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RESUMEN 

 

Las microalgas han sido recientemente objeto de estudio para su utilización como 

materia prima en la producción de biocombustibles debido a su alta productividad de 

lípidos. La biosíntesis de estos compuestos, especialmente los triacilglicéridos, puede ser 

regulada mediante el control de las condiciones de cultivo, como la limitación de 

nutrientes, por lo que en el presente trabajo se evaluó el efecto de la limitación de nitrógeno 

(N) y fósforo (P) en la producción de lípidos en cultivos de las microalgas verdes 

Scenedesmus obliquus y Scenedesmus sp. Ambas microalgas fueron cultivadas en dos 

etapas, inicialmente en un medio de cultivo provisto de todos los nutrientes para la 

acumulación de biomasa y posteriormente con limitación de N y P para incrementar la 

síntesis de lípidos. La biomasa acumulada fue recuperada por centrifugación y los lípidos se 

extrajeron con una mezcla de cloroformo:metanol (2:1 v/v). En los cultivos con S. obliquus 

no se observó diferencia significativa en la productividad de biomasa entre los tratamientos 

evaluados (limitación de N y P) y el control a los 12 días de cultivo, los valores se 

obtuvieron en un intervalo de 225.09 a 231.70 mg·L
-1

·d
-1

. Por otro lado, la mayor 

productividad de lípidos, 101.07 mg·L
-1

·d
-1

, se obtuvo bajo limitación de N. En el caso de 

Scenedesmus sp., tampoco se observó diferencia significativa en la productividad de 

biomasa entre los tratamientos y el control a los 10 días de cultivo, los valores se 

obtuvieron en un intervalo de 311.60 a 334.26 mg·L
-1

·d
-1

. La productividad de lípidos 

aumentó significativamente después del estrés aplicado, obteniéndose 133.55 mg·L
-1

·d
-1

 

bajo limitación de N. Los valores de productividad lipídica encontrados en ambas especies 

de Scenedesmus fueron superiores al promedio reportado en la literatura (40 mg·L
-1

·d
-1

), 

por lo que ambas especies de microalgas podrían considerarse como candidatas para la 

obtención de lípidos como materia prima para la producción de biocombustibles.  
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ABSTRACT 

 

Microalgae have recently been studied for their utilization as raw material for 

biofuels production due to their high lipid productivity. Lipid biosynthesis, especially 

triacylglycerides, can be enhanced by certain culture conditions as nutrient starvation. In 

this study, the effect of nitrogen (N) and phosphorus (P) limitation on lipid production was 

evaluated in cultures of the green microalgae Scenedesmus obliquus and Scenedesmus sp. 

Both microalgae were cultivated in two steps, first in a medium containing all the nutrients 

for biomass accumulation and then in media with N and P limitation to enhance lipid 

biosynthesis. Biomass was recovered by centrifugation and lipid extraction was carried out 

with a mixture of chloroform:methanol (2:1 v/v). In S. obliquus cultures, no significant 

differences were observed on biomass productivity between the treatments (N y P 

limitation) and the control at 12 days of culture with values between 225.09 and 231.70 

mg·L
-1

·d
-1

. The higher lipid productivity, 101.07 mg·L
-1

·d
-1

, was obtained under N 

limitation. In cultures of Scenedesmus sp. no significant differences were observed on 

biomass productivity between the treatments and the control at 10 days of culture with 

values between 311.60 and 334.26 mg·L
-1

·d
-1

. Lipid productivity significantly increased to 

133.55 mg·L
-1

·d
-1

 under N limitation. The lipid productivity values observed in cultures of 

both microalgae are higher than the average reported on the literature (40 mg·L
-1

·d
1
), 

consequently, these microalgae can be considered as a promissory source of oil for the 

production of biofuels as biodiesel or biojetfuel. 
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Introducción 

 

El biodiesel es un biocombustible que ha llamado la atención en años recientes, 

debido a que es biodegradable, menos contaminante que el diesel y se obtiene de fuentes 

renovables. En la actualidad, la producción de biodiesel se realiza principalmente a partir 

de aceites vegetales, tales como canola, soya, girasol y palma aceitera, y en menor medida 

de grasa animal y aceite vegetal usado [1]. Sin embargo, estas materias primas presentan 

desventajas con respecto al uso de tierras de cultivo y competencia con la producción de 

alimentos [2].  Debido a lo anterior, se están investigando otras fuentes de lípidos para la 

producción de biodiesel, tales como la planta Jatropha curcas que puede crecer en zonas 

semiáridas y áridas [3], y las microalgas que pueden producir cantidades significativas de 

lípidos con composiciones similares a los de los aceites vegetales. El cultivo de microalgas 

ha surgido como una alternativa atractiva para la producción de biocombustibles debido a 

que presentan múltiples ventajas comparadas con las plantas, incluyendo alta eficiencia 

fotosintética, alta tasa de crecimiento y mayor rendimiento de aceite. Además, pueden ser 

cultivadas en tierras marginales,  requieren menos agua y menor superficie de tierra para su 

cultivo [4].  

La producción de biocombustibles a partir de microalgas es técnicamente viable, 

pero aún no es económicamente factible [5]. El principal cuello de botella citado en la 

literatura es la producción de una gran cantidad de lípidos aunado a una gran acumulación 

de biomasa, seguido por la recolección de la biomasa [6]. Para mejorar la factibilidad 

económica, un parámetro clave que necesita ser mejorado es la productividad lipídica [7].  

Estudios previos han demostrado que el contenido lipídico de algunas microalgas puede 

incrementarse alterando las condiciones de cultivo, tales como limitación de la fuente de 

nitrógeno [8, 9] y fósforo [10], disminución de la temperatura [11] y aumento de la 

concentración de sal [12]. 

Después del carbono, el nitrógeno y el fósforo son las fuentes más importantes para 

la nutrición de las microalgas, ya que están directamente asociados con el metabolismo 

primario; además, se ha reportado que la limitación de estos nutrientes induce la 

acumulación de lípidos. En este sentido, en el presente trabajo se evaluó el efecto de la 

limitación de nitrógeno y fósforo en la producción de lípidos en cultivos de las microalgas 
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verdes Scenedesmus obliquus y Scenedesmus sp. Estas cepas de microalgas no se han 

evaluado como materia prima para la producción de biocombustibles. 

El presente trabajo está dividido en cuatro capítulos. En el primero se describe un 

panorama general de las microalgas para la producción de biocombustibles. En el segundo 

capítulo se describe la metodología utilizada en la realización de los experimentos. En los 

capítulos tres y cuatro se presentan los resultados obtenidos con S. obliquus y Scenedesmus 

sp., respectivamente. 
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Capítulo 1.  

Antecedentes  

 

1.1. Introducción a las microalgas 

 

1.1.1. Generalidades  

 

Las microalgas son microorganismos autótrofos que utilizan la energía de la luz 

solar y CO2 de la atmósfera, para sintetizar compuestos orgánicos. Algunas pueden tener un 

metabolismo heterótrofo, tomando moléculas orgánicas complejas como fuente de energía, 

pero sin perder afinidades genéticas con sus parientes fotosintéticos [13]. El número de 

especies de microalgas se ha estimado en más de 50000 especies, pero solo un número 

limitado, de alrededor de 30000, han sido estudiadas y analizadas [1]. Se caracterizan por la 

gran diversidad de formas, tamaño, estructura celular, metabolismo, composición química, 

ciclos de vida y hábitats, por lo que pueden encontrarse en lugares soleados en hábitats 

terrestres y también en el agua dulce y salada, desde las regiones árticas hasta los trópicos 

[14]. 

En la mayoría de los hábitats las microalgas funcionan como los productores 

primarios en la cadena alimenticia, produciendo material orgánico a partir de compuestos 

inorgánicos que toman del medio, gracias a la energía del sol y a través del proceso 

fotosintético. Como resultado de la fotosíntesis, las microalgas almacenan varios productos 

de reserva, como manitol, almidón y lípidos. Además de ser la fuente básica de alimentos 

para las cadenas alimenticias, también participan en los diferentes ciclos biogeoquímicos 

globales, con la producción de oxígeno atmosférico (aportan aproximadamente de 40 a 

50% del oxígeno en la atmósfera) y la regulación del clima [15]. 
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1.1.2. Clasificación 

 

Tradicionalmente las microalgas han sido clasificadas de acuerdo a su color, sin 

embargo, hoy en día el sistema de clasificación más usado se basa en el sistema de cinco 

reinos de Whittaker [16]. Las algas están clasificadas en siete divisiones repartidas en dos 

reinos diferentes (Monera y Plantae). Esta clasificación clásica se basa en propiedades de la 

célula, no del organismo [16]. Algunas de las propiedades más importantes son:  

1) Composición química y morfológica de la pared celular (si existe). 

2) Forma de almacenamiento del alimento o de los productos de asimilación de la 

fotosíntesis. 

3) Moléculas de clorofila y pigmentos accesorios que contribuyen a la fotosíntesis. 

4) Número de flagelos y localización de su inserción en las células móviles. 

5) Morfología de las células. 

6) Hábitat. 

7) Estructuras reproductoras. 

Basándose en estas propiedades las microalgas son clasificadas en siete divisiones 

como muestra la Tabla 1.1. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



   5 

 

Tabla 1.1. Resumen comparativo de algunas características de las microalgas [16] 

División 
Nombre 

común 
Clorofilas Carotenoides 

Producto de 

almacenamiento 
Hábitat 

Chlorophyta Algas verdes a y b β-caroteno, 

xantofilas 

Azúcares, 

almidón, 

fructosano, 

aceites 

ad, as, 

t 

Charophyta Algas pétreas a y b α, β, 

caroteno, 

xantofilas 

Almidón ad 

Euglenophyta Euglenoides a y b β, caroteno, 

xantofilas 

Paramilón, 

azúcares 

ad,  as, 

t 

Chrysophyta Algas 

amarillo-

verdosas y 

pardas-

doradas; 

diatomeas 

a y c β-caroteno, 

fucoxantina, 

xantofilas 

Aceites ad,  as, 

t 

Phaeophyta Algas pardas a y c β-caroteno, 

fucoxantina, 

xantofilas 

Manitol, aceites as 

Rhodophyta Algas rojas a ,rara 

vez d 

Xantofilas Almidón ad,  as 

Pyrrophyta Dinoflagelados a y c β-caroteno, 

fucoxantina, 

dinoxanotina 

Almidón, 

glucano 

ad, as 

ad: agua dulce;  as: agua salada; t: terrestre  
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1.1.3. Tipos de organización celular 

 

Las microalgas tienen diferentes tipos de organización celular [17]:  

a)  Unicelular. Son especies de microalgas que se encuentran solitarias en el medio 

natural, pueden ser móviles o no mótiles. En las formas móviles, la movilidad se debe 

fundamentalmente a la presencia de flagelos.  

b) Colonial. Son especies de microalgas que forman un agregado de células. 

Algunas microalgas pueden formar colonias con movilidad (p. ej. Volvox) o colonias no 

motiles (p. ej. Gloeocystis). Las células no mótiles pueden organizarse en formas 

cenobióticas con un número fijo de células en colonias (p. ej. Scenedesmus).  

c) Filamentosa. Generalmente presentan células cilíndricas dispuestas de extremo a 

extremo que pueden presentar formas ramificadas o lineales. 

 

1.1.4. Aplicaciones y productos de microalgas 

 

La producción de microalgas se ha estudiado durante décadas [18], dada la gran 

variedad de productos metabólicos que pueden obtenerse de ellas como complementos 

alimenticios, lípidos, polímeros, toxinas, pigmentos y biocombustibles. Algunos ejemplos 

de ellos son: β-carotenos, astaxantina, luteína [19]. También pueden emplearse en 

diferentes aplicaciones como en el tratamiento de aguas residuales y en la biomitigación de 

CO2 como se describe más adelante.  

 

a) Tratamiento de aguas residuales 

 

Las aguas residuales, ya sean de origen doméstico, animal o industrial, debido a su 

alto contenido de nutrientes constituyen un medio apropiado para el crecimiento de 

microalgas, las cuales han demostrado su capacidad de remover cantidades apreciables de 

estos nutrientes [20]. 

El proceso integral de tratamiento de aguas residuales usando cultivos de 

microalgas, presenta ventajas tan importantes como son: el mejoramiento de la calidad del 

efluente mediante un mecanismo de bajo costo energético con el aprovechamiento de 

nutrientes que son desechados y que pueden ser incorporados a la biomasa; la cual presenta 
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un alto valor comercial. Esta biomasa según su composición química, puede convertirse en 

fuente productora de fertilizantes, alimentos animales (para ganado vacuno, avicultura, 

porcicultura  y acuicultura), energía, además de otras aplicaciones en la industria química, 

biomédica y farmacológica [21]. 

Varias aplicaciones en el tratamiento de aguas residuales han sido reportadas en la 

literatura. Por ejemplo, Sawayama et al. [22] utilizaron la microalga Botryococcus braunii 

para eliminar el nitrato y el fosfato de las aguas residuales después del tratamiento 

primario, junto con la producción de biomasa rica en hidrocarburos. Martínez et al. [23] 

lograron una importante eliminación de fósforo y nitrógeno de las aguas residuales urbanas 

mediante la microalga Scenedesmus obliquus. Estos autores fueron capaces de alcanzar el 

98% de eliminación de fósforo y una eliminación completa (100%) de amonio en un cultivo 

con agitación a 25 ºC con tiempos de retención de 94 y 183 h, respectivamente. Aslan y 

Kapdan [24] mostraron que Chlorella vulgaris es otra microalga que puede ser utilizada 

para la eliminación de nitrógeno y fósforo de las aguas residuales con una eficiencia de 

remoción promedio de 72% para el nitrógeno y 28% para el fósforo. 

Por lo mencionado anteriormente, las microalgas presentan una buena alternativa 

para el tratamiento de aguas residuales por su capacidad de remoción de nutrientes. 

 

b) Biomitigación de CO2 

 

Las microalgas pueden ser utilizadas para fijar CO2 a partir de tres fuentes 

diferentes: CO2 de la atmósfera, CO2 procedente de las emisiones de plantas de energía y 

procesos industriales (gases de combustión), y CO2 de los carbonatos solubles (NaHCO3 y 

Na2CO3) [25]. En general, las microalgas crecen más rápido que las plantas terrestres y la 

eficiencia de fijación de CO2 es aproximadamente 10-50 veces más rápida. De acuerdo a 

Chisti [5], por 1 kg de biomasa seca de algas se fija aproximadamente 1.83 kg de CO2, por 

consiguiente, la producción de biomasa de microalgas puede contribuir a la fijación 

biológica de CO2. 

En la naturaleza las microalgas capturan el CO2 de la atmósfera durante la 

fotosíntesis. Sin embargo, el rendimiento de fijación se ve limitado por la baja 

concentración de CO2 en el aire (aproximadamente 0.0387 % v/v) [26]. Por el contrario, la 
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captura de CO2 de las emisiones de gases de combustión de las centrales eléctricas que 

queman combustibles fósiles logra una mejor recuperación debido a la mayor 

concentración de CO2 de hasta un 15 % v/v. Sin embargo, sólo un pequeño número de algas 

son tolerantes a los altos niveles de SOx y NOx que están presentes en los gases de 

combustión. Los gases también tienen que ser enfriados antes de la inyección en el medio 

de cultivo. La selección de cepas de microalgas adecuadas para la biomitigación de CO2 

tiene un efecto significativo sobre la eficacia y competitividad de los costos de este 

proceso. Los atributos deseables para la fijación de CO2 son:  

 Un crecimiento elevado y altas tasas de utilización de CO2. 

