agua residual sintética) con melaza

En medio ARSP con melaza, predominaron los ésteres metílicos de ácidos grasos

(FAME): C16 y C18 saturados y monoinsaturados, mismos que representaron el 76.5 y

64.5 % del área de los picos en los cultivos ARSP7 y ARSP15, respectivamente. Estos

FAME predominaron también en microalgas verdes pertenecientes a los géneros

Scenedesmus, Desmodesmus y Coelastrum [49], Coelastrum sp. [49, 63], Coelastrum

microporum [62], Coelastrum asteroidum [61, 69], así como en las especies

Chlorococcum sp., Chlorella sp., Ankistrodesmus sp. [69] y Scenedesmus obliquus [93],

por mencionar algunas. En menor porcentaje se identificaron compuestos C16:2, C18:2 y

C28:0. En ARSP7 predominaron los FAME: éster metílico del ácido (E)-9-octadecenoico

(C18:1) y el éster metílico del ácido hexadecanoico (C16:0). Por otra parte, en ARSP15

destacaron: éster metílico del ácido 7-octadecenoico (C18:1), éster metílico del ácido

hexadecanoico (C16:0) y éster metílico del ácido (Z)-9-(Z)-12-octadecadienoico (C18:2).

Los hidrocarburos fueron los compuestos más abundantes después de los triglicéridos. Su

contenido incrementó de 9.1 a 18.7 % conforme al tiempo de cultivo en ARSP7 (7 días) y

ARSP15 (15 días), respectivamente. Los hidrocarburos identificados fueron C18 a C32,

siendo el 1-heptacoseno (C27H54) y escualeno (C30H50) los presentes en ambos ensayos;

mientras que el eicosano (C20H42) se identificó en ARSP7 y el ciclotetracosano (C24H48) en

ARSP15. Este resultado obtenido difiere de lo reportado para Coelastrum asteroidum,

donde predominaron alcanos de cadena C16 (hexadecano) a C20 (eicosano) [69]. Cabe

mencionar que el escualeno ha sido identificado en otras especies microalgales como

Chlorella vulgaris, Scenedesmus sp. y Schizochytriun limacinum [7]. En menor porcentaje

se identificó en ARSP7 el esterol 7,16-Estigmastadien-3-ol, (3-β, 5-) con 5.7 %, mientras

que en ARSP15 el terpeno neofitadieno, que si bien se encuentra en casi todos los

cultivos (con excepción de ARSP), incrementó de < 0.1 a 0.2 %.

3.4.2 Perfil lipídico de Coelastrum sp. en medio TAP

En el medio TAP fueron identificados diferentes compuestos en función al tiempo del

cultivo. En TAP5 predominaron los hidrocarburos con 57.6 % y en TAP15 los FAME con

56.4 % de área de los picos. Los hidrocarburos identificados en los extractos de TAP5 y
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TAP15 fueron de cadena de C17 hasta C36. En TAP5 se identificó principalmente 1-

Docoseno, mientras que en TAP15 su presencia disminuyó de 36.6 a 6.7 %. Los FAME

identificados fueron C16 a C22 saturados, monoinsaturados y poliinsaturados, siendo

estos últimos los más abundantes en TAP15 (32.1 %), en contraste con el 3.1 % en TAP5.

En TAP5 se identificó principalmente éster metílico del ácido (E)-13 octadecenoico

(C18:1) y en TAP15 éster metílico del ácido (E)-9-octadecenoico (C18:1) y éster metílico

del ácido 9,12-octadecadienoico (C18:2).

En TAP5 se identificaron esteroles como el condrilasterol con 19.9 % de área. Este

compuesto se ha reportado en las microalgas Scenedesmus sp., C. reinhardtii y

Schizochytriun limacinum [7]. Asimismo, el ergosta-7-en 3-ol representó el 4.7 % y el

terpeno neofitadieno 2.2 %. En TAP15 los esteroles disminuyeron de 24.6 a 8.0 % del

área de los picos, predominando el fitol con 5.1 %. El terpeno neofitadieno incrementó

hasta 18.5 % en TAP15. El fitol ha sido reportado anteriormente como componente de la

materia insaponificable de las especies de microalgas Chlamydomonas reinhardtii,

Chlorella vulgaris, Nannochloropsis sp. y Scenedesmus sp. [7].

