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Biorremediación de agua de la laguna El Conejo en condiciones
ambientales para la producción de biomasa microalgal en la zona

de Altamira, Tamaulipas.

Resumen

En la actualidad el medio ambiente enfrenta severos problemas de contaminación en sus recursos

naturales, contaminación de cuerpos de agua dulce por descargas de aguas residuales, calentamiento

global por exceso de emisiones de gases de efecto invernadero como el CO2 entre otros, una alternativa a

la solución de ambos problemas es la biorremediación de aguas naturales contaminadas con microalgas,

aprovechando el CO2 del aire y los nutrientes de cuerpos de agua eutrofizados, la biomasa obtenida

de los procesos de biorremediación es rica en carbohidratos, proteínas y lípidos, en consecuencia es

una materia potencial para la producción de biocombustibles. El desarrollo de cultivos microalgales

con aguas contaminadas bajo condiciones ambientales de radiación y temperatura es una alternativa

sustentable, además, la utilización de energía solar en lugar de lámparas para promover el crecimiento

fotosintético de las microalgas reduce los costos de operación del proceso. En este trabajo se evalua en

conjunto la capacidad de biorremediación del agua de laguna eutrófica El Conejo con Scenedesmus

dimorphus en las condiciones ambientales de radiación, temperatura y fotoperiodo de la zona. Se

concluye que Scenedesmus dimorphus tiene una capacidad de remoción de 74.24 ± 27.99% de nitratos

y 43.37 ± 20.75% de DQO, 0.030 g/L día de productividad de biomasa, una productividad de lípidos

de 3.71 ± 1.79 mg/L/día, concentración de lípidos 0.14 ± 0.07 g/L, rendimiento de 14.99 ± 6.23% de

lípidos totales, que se conforman de ésteres de trigliceridos, ácidos carboxilicos y fosfolípidos.
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Bioremediation of water from El Conejo lagoon under ambient
conditions for microalgal biomass production in the area of

Altamira, Tamaulipas, México.

Abstract

Nowadays the environment faces severe problems of contamination in its natural resources, contamination

of bodies of fresh water due to wastewater discharges, global warming due to excess emissions of

greenhouse gases such as CO2 among others, an alternative. The solution to both problems is the

bioremediation of natural waters contaminated with microalgae, taking advantage of the CO2 in the air

and the nutrients of eutrophicized bodies of water. The biomass obtained from bioremediation processes

is rich in carbohydrates, proteins, and lipids. Consequently, it is a potential material for the production

of biofuels. The development of microalgae cultures with contaminated water under environmental

conditions of radiation and temperature is a sustainable alternative, in addition, the use of solar energy

instead of lamps to promote the photosynthetic growth of microalgae reduces the operating costs of the

process. In this work, the bioremediation capacity of the water of the eutrophic lagoon El Conejo with

Scenedesmus dimorphus is evaluated together in the environmental conditions of radiation, temperature

and photoperiod of the area. It is concluded that Scenedesmus dimorphus has a removal capacity of

74.24 ± 27.99% of nitrates and 43.37 ± 20.75% of COD, 0.030 g/L day of biomass productivity, a lipid

productivity of 3.71 ± 1.79 mg/L /day, lipid concentration 0.14 ± 0.07 g/L, yield of 14.99 ± 6.23% of

total lipids, which are made up of triglyceride esters, carboxylic acids, and phospholipids.
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Introducción

El incremento poblacional plantea desafios económicos globales, en términos de conservación ambiental

y seguridad energética [1]. La situación ambiental y el agotamiento de reservas de hidrocarburos

impulsan la busqueda de combustibles alternativos [2] e innovación de procesos productivos con

enfoques sustentables. Los procesos industriales consumen grandes cantidades de agua tomadas de

cuerpos cercanos y producen aguas residuales que incluso tratadas aportan contaminantes a los cuerpos

de agua receptores.