 Alta tolerancia a trazas de componentes de los gases de combustión, tales 

como SOx y NOx. 

 Generación de co-productos, por ejemplo, aceites como materia prima para 

la producción de biocombustibles y compuestos bioactivos como el 

antioxidante β-caroteno. 

 Tolerancia a temperaturas altas del agua para minimizar el costo de 

refrigeración de los gases de combustión y ser capaz de utilizar nutrientes 

provenientes de aguas residuales. 

 En la Tabla 1.2 se presentan datos sobre las características conocidas de especies 

estudiadas para la mitigación de CO2 [25]. 

 

Tabla 1.2. Especies de microalgas estudiadas para la biomitigación. 

Microalga T (ºC) 
Concentración suministrada 

de CO2 (% v/v) 

Tasa de fijación 

de CO2 (g L
-1

) 

Chlorococcum littorale 40 30 1 

Chlorella kessleri 18 30 0.163 

Chlorella sp. 40 42 1 

Scenedesmus obliquus 18 30 0.26 

Spirulina sp. 18 30 0.413 

Haematococcus pluvialis 16–34 20 0.143 

Dunalliella tertiolecta 3 27 0.313 
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Una serie de estudios ha demostrado el potencial de las microalgas para la fijación 

biológica de carbono en diversas condiciones. Por ejemplo, de Morais y Costa [27] 

encontraron que las especies de microalgas S. obliquus y Chlorella kessleri son capaces de 

crecer en medios que contienen hasta un 18% v/v de CO2. Chang y Yang [28] encontraron 

que ciertas especies de Chlorella pueden crecer en una atmósfera con CO2 de hasta un 40% 

v/v. Al comparar B. braunii, C. vulgaris y Scenedesmus sp. en condiciones de crecimiento 

con gases de combustión, Yoo et al. [29] encontraron que Scenedesmus sp. es la más 

adecuada para la biomitigación de CO2 debido a su alta tasa de producción de biomasa 

(0.218 g L
-1

 d
-1

) y su alta capacidad de fijación de carbono. 

 

1.2 Biocombustibles a partir de microalgas 

 

Comparadas con las plantas, las microalgas presentan una alta eficiencia 

fotosintética, pues la eficiencia de la energía resultante de la fotosíntesis lograda en plantas 

es en general inferior a 1% [30], mientras que las microalgas pueden lograr una mayor 

eficiencia de energía, hasta un 5% de la energía solar en biomasa. También, requieren 

menor superficie de tierra para su cultivo, pueden cultivarse en cualquier época del año y  

requieren menos agua comparadas con los cultivos agrícolas [4]. Por tanto, han sido 

propuestas como buenas candidatas para la producción de diversos biocombustibles como 

el metano (por digestión anaerobia de la biomasa), bioetanol (por fermentación del 

almidón), producción fotobiológica de hidrógeno, así como biodiesel y bioqueroseno a 

partir del aceite que sintetizan [4], como se presenta a continuación (Figura 1.1). 
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Figura 1.1 Biocombustibles a partir de microalgas [31]. 

 

a) Bioetanol  

 

Convencionalmente, el etanol puede ser producido de dos maneras: por un proceso 

químico, en el cual es sintetizado a partir del etileno proveniente de fuentes fósiles; o bien, 

por un proceso de fermentación, utilizando fuentes de carbono como materia prima (p. ej. 

caña de azúcar) [32]. Las microalgas son una fuente potencial de sustrato de fermentación, 

ya que según las condiciones de cultivo, pueden contener altos niveles de compuestos de 

carbono, directamente disponibles para la fermentación [33]. Microalgas como Chlorella, 

Dunaliella, Chlamydomonas, Scenedesmus, Spirulina, entre otras, contienen una gran 

cantidad de carbohidratos que pueden ser aprovechados como materia prima para la 

producción de etanol (Tabla 1.3)  [32]. 
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Tabla 1.3. Contenido de carbohidratos de varias especies de microalgas [20]. 

Especie de microalga % de carbohidratos (peso seco) 

Chlamydomonas reinhardtii 17 

Chlorella vulgaris 12-17 

Dunaliella salina 32 

Spirulina maxima 13-16 

Scenedesmus obliquus 10-17 

Scenedesmus dimorphus 21-52 

 

El principio de la producción de etanol por microalgas consiste en el cultivo, 

recolección de las células, preparación de la biomasa, fermentación y destilación del etanol. 

La preparación de la biomasa se puede realizar a través de equipos mecánicos o enzimas 

que degradan las paredes celulares. Cuando las células se rompen, se añade levadura a la 

biomasa (p. ej. Saccharonmyces) y la fermentación comienza. De esta manera, el azúcar se 

convierte en etanol por efecto del metabolismo de la levadura y éste se destila para 

purificarlo [34]. 

Intentos recientes para la producción de etanol se están llevando a cabo con 

microalgas como materia prima para el proceso de fermentación [20]. Harun et al. [35] han 

llevado a cabo experimentos para estudiar la microalga Chlorococcum sp. como sustrato, 

utilizando la levadura Saccharomyces bayanus para la fermentación. Los resultados de este 

estudio mostraron una concentración máxima de bioetanol de 3.83 g L
-1

 obtenidos a partir 

de 10 g L
-1

 de la biomasa residual de la extracción de lípidos. De igual manera, Ueno et al. 

[36] produjeron etanol a partir de la microalga marina Chlorococcum littorale a través de 

un proceso de fermentación y alcanzó una productividad de etanol máxima de 450 µmol g
-1

 

en base al peso seco a 38 ºC. Estos estudios apoyan la idoneidad de las microalgas como 

sustrato prometedor para la producción de bioetanol. 

En  la actualidad se están desarrollando estudios sobre modificación genética de 

microalgas para la producción directa de bioetanol, aunque todavía se encuentra en sus 

primeras etapas. Un ejemplo es la empresa Algenol Biofuels Inc., la cual modificó 

genéticamente una cepa del género Synechococcus que convierte el piruvato a etanol dentro 

de cada célula [37]. El etanol producido se difunde a través de la pared celular hacia el 
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medio de cultivo y se evapora. El vapor de agua-etanol condensa en la superficie interna de 

un biorreactor, se recoge por gravedad y se destila para la obtención de etanol anhidro [38]. 

La microalga fue diseñada en Canadá y el centro de producción está funcionando en 

Sonora, México [39]. Esta planta piloto es capaz de producir etanol a un ritmo de más de 

56, 219 L ha
-1

 año
-1 

[40]. 

 

c) Biogás  

 

El metano o biogás es el producto de la digestión anaerobia, que consiste en la 

descomposición de la materia orgánica para producir un gas que contiene aproximadamente 

55 - 65% de metano (CH4), 30 - 45% de dióxido de carbono (CO2), trazas de sulfuro de 

hidrógeno (H2S) y vapor de agua [41]. El proceso de la digestión anaerobia se optimiza 

cuando se utilizan compuestos con contenido de humedad entre 80% y 90%. Por tanto, el 

uso de la biomasa de microalgas es apropiado para este proceso [42]. 

Uno de los primeros estudios sobre la viabilidad de la utilización de microalgas para 

la producción de metano se publicó hace más de 50 años y se llegó a la conclusión de que 

el proceso podría ser factible y podría optimizarse aún más en el futuro [43]. Sin embargo, 

actualmente la investigación en el campo de las microalgas como sustratos para la 

producción de biogás es muy limitada [44], a pesar de que los últimos cálculos teóricos 

indican su potencial como materia prima para la producción de este biocombustible [45]. 

 

d) Biohidrógeno 

 

El hidrógeno es una molécula de origen natural, que es portador de energía limpia y 

eficiente. Las microalgas son candidatas para su producción, ya que poseen las 

características genéticas, metabólicas y enzimáticas necesarias [42]. Bajo condiciones 

anaeróbicas, las microalgas eucariotas producen hidrógeno como donante de electrones en 

el proceso de fijación de CO2. Durante la fotosíntesis, las microalgas convierten moléculas 

de agua en iones hidrógeno (H
+
) y oxígeno. Los iones hidrógeno son convertidos en H2 por 

la enzima hidrogenasa [46]. La producción fotosintética de O2 resulta en una inhibición 

rápida de la enzima hidrogenasa y la producción de H2 se interrumpe. Por lo tanto, el 
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cultivo de microalgas para la producción de hidrógeno debe tener lugar en condiciones 

anaerobias [42]. 

La producción de hidrógeno fue reportada por primera vez por Gaffron y Rubin en 

1942 [47] con la microalga verde Scenedesmus obliquus. Sin embargo, el metabolismo de 

la producción de hidrógeno en las microalgas es todavía un tema de investigación básica. El 

proceso de producción de hidrógeno por algas verdes es de interés debido a que lo generan 

a partir de dos recursos abundantes: luz y agua. Un requisito previo es la adaptación de las 

microalgas a una atmósfera anaerobia [48]. Aunque se han logrado grandes avances durante 

la última década en la producción de biohidrógeno, al momento parece estar lejos de la 

aplicación industrial debido a su baja productividad [49] 

 

e) Biodiesel  

 

El biodiesel es un biocombustible que ha llamado la atención en años recientes, 

debido a que es biodegradable, menos contaminante que el diesel y renovable. En la 

actualidad, la producción de biodiesel se realiza principalmente a partir de aceites 

vegetales, tales como canola, soya, girasol y palma aceitera, y en menor medida de grasa 

animal y aceite vegetal usado [50]. 

En años recientes, las microalgas han emergido como una fuente prometedora de 

materia prima para la producción de biodiesel, debido a que pueden contener cantidades 

significativas de lípidos con composiciones similares a los de los aceites vegetales [51].  

Las microalgas que se están investigando en la producción de biodiesel son por lo general 

microalgas verdes, que poseen altas tasas de crecimiento. En condiciones óptimas pueden 

duplicar su biomasa en menos de 24 h [52]. También, pueden tener un alto contenido de 

lípidos y con base en la productividad de biomasa en fotobiorreactores, se ha estimado que 

producirían más aceite comparado con los cultivos agrícolas (Tabla 1.4). Además, en teoría, 

requerirían de una superficie mucho menor de tierra que otras materias primas de origen 

agrícola para la producción de biodiesel;  de 49 a 132 veces menor en comparación con los 

cultivos de colza o soja, respectivamente, cuando se comparan con microalgas con 30% 

(peso/peso) de aceite en la biomasa seca [1].  
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Actualmente, la producción de biodiesel es percibida como la tecnología más 

cercana a la viabilidad a escala comercial [26]. Cabe señalar que la acumulación de lípidos 

y la utilización de los mismos para la producción de biodiesel parece ser una solución a 

mediano plazo [53], ya que la optimización para la obtención de una mayor cantidad de 

lípidos se ha estudiado en los últimos años [54]. 

 

Tabla 1.4. Comparación del rendimiento de diferentes materias primas para la elaboración 

del biodiesel [1]. 

Fuente 

Contenido 

de aceite 

(% peso 

seco) 

Rendimiento de 

aceite (L
-1

·ha· 

año
-1

)
 

Uso de tierra 

(m
2
·año

-1
· kg 

biodiesel
-1

) 

Producción de 

biodiesel 

(Kg biodiesel·ha· 

año
-1

) 

Maíz 

(Zea mays) 
44 172 66 152 

Soja 

(Glycine max) 
18 636 18 562 

Jatropha 

(Jatropha curcas) 
28 741 15 656 

Canola 

(Brassica napus) 
41 974 12 862 

Girasol 

(Heliantus annuus) 
40 1070 11 946 

Palma 

(Elaeis guineensis) 
36 5366 2 4747 

Microalgas 

(Bajo contenido de 

aceite) 

30 58,700 0.2 51, 927 

Microalgas 

(Alto contenido de 

aceite) 

70 136, 900 0.1 121, 104 

 

1.3 Sistemas de cultivo  

 

El cultivo de microalgas se ha llevado a cabo durante siglos. De hecho, algas verde-

azules como: Nostoc, Spirulina y Chlorella se han utilizado para la alimentación desde hace 

miles de años [55]. Por ejemplo, Spirulina se ha utilizado como fuente de alimentos en Asia 

por más de 1000 años y en el lago de Texcoco (México), por  la civilización azteca, hace 

unos 700 años [1].  
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En 1980, hubo 46 grandes fábricas en Asia que produjeron más de 1000 kg de 

biomasa seca de microalgas por mes (principalmente Chlorella) como fuente de alimento. 

En 1986, la producción comercial de Dunaliella salina, como fuente de β-caroteno, se 

convirtió en la tercera industria de microalgas más importante, cuando se estableció por 

industrias biotecnológicas en Australia. Estas industrias fueron acompañadas por otras 

plantas comerciales en Israel y E.U.A. Recientemente, varias plantas para producción 

comercial de astaxantina obtenida de Haematococcus pluvialis se han establecido en los 

EE.UU. e India. Así, en un período de unos 30 años, la industria de la biotecnología de 

microalgas ha crecido y se ha diversificado de manera significativa [56]. Las microalgas 

pueden cultivarse comercialmente en dos tipos de sistemas, ya sea en estanques abiertos o 

en fotobiorreactores, los cuales se mencionan a continuación. 

  

a) Sistemas abiertos 

 

Los sistemas de producción de biomasa de microalgas en estanques abiertos se han 

utilizado desde la década de los 50 para la producción de biomasa como fuente de alimento 

[5]. Estos sistemas se pueden clasificar en aguas naturales (lagos, lagunas y estanques) y 

estanques artificiales o contenedores. Los  estanques “raceway” son el sistema artificial 

más utilizado. Éstos se hacen típicamente en un circuito cerrado, los canales de 

recirculación son de forma ovalada (Figura 1.2). Tienen generalmente entre 0.2 y 0.5 m de 

profundidad y son necesarias la mezcla y la circulación del cultivo para estabilizar el 

crecimiento de las microalgas y la productividad. Los estanques “raceway” se construyen 

generalmente de concreto, pero también pueden construirse estanques sobre tierra 

compactada revestidos con plástico. En un ciclo de producción continua, el precultivo de 

microalgas y los nutrientes se introducen en la parte delantera de la rueda. Mediante 

mezclado se distribuye a través del todo el sistema y se mantiene un determinado tiempo 

hasta la recuperación de la biomasa. La rueda está en operación continua para evitar la 

sedimentación. El requisito de CO2 para el crecimiento de las microalgas es por lo general 

proporcionado por el aire de la superficie, pero se pueden instalar aireadores sumergidos 

para aumentar el suministro y absorción de CO2 [42]. 
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Figura 1.2. Cultivo de Nannochloropsis sp. en estanques abiertos. Imagen de Nature Beta 

Technologies Ltd, Eilat, Israel [57]. 

 

En comparación con los fotobiorreactores cerrados, un estanque abierto es el 

método más barato para la producción de biomasa de microalgas a gran escala. Los 

estanques abiertos no compiten por la tierra con cultivos agrícolas existentes, ya que 

pueden ser implementados en zonas de tierras marginales, tienen menor requerimiento de 

energía y el mantenimiento y limpieza de estos sistemas son más fáciles. Estos sistemas no 

son convenientes para especies que son susceptibles a la contaminación con otros 

microorganismos. Sin embargo, algunas especies de microalgas de crecimiento acelerado 

(por ejemplo Chlorella) o aquellas que pueden vivir en ambientes extremos tales como alto 

pH (por ejemplo Spirulina), ó alta salinidad (por ejemplo Dunalliella), son apropiadas para 

el cultivo a gran escala en estanques abiertos [42]. Un ejemplo de monocultivos a gran 

escala es la producción de D. salina para la producción de β-caroteno en las aguas 

extremadamente halófilas de la laguna Hutt, en Australia [58]. 