3.4.3 Efecto del cultivo en dos etapas en el perfil lipídico

3.4.3.1 Agua residual sintética con melaza

Los compuestos identificados en el extracto lipídico del cultivo ARSP-N, fueron los

encontrados en el ARSP7 y ARSP15, pero con variación en su concentración, además de

otros compuestos adicionales. Estas variaciones en el perfil lipídico se deben al cambio

de las condiciones ambientales cuando se pasa de un cultivo por lotes a un cultivo en dos

etapas, y que pueden influir en el metabolismo de Coelastrum sp. y su composición

celular [82].

Respecto a los FAME, al igual que en ARSP7 y ARSP15, predominaron los compuestos

C16 y C18 saturados y monoinsaturados, los cuales en ARSP-N representaron el 61.2 %

de los metabolitos totales. Los principales FAME identificados fueron: éster metílico del

ácido hexadecanoico (C16:0), cuyo porcentaje fue duplicado en ARSP-N respecto a
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ARSP7 y ARSP15; además de éster metílico del ácido (Z)-9, (Z)-12-octadecadienoico

(C18:2), éster metílico del ácido octadecanoico (C18:0) y éster metílico del ácido (Z)-9-

hexadecenoico (C16:1). Los hidrocarburos procedentes de ARSP-N disminuyeron

respecto a los de ARSP15. Estos constituyeron el 9.2 %, e incluyeron cadenas de C19 a

C32, destacando el 1-heptacoseno y el escualeno. Cabe mencionar la aparición del

esterol denominado fitol en la tercera fracción, aunque representó apenas el 0.1 % del

área. Finalmente, el terpeno neofitadieno incrementó a 0.7 % respecto al encontrado en el

medio ARSP15.

3.4.3.2 Medio TAP

Como en el caso del cultivo TAP15, la composición lipídica de TAP-N se vio

principalmente constituida por triglicéridos. Sin embargo, en TAP-N  incrementó

notablemente el contenido de C16 y C18 saturados y monoinsaturados, pasando de 24.3

% de TAP15 a 64.8 %. Los FAME predominantes fueron: éster metílico del ácido (Z)- 9-

octadecenoico (C18:1), éster metílico del ácido hexadecanoico (C16:0) y éster metílico del

ácido (Z)-9, (Z)-12-octadecadienoico (C18:2). Los hidrocarburos identificados

constituyeron un 17.6 % de los lípidos e incluyeron compuestos cíclicos de C12, C14 y

C24, así como alifáticos de cadenas C19 a C29; destacan 1-Nonacoseno,

ciclotetracosano y 1-Nonadeceno. De los compuestos minoritarios identificados, el esterol

fitol disminuyó su contenido de 5.1 % en TAP15 a 2.9 % en TAP-N, mientras que el

terpeno neofitadieno redujo de 18.5 % en TAP15 a 2.4 % en TAP-N.

Los compuestos identificados en el perfil lipídico de Coelastrum sp. fueron

primordialmente ésteres metílicos de ácidos grasos (FAME), provenientes de la

transesterificación de los triglicéridos. En su mayoría fueron C16 y C18 monoinsaturados

y saturados, y una menor proporción de poliinsaturados, por lo cual son adecuados para

ser empleados como biodiesel [65]. Asimismo, se pueden producir otros biocombustibles

a partir de los hidrocarburos (diésel verde) [69, 133] y esteroles [42] mediante un proceso

adecuado como el craqueo catalítico [41]. Aunque los diferentes cultivos realizados en la

presente investigación generaron este tipo de compuestos en diferentes proporciones, se

requeriría un análisis más profundo en cuanto al rendimiento de la composición lipídica y

posiblemente también desde el punto de vista económico.
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3.5 Espectroscopía FTIR de los fosfolípidos

Los análisis de espectroscopía FTIR se realizaron a las fracciones más polares de cada

ensayo experimental, de acuerdo al resultado obtenido por cromatografía de capa fina.

Como se puede apreciar en la Figura 3.11, las muestras presentaron espectros similares.

Figura 3. 11 Espectros ATR-FTIR de las fracciones de fosfolípidos en los medios ARSP,
ARSP7, TAP15, TAP5, ARSP15, ARSP-N, TAP-N y ARSA.