Actualmente la energía es indispensable para el desarrollo de las actividades cotidianas ya sea en

forma química como combustible de los medios de transporte, o bien como energía eléctrica, para

hacer funcionar los dispositivos electrónicos y tecnológicos comúnmente utilizados por el ser humano;

dicha energía es producida principalmente por los combustibles derivados del petróleo, debido a su

naturaleza fósil generan emisiones de CO2, el gas de efecto invernadero más abundante en la atmósfera
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Capítulo 1. Introducción

y principal responsable del incremento del calentamiento global [3,4]. En beneficio del medio ambiente

es necesario migrar a la producción de energía renovable y procesos sustentables.

Una alternativa para la producción de energía son los biocombustibles, ya que su origen esta basado

en el ciclo corto del carbono, entre ellos se encuentran el biogás, biodiésel y bioetanol [5], además de

no ser tóxicos [6], pueden producirse a partir de biomasa vegetal o microalgal. Sin embargo, el uso

de biomasa vegetal compite con el sector alimenticio, por lo cual ha habido un reciente interés en la

investigación de la producción de biomasa microalgal. Se considera que las emisiones de carbono de

los biocombustibles a base de microalgas son neutras ya que utilizan grandes cantidades de dióxido de

carbono para su desarrollo, aproximadamente 180 toneladas para la producción de 100 toneladas de

biomasa [7], tienen rápidas tasas de crecimiento [8], por otro lado, contienen compuestos bioactivos

con valor nutricional y para las industrias cosmética y farmacéutica [9].

Generalmente en los trabajos de investigación, el cultivo de microalgas se desarrolla en medios

sintéticos preparados con los nutrientes necesarios, también puede desarrollarse en aguas residuales

o contaminadas al mismo tiempo que las depuran utilizando fuentes artificiales de luz. Sin embargo,

no se ha investigado su crecimiento en aguas naturales contaminadas con luz natural, lo cual sería

una alternativa a la reducción de la contaminación de aguas naturales y disminución de costos de

producción de biomasa.

En este trabajo se evalúa la productividad de biomasa y lípidos, tasas de depuración de los cultivos

microalgales con agua de la laguna eutrofizada El Conejo ubicada en la zona de Altamira, Tamaulipas,

bajo condiciones ambientales, así como la influencia del fotoperiodo en el crecimiento.
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1.1. PLANTEAMIENTO DEL PROBLEMA.

En 2021 la población en el país era aproximadamente de 128.97 millones de habitantes y por cada uno

se requieren 80.81 GJ conforme a los indicadores energéticos reportados por la SENER (Secretaría

de Energía) en el Balance Nacional de Energía 2021 [10]. Además de la estimación del crecimiento

poblacional de personas en el mundo a 9 billones de individuos para el año 2050, se nota un incremento

en el consumo de recursos para satisfacer sus necesidades individuales, lo que conlleva una expansión

del sector transporte debido a la internalización de la economía y del comercio [3].

El transporte es un sector que aumenta proporcionalmente con el crecimiento de la población, los

combustibles requeridos para este sector provienen de la destilación fraccionada de petróleo, compuesto

generalmente del 85% en carbono, 12% en hidrógeno y 3% de azufre, nitrógeno y oxígeno. Debido a

su origen fósil es inevitable el arrastre de partículas de azufre, y posteriores emisiones de óxidos de

azufre, óxidos de nitrógeno y CO2, e hidrocarburos no quemados [11, 12]. La utilización de biodiésel

en lugar de diésel puede reducir las emisiones de óxidos de nitrógeno y óxidos de azufre, así como

contribuir a la reducción de emisiones de gases de efecto invernadero [13]. La gasolina es el derivado

del petróleo con un mayor consumo, ya que es destinado para el funcionamiento de vehículos con motor

de encendido provocado y el diésel para motores de encendido a compresión [14, 15]. El consumo de

combustibles en el sector transporte totalizó en 2,784.64 PJ en 2021, 63.45% más que en 2020. El

autotransporte fue el componente más representativo, con 93.30% de participación, aumentado 64.84%

respecto al año anterior. De la demanda de autotransporte, los vehículos a gasolina utilizaron el 71.7%

y los vehiculos diésel el 28.3% en 2021 [10].