En lo que respecta a la productividad de biomasa, los estanques abiertos son menos 

eficientes en comparación con los fotobiorreactores. Esto se puede atribuir a varios factores 
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determinantes, incluyendo las pérdidas por evaporación y cambios de temperatura en el 

medio de cultivo, mezclado ineficiente y limitación de la luz. Las fluctuaciones de 

temperatura debido a los ciclos diurnos y las variaciones estacionales son difíciles de 

controlar en estanques abiertos [4]. Deficiencias debido a la difusión de CO2 de la 

atmósfera pueden dar lugar a una baja productividad de biomasa. Además, mecanismos de 

agitación ineficientes, pueden dar lugar a bajas tasas de transferencia de CO2 que resulta en 

baja productividad de biomasa. La limitación de luz debido a la profundidad del estanque, 

también puede causar reducción de la productividad de biomasa. Sin embargo, una mejora 

en el suministro de luz es posible mediante la reducción de la altura del estanque [59]. 

 

b) Sistemas cerrados 

 

Los sistemas cerrados más conocidos son los fotobiorreactores. Estos sistemas 

incluyen una gran diversidad de formas y tamaños entre los que destacan los 

fotobiorreactores de placa plana, tubulares y de columna vertical [59]. Están diseñados para 

superar algunos de los principales problemas asociados con los sistemas abiertos: ofrecen 

un mejor control sobre las condiciones de cultivo y parámetros de crecimiento (pH, 

temperatura y aeración); tienen un mayor rendimiento de biomasa (2 a 5 g·L
-1

); reducen la 

pérdida de CO2; evitan la evaporación, inducen un menor tiempo de cosecha (de 2 a 4 

semanas); y ofrecen un entorno más seguro y protegido para prevenir la contaminación o 

minimizar la invasión de microorganismos competidores [1]. Un ejemplo de fotobiorreactor 

tubular se muestra en la Figura 1.3. El conjunto de estos fotobiorreactores produce 100 t 

por año de biomasa, perteneciente a la industria Klötze, en Alemania [60]. 
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Figura 1.3. Producción de biomasa de microalgas basado en fotobiorreactores tubulares. 

Imagen de la industria Klötze, en Alemania [61]. 

 

Pese a sus ventajas,  los fotobiorreactores sufren de varias desventajas que deben ser 

consideradas y resueltas. Sus principales limitaciones son: sobrecalentamiento, la 

acumulación de oxígeno, dificultad de escalamiento, el alto costo de la construcción, la 

recolección de la biomasa, el daño celular por el esfuerzo cortante y el deterioro de los 

materiales utilizados [1]. 

 

1.4 Lípidos de microalgas 

 

Los lípidos desempeñan diversas funciones en los organismos vivos y se pueden 

dividir en dos grupos principales: los lípidos no polares (triacilglicéridos, esteroles libres, 

ácidos grasos, ceras y ésteres) y lípidos polares (fosfoglicéridos y glucosilglicéridos). Los 

lípidos polares son importantes componentes estructurales de las membranas celulares que 

actúan como una barrera selectiva permeable de las células y organelos. De los lípidos no 

polares, los triacilglicéridos (TAGs) son los más abundantes y sirven como reserva de 

energía ya que poseen un contenido energético muy superior a los polisacáridos y pueden 

ser fácilmente catabolizados cuando la célula se encuentra en condiciones adversas [62].  
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La composición y productividad de lípidos en las microalgas varía de acuerdo a las 

condiciones de cultivo entre las que se pueden mencionar: composición del medio de 

cultivo [63], intensidad de luz [64], pH [65], salinidad [12] y temperatura [66]. También 

pueden depender de la edad del cultivo, por ejemplo, es común observar bajos rendimientos 

de lípidos en la fase logarítmica, pero tienden a aumentar a finales de la misma y se 

mantienen estables o incrementan en la fase estacionaria. Durante el crecimiento 

logarítmico, la mayoría de los lípidos presentes son los polares cuya función es mantener la 

estructura celular.  Por otro lado, en la fase estacionaria, cuando se detiene la división 

celular, los lípidos no polares aumentan en su concentración [67], pues la biosíntesis de 

novo y la conversión de ciertos lípidos polares de membrana pueden contribuir al aumento 

general de los triacilglicéridos [68]. 

El interés en las microalgas para la producción de aceite se debe a que el contenido 

de lípidos es alto en algunas especies, y al hecho de que la síntesis de éstos, especialmente 

los triacilglicéridos puede ser regulada mediante las condiciones de cultivo [69]. El 

contenido total de lípidos en las microalgas puede variar desde 5 hasta75% con base al peso 

seco (Tabla 1.5). 

 

Tabla 1.5. Contenido de lípidos y productividad de diferentes especies de microalgas [1]. 

Especie de microalga 

Contenido de 

lípidos 

(% ps) 

Productividad de 

lípidos  

(mg·L
-1

·día
-1

) 

Productividad 

volumétrica de 

biomasa 

(g·L
-1

·día
-1

) 

Botryococcus braunii 25.0–75.0 – 0.02 

Chlorella protothecoides 14.6–57.8 1214 2.00–7.70 

Chlorella vulgaris 5.0–58.0 11.2–40.0 0.02–0.20 

Dunaliella salina 6.0–25.0 116 0.22–0.34 

Dunaliella tertiolecta 16.7–71.0 – 0.12 

Nannochloropsis oculata. 22.7–29.7 84.0–142.0 0.37–0.48 

Neochloris oleoabundans 29.0–65.0 90.0–134.0 – 

Phaeodactylum tricornutum 18.0–57.0 44.8 0.003–1.9 

Porphyridium cruentum 9.0–18.8/60.7 34.8 0.36–1.50 

Scenedesmus obliquus 11.0–55.0 – 0.004–0.74 
–: No cuantificado; ps: peso seco 

 

Los triacilglicéridos y ácidos grasos son materia prima potencial para la producción 

de biocombustibles, debido a su alto contenido energético. Éstos pueden convertirse por 
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medio de reacciones químicas o enzimáticas en biodiesel [70], un combustible oxigenado. 

De igual manera, se están desarrollando tecnologías para el aprovechamiento de los 

triacilglicéridos y ácidos grasos en combustibles hidrocarbonados, que tienen características 

similares o superiores en comparación con los combustibles fósiles. Estas tecnologías son: 

pirólisis, craqueo térmico, hidrotratamiento y reacciones de desoxigenación [71]. 

 Debido a que los triacilglicéridos pueden emplearse para obtener biocombustibles, 

se están investigando métodos para incrementar la producción de los mismos en las 

microalgas. Converti et al. [72] investigaron el efecto de la temperatura y la concentración 

de nitrógeno sobre el contenido de lípidos y el crecimiento de cultivos de Nannochloropsis 

oculata y C. vulgaris. Los resultados mostraron que el contenido de lípidos de las 

microalgas está fuertemente influenciado por la variación de los parámetros evaluados, ya 

que un aumento de la temperatura de 20 a 25 ºC prácticamente duplicó el contenido de 

lípidos de N. oculata (7.90 a 14.92%), mientras que un aumento de 25 a 30 ºC produjo una 

disminución del contenido de lípidos en C. vulgaris (14.71 a 5.90%). Por otra parte, una 

disminución del 75% de la concentración de nitrógeno en el medio, con respecto a los 

valores óptimos para el crecimiento, incrementó las fracciones lipídicas de N. oculata de 

7.90 a 15.31% y de C. vulgaris de 5.90 a 16.41%. 

La acumulación de lípidos en S. obliquus fue estudiada por Mandal y Mallick [73] a 

diferentes condiciones de cultivo. Estos autores llegaron a la conclusión de que el biodiesel 

a partir de S. obliquus contiene principalmente ácidos grasos saturados y mono-insaturados, 

lo que le da alta estabilidad a la oxidación. Gouveia y Oliveira [74] evaluaron seis tipos de 

microalgas: C. vulgaris, Spirulina maxima, Nannochloropsis sp., Neochloris oleoabundans, 

S. obliquus y Dunaliella tertiolecta para determinar la cantidad y calidad del aceite y 

seleccionar la mejor fuente para la producción de biodiesel. De las especies estudiadas en 

su trabajo, N. oleoabundans (microalga de agua dulce) y Nannochloropsis sp. (microalga 

marina) fueron las más adecuadas como materia prima para la producción de 

biocombustibles, debido a su alto contenido de aceite (29.0% y 28.7%, respectivamente). 

Además, encontraron que la microalga S. obliquus presenta un perfil de ácidos grasos 

apropiado para la producción de biodiesel. 

Ho et al. [7] estudiaron la cepa S. obliquus (CNW-N) aislada en Taiwán, para 

evaluar el consumo de CO2 y la productividad de los lípidos por la  estrategia de dos etapas. 
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Inicialmente, cultivaron la microalga en un medio rico en nutrientes con CO2 al 10% para 

promover la acumulación de biomasa, que fue seguida por limitación de nutrientes para 

inducir la síntesis de lípidos. La productividad de la biomasa, lípidos, y la tasa de consumo 

de CO2 fueron 292.50 mg·L
-1

·d
-1

, 78.73 mg·L
-1

·d
-1

 (38.9 % de contenido de lípidos por peso 

seco de biomasa), y 549.90 mg·L
-1

·d
-1

, respectivamente. Este rendimiento fue superior a los 

resultados de la mayoría de los estudios relacionados. Estos autores también observaron 

que bajo limitación de nutrientes, los lípidos de S. obliquus (CNW-N) se componían 

principalmente de los ácidos grasos C16-C18 (89% del total de ácidos grasos), los cuales 

son apropiados para la producción de biodiesel. 

 

1.5 Efecto de la limitación de nutrientes (N y P) sobre la composición lipídica de 

microalgas 

 

A pesar de que la cantidad de lípidos que acumula una microalga depende de la 

especie, las microalgas oleaginosas producen pequeñas cantidades de lípidos bajo 

condiciones ambientales que favorecen un crecimiento rápido [75]. Sin embargo, se ha 

reportado en la literatura que las microalgas pueden acumular grandes cantidades de lípidos 

cuando se encuentran bajo condiciones de estrés, por ejemplo las impuestas por la 

limitación de nutrientes tales como la limitación de nitrógeno y fósforo, como se describe a 

continuación. 

 

a) Limitación de la fuente de nitrógeno 

 

Después de la fuente de carbono, el nitrógeno es el elemento más importante que se 

requiere para la nutrición de microalgas, ya que está directamente asociado con el 

metabolismo primario, pues forma parte de los ácidos nucleicos y proteínas [26]. 

A nivel bioquímico, la limitación de nitrógeno influye directamente en el suministro 

de aminoácidos, que a su vez limita la traducción de ARNm y por lo tanto reduce la tasa de 

síntesis de proteínas. Bajo condiciones limitadas de nitrógeno también la eficiencia del PSII 

(fotosistema II) disminuye, principalmente como consecuencia de la disipación de la 

energía de excitación absorbida en el lecho del pigmento. Como la limitación de nitrógeno 
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conduce a una reducción del crecimiento y tasas fotosintéticas, también conduce a una 

reducción de las tasas respiratorias [13].  

Reportes en la literatura indican que en algunas microalgas, los ácidos grasos 

poliinsaturados disminuyen, mientras que los ácidos grasos saturados aumentan en 

respuesta a la limitación de nitrógeno [76]. Por ejemplo, la microalga verde B. braunii 

cuando es cultivada bajo limitación de nitrógeno (concentración de nitrato de potasio cuatro 

veces menor en el medio), acumula lípidos como triacilglicéridos y la composición de 

ácidos grasos cambia, ya que disminuyen los ácidos trienoicos e incrementan los ácidos 

grasos saturados y monoinsaturados [77].  

Ilman et al. [78] evaluaron cinco diferentes especies de microalgas del género 

Chlorella bajo deficiencia de N y observaron que en todas ellas aumentó significativamente 

el contenido de lípidos con excepción en Chlorella sorokiniana. Por otra parte, en un 

estudio realizado por Griffiths et al. [6] se reporta que la mayoría de las Chlorophyta tienen 

un contenido de lípidos entre el 20 % y 30 % del peso seco en un medio rico en nutrientes, 

pero la privación de N induce la acumulación de lípidos hasta un 64% del peso seco.  

 

b) Limitación de la fuente de fósforo 

 

El fósforo es el tercer nutriente (después del carbono y nitrógeno) más importante 

para el crecimiento de las microalgas y debe ser suministrado en exceso significativo como 

fosfatos [26]. Este macronutriente está presente en muchos compuestos biológicos 

esenciales incluyendo los ácidos nucleicos, lípidos y metabolitos intermediarios [79]. 

En el caso del fósforo, la limitación de este nutriente en el crecimiento de las algas puede 

afectar el metabolismo por lo menos en dos aspectos. En primer lugar, hay una limitación 

de la síntesis de ácidos nucleicos. Esta limitación puede estar a nivel de la replicación del 

genoma o a nivel de la síntesis de ARN (una forma de control de la transcripción). La 

limitación puede afectar a la conversión fotosintética de energía por la reducción de la tasa 

de síntesis de proteínas en el aparato fotosintético. Esta inhibición de la síntesis de 

proteínas puede tener efectos sobre el metabolismo celular similares a los efectos de la 

inhibición de la síntesis de proteínas en la limitación de N, excepto que el efecto es 

indirecto y menos inmediato. En segundo lugar, una respuesta más inmediata a la 
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limitación de fósforo está en la tasa de síntesis y regeneración de los sustratos en el ciclo de 

Calvin-Benson, reduciendo así la tasa de utilización de la luz para la fijación de carbono 

[13]. Las células pueden sufrir también una disminución de los fosfolípidos de membrana 

que se convierten a lípidos neutros, aunque los mecanismos bioquímicos en estos sistemas 

son poco conocidos [80]. Por otra parte, la incapacidad para producir ácidos nucleicos en la 

división celular, da lugar a un aumento en el volumen de la célula [13]. 

En un trabajo realizado por Sheek y Rady [81] se demuestra que la división celular, 

el contenido de clorofila y la actividad fotosintética disminuyen durante el período de 

limitación de fósforo, mientras que la biomasa seca aumenta al final de la incubación. De 

igual manera observaron un aumento en ácidos grasos insaturados, que es un indicador de 

la fluidez de la membrana de las células ante la limitación de fósforo. También observaron 

un aumento del volumen celular, del grosor de la pared celular y de los compuestos de 

almacenamiento, tales como los lípidos. 

Estudios previos reportan que la limitación de fósforo induce la acumulación de 

lípidos, principalmente triacilglicéridos. Khozin y Cohen [10] observaron que la limitación 

de fósforo provoca cambios significativos en los ácidos grasos y en la composición lipídica 

de Monodus subterraneus, pues la ausencia de este nutriente redujo significativamente los 

fosfolípidos de 8.3 a 1.4 % del total de lípidos, mientras que los triacilglicéridos 

aumentaron de 6.5 a 39.3 % del total de lípidos. Por su parte,  Reitan et al. [82] evaluaron el 

cultivo de las microalgas marinas Phaeodactylum tricornutum, Chaetoceros sp., Isochrysis 

galbana, Pavlova lutheri, Nannochlorosis atomus, Tetraselmis sp. y Gymnodinum sp. bajo 

limitación de fósforo. Estos autores observaron un aumento en la acumulación de lípidos en 

cinco especies, pero disminuyó en las microalgas N. atomus y Tetraselmis sp. Además, 

observaron que la limitación de este nutriente indujo un aumento en la concentración de los 

ácidos grasos C16:0 y C18:1, los cuales son importantes para la producción de biodiesel.    
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1.6 Scenedesmus obliquus 

 

Entre las microalgas verdes se encuentra el género Scenedesmus, que se puede 

hallar en cuerpos de agua dulce en todo el mundo, e incluso en el suelo. Su naturaleza 

cosmopolita ilustra la amplia gama de condiciones ambientales que estos organismos 

pueden tolerar, haciendo uso de su plasticidad fenotípica. Debido a sus requerimientos 

nutricionales simples y rápidas tasas de crecimiento, los cultivos de Scenedesmus son 

fáciles de mantener en el laboratorio [83].  