Se identificaron señales intensas en la región de 1035 cm-1 correspondiente al

estiramiento simétrico del éster P-O-C. Las señales a 1095 y 1240 cm-1 son asociadas al

estiramiento simétrico/asimétrico del diéster PO2
-, lo cual corresponde a los grupos fosfato

de la fracción más polar [134]. Asimismo, se detectaron bandas en las regiones 1458,
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1715 y 2852 a 2915 cm-1, correspondientes a los grupos CH2, C=O y C-H,

respectivamente. Estos grupos pueden estar presentes en otros compuestos como los

triglicéridos (debido a la fracción glicerol), sin embargo, los grupos funcionales fosfato son

característicos de los fosfolípidos [134]. El análisis FTIR se realizó únicamente para

detectar la presencia de los fosfolípidos y no se efectuó una identificación ni cuantificación

de los mismos. Es importante señalar que a la fecha no se ha registrado la identificación

de fosfolípidos en Coelastrum sp. Aunque en extractos de Scencedesmus sp. se han

identificado fosfatidilglicerol (PG) y fosfatidilcolina (PC) en el cultivo a cielo abierto [7], lo

cual difiere de las condiciones empleadas en el presente estudio. Sin embargo, esos

fosfolípidos concuerdan con los principales reportados para las microalgas. Por lo anterior

y dada la relación filogenética de Coelastrum sp. con Scenedesmus sp., los fosfolípidos

mencionados podrían formar parte del extracto lipídico de la especie microalgal objeto de

estudio.
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CONCLUSIONES

 La microalga Coelastrum sp. presentó un mayor crecimiento empleando como medio

de cultivo el Agua Residual Sintética (ARS) con melaza (1.5 % v/v), lo cual se vio

reflejado en una mayor concentración celular y producción de biomasa en peso seco,

en comparación con el medio TAP.

 El ARS con melaza (1.5 % v/v) propició una mayor producción de biomasa en peso

seco y contenido lipídico en el cultivo de Coelastrum sp. durante 15 días, en

comparación con el cultivo de 7 días. El cultivo en medio TAP también favoreció el

aumento del contenido lipídico, pero no superó el generado en el ARS con melaza a

15 días.

 En el cultivo de Coelastrum sp., el medio ARS con melaza (1.5 % v/v) propició la

acumulación de un mayor contenido de triglicéridos, mientras que el medio TAP

favoreció la presencia de terpenos pero también de fosfolípidos.

 El cultivo en dos etapas realizado no dio los resultados esperados en cuanto al

incremento del contenido lipídico. En ARS con melaza (1.5 % v/v) incrementó la

producción de biomasa pero no el contenido lipídico y no se observaron cambios en el

perfil de lípidos. En el medio TAP propició el aumento de la producción de biomasa

seca y variación favorable en el perfil lipídico, pero disminuyó el contenido de lípidos.

 En el perfil lipídico de Coelastrum sp. se identificaron principalmente los FAME C16 y

C18 saturados y monoinsaturados, en todos los ensayos experimentales de ARS con

melaza, y un bajo contenido de compuestos poliinsaturados; por lo cual el extracto es

adecuado para su empleo como materia prima para biocombustibles, específicamente

el biodiesel. El medio TAP favoreció el incremento de FAME monoinsaturados y

poliinsaturados; los cuales reducen la calidad de los extractos para su uso como

materia prima para la producción de biocombustibles.

 El cultivo de Coelastrum sp. en ARS con melaza (1.5 % v/v) durante 15 días, propició

la producción de biomasa (en peso seco) con un alto contenido de lípidos y un perfil

lipídico adecuado para su empleo como materia prima para la producción de

biocombustibles como el biodiesel.
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PERSPECTIVAS

Si bien Coelastrum sp. mostró capacidad para crecer en el ARS y producir lípidos con un

perfil adecuado para su uso como biocombustibles, es necesario realizar estudios para

analizar su crecimiento en agua residual real y determinar su perfil lipídico.

Se demostró que incrementar el tiempo de cultivo de Coelastrum sp. en ARS con melaza

aumenta su producción de biomasa y contenido lipídico, por lo que sería importante

determinar el tiempo de cultivo óptimo para la producción de lípidos en este medio.

Es necesario establecer las condiciones del cultivo en dos etapas y/o limitación de

nitrógeno para generar un incremento del contenido lipídico de Coelastrum sp.

Conociendo el perfil de lípidos producidos por Coelastrum sp., un avance deseable sería

proponer un sistema de reacciones mediante el cual se logre la síntesis de un

biocombustible que permita el mejor aprovechamiento del extracto lipídico de esta especie

microalgal.