Mundialmente se enfrentan dos grandes problemas derivados de la actividad antropogénica moderna, la

disminución de las reservas de petrolíferos y la contaminación ambiental causada por la combustión

indiscriminada de combustibles fósiles [16–18]. Uno de lo problemas ambientales más notorios es el

calentamiento global, ocasionado por las excesivas emisiones de CO2 [19].
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Los biocombustibles con propiedades fisicoquímicas análogas a los derivados del petróleo tienen las

ventajas de poder ser utilizados directamente o con algunas modificaciones en el parque automotor

actual, como el biodiésel que puede ser almacenado y distribuido en las mismas instalaciones sin

requerir cambios importantes en la infraestructura instalada, la tecnología de los motores a compresión

no requiere cambios importantes para su utilización. Un estudio realizado por [13] evaluó mezclas

de diésel-biodiésel y concluye que al usar una mezcla B20 (80% diésel-20% biodiésel) se presenta

una disminución de emisiones de CO, CO2 y óxidos de nitrógeno, sin comprometer las prestaciones

del motor. Así como el bioetanol puede utilizarse en mezclas con la gasolina como un oxigenante,

mejorando la combustión y disminuyendo las emisiones, una mezcla con 10% de bioetanol en gasolina

reduce 3% las emisiones de Gases de Efecto Invernadero (GEI). Debido a una combustión más completa

se disminuyen las emisiones de gases contaminantes y de partículas sin quemar mientras se aumenta el

octanaje. A este porcentaje de mezcla no se presentan efectos corrosivos en las mangueras, conexiones

y tanques de almacenamiento, por otra parte se reporta un incremento en el consumo de combustible

del 3.41% comparado con gasolina de 92 octanos [20].

El bioetanol producido a partir de caña de azúcar, genera 90% menos emisiones de gases de efecto

invernadero que la gasolina, consumiendo menos del 80% de energía en la producción [21]. Los

vehículos a gasolina y diésel son una de las principales fuentes móviles de contaminación atmosférica

por su contribución de CO2, óxidos de nitrógeno e hidrocarburos (HC) a los inventarios nacionales

y locales de emisiones [22]. La materia prima principal para la producción de biodiésel son los

triglicéridos, utilizar los que provienen de aceites vegetales de cultivos oleaginosos como la soya, girasol

y canola se asocia a la afectación de los precios de algunos alimentos [23–26]. Para la producción de

bioetanol se utilizan los cultivos amiláceos como la caña de azúcar, maíz, sorgo y remolacha [5,27], los

cuales compiten con el sector alimenticio. Una fuente alternativa de aceites vegetales que no compite

con el sector alimenticio son las microalgas.

Por otro lado, el agua es un recurso vital para el desarrollo y subsistencia de las comunidades, por ende,

es esencial evitar o reducir la contaminación de aguas superficiales y subterráneas, además de asegurar

su disponibilidad en los hábitats conservando su biodiversidad [28]. Debido a que el agua superficial de
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los ríos y lagos se utiliza para el abasto de las actividades humanas [29]. En la actualidad se observa el

incremento de la contaminación de los cuerpos de agua dulce, las principales fuentes de contaminación

antropogénicas que aminoran la calidad del agua son las descargas de aguas residuales urbanas sin

tratamientos e industriales, agroquímicos, además de la contaminación natural por escorrentía de

material particulado y disuelto, así como también por la degradación de material orgánico animal y/o

vegetal [29, 30].

México cuenta con diferentes climas, cuencas, vegetación y topografía, que permiten el desarrollo de

una gran diversidad algal, aproximadamente 12 mil cuerpos epicontinentales y ocho lagos naturales [31].