Una colonia de este género está compuesta de dos, cuatro, ocho o 16 células. Pero 

también puede presentarse en forma unicelular  [84]. Las algas verdes de este género se 

dividen en dos grupos [83]: 

a) El grupo sin espinas (las “obliquus”). Son células fusiformes, que pueden estar 

agrupadas en colonias y a medida que envejecen se van separando en formas 

unicelulares. Generalmente se reproducen por forma asexual, pero también pueden 

reproducirse sexualmente por fusión de isogametos biflagelados. 

b) El grupo con espinas. Son células alargadas, agrupadas en colonias con espinas en 

los extremos. Se reproducen por forma asexual. 

Entre las microalgas verdes del género Scenedesmus se encuentra S. obliquus, una 

especie que se agrupa en colonias de 4, 8 o 16 células (Figura 1.4). Los lípidos de esta 

microalga representan de 11 a 55 % del peso seco. Estos lípidos están formados en su 

mayoría por triacilglicéridos, siendo los ácidos grasos de 16 y 18 carbonos los que 

integran la mayor parte de los lípidos presentes en esta microalga (Tabla 1.7).  

   

 

 

 

 

 

 

Figura 1.4. Colonias de S. obliquus [85]. 
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Tabla 1.6. Clasificación taxonómica de Scenedesmus obliquus [86]. 

Clasificación 

Reino Plantae 

Subreino Viridaeplantae 

Filum Chlorophycophyta 

Clase Chlorophyceae 

Orden Sphaeropleales 

Familia Scenedesmaceae 

Subfamilia Scenedesmoidea 

Género Scenedesmus 

Especie obliquus 

 

 

Tabla 1.7. Composición de ácidos grasos de los lípidos de la microalga Scenedesmus 

obliquus [87]. 

Acido graso % peso seco 

14:0 0.4 

16:0 19.4 

16:1 1.9 

16:2 1.7 

16:3 1.0 

16:4 7.2 

18:0 1.0 

18:1 20.3 

18:2 13.0 

18:3 17.5 

18:4 2.1 
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1.8 Justificación  

 

Las microalgas han demostrado tener un gran potencial como fuente de materia 

prima para la producción de biocombustibles. Lo anterior debido a que muchas de ellas son 

ricas en aceite, tienen alta eficiencia fotosintética, se multiplican rápido y requieren una 

mínima extensión superficial para su cultivo, comparada con los cultivos agrícolas [4]. En 

la mayoría de los casos, la producción de biocombustibles se basa en especies ya 

identificadas que han demostrado ser adecuadas en cuanto a su contenido en lípidos o 

productividad. Sin embargo, en algunos casos, este enfoque no ofrece una solución 

apropiada, pues también se necesita un perfil de lípidos apropiado para su empleo como 

biocombustible,  por lo que la búsqueda de más especies de microalgas es lo más indicado 

[1]. Se ha reportado que la microalga S. obliquus presenta un perfil de ácidos grasos 

apropiado para la producción de biodiesel (16 y 18 átomos de carbono) [74, 87], similares a 

los aceites vegetales. Por ello, en el presente estudio se trabajó con S. obliquus (SCO1), una 

microalga verde aislada en Ensenada, Baja California, México. Existen trabajos previos de 

otras cepas de esta especie de microalga para la producción de biodiesel [7, 73, 74], sin 

embargo, la cepa de S. obliquus (SCO1) no ha sido estudiada en la generación de 

biocombustibles. Por otro lado, es necesario investigar el potencial de otras especies del 

género Scenedesmus nativas del Estado de Yucatán, ya que la selección de especies 

adaptadas a las condiciones climáticas locales podría ayudar a obtener altos  rendimientos 

de biomasa y lípidos. En este sentido, también se estudió la cepa Scenedesmus sp. aislada 

del Parque Ecológico del Poniente, en Mérida, Yucatán, México, de la cual no se ha 

evaluado su uso como materia prima para la producción de biocombustibles.  

Después de la fuente de carbono, el nitrógeno y el fósforo son las fuentes más 

importantes para la nutrición de microalgas, ya que están directamente asociados con el 

metabolismo primario y su limitación induce la acumulación de lípidos. En el presente 

trabajo se evaluó el efecto de la limitación de nitrógeno y fósforo en la producción de 

lípidos en cultivos de las microalgas verdes S. obliquus y Scenedesmus sp.  
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1.9 Hipótesis  

 

Es posible inducir un aumento de la producción de lípidos en cultivos de las 

microalgas S. obliquus y Scenedesmus sp. mediante la limitación de nitrógeno y fósforo. 

 

 

1.10 Objetivos 

 

 

1.10.1 Objetivo general 

 

 

Evaluar el efecto de la limitación de N y P en la producción de lípidos en cultivos de 

las microalgas verdes S. obliquus y Scenedesmus sp. 

 

 

1.10.2 Objetivos específicos 

 

 

 Determinar el medio de cultivo y el tiempo necesarios para la acumulación de 

biomasa de las microalgas S. obliquus y Scenedesmus sp. 

 

Evaluar el efecto de la limitación de nitrógeno y fósforo en la acumulación de 

lípidos obtenidos a partir del cultivo de S. obliquus y Scenedesmus sp. 
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Capítulo 2.  

Materiales y Métodos 

 

2.1 Estrategia experimental 

 

Inicialmente, se evaluaron cinco formulaciones de medios de cultivo: Bold’s Basal 

modificado (BB) [88], Bold’s Basal modificado sin NaCl (BBs/s), BG11, Fitzgerald (FTZ) 

[8], y Tris-Acetato-Fosfato (TAP) [89], para cada una de las especies de microalgas: 

Scenedesmus obliquus y Scenedesmus sp. Se seleccionó el medio de cultivo donde se 

acumuló la mayor concentración celular en el menor tiempo. Posteriormente, se realizó una 

curva de crecimiento con el medio de cultivo seleccionado para cada microalga, a partir de 

la cual se determinó el día del cultivo en que las especies llegan a la fase estacionaria (al 

inicio de esta fase las microalgas tienen la mayor densidad de población). Luego se evaluó 

el efecto de la limitación de nitrógeno (-N) en el medio seleccionado al inicio de la fase 

estacionaria. De igual manera, se repitió el mismo proceso para el medio seleccionado con 

limitación de la fuente de fósforo (-P). Finalmente, se determinó la acumulación de 

biomasa y lípidos de ambas microalgas (Figura 2.1). 

 

 
 

Figura 2.1.  Esquema de la estrategia experimental. 

Determinación del medio de cultivo más  apropiado

para Scenedesmus obliquus y Scenedesmus sp.

Determinación del medio de cultivo más  apropiado

para Scenedesmus obliquus y Scenedesmus sp.

Determinación del contenido de lípidosDeterminación del contenido de lípidos

Experimentos de escasez de nutrientes

N P

Curvas de crecimiento en 

el medio seleccionado

N P
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2.2 Cepas de microalgas  

 

S. obliquus (SCO1) fue adquirida de la colección de cultivos de algas del Centro de 

Investigación Científica y de Educación Superior de Ensenada (CICESE), Baja California. 

Esta microalga fue aislada de una muestra de agua proveniente de un ambiente hiper-

eutrófico de Ensenada, BC.  

Scenedesmus sp. fue proporcionada por la Q.F.B. Silvia López Adrián, y fue aislada 

del Parque Ecológico del Poniente, en Mérida, Yucatán. 

 

2.3 Medios de cultivos  

 

Los medios de cultivo evaluados fueron los siguientes:  

 Medio Bold’s Basal (BB) modificado [88]. Se cambió MoO3 por 

(NH4)6Mo7O2·4H2O y el Co(NO3)2·6H2O por COCl2·6H2O. 

 Medio Tris-Acetato-Fosfato (TAP, por sus siglas en inglés) [89].  

 Medio Fitzgerald (FTZ) modificado [8]. Se cambió EDTA tri-Na por EDTA sal de 

sodio férrico, no se agregaron KBr, CdCl2·(5/2) H2O y Al2(SO4)3(NH4)2SO4·24H2O. 

 Medio BG11 modificado [88]. Se  cambió el  K2HPO4·3H2O por  K2HPO4 y 

FeC6H5O7·NH4OH por FeSO4·7H2O. 

La formulación completa de los medios se encuentra en el Anexo 1. 

Para la conservación, mantenimiento y propagación de las cepas de microalgas, se 

utilizó el medio Bold’s Basal en estado semisólido con las concentraciones de las 

soluciones indicadas en el Anexo 1, añadiendo además 15 g L
-1

 de agar-agar.  

En todos los medios utilizados se ajustó el pH a 7.0 con KOH 1M ó HCl 1M y 

posteriormente se esterilizó en autoclave a 1 atm por 20 minutos. 

Por otra parte, el medio Bold’s Basal es el único que contiene NaCl en su 

composición, por lo que se evaluó el mismo medio con y sin NaCl (BBs/s). 
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2.4 Cultivo de las microalgas  

 

Para tener un control de la densidad del inóculo en los cultivos se requirió de un 

precultivo en estado líquido. Este se llevó a cabo inoculando el medio Bold’s Basal en 

estado líquido con una colonia de la microalga en estudio, proveniente del mismo medio en 

estado semisólido. El tiempo de incubación en estado semisólido fue aproximadamente 15 

días. Posteriormente los cultivos experimentales se inocularon a una concentración de 

10,000 células·mL
-1

 provenientes del precultivo antes descrito. Los precultivos fueron 

incubados por un tiempo de seis días en el caso de S. obliquus y cinco en Scenedesmus sp. 

Las condiciones de cultivo tanto para los cultivos en medio semisólido como para los 

cultivos en medio líquido (precultivos o cultivos experimentales) fueron las siguientes: 

temperatura de 25 ± 2 °C, fotoperíodo 16:8 (luz:oscuridad) a una intensidad lumínica de 70 

μmol·m
-2

·s
-1

. Los cultivos líquidos se incubaron en agitación a 140 rpm en un agitador 

orbital.  

 

2.5. Métodos de aislamiento 

 

a) Aislamiento por estría cruzada en placa.  

 

Para realizar la descontaminación de los cultivos, se tomó un pequeño volumen (se 

sumerge el asa de siembra en el medio líquido) de un cultivo líquido y se distribuyó a 

través del medio de cultivo semisólido, utilizando un patrón llamado de estría cruzada 

(Figura 2.2) y se utilizaron las condiciones de incubación antes descritas. 
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Figura 2.2 Aislamiento por estría cruzada [88]. 

 

b) Aislamiento por diluciones 

 

Otro método que se utilizó para realizar la descontaminación de los cultivos fue por 

medio de diluciones. Para esto se tomó 1 mL del cultivo contaminado y se diluyó en 9 mL 

de agua destilada estéril. Posteriormente se tomó 1 mL de la primera dilución y se diluyó en 

9 mL de agua destilada. Se repitió el mismo proceso hasta tener 5 diluciones (Figura 2.3). 

Posteriormente se tomó una alícuota de cada dilución y se sembró por el método de estría 

cruzada en platos de Petri con medio de cultivo semisólido y se incubó en las condiciones 

de cultivo antes descritas hasta observar crecimiento.   
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Figura 2.3. Esquema del método de aislamiento por dilución. 

 

2.6 Conteo celular 

 

Para determinar la concentración celular se empleó la técnica siguiente. Se tomó una 

muestra de 900 μL y las células se fijaron añadiendo 100 μL de una solución de yoduro de 

lugol (Anexo 2), se agitó durante 5 minutos en una agitadora orbital a 140 rpm. Mediante 

un microscopio óptico, se observó con un objetivo de 40X, en una cámara de Neubauer y se 

contó el número de células de microalgas de los campos señalados con la letra “R” en la 

figura 2.4, posteriormente se aplicó la siguiente fórmula [90]: 

 

 

[cel·mL
-1

] = total de células en 5 cuadrantes (50,000)(dilución) 

1 mL

9
 m

L
H

2O
 

1 mL
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Figura 2.4. Esquema de los cuadrantes evaluados en la cámara de Neubauer [90].  

R: Cuadrantes evaluados 
 

2.7 Determinación del medio más apropiado para la acumulación de biomasa 

 

Para determinar el medio más apropiado de cultivo para la acumulación de biomasa, 

las dos microalgas objeto de estudio se cultivaron en los medios BB, BBs/s, BG 11, FTZ y 

TAP, en matraces de 50 mL, con 10 mL de medio hasta alcanzar la fase de muerte o lisis 

celular. Se tomaron muestras cada 48 h y se determinó la concentración celular por medio 

de conteo celular en una cámara de Neubauer. Los cultivos se realizaron por triplicado. 

 

2.8 Curvas de crecimiento 

 

La curva de crecimiento se realizó con un doble propósito. En primer lugar, para 

determinar el tiempo de cultivo (inicio de la fase estacionaria), en el cual se presenta la 

máxima concentración celular de las microalgas, que sirvió como punto de inicio para los 

experimentos de limitación de nitrógeno y fósforo. En segundo lugar, para conocer la 

duración de la fase estacionaria, y calcular el tiempo de incubación de las microalgas en el 

medio con limitación de nitrógeno y fósforo.  

Las curvas de crecimiento se llevaron a cabo en matraces de 250 mL con 50 mL de 

medio TAP y se tomaron muestras cada 24 horas, hasta alcanzar la fase de muerte celular. 

Se determinó la concentración celular con respecto al tiempo y el peso seco de la biomasa 

al final de la fase exponencial. Los experimentos se realizaron con tres matraces por 

experimento.  
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2.9 Recolección y productividad de biomasa 

 

La colecta de la biomasa se realizó mediante centrifugación utilizando una 

centrífuga Eppendorf modelo 5804 R a 4000 rpm, durante siete minutos, con una 

temperatura de 25 °C y rotor para tubos Falcon. La biomasa se congeló a -80 ºC por 24 h y 

se deshidrató en una liofilizadora Labconco Modelo 77530 por 24h. La biomasa seca se 

pesó en una balanza analítica Adventurer Ohaus. 

La productividad de biomasa (mg·L
-1

·d
-1

) fue calculada de la variación de la 

biomasa (mg L
-1

) con respecto al tiempo, de acuerdo a la siguiente ecuación: 

 

 

p = (X1-X0) (t1-t0)
-1

 

 

 

Donde X1 y X0 son las concentraciones de la biomasa (mg·L
-1

) con respecto al día 

de cultivo t1 y t0, respectivamente. 

 

2.10 Experimentos de limitación de nitrógeno y fósforo 

 

Para evaluar el efecto de la limitación de nitrógeno en la producción de lípidos de 

ambas microalgas, primero se recuperó la biomasa del medio de cultivo por centrifugación. 