Estudiar la producción de lípidos utilizando ARS en el cultivo de otras especies de

microalgas.
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Anexo I. Formulaciones de Agua Residual Sintética

Formulación Alzate et al. 2007 [135]

Reactivo Cantidad por litro

Azúcar comestible 4 g

Ácido acético glacial 0.5g

Na2CO3 1.0 g

NaHCO3 comercial 1.0 g

K2HPO4 0.2 g

NH4Cl 1.0 g

Agua destilada 1000 mL

Formulación Pérez et al. 2007 (modificada) [136]

Reactivo Cantidad por litro

NaCl 10 mg

CaCl2 2 g

MgSO4·7H2O 1 g

K2HPO4 0.100 g

KH2PO4 0.050 g

Na2HPO4 30 mg

NH4Cl 192 mg

Glucosa 10 g

Agua destilada 1000 mL
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Anexo II. Formulación del Medio TAP

Medio TAP

Soluciones stock

Reactivo Cantidad por litro

Tris base 20 mL

Buffer de fosfatos II 1 mL

Metales traza Hutner 1 mL

Solución A 10 mL

Ácido acético glacial
(pH de 7.0)

1 mL

Aforar a 1000 mL con agua bidestilada

Solución A

Reactivo Cantidad para 500 mL (H2O)

NH4Cl 20 g

MgSO4·2H2O 5 g

CaCl2·7H2O 2.5 g

Buffer de fosfatos II

Reactivo Cantidad para 100 mL (H2O)

K2HPO4 10.8 g

KH2PO4 5.6 g
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Metales traza Hutner

Reactivo Cantidad para 1 L (H2O)

BO3H3 11.4 g

ZnSO4·7H2O 22.0 g

MnCl2·4 H2O 5.06 g

FeSO4·7 H2O 4.99 g

CoCl2·6 H2O 1.61 g

CuSO4·5 H2O 1.57 g

Mo7O24(NH4)6·4 H2O 1.1 g

Tris base

Reactivo Cantidad para 200 mL (H2O)

Tris base 24.228 g



82

Anexo III. Curva de crecimiento de la microalga Coelastrum sp. en ARSA

Los datos graficados corresponden al promedio de la concentración celular de los

reactores 1 y 2 (duplicado). El reactor No. 3 (triplicado) presentó una curva de crecimiento

atípica en comparación con los otros reactores, debido a un problema con la agitación en

el sistema mecánico empleado. La agitación del cultivo microalgal es considerada

“energía subsidiaria” que tiene efectos importantes en la producción celular, producción

de biomasa y algunos productos comerciales importantes [137]. Acorde a lo mencionado,

el reactor 3 se mantuvo bajo condiciones de cultivo diferentes a las de los reactores 1 y 2,

por lo tanto se descartó del presente estudio.
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Anexo IV. Curva de crecimiento de la microalga Coelastrum sp. en ARSP (sin
melaza)
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Anexo V. Producción de biomasa y contenido lipídico de los cultivos ARSA y ARSP

Cultivo Peso de biomasa
seca (g·L-1)

Peso del extracto
lipídico (g·L-1)

Porcentaje de
lípidos (% w/w)

ARSA 1.40 ± 0.20 0.39 ± 0.13 28

ARSP 0.32 ± 0.07 0.13 ± 0.02 40
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Anexo VI. Relación de peso y porcentaje de las fracciones ARSA y ARSP eluidas

Fracción Compuesto Peso (mg) Peso (mg·L-1) % del extracto
lipídico (w/w)

Extracto de ARSA

1 Hidrocarburos 7.6 13.2 3

2 Triglicéridos 53.0 92.1 24

3 Esteroles y alcoholes
grasos

24.8 43.1 11

4 Terpenos 1.7 3.0 1

5 Fosfolípidos 64.5 112.1 29

Total 222.8 387.2

Extracto de ARSP

1 Hidrocarburos 3.4 4.5 4
2 Triglicéridos 21.6 28.8 23
3 Esteroles y alcoholes

grasos
8.6 11.5 9

4 Terpenos 3.8 5.1 4
5 Fosfolípidos 20.3 27.1 22

Total 94.4 126.0
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Anexo VII. Cromatogramas
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ARSP+7
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TAP15
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