Los ríos y arroyos del país constituyen una red hidrográfica de 633 mil km de longitud entre los que

destacan 50 ríos principales por los que fluye en 87% del escurrimiento superficial. Las cuencas

hidrográficas de la república mexicana son 1471 (Semarnat, 2011). La longitud de la línea de costa del

océano pacifico es de 7 828 km y del golfo de México y Mar Caribe 3 294 km [32].

Una reciente evaluación de los recursos naturales de México, las condiciones climáticas, datos geoló-

gicos, sitios históricos y urbanos, mediante un Sistema de Información Geográfica (ArcGIS 6.10) y

considerando una producción conservadora de microalgas en estanque abierto con capacidad de 20

g/m2d, dan como resultado que el país es capaz de producir 3.8 billones de toneladas de microalgas

al año, además considerando las condiciones climáticas, se determinó que el 26.88% del territorio

nacional es adecuado para el cultivo de microalgas, resaltando el potencial de los estados de Jalisco,

Oaxaca, Veracruz y Guerrero como los de mayor potencial [33].

Determinar la presencia de las microalgas nativas en una región especifica es un indicativo de la

supervivencia de esta en las condiciones ambientales de la misma, en consecuencia, se podrá cultivar el

microorganismo en condiciones similares para su posterior conversión a bioenergía.
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1.2. OBJETIVOS.

Biorremediar agua de la laguna El Conejo utilizando microalgas Scenedesmus dimorphus en condiciones

ambientales para la producción de biomasa en la zona de Altamira, Tamaulipas, e identificar la capacidad

de crecimiento y acumulación de lípidos.

Objetivos específicos

Determinar el grado de eutrofización de la laguna El Conejo para evaluar su potencial como

medio de cultivo microalgal

Cultivar microalgas en condiciones naturales de radiación y temperatura, en agua de la laguna

“El Conejo” como medio de cultivo.

Identificar la influencia del fotoperiodo natural en la productividad y la caracterización de

biomasa, así como su influencia en el perfil de ácidos grasos.
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1.3. JUSTIFICACIÓN DEL ESTUDIO.

La tendencia global para la solución de las problemáticas ambientales es la reducción del uso de

combustibles fósiles, con el reemplazo creciente de los biocombustibles renovables que no contaminen

y presenten una emisión neutra o casi neutra respecto al CO2 [2,34]. Se han investigado diversas formas

de producción de biocombustibles, una de ellas a partir de biomasa microalgal, cuya limitante para la

producción industrial es la inviabilidad económica, por lo cual es necesario investigar la producción de

biomasa de bajo costo.

Una de las principales ventajas de la producción de biocombustibles a partir de microalgas es su

demanda estequiométrica de 1.7 kg CO2/kg de biomasa, lo que contribuye a la mitigación del efecto

invernadero provocado por las emisiones excesivas de CO2, adicionalmente la biomasa residual puede

ser utilizada en otros procesos [35], además tienen capacidad para crecer en aguas no dulces y en

terrenos que no son aptos para agricultura [4], todo lo anterior las clasifica como una fuente alternativa

renovable y respetuosa con el ambiente [36].

El uso de aguas contaminadas o residuales como medios de cultivo microalgal es una alternativa a

los medios de cultivo comerciales ya que tienen capacidad ficorremediadora, es decir, son capaces de

eliminar y biotransformar los contaminantes de un medio líquido [37], además de eliminar nitrógeno y

fósforo, son capaces de eliminar cadmio, zinc, niquel y plomo [38], es decir, disminuyen la contami-

nación ocasionada por metales pesados. Por otro lado, el 75% del costo de producción de la biomasa

microalgal se atribuye al medio de cultivo [39], investigar el potencial de producción de biomasa en

aguas residuales, así como la degradación de contaminantes en el agua y los metabolitos obtenibles de

este tipo de cultivos pueden ofrecer alternativas al tratamiento de aguas y obtención de bioproductos.