Posteriormente, se resuspendió en el medio TAP con limitación de N. Cabe señalar que la 

solución stock de metales traza de Hutner contenía (NH4)6Mo7O2·4H2O, la cual también es 

una fuente de nitrógeno y no se retiró del medio, por lo que la concentración final de 

nitrógeno fue de 0.011 mg·L
-1

 en el medio de cultivo. Posteriormente, se incubó por seis 

días para S. obliquus y por cinco días para Scenedesmus sp., a una temperatura de 25 ± 2 

°C, fotoperíodo 16:8 (luz:oscuridad) en un agitador orbital a 140 rpm. Como control se 

utilizó una muestra en medio TAP completo. Se repitió el mismo proceso para los 

experimentos de limitación de fósforo (Figura 2.5).  
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Figura 2.5. Estrategia para los experimentos de limitación de nitrógeno o fósforo en el 

medio de cultivo. a) Cultivos para crecimiento de las microalgas. b) Recuperación de la 

biomasa por centrifugación. c) Resiembra de la biomasa en el medio de cultivo con 

limitación de nitrógeno o fósforo. 

 

2.11 Extracción de lípidos  

 

Los lípidos totales fueron extraídos mediante lixiviación con cloroformo-metanol 

2:1 v/v.  Se añadió 15 mL de la mezcla de solvente por cada 38 mg de biomasa seca. Las 

extracciones se realizaron en matraces de 50 mL, en una agitador orbital a 140 rpm, a 38 ºC 

por 3 horas [91]. La extracción se realizó tres veces para S. obliquus y dos veces para 

Scenedesmus sp. Posteriormente se recuperó el lixiviado, se evaporaron los solventes en 

una campana de extracción de vapores, se secó el extracto lipídico a 60 ºC por una hora y se 

pesó.  

La productividad de lípidos (mg·L
-1

·d
-1

) fue calculada en base al extracto de lípidos 

obtenido por unidad de tiempo en días. 

 

2.12 Cromatografía de gases-masas 

 

El perfil de lípidos se determinó mediante cromatografía de gases masas, para lo 

cual se utilizó una columna HP-ULTRA 2 (30 m x 0.32 mm ID x 0.5 m de espesor de 

película) con las siguientes condiciones: flujo de gas acarreador He: 1.5 mL∙min
-1

, la 

temperatura del horno fue como sigue: temperatura inicial de 120 °C por 1 min, una rampa 

de 15 °C∙ min
-1

 hasta 180 °C , otra de 7 °C∙ min
-1

 hasta 230 °C y la última rampa de 10 °C∙ 

Recolección de la biomasa 
Resiembras en medios con 

limitación de N ó de P 

a) b) c) 
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min
-1

 hasta 300 °C y se mantuvo esta temperatura por 60 min. El volumen de inyección fue 

de 1 µL. Las muestras fueron disueltas en 300 µL de heptano y transesterificadas con 300 

µL de metóxido sódico al 0.35% (p/v) y acetato de etilo (300 µL) a 45°C durante 90 

minutos [92]. 
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Capítulo 3.  

Efecto de la limitación de N y P en la producción de lípidos en Scenedesmus obliquus 

 

3.1 Introducción 

 

Los lípidos totales tienden a incrementarse con el envejecimiento celular de las 

microalgas [93] o con la incubación de las mismas bajo limitación de nutrientes u otros 

factores abióticos como salinidad y temperatura [6, 12, 94]. Estos lípidos están formados en 

su mayoría por lípidos neutros, principalmente triacilglicéridos. La biosíntesis de novo y la 

conversión de ciertos lípidos polares de membrana pueden contribuir al aumento general de 

los triacilglicéridos [68]. Varios estudios reportan que cultivos de microalgas bajo 

limitación de N aumentan la acumulación de lípidos [6, 72, 78]. Sheehan et al. [95] 

reportaron que bajo limitación de N, la tasa de producción de todos los componentes de la 

célula es menor y la producción de lípidos aumenta. Esto se debe a una marcada 

reorientación del metabolismo celular hacia la biosíntesis de lípidos [96]. Por su parte, el 

fósforo es esencial para los procesos celulares relacionados con la bio-conversión de 

energía (por ejemplo, la fotofosforilación). Por lo tanto, la limitación de P puede tener un 

impacto severo sobre la fotosíntesis ya que se reduce la tasa de síntesis de proteínas, por 

ejemplo la Rubisco, la cual se requiere en grandes cantidades en la fotosíntesis, reduciendo 

de esta manera, la tasa de fijación de CO2 [54]. Ante estas circunstancias las microalgas 

pueden almacenar lípidos como fuente de reserva de energía [81] 

En el presente trabajo se utilizó la cepa Scenedesmus obliquus (SCO1), la cual no se 

ha estudiado previamente para la generación de biocombustibles. Estudios previos han 

reportado que otras cepas de S. obliquus presentan un potencial como materia prima para su 

empleo en la producción de biodiesel. Por ejemplo, Gouveia y Oliveira [74] reportaron que 

la cepa S. obliquus (FCTU Coimbra) presenta un perfil de ácidos grasos apropiados para la 

producción de biodiesel, ya que presenta bajo contenido de ácidos linoleico y 

poliinsaturados (ácidos grasos con más de cuatro insaturaciones) y cumple con la norma 

EN14214 que especifica un límite de 12 y 1% para estos ácidos grasos, respectivamente. 

Mandal y Mallick [73], reportaron que la biomasa de la cepa S. obliquus (SAG 276-3a) 

puede incrementar su contenido de lípidos hasta en un 43 % con base al peso seco, 
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compuesto principalmente de ácido palmítico y oleico, lo que hace a esta cepa adecuada 

como materia prima para la producción de biodiesel. Ho et al. [7] reportaron que con la 

cepa S. obliquus (CNW-N), bajo condiciones de limitación de nutrientes, los 

triacilglicéridos aumentan y se componen principalmente de ácidos grasos C16 y C18 (que 

representan el 89% del total de ácidos grasos). Por lo tanto el objetivo de este capítulo fue 

evaluar el efecto de la limitación de N y P en la producción de lípidos en el cultivo de la 

microalga verde S. obliquus (SCO1). 
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3.2 Materiales y Métodos 

 

3.2.1 Medios de cultivo 

 

Diversos medios de cultivo se han desarrollado y utilizado para el aislamiento y 

cultivo de algas de agua dulce. Algunos de ellos son modificaciones formuladas después de 

un estudio detallado sobre las necesidades de nutrientes del organismo, algunos se derivan 

del análisis del agua en el hábitat natural, algunos se formulan después de un estudio 

detallado sobre las necesidades de nutrientes del organismo, y otros se han establecido tras 

el examen de los parámetros ecológicos [88]. Se evaluaron cuatro medios de cultivo 

diferentes utilizados en microalgas verdes, para determinar el más apropiado para la 

acumulación de biomasa, los cuales se mencionan a continuación. 

 El medio Bold’s Basal fue originalmente derivado de una versión modificada del 

medio Bristol y carece de vitaminas [88]. Este medio es útil para el cultivo de varias 

especies de microalgas incluyendo S. obliquus [97]. Cabe mencionar que entre los medios 

evaluados, el medio Bold’s Basal es el único que contiene NaCl en su composición, por lo 

que se evaluó el mismo medio, pero sin esta sal para observar el efecto sobre la 

concentración celular. 

 El medio BG11 fue derivado del medio número 11, para el cultivo de algas verde-

azules [88]. El principal cambio del medio número 11 es el incremento de tres veces la 

fuente de nitrógeno (NaNO3). Este medio también es empleado en el cultivo de S. obliquus 

[98]. 

El medio Fitzgerald es otro medio de cultivo empleado en microalgas verdes. Sin 

embargo, no se encuentra información disponible de su empleo en el cultivo de S. obliquus. 

Su utilización en este estudio resulta interesante pues se ha utilizado para el cultivo de otras 

microalgas verdes como Chlorella vulgaris, Chlorella saccarophila y Chlamydomas 

reinhardtii [8, 91, 92]. 

En un estudio realizado por Herrera-Valencia et al. [92] se ha observado que en el 

medio TAP (Tris-Acetato-Fosfato) se acumula una mayor concentración celular de C. 

reinhardtii y C. saccarophila cuando es comparado con los medios mencionados 
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anteriormente, por lo que resulta de interés su evaluación en este trabajo. Este medio se ha 

utilizado en otros estudios para el cultivo de S. obliquus [99].   

Debido a que algunas microalgas pueden consumir carbono orgánico para su 

desarrollo e incrementar la tasa de crecimiento [50], en el presente trabajo se evaluaron los 

cinco diferentes medios de cultivo con y sin ácido acético como fuente carbono, 

añadiéndoles 1 mL por litro de solución, para determinar el efecto de este nutriente sobre la 

concentración celular.  

 

3.2.2 Scenedesmus obliquus (SCO1) 

 

S. obliquus (SCO1) fue aislada originalmente de un ambiente hiper-eutrófico en 

Ensenada, Baja California, México. Estudios previos sobre esta cepa en particular reportan 

que puede ser empleada para tratamiento de aguas residuales domésticas e industriales 

[100, 101, 102, 103]. Sin embargo, hasta el momento no se cuenta con información 

disponible de su uso como materia prima para la producción de algún biocombustible.  

 

3.2.3 Experimentos de limitación de N y P 

 

Para evaluar el efecto de la escasez de nitrógeno en la producción de lípidos en S. 

obliquus, primero se recuperó la biomasa del medio de cultivo (medio TAP con todos los 

nutrientes) por centrifugación. Posteriormente, se resuspendió en el medio TAP con 

limitación de N (este medio se preparó eliminando NH4Cl del medio TAP, Anexo I), cabe 

señalar que la solución stock de metales traza de Hutner contiene (NH4)6Mo7O24·4H2O, que 

también es una fuente de nitrógeno, quedando la concentración de este nutriente en 0.011 

mg·L
-1

 en el medio de cultivo. Luego, se incubó la microalga por seis días, a una 

temperatura de 25 ± 2 °C, fotoperíodo 16:8 (luz:oscuridad) en un agitador orbital a 140 

rpm. Como control se utilizó un cultivo en medio TAP completo (concentración normal de 

N). Para los experimentos de limitación de P, se repitió el mismo proceso, pero a diferencia 

del anterior, el K2HPO4  y KH2PO4 del medio TAP fueron remplazados por una 

concentración equimolar de KCl. Los experimentos se realizaron con tres matraces por 

experimento. Cada experimento se realizó dos veces. 
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a) b) 

3.3 Resultados y Discusión 

 

3.3.1 Descontaminación de la cepa 

 

Inicialmente se obtuvieron del CICESE cuatro tubos con 50 mL de cultivo de la 

microalga S. obliquus en medio Bold’s Basal (Figura 3.1a). Posteriormente se procedió a 

cultivarla en cajas de Petri con el mismo medio en estado semisólido (Figura 3.1b). 

También se cultivó en medio TAP líquido y se apreció que a partir del tercer día empezó a 

quedar turbio. Al observarse al microscopio, se observó que el cultivo presentaba 

contaminación bacteriana, por lo que posiblemente la cepa vino contaminada, y al 

cultivarse esta microalga en el medio TAP, se pudo haber favorecido el crecimiento de la 

contaminación dado que este medio contiene ácido acético como fuente de carbono. Por lo 

tanto, la microalga fue descontaminada utilizando el método de aislamiento por estrías 

cruzadas en medio BB semisólido, y como se puede observar en la Figura 3.2, se logró 

obtener un cultivo de S. obliquus sin contaminación. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 3.1 Microalga Scenedesmus obliquus en medio BB en  

a) estado líquido y b) semisólido.  
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            Figura 3.2 Cultivo axénico de Scenedesmus obliquus. 

 

3.3.2 Evaluación de los diferentes medios con ácido acético como fuente de carbono 

orgánico 

 

Se evaluaron las cinco formulaciones de medios de cultivo descritos anteriormente, 

añadiéndoles 1 mL de ácido acético como fuente de carbono, pues se ha reportado que el 

cultivo heterotrófico de microalgas ofrece la posibilidad de aumentar la productividad de 

biomasa [104]. Como se observa en la Figura 3.3, en los primeros dos días los cultivos de 

S. obliquus en los diferentes medios se encontraban en la fase lag, pero después del 

segundo día, se presentó un aumento gradual del número de células. El medio que propició 

una mayor concentración celular fue el TAP. En este medio se alcanzó al sexto día una 

densidad de 25.5 × 10
6
 células·mL

-1
. Esto puede deberse a que en el medio TAP la fuente 

de N se encuentra bajo la forma de amonio, mientras que en los demás como nitrato. Se ha 

reportado que algunas especies de microalgas crecen más rápido cuando la fuente de N es 

amonio ya que se requiere menos energía para su absorción  [50]. 

El medio de cultivo FTZ fue el segundo con mayor concentración celular (9.2 × 10
6
 

células·mL
-1

) de aproximadamente la mitad de lo obtenido con el TAP a los 10 días de cultivo. 

Le siguen los medios de cultivo BB s/s y BB, los cuales alcanzaron concentraciones de 8.7 × 

10
6
 y 7.5 × 10

6
 células·mL

-1
, respectivamente. Finalmente, el medio de cultivo con menor 

concentración celular fue el BG11 con 4.5 × 10
6
 células·mL

-1
 a los ocho días de cultivo. 
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Figura 3.3 Evaluación del efecto de los diferentes medios de cultivo con ácido acético 

como fuente de carbono en el cultivo de Scenedesmus obliquus. Medios evaluados: BB, 

medio Bold’s Basal. BBs/s, medio Bold’s Basal sin NaCl. TAP, medio Tris-Acetato-

Fosfato. FTZ, medio Fitzgerald. BG11, medio BG11. 

 

3.3.3  Evaluación de los diferentes medios sin fuente de carbono orgánico 

 

Se evaluaron los cinco diferentes medios, pero sin fuente de carbono orgánico, con 

el fin de determinar el efecto de la ausencia de ésta nutriente sobre la concentración celular. 

Los resultados muestran que el cultivo de S. obliquus en medio TAP alcanza una 

concentración celular de 24.8 × 10
6
 células·mL

-1 
a los 14 días de cultivo (Figura 3.4), lo que 

significa que sin ácido acético como fuente de carbono a esta microalga le toma 2.3 veces 

el tiempo para alcanzar la misma concentración que con la fuente de carbono orgánico. Se 

ha demostrado que la adición de ácido acético incrementa la tasa de crecimiento y facilita la 

absorción de amonio en S. obliquus (UTEX 78) debido al incremento de la actividad de la 

enzima isocitrato liasa, la cual es clave para la regulación del ciclo del glioxilato 

responsable del catabolismo del acetato [105]. Estos resultados sugieren que esta especie 

puede crecer mixotróficamente, tal como lo reporta Combres et al. [105].  
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Como se muestra en la Figura 3.4, los medios de cultivo con mayor concentración 

después del TAP son el BB s/s y BG11 con 13.5 × 10
6
 y 13.4 × 10

6
 células·mL

-1
, 

respectivamente a los 14 días de cultivo. Los medios de cultivo BB y FTZ alcanzaron 

concentraciones de 11.4 × 10
6
 y 8.9 × 10

6
 células·mL

-1
, respectivamente. 

 

Figura 3.4  Evaluación del efecto de los diferentes medios de cultivo sin fuente de carbono 

orgánico en el cultivo de Scenedesmus obliquus. Medios evaluados: BB, medio Bold’s 

Basal. BBs/s, medio Bold’s Basal sin NaCl. TAP, medio Tris-Acetato-Fosfato. FTZ, medio 

Fitzgerald. BG11, medio BG11 

 

3.3.4 Determinación del tiempo para la aplicación del estrés 

 

La evaluación de los diferentes medios en un volumen de 10 mL, mostró que el 

medio TAP fue el más indicado para el cultivo de S. obliquus (SCO1) ya que presentó la 

mayor concentración celular. Por lo tanto, se realizó una curva de crecimiento en un 

volumen de 50 mL de medio TAP, ya que a este volumen se llevarían a cabo los 

experimentos de limitación de N y P. Como se muestra en la Figura 3.5, a partir del cuarto 

día la microalga presentó un crecimiento exponencial, en 24 horas aproximadamente 

cuadruplicó su densidad celular (19.35 x 10
6
 células·mL

-1
), y al sexto día inició la fase 

estacionaria, que tuvo una duración de alrededor de seis días.  
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La realización de la curva de crecimiento tuvo un doble propósito. En primer lugar, 

para determinar el inicio de la fase estacionaria, que fue de seis días, este tiempo sirvió 

como punto de inicio para los experimentos de limitación de nitrógeno y fósforo. En 

segundo lugar, para conocer la duración de la fase estacionaria, que  fue de seis días (Figura 

3.5) y fue el tiempo empleado en los tratamientos con limitación de nitrógeno y fósforo. 

 

 

Figura 3.5 Curva de crecimiento de Scenedesmus obliquus en medio TAP. 

 

En un estudio realizado por Mandal y Mallick [73] con S. obliquus, se observó que 

esta microalga alcanzó la fase estacionaria a los 21 días de cultivo en el medio N11, este 

tiempo les sirvió para recolectar la biomasa y cultivarlas por 7 días con limitación de N. En 

el presente trabajo se alcanzó la fase estacionaria a los seis días, esta diferencia puede 

deberse al medio de cultivo empleado (medio TAP con fuente de carbono orgánica), ya que 

las demás condiciones de cultivo fueron similares. 
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3.3.5 Efecto de la limitación de N y P 

 

3.3.5.1 Concentración celular 

 

Como parte de la evaluación de los cultivos durante los experimentos de limitación 

de N y P, se determinó la concentración celular. Los resultados obtenidos muestran que 

después de seis días de estrés, tanto los experimentos de limitación de N, P y el control 

(medio completo) no presentaron una diferencia significativa (Figura 3.6), los valores 

fueron 31.6 × 10
6
, 31.1 × 10

6
 y 31.4 × 10

6
 células·mL

-1
, respectivamente.  

En la mayoría de los estudios sobre limitación de nutrientes se reporta una  

disminución de la división celular [62]. No obstante, en el presente trabajo se observó un 

aumento en la concentración celular entre el inicio y el  fin los tratamientos de estrés de 

20.1 × 10
6
 a 31.4 × 10

6
 células·mL

-1
. Este comportamiento ya se ha se ha reportado en un 

estudio realizado por Tang et al, [106]. Estos autores observaron un incremento de la 

concentración celular después de la incubación bajo limitación de N (1.2 × 10
8
 a 2.5 × 10

8
  

células·mL
-1

) en Chlorella minutissima y mencionan que es posible que el N se haya 

acumulado en las microalgas durante el período de la fase exponencial y haya sido 

consumido durante la deficiencia de este nutriente. Una posible explicación es que el 

amonio se haya acumulado en la vacuola durante la fase exponencial y empleado durante el 

periodo de estrés pues se sabe que este compuesto está presente en todos los 

compartimientos de la célula y su concentración varía dependiendo de varios factores, 

incluyendo su concentración en los compartimientos adyacentes, diferencias significativas 

de pH y potencial eléctrico entre los compartimientos. Por ejemplo, en los compartimientos 

donde el amonio no se metaboliza, tales como la vacuola, la concentración de este 

compuesto puede estar cerca a su valor de equilibrio, mientras que en los compartimientos 

donde se metaboliza, como el citosol y plastidios, su concentración puede ser menor que el 

equilibrio previsto [50].  

Por otra parte, como una estrategia para asegurar el suministro de P para el 

mantenimiento de las funciones metabólicas vitales, muchas plantas inferiores lo acumulan 

en grandes cantidades como polifosfatos, lo que les permite varios ciclos de división celular 

en ausencia de este nutriente [81, 107]. Este comportamiento ya se ha reportado en la 
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microalga Monodus subterraneus, en un estudio realizado por Khozin-Goldberg y Cohen 

[10]. Estos autores observaron que el número de células se duplicó después de cuatro días 

de cultivo bajo limitación de P, de 2.50 × 10
7
 a 4.65 × 10

7
 células·mL

-1
, lo que indica que el 

fosfato intracelular fue suficiente para la división celular. Posiblemente la microalga S. 

obliquus (SCO1) haya almacenado P durante la fase exponencial y lo haya empleado 

durante la fase de limitación de este nutriente.  

 

Figura 3.6 Concentración celular en cultivos de Scenedesmus obliquus después de la 

limitación de N y P. inicio: concentración celular antes del estrés; control: experimento sin 

limitación de nutrientes. S/N: experimento con limitación de N; S/P: experimento con 

limitación de P. a y b: representan diferencias significativas (ANOVA, nivel de confianza 

95%, n=3). 

 

 

3.3.5.2 Productividad de biomasa  

 

Los resultados en cuanto a biomasa seca no presentaron diferencias significativas  

entre los experimentos de limitación de N, P y el control (Figura 3.7). Los resultados fueron 

69.5, 67.5 y 69.3 mg totales, respectivamente. También se observó un aumento 

significativo  de la biomasa seca entre el inicio y el fin de los tratamientos de estrés de 37.2 

a 68.8 ± 1.1 mg.  Este aumento de biomasa seca después de los tratamientos de estrés puede 
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deberse, en parte, al incremento de la concentración celular observada en el apartado 

anterior. 

En el presente trabajo se obtuvieron 69.5 mg de biomasa seca bajo limitación de N, 

mientras que en el trabajo de Mandal y Mallick [73] se reportaron 5 mg de biomasa seca 

(calculada con base a los datos reportados), empleando el medio de cultivo N11. Esto 

significa que se obtuvo 13.9 veces más biomasa comparado con el trabajo de Mandal y 

Mallick. De la misma forma, en el presente trabajo se obtuvieron 67.52 mg de biomasa seca 

bajo limitación de P, comparado con el trabajo de Mandal y Mallick, este resultado fue 7.94 

veces mayor. Es posible que esta diferencia se deba a la cepa de microalga evaluada y al 

medio de cultivo empleado. 

 

Figura 3.7 Biomasa seca en Scenedesmus obliquus después de la limitación de N y P. 

inicio: biomasa seca antes del estrés; control: experimento con limitación de nutrientes. 

S/N: experimento con limitación de N; S/P: experimento con limitación de P. a y b: 

representan diferencias significativas (ANOVA, nivel de confianza 95%, n=3) 

 

Los resultados en cuanto a productividad de biomasa no presentaron diferencias 

significativas entre los experimentos de limitación de N y P y el control (Figura 3.8). Los 

resultados obtenidos fueron de 231.7, 225.0 y 231.2 mg·L
-1

·d
-1

, respectivamente. También 

se observó un aumento significativo de la productividad de la biomasa entre el inicio y el  

fin del tratamiento de estrés de 125.1 a 229.3 ± 3.9 mg·L
-1

·d
-1

. La productividad de biomasa 

en este estudio fue mayor que la obtenida por de Morais y Costa [108], quienes reportaron 
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una productividad de biomasa de 140 mg·L
-1

·d
-1 

con una concentración de 12 % de CO2 en 

aire, con S. obliquus (LEB 12) y  menor comparada con el trabajo de Ho et al. [7], quienes 

reportaron 292.5 mg·L
-1

·d
-1

. Esta diferencia puede deberse a que estos autores utilizaron 

fotobiorreactores para el cultivo de S. obliquus (CNW-N). 

 

Figura 3.8 Productividad de biomasa seca en Scenedesmus obliquus después de la 

limitación de N y P. inicio: productividad de biomasa antes del estrés; control: experimento 

sin limitación de nutrientes. S/N: experimento con limitación de N; S/P: experimento con 

limitación de P. a y b: representan diferencias significativas (ANOVA, nivel de confianza 

95%, n=3). 

 

 

3.3.5.3  Contenido y productividad de lípidos 

 

Como se observa en la Figura 3.9, la mayor cantidad de extracto lipídico se obtuvo 

con el tratamiento de limitación de N (30.3 mg), seguida del tratamiento con limitación de 

P (26.7 mg).  
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Figura 3.9 Extracto lipídico crudo en Scenedesmus obliquus después de la limitación de N y 

P. inicio: extracto lipídico crudo antes del estrés; control: experimento sin limitación de 

nutrientes. S/N: experimento con limitación de N; S/P: experimento de limitación de P. a, 

b, c y d: representan diferencias significativas (ANOVA, nivel de confianza 95%, n=3).  

 

Por otra parte, el método convencional utilizado para la determinación del contenido 

lipídico implica la extracción de los lípidos con solventes y su determinación gravimétrica 

[109] generalmente reportado como porcentaje lipídico por peso seco de biomasa [6].  

Como se muestra en la Figura 3.10, no se observó un aumento significativo del contenido 

lipídico en el control, (los valores obtenidos fueron 30.9 y 33.7 % de lípidos en base al peso 

seco de la biomasa, al inicio y final del cultivo, respectivamente). El mayor porcentaje de 

contenido lipídico se obtuvo con el tratamiento bajo limitación de N (43.6 %). Este 

resultado es similar al reportado por Mandal y Mallick [73], pues estos autores obtuvieron 

un contenido lipídico de 43 % de la biomasa seca de cultivos de S. obliquus (SAG 276-3a) 

bajo estrés de N por siete días. También se observa en la Figura 3.10 que el contenido 

lipídico de los tratamientos bajo limitación de P fue 39.5 %, lo cual representa un valor alto 

comparado con Mandal y Mallick, pues estos autores obtuvieron un contenido lipídico de 

29.5 % de la biomasa cultivada bajo limitación de P por tres días. 
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Figura 3.10 Contenido lipídico en Scenedesmus obliquus después de la limitación de N y P. 

inicio: contenido lipídico antes del estrés; control: experimento sin limitación de nutrientes. 

S/N: experimento con limitación de N; S/P: experimento con limitación de P. a, b y c: 

representan diferencias significativas (ANOVA, nivel de confianza 95%, n=3).  

 

 En la Figura 3.11 se puede observar un aumento significativo de la productividad de 

lípidos en el control con respecto al inicio de los tratamientos (los valores obtenidos fueron 

38.4 y 76.4  mg·L
-1

·d
-1

, al inicio y final del cultivo, respectivamente). Los valores de la 

productividad lipídica de la biomasa bajo limitación de N, 101.07 mg·L
-1

·d
-1 

y bajo 

limitación de P, 86.77 mg·L
-1

·d
-1

, son mayores que los reportados en la literatura. Ho et al., 

[7] obtuvieron 78.73 mg·L
-1

·d
-1 

en S. obliquus (CNW-N) cuando se le aplicó un estrés de 

limitación de nutrientes consistente en transferir el cultivo a agua desionizada (sin 

nutrientes); por su parte Mandal y Mallick [73] reportaron una productividad de lípidos de 

58.5 mg·L
-1

·d
-1

 en S. obliquus (SAG 276-3a) bajo limitación de N. Es posible que la mayor 

productividad de lípidos alcanzada en S. obliquus (SCO1) se deba a que durante los 

períodos de limitación de N y P se incrementó su concentración celular y por consiguiente 

la biomasa seca, mientras que en los estudios de Ho [7] y Mandal y Mallick [73], la 

biomasa seca disminuyó. Cabe señalar que la productividad de lípidos es una variable 

trascendental para seleccionar especies de microalgas apropiadas para la producción de 
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biocombustibles, y en la literatura S. obliquus se encuentra entre las que presentan una alta 

productividad de lípidos [6].  

 

Figura 3.11 Productividad de lípidos en Scenedesmus obliquus después de la limitación de 

N y P. inicio: contenido lipídico antes del estrés; control: experimento sin limitación de 

nutrientes. S/N: experimento con limitación de N; S/P: experimento con limitación de P. a, 

b, c y d: representan diferencias significativas (ANOVA, nivel de confianza 95%, n=3). 

 

 

3.3.5.4 Acumulación de lípidos en la célula 

 

Con los valores del extracto lipídico y los valores de la concentración celular se 

calculó la cantidad de extracto lipídico por célula por tratamiento (Tabla 3.1). Los 

resultados indican que la microalga incrementa su cantidad de lípidos después de los 

tratamientos comparados con el control, siendo la limitación de N la que induce un mayor 

contenido (2.4 veces) de lípidos en la célula. 
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Tabla 3.1 Acumulación de lípidos por célula en Scenedesmus obliquus. 

 

 

Extracto 

lipídico total 

(mg) 

Número de 

células 

(células×10
8
) 

Extracto por 

célula 

(pg · célula
-1

) 

Acumulación de 

lípidos por 

célula 

(pg · célula
-1

) 

Inicio 11.52 10.05 1.14 - 

Control 22.93 15.71 1.45 0.31 

S/N 30.32 15.83 1.91 0.77 

S/P 26.03 15.56 1.67 0.53 
Inicio: valores obtenidos antes del estrés; Control: sin limitación de nutrientes. S/N: extracto por célula con 

limitación de N; S/P: extracto por célula con limitación de P. 

 

3.3.6 Cambios de morfología y organización celular en S. obliquus 

 

Trainor [110], ha reportado que S. obliquus presenta variabilidad morfológica, y 

observó que la división celular es favorecida por la presencia de una fuente de carbono 

orgánico. Además, la formación de colonias no es constante, puesto que se pueden observar 

colonias de cuatro células, o bien, crecimiento unicelular. Estos fenómenos dependen del 

medio de cultivo empleado. 

En el presente trabajo se observó que la microalga formaba agrupaciones en 

colonias de cuatro células en el precultivo (BB), que carece de una fuente de carbono 

orgánico. Por otro lado, se observó que el cultivo de esta microalga en medio TAP favorece 

otra forma de organización y distinta morfología celular. Para corroborar que el medio de 

cultivo afecta la organización y morfología de la microalga, se realizó el siguiente 

experimento: se inoculó medio líquido, TAP y BB, con una colonia proveniente de medio 

BB semisólido, y se cultivó por seis días, posteriormente se realizó una resiembra en medio 

semisólido TAP y BB, respectivamente. Finalmente, de cada cultivo en medio semisólido 

se tomó una colonia para inocular tanto medio BB como TAP en líquido (Figura 3.12).  Los 

resultados presentados en la figura 3.12 muestran que independientemente del medio 

semisólido que se utilice para su cultivo, las microalgas crecieron en colonias de cuatro 

células en el medio BB y en forma unicelular en medio TAP líquido. 
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 Al igual que Trainor [110], en el presente estudio se observó variabilidad 

morfológica en la microalga en cuestión, cuando es cultivada en los medios BB y TAP. Es 

posible que la fuente de carbono orgánico (ácido acético) en el medio TAP, haya influido 

en la organización unicelular de S. obliquus. Esta hipótesis surge a raíz de que en el trabajo 

realizado por Trainor [110], la adición de extracto de levadura al medio Bristol indujo el 

crecimiento unicelular entre 96-99 % del total de células. 

 

Figura 3.12 Cambios de morfología y organización celular en Scenedesmus obliquus. U: 

organización unicelular. C: organización en colonias de cuatro u ocho células. 

 

3.3.7 Identificación de los ácidos grasos  

 

 Los ácidos grasos de S. obliquus se identificaron por cromatografía de gases, 

transesterificando los triacilglicéridos para formar los ésteres metílicos de ácidos grasos 

correspondientes. Los ésteres de alquilo de ácidos grasos identificados fueron: éster 

metílico del ácido palmítico (C16:0), éster etílico del ácido palmítico (C16:0), éster 

metílico del ácido palmitoleico (C16:1), éster metílico del ácido esteárico (C18:0), éster 

metílico del ácido oleico (C18:1) y éster metílico del ácido linoleico (C18:2), lo cual 
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coincide con lo reportado por Ho et al. [7] en S. obliquus (CNW-N), quienes encontraron 

que los lípidos están compuestos principalmente por ácidos grasos de 16 y 18 átomos de 

carbono.  
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Conclusiones  

 

Con base en la prueba realizada de selección de medio de cultivo con ácido acético en 

S. obliquus, se concluye que el mejor medio para la acumulación de biomasa es el TAP, ya que 

se obtuvo una concentración de 25.5 × 10
6
 células·mL

-1
, la cual fue mayor a las obtenidas 

en los otros medio de cultivo evaluados. 

 

La evaluación del crecimiento de esta microalga en el medio TAP permitió determinar 

que el estrés se debe aplicar después de seis días de cultivo en medio completo, pues en este 

tiempo la microalga inicia su fase estacionaria y que debe durar seis días pues es el tiempo de 

duración de la misma fase. 

 

La mayor productividad de lípidos se obtuvo con el tratamiento de estrés por 

limitación de N, 101.07 mg·L
-1

·d
-1

, seguida del tratamiento de estrés por limitación de P, 

86.77 mg·L
-1

·d
-1

. Estos valores sugieren que la cepa es apropiada para la producción de 

biocombustibles como el biodiesel, ya que son más altos que el promedio reportado en la 

literatura de 40 mg·L
-1

·d
-1

. 

 

Además, se determinó que la limitación de N y P induce la acumulacion de lípidos, 

puesto que la cantidad calculada de éstos por célula fue mayor que en el control.  

 

Los lípidos de la microalga S. obliquus están compuestos por ácidos grasos de 16 y 

18 átomos de carbono, por lo que presenta un perfil apropiado para la producción de 

biodiesel. 

 

Adicionalmente, los experimentos de multiplicación en medio BB (sin fuente de 

carbono orgánico) y TAP (con fuente de carbono orgánico) demostraron que la cepa SCO1 

de S. obliquus puede adquirir diferente morfología y organización celular dependiendo del 

medio de cultivo en que se encuentre. 
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Capítulo 4.  

Efecto de la limitación de N y P en la producción de lípidos en Scenedesmus sp. 

 

4.1 Introducción 

La mayor parte de la literatura disponible acerca de la producción de 

biocombustibles a partir de microalgas se basa en especies identificadas disponibles en 

colecciones de cultivos. Sin embargo, es muy importante continuar con la bioprospección 

de otras especies de microalgas pertenecientes a regiones locales con características 

adecuadas para este fin como: producción de biomasa, productividad de lípidos y perfil de 

ácidos grasos. La idea de la bioprospección de los hábitats locales del Estado de Yucatán 

como: cenotes, aguadas temporales, sartenejas (“haltunes”), canteras de material calizo 

(“sascaberas”) abandonadas o en explotación, y pozos de extracción de agua, es 

trascendental para encontrar microalgas para su utilización en la producción de 

biocombustibles o de compuestos de alto valor comercial. Por ejemplo, el laboratorio 

Nacional de Energía Renovable de Estados Unidos (NREL, por sus siglas en Inglés), puso 

en marcha el Programa de Especies Acuáticas (ASP, por sus siglas en Inglés) en 1978 y 

recolectó más de 3000 cepas de microalgas del oeste, noroeste, sureste y las regiones del 

territorio continental de EE.UU., así como Hawaii, de forma sistemática para encontrar 

cepas con alto contenido de lípidos [95]. Este ejemplo deja claro que el paso fundamental 

para llevar con éxito la bioprospección, es recolectar e identificar cepas con alta 

productividad o contenido de lípidos. Por lo tanto, el aislamiento de cepas adaptadas a las 

condiciones climáticas locales es de fundamental importancia para el éxito de todo cultivo 

masivo de microalgas incluyendo la producción de biocombustibles. El campus de Ciencias 

Biológicas y Agropecuarias de la Universidad Autónoma de Yucatán (UADY) posee una 

colección de microalgas provenientes de diversas áreas de la región del Estado (Colección 

de microalgas de agua dulce del Herbario Alfredo Barrera Marín), sin embargo, sólo una de 

ellas, Chlorella saccharophila, ha sido estudiada como fuente de lípidos para biodiesel 

[92]. En este trabajo se estudió la cepa Scenedesmus sp. aislada del Parque Ecológico del 

Poniente, en Mérida, Yucatán. El interés en estudiar a esta microalga se debe a que está 

adaptada a las condiciones de la región. Esta cepa no ha sido estudiada y por lo tanto, este 
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trabajo brindará nueva información sobre su potencial para la producción de 

biocombustibles a partir los lípidos que sintetiza. 
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4.2 Materiales y Métodos 

4.2.1 Medios de cultivo 

El cultivo de Scenedesmus sp. para acumulación de biomasa no había sido 

establecido en condiciones de laboratorio, por lo que se optó por emplear las mismas 

condiciones de cultivo empleadas para S. obliquus (SCO1). Se evaluaron los cinco medios 

de cultivo descritos en el capítulo anterior: Bold’s Basal (BB), Bold’s Basal sin NaCl (BB 

s/s),  Fitzgerald (FTZ),  BG11 y Tris-Acetato-Fosfato (TAP), todos con y sin ácido acético 

como fuente de carbono. La determinación del medio de cultivo más adecuado para la 

producción de biomasa se realizó en matraces de 50 mL con 10 mL de cada medio de 

cultivo, con un inóculo inicial de 10,000 células·mL
-1

. Las curvas de crecimiento se 

llevaron a cabo en matraces de 250 mL con 50 mL del medio seleccionado y se tomaron 

muestras cada 24 horas. Todos los cultivos se realizaron por triplicado. 

 

4.2.2 Scenedesmus sp.  

 

Scenedesmus sp. fue proporcionada amablemente por la Q.F.B. Silvia López 

Adrián, de la Colección de microalgas de agua dulce del Herbario “Alfredo Barrera Marín” 

(Universidad Autónoma de Yucatán). Esta microalga fue aislada del Parque Ecológico del 

Poniente, en Mérida, Yucatán. 

 

4.2.3 Experimentos de limitación de N y P 

 

Para evaluar el efecto de la escasez de nitrógeno en la producción de lípidos en 

Scenedesmus sp, primero se recuperó la biomasa del medio de cultivo (medio TAP con 

todos los nutrientes) por centrifugación. Posteriormente, se resuspendió en el medio TAP 

con limitación de N (este medio se preparó eliminando NH4Cl del medio TAP, Anexo I), 

cabe señalar que la solución stock de metales traza de Hutner contiene 

(NH4)6Mo7O24·4H2O, que también es una fuente de nitrógeno, quedando la concentración 

de este nutriente en 0.011 mg·L
-1

 en el medio de cultivo. Luego, se incubó la microalga por 

cinco días, a una temperatura de 25 ± 2 °C, fotoperíodo 16:8 (luz:oscuridad) en un agitador 
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orbital a 140 rpm. Como control se utilizó un cultivo en medio TAP completo 

(concentración normal de N). Para los experimentos de limitación de P, se repitió el mismo 

proceso, pero a diferencia del anterior, el K2HPO4  y KH2PO4 del medio TAP fueron 

remplazados por una concentración equimolar de KCl. Los experimentos se realizaron con 

tres matraces por experimento. 
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4.3 Resultados y Discusión 

 

4.3.1 Descontaminación de la cepa 

 

Inicialmente, se recibió una alícuota del cultivo de Scenedesmus sp. en medio 

Bold’s Basal (BB) líquido. Esta se resembró en el mismo medio en estado semisólido y se 

observó la presencia de contaminación bacteriana, por lo que se procedió a descontaminarla 

por el método de aislamiento por dilución descrito en el capítulo de Materiales y Métodos. 

Como se observa en la Tabla 4.1, la cuarta dilución dio como resultado el desarrollo de una 

colonia sin contaminación bacteriana que permitió su multiplicación como un cultivo puro 

(Figura 4.1). 

 

Tabla 4.1 Resultados obtenidos del aislamiento por dilución. 

Dilución Crecimiento algal Contaminación bacteriana 

1:10 Alto Alta 

1:100 Medio Media 

1:1000 Bajo Baja 

1:10000 Una colonia Ninguna 

1:100000 Ninguno Ninguna 

 

 

  
 

Figura 4.1. Cultivo axénico de Scenedesmus sp. 
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4.3.2  Evaluación de los diferentes medios con ácido acético como fuente de carbono 

orgánico 

 

Se evaluaron los diferentes medios con ácido acético como fuente de carbono. En la 

Figura 4.2 se puede observar que a partir del cuarto día inició la fase exponencial en el 

medio TAP, a partir del sexto día la microalga comenzó a multiplicarse con menor 

velocidad hasta el día 14. En este medio de cultivo se logró la mayor concentración celular 

con 23.2 × 10
6
 células·mL

-1
 a los 14 días de cultivo. El medio de cultivo FTZ es el segundo 

con mayor concentración celular (3.2 × 10
6
 células·mL

-1
) a los seis días, pero con 

aproximadamente una séptima parte de lo obtenido con el TAP. Le siguen los medios de 

cultivo BB y BB s/s, los cuales alcanzaron concentraciones de 2.7 × 10
6
 y 2.6 × 10

6
 

células·mL
-1

, respectivamente, ambos a los ocho días de cultivo. Finalmente, el medio de 

cultivo con menor concentración celular fue el BG11 con 2.4 × 10
6
 células·mL

-1
 a los 10 días 

de cultivo. 

 

Figura 4.2 Evaluación del efecto de los diferentes medios de cultivo con ácido acético 

como fuente de carbono en Scenedesmus sp. Medios evaluados: BB, medio Bold’s Basal. 

BBs/s, medio Bold’s Basal sin NaCl. TAP, medio Tris-Acetato-Fosfato. FTZ, medio 

Fitzgerald. BG11, medio BG11 
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En todos los medios de cultivo se observó la formación de aplanosporas después de 

los seis días. Las aplanosporas tienen forma ovalada y están compuestas de pequeñas 

células envueltas por una membrana (Figura 4.3 b). En un estudio realizado por Davis 

[111], se observó la formación de aplanosporas en cultivos viejos de Scenedesmus 

quadricauda, las cuales estaban llenas de aceite y almidón. Esta es una forma característica 

que adquieren algunas especies de microalgas cuando se encuentran bajo condiciones de 

estrés, tales como el agotamiento de nutrientes o por una alta intensidad de luz [112].  

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 4.3 Células de Scenedesmus sp. a) A los cuatro días de cultivo, b) Formación de 

aplanosporas a los ocho días de cultivo. 

 

4.3.3  Evaluación de los diferentes medios sin fuente de carbono orgánico 

 

Se evaluaron los cinco diferentes medios, pero sin fuente de carbono orgánico, con 

el fin de determinar la ausencia de este nutriente sobre la concentración celular. Los 

resultados muestran que el cultivo de Scenedesmus sp. en medio TAP alcanza una 

concentración celular de 14.94 × 10
6
 células·mL

-1
 a los 16 días de cultivo  (Figura 4.4). 

También se observa que los medios de cultivo con mayor concentración seguidos del TAP 

son el BB s/s y FTZ con 4.5 × 10
6
 y 4.0 × 10

6
 células·mL

-1
, respectivamente, a los 14 días 

de cultivo. Los medios de cultivo BG11 y BB alcanzaron concentraciones de 3.8 × 10
6
 y 

3.6 × 10
6
 células·mL

-1
, respectivamente. 

 

Los resultados indican que la adición de ácido acético incrementa la concentración 

celular y disminuye el tiempo de cultivo. Probablemente la adición de este compuesto 

aumenta la respiración celular, como se ha reportado en C. reinhardtii [113] y con ello la 

a) b) 
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división celular, pues la tasa de respiración de cualquier sustrato está íntimamente 

relacionada con el crecimiento y división celular [50]. 

 

Figura 4.4  Evaluación del efecto de los diferentes medios de cultivo sin fuente de carbono 

orgánico en Scenedesmus sp. Medios evaluados: BB, medio Bold’s Basal. BBs/s, medio 

Bold’s Basal sin NaCl. TAP, medio Tris-Acetato-Fosfato. FTZ, medio Fitzgerald. BG11, 

medio BG11 

 

4.3.4 Determinación del tiempo para la aplicación del estrés 

 

La evaluación de los diferentes medios de cultivo mostró que el mejor medio para 

acumular biomasa es el TAP. Por tanto la curva de crecimiento, se realizó en matraces de 

250 mL con 50 mL de medio de cultivo. Los resultados muestran que a partir del segundo 

día comenzó la fase exponencial (Figura 4.5). A los cinco días se inició una desaceleración 

de la velocidad de multiplicación celular, por lo que se tomó este tiempo para iniciar los 

experimentos de limitación de N y P. Por otro lado, se estableció un tiempo de cinco días 

para incubar las microalgas bajo estrés, pues no se observó una fase estacionaria como tal, 

por lo que se eligió el mismo tiempo en el que se alcanza el final de la fase exponencial.  
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Figura 4.5 Curva de crecimiento de Scenedesmus sp. en medio TAP. 

 

4.3.5 Efecto de la limitación de N y P 

 

4.3.5.1 Concentración celular  

 

Los resultados obtenidos muestran que después de cinco días de estrés, los 

experimentos de limitación de N, P y el control (medio completo) no presentaron una 

diferencia significativa en la concentración celular (Figura 4.6). Los valores fueron 15.0 × 

10
6
, 13.9 × 10

6
 y 15.8 × 10

6
 células·mL

-1
, respectivamente, lo que sugiere que el estrés 

aplicado no influyó en la división celular. También se observó un aumento significativo de 

la concentración celular entre el inicio y el fin del tratamiento de estrés de 10.8 × 10
6
 a 14.9 

× 10
6
 células·mL

-1
. Estos valores son similares a los obtenidos en la curva de crecimiento 

(Figura 4.5) a los cinco y diez días de cultivo (que corresponden al inicio y fin de los 

tratamientos de estrés). 
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Figura 4.6 Concentración celular en Scenedesmus sp. después de la limitación de N y P. 

inicio: concentración celular antes del estrés; control: experimento sin limitación de 

nutrientes. S/N: experimento con limitación de N; S/P: experimento con limitación de P.    

a y b: representan diferencias significativas (ANOVA, nivel de confianza 95%, n=3). 

 

4.3.5.2 Productividad de biomasa  

 

Los resultados en cuanto a biomasa seca no presentaron diferencias significativas  

entre los experimentos de limitación de N, P y el control (Figura 4.7). Los resultados fueron 

77.9, 80.0 y 86.4 mg, respectivamente. También se observó un aumento significativo  de la 

biomasa seca entre el inicio y el fin del tratamiento de estrés de 37.2 a 80.5 mg. Este 

aumento de biomasa seca se debe en parte al incremento de la concentración celular. Los 

valores obtenidos de biomasa seca bajo limitación de N y P son mayores que los reportados 

en C. saccarophila y C. reinhardtii bajo limitación de N [92]. 
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Figura 4.7 Biomasa seca en Scenedesmus sp. después de la limitación de N y P. inicio: 

biomasa seca antes del estrés; control: experimento sin limitación de nutrientes. S/N: 

experimento con limitación de N; S/P: experimento con limitación de P; a y b: representan 

diferencias significativas (ANOVA, nivel de confianza 95%, n=3)  

 

Los resultados en cuanto a productividad de biomasa no presentaron diferencias 

significativas entre los experimentos de limitación de N y P y el control (Figura 4.8). Los 

resultados obtenidos fueron de 311.6, 320.2 y 334.2 mg·L
-1

·d
-1

, respectivamente. También 

se observó un aumento significativo de la productividad de la biomasa entre el inicio y el  

fin del tratamiento de estrés de 148.9 a 322.0 mg·L
-1

·d
-1

. La cepa de Scenedesmus sp. 

evaluada en el presente estudio presenta una alta productividad en comparación con de 

Morais y Costa [108], quienes reportaron una productividad de biomasa de 140 mg L
-1

 d
-1 

con una concentración de 12 % de CO2 en aire, con S. obliquus (LEB 12). La productividad 

de biomasa en este trabajo es similar a lo encontrado por Ho et al. [7] quienes reportan una 

productividad de 292.5 mg L
-1

 d
-1

 utilizando fotobiorreactores en el cultivo de S. obliquus 

(CNW-N). Sin embargo, valores de productividad más altos fueron reportados por Sánchez 

et al. [114] quienes reportan 550 mg·L
-1

·d
-1

. Estos autores evaluaron las condiciones de 

crecimiento adecuadas (medio de cultivo, irradiación, temperatura, pH y salinidad) para 

lograr una productividad máxima de biomasa y contenido de luteína en la biomasa. Lo 

anterior podría significar que existe la oportunidad de mejorar la productividad de biomasa 

en el cultivo de la cepa de Scenedesmus sp. evaluada en el presente estudio. 
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Figura 4.8 Productividad de biomasa seca en Scenedesmus sp. después de la limitación de 

N y P. inicio: productividad de biomasa antes del estrés; control: experimento sin 

limitación de nutrientes. S/N: experimento con limitación de N; S/P: experimento con 

limitación de P; a y b: representan diferencias significativas (ANOVA, nivel de confianza 

95%, n=3) 

 

4.3.5.3 Contenido y productividad de lípidos 

 

Como se observa en la Figura 4.9, se encontró una diferencia significativa entre los 

tratamientos de estrés (33.3 mg bajo limitación de N y 33.5 mg bajo limitación de P) y el 

control (27.8 mg) en cuanto al peso del extracto lipídico crudo.  
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Figura 4.9 Extracto lipídico crudo en Scenedesmus sp. después de la limitación de N y P. 

inicio: extracto lipídico crudo antes del estrés; control: experimento sin limitación de 

nutrientes. S/N: experimento con limitación de N; S/P: experimento con limitación de P; a, 

b y c: representan diferencias significativas (ANOVA, nivel de confianza 95%, n=3)  

 

La búsqueda de especies de microalgas oleaginosas requiere una frecuente medición 

del contenido de lípidos, un parámetro fundamental para la selección de microalgas para la 

producción de biocombustibles.  

Como se muestra en la Figura 4.10, no se observó un aumento significativo del 

contenido lipídico en el control con respecto al inicio de los tratamientos (los valores 

obtenidos fueron 30.7 y 33.2 % de lípidos en base al peso seco de la biomasa, al inicio y 

final del cultivo, respectivamente). Después de la limitación de N se obtuvo un 42.97 % de 

lípidos en base al peso seco, valor similar al reportado por Mandal y Mallick en S. obliquus 

[73]. También se observa en la Figura 4.10 que el contenido lipídico del tratamiento bajo 

limitación de P fue de 39.4 %, el cual es mayor comparado con Mandal y Mallick, pues 

estos autores obtuvieron un contenido lipídico de 29.5 % de la biomasa cultivada bajo 

limitación de P por tres días. Ambos tratamientos de limitación de N y P fueron mayores 

comparados con el control. 

 

0

5

10

15

20

25

30

35

40

1 2 3 4

E
x

tr
a

c
to

 c
r
u

d
o

  
(m

g
) 

inicio Control  S/N S/P

Antes del estrés

Después del estrés

a

b

c
c



   70 

 

 

 

Figura 4.10 Contenido lipídico en Scenedesmus sp. después de la limitación de N y P. 

inicio: contenido lipídico antes del estrés; control: experimento sin limitación de nutrientes. 

S/N: experimento con limitación de N; S/P: experimento con limitación de P. a y b: 

representan diferencias significativas (ANOVA, nivel de confianza 95%, n=3) 

 

Como se observa en la Figura 4.11 se puede observar un aumento significativo de la 

productividad de lípidos en el control con respecto al inicio de los tratamientos (los valores 

obtenidos fueron 45.7 y 111.2 mg·L
-1

·d
-1

, al inicio y final del cultivo, respectivamente). 

También se observó un aumento cuando se aplicaron las limitaciones de N, 133.5 mg L
-1

 d
-

1
 y P, 126.3 mg L

-1
 d

-1
 con respecto al control. Estos valores son mayores que los 

reportados en la literatura, Ho et al. [7] obtuvieron 78.73 mg·L
-1

·d
-1

 en S. obliquus (CNW-

N) cuando la cultivaron en agua desionizada (sin nutrientes) y Mandal y Mallick [73] 

reportaron una productividad de lípidos de 58.5 mg·L
-1

·d
-1

 en S. obliquus (SAG 276-3a) 

bajo limitación de N. 

Gong y Jiang [109] sugieren que para que una microalga sea considerada como una 

fuente potencial para la producción de biocombustibles debe presentar un contenido 

lipídico de al menos 20 % con base al peso seco y una productividad de lípidos de 40 mg·L
-

1
·d

-1
, por  lo tanto Scenedesmus sp  puede ser considerada como una buena candidata para la 

producción de biocombustibles ya que incluso los valores mínimos obtenidos en este 
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trabajo en cuanto al contenido y productividad de lípidos (39.43 %, y 126.31 mg·L
-1

·d
-1

, 

respectivamente) son mayores que los mencionados en la literatura 

 

Figura 4.11 Productividad de lípidos en Scenedesmus sp. después de la limitación de N y P. 

inicio: contenido lipídico antes del estrés; control: experimento sin limitación de nutrientes. 

S/N: experimento con limitación de N; S/P: experimento con limitación de P; a, b y c: 

representan diferencias significativas (ANOVA, nivel de confianza 95%, n=3) 

 

4.3.5.4 Acumulación de lípidos en la célula 

 

Con los valores obtenidos del extracto lipídico y de la concentración celular se 

calculó la cantidad de extracto por célula por tratamiento (Tabla 4.2). Los resultados 

indican que la microalga incrementa su cantidad de lípidos 1.7 veces después del 

tratamiento con limitación de N. Es posible que el aumento de lípidos sea producido por la 

síntesis de novo de los mismos, ya que son características que poseen algunas microalgas 

oleaginosas como forma de almacenamiento de energía [69]. 
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Tabla 4.2 Acumulación de lípidos por célula en Scenedesmus sp. 

 

 

Extracto lipídico total 

(mg) 

Número de 

células 

(células×10
8
) 

Extracto por 

célula 

(pg · célula
-1

) 

Acumulación 

de lípidos por 

célula 

(pg · célula
-1

) 

Inicio 11.44 5.43 2.10 - 

Control 27.88 7.90 3.51 1.41 

S/N 33.38 7.53 4.52 2.42 

S/P 31.57 6.97 4.43 2.33 

Inicio: valores obtenidos antes del estrés; Control: sin limitación de nutrientes. S/N: extracto por célula con 

limitación de N; S/P: extracto por célula con limitación de P. 

 

4.3.6 Identificacion de los ácidos grasos  

 

 Los ácidos grasos de Scenedesmus sp. se identificaron por cromatografía de gases, 

transesterificando los triacilglicéridos para formar los ésteres metílicos de ácidos grasos 

correspondientes.  

Los ésteres de alquilo de ácidos grasos identificados fueron: éster metílico del ácido 

palmítico (C16:0), éster metílico del ácido palmitoleico (C16:1), éster metílico del ácido 

esteárico (C18:0), éster metílico del ácido oleico (C18:1) y éster metílico del ácido linoleico 

(C18:2), lo cual coincide con lo reportado en otras microalgas del mismo género. Ho et al. 

[7] encontraron que los lípidos en S. obliquus (CNW-N) están compuestos principalmente 

por ácidos grasos de 16 y 18 átomos de carbono. Yoo et al. observaron que los lípidos de 

Scenedesmus sp. (KCTC AG20831) están compuestos por los ácidos grasos C16:0, C18:1 y 

C18:2.  
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Conclusiones  

 

Con base en la prueba realizada de selección de medio de cultivo con ácido acético en 

Scenedesmus sp., se concluyó que el mejor medio para la acumulación de biomasa fue el TAP, 

ya que se obtuvo una concentración de 23.2 × 10
6
 células·mL

-1
, la cual es mayor a las 

obtenidas en los otros medios de cultivo evaluados. 

 

La realización de la curva de crecimiento en medio TAP mostró que el tiempo para 

iniciar la limitación de N y P es de cinco días (inicio de la fase estacionaria), y que el 

tiempo de aplicación del estrés recomendable es de cinco días (duración de la fase 

estacionaria). 

 

Se pudo comprobar que la limitacion de N ocasionó un aumento de 1.7 veces la 

acumulación lipídica por celula en Scenedesmus sp.  

 

Los ésteres metílicos encontrados en Scenedesmus sp. son los apropiados para la 

producción de biodiesel [115]. No se encontraron ésteres etílicos como en el caso de S. 

obliquus. 

 

Se sugiere que Scenedesmus sp.  puede ser considerada como una buena candidata 

para la obtención de lípidos para la producción de biocombustibles. 
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Conclusiones Generales y Perspectivas 

 

La productividad de biomasa y lípidos son considerados como parámetros claves en 

la producción de biocombustibles en microalgas. Estos parámetros fueron evaluados en las 

microalgas S. obliquus y Scenedesmus sp. bajo limitación de N y P, encontrando en general 

valores superiores a los establecidos en la literatura, por lo que se sugiere que pueden 

considerarse como candidatas para la producción de biocombustibles. 

 

La limitación de N y P en ambas microalgas tuvieron como efecto el incremento de 

la acumulación lipídica por célula. Este fue mayor bajo la limitación de N en S. obliquus, 

mientras que en Scenedesmus sp. no se encontró diferencia significativa entre los 

incrementos producidos por los tratamientos evaluados. 

 

Se recomienda realizar un estudio más detallado en ambas microalgas en cuanto a la 

cuantificación de los ésteres metílicos que se pueden obtener de estas microalgas. 

 

Finalmente, se concluye que de las dos microalgas evaluadas la que tiene mayor 

potencial para la producción de biocombustibles es Scenedesmus sp., pues mostró mayor 

productividad de biomasa y lípidos en menor tiempo de cultivo. Además, la selección de 

especies adaptadas a las condiciones climáticas locales podrían ayudar a obtener altos  

rendimientos de biomasa y de esta manera reducir costos al momento de realizar su cultivo 

a nivel industrial. 
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ANEXO 1 

 

Composición  de los medios de cultivos  

 

Tabla A1.1 Composición del medio Bold’s Basal [88]. 

Reactivos 
Solución Stock 

(g · L
-1

) 

Cantidad 

usada 

Concentración final 

(M) 

Macronutrientes     

NaNO3 25.0 10 mL 2.94 x 10
-3

 

CaCl2·2H2O 2.50 10 mL 1.70 x 10
-4

 

MgSO4·7H2O 7.50 10 mL 3.04 x 10
-4

 

K2HPO4 7.50 10 mL 4.31 x 10
-4

 

KH2PO4 17.50 10 mL 1.29 x 10
-3

 

NaCl 2.50 10 mL 4.28 x 10
-4

 

Solución EDTA alcalina  1 mL  

EDTA 50.00  1.71 x 10
-4

 

KOH 31.00  5.53 x 10
-4

 

Solución de hierro acidificado  1 mL  

FeSO4·7H2O 4.98  1.79 x 10
-5

 

H2SO4  1 mL  

Solución de boro  1 mL  

BO3H3 11.42  1.85 x 10
-4

 

Solución de metales traza  1 mL  

ZnSO4·7H2O 8.82  3.07 x 10
-5

 

MnCl2·4H2O 1.44  7.28 x 10
-6

 

MoO7O2 (NH4)6·4H2O 0.71  4.93 x 10
-6

 

CuSO4·5H2O 1.57  6.29 x 10
-6

 

COCl2·6H2O 0.49  1.68 x 10
-6
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Tabla A1.2 Composición del medio TAP [89]. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

Solución A 

Reactivos   Para 500 ml (H2O d) 

NH4Cl 20 g 

MgSO4·7H2O 5 g 

CaCl2·2H2O 2.5 g 

Soluciones stock Para  1 L 

Tris base1M 20 ml 

Buffer de fosfato II 1 ml 

Metales Traza  Hutner  1 ml 

Solución A 10 ml 

Ácido acético glacial 

(pH de 7.0) 
1 ml 

Buffer de fosfato II 

Reactivos   Para 100 mL (H2O d) 

K2HPO4 10.8 g 

KH2PO4 5.6 g 

Metales traza de Hutner 

Reactivos Para 1 L(H2O dd) 

BO3H3 11.4 g 

ZnSO4·7H2O 22.0 g 

MnCl2·4H2O 5.06 g 

FeSO4·7H2O 4.99 g 

CoCl2·6H2O 1.61 g 

CuSO4·5H2O 1.57 g 

Mo7O24(NH4)6·4H2O 1.1 g 
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Tabla A1.3 Composición del medio Fitzgerald [8]. 

 

                                        

Soluciones stock Para  1 L 

IBI(a) 1 mL 

IBI(b) 1 mL 

IBI(c ) 1 mL 

IBI(D) 1 mL 

IBI(e) 1 mL 

 

  

Componente Para 200 mL Componente Para 200 mL 

IBI(a) 
EDTA ferric sodium 

salt 
1.86g 

NaNO3 85.0g IBI(e ) 

CaCl2·2H2O 3.70g H3BO3 0.620g 

IBI(b) MnSO4·H2O 0.34g 

MgSO4·7H2O 24.648g ZnSO4_7H2O 0.057g 

IBI (c) (NH4)6Mo7O24·4H2O 0.018g 

KH2PO4 1.36g CoCl2·6H2O 0.027g 

K2HPO4 8.70g KI 0.17g 

IBI(d) CuSO4·5H2O 0.00004g 

FeSO4·7H2O 1.392g H2SO4 0.56 L 
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Tabla A1.4 Composición  del medio BG11 [88]. 

 

soluciones stock para 1L 

Solución 1 10 ml 

Solución 2 10 ml 

Solución 3 10 ml 

Solución 4 10 ml 

Solución 5 10 ml 

Solución 6 10 ml 

Solución 7 10 ml 

Solución 8 1 ml 

 

 
              

Componente Para 100mL Componente para 100mL 

solucion 1 solución 6 

NaNO3 15.0 g EDTA 0.01 g 

solución 2 solución 7 

K2HPO4 0.35 g Na2CO3 0.2g 

solución 3 solución 8 (micronutrientes) 

MgSO4·7H2O 0.75 g H3BO3 6.1 g 

solución 4 ZnSO4·7H
2
O 28.7g 

CaCl2·2H2O 0.36g MnCl2·4H2O 1.44 g 

solución 5 MoO7O2 (NH4)6·4H2O 1.25g 

FeSO4·7H2O 0.59 g CuSO4·5H2O 0.25 g 
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ANEXO 2. 

 

 

 
Tabla A2 Formulación de la solución de yoduro de lugol. 

 

Yoduro de lugol 

Reactivos  Para 100 ml (H2O d) 

I 1 g 

KI 2 g 
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