Las microalgas cultivadas en aguas residuales pueden ser candidatos potenciales para la producción

de alcoholes superiores, bioetanol y biodiésel, respectivamente, al mismo tiempo que realizan la

eliminación de nutrientes del medio de cultivo, su contenido en ácidos grasos como el palmítico, oleico
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y linolénico las hace viables para la producción de biodiésel [40]. Mientras que las microalgas con gran

capacidad de producir proteínas, entre el 30 a 60% de su peso seco, las hace buenas fuentes de proteína

para abono orgánico, alimento para animales o suplemento de nutrición humana [41].

El interés científico en la biorremediación de aguas contaminadas se ha enfocado en las aguas residuales

municipales y las generadas en la industria. Ante la problemática de contaminación de cuerpos de agua

naturales, es conveniente investigar su biorremediación con microalgas.

Scenedesmus dimorphus es una microalga poco estudiada en la producción de biocombustibles y

biorremediación, sin embargo, se ha informado que esta especie tiene tolerancia a la contaminación

ambiental, ya que suele encontrarse en muchos ambientes eutrofizados de aguas residuales [42], de

hecho fue hallada en aguas residuales industriales de la zona de Altamira [43]. Entre otras ventajas de

esta microalga se encuentran la resistencia al calor, rápido crecimiento y facilidad de sedimentación

gravitacional [19].

En resumen la producción de biomasa microalgal con agua de laguna eutrofizada en condiciones

ambientales se justifica por diversas razones, entre ellas, evaluar la posibilidad de utilizar aguas naturales

contaminadas como medios de cultivo de bajo o nulo costo al mismo tiempo que se disminuyen o

eliminan los contaminantes del medio. La biomasa microalgal presenta cortos tiempo de cosecha en

comparación con la biomasa vegetal, es una alternativa a la mitigación del efecto invernadero y la no

competencia en el sector alimenticio, aunado al beneficio ambiental de la biorremediación de aguas

naturales contaminadas. Elucidar su composición química y porcentaje de lípidos permitiría saber si

bajo las condiciones de cultivo experimentales es candidata a la producción de biocombustibles.
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Antecedentes

A continuación se presentan los aspectos más relevantes de las microalgas y los beneficios de la

biorremediación de cuerpos de agua

2.1. BIORREMEDIACIÓN

Las microalgas tienen capacidad ficorremediadora, es decir, son capaces de eliminar y biotransformar

los contaminantes de un medio líquido [37], tales como el nitrógeno y fósforo que contienen las aguas

residuales, que son nutrientes esenciales para el crecimiento microalgal [44]. Además de metales

pesados como el cadmio, zinc, níquel y plomo [38], por otro lado, el hierro tiene valor nutritivo para su

crecimiento [45].
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La contaminación por metales es otro de los problemas medioambientales que han surgido en conse-

cuencia de la revolución industrial, afectando, suelo, agua y aire, entre ellos el cadmio, cromo, cobre,

mercurio, plomo y zinc. Recientemente se ha estudiado el potencial de absorción de metales de las

microalgas, Toranzo et al. [46] desarrollaron la resistencia al cromo VI de una cepa de Scenedesmus

dimorphus, desafortunadamente no observaron la degradación del metal.

También se ha reportado que reducen el contenido de nitratos, fosfatos y amonio de las aguas residuales,

además de descomponer moléculas de hidrocarburos, antibióticos y compuestos clorados [47], han sido

utilizadas para la remediación de aguas residuales de la industria textil [48]. El uso de aguas residuales

en el cultivo de microalgas tiene la ventaja de la purificación del agua, reduciendo así la contaminación

ambiental [44]. Los parámetros utilizados para medir la eficiencia de eliminación de nutrientes, son la

Demanda Química de Oxígeno (DQO), nitrógeno total (NT) y fósforo total (TP) [49], la medición de

nitratos y fosfatos también sirve como indicador de biorremediación.

El cultivo de microalgas ha sido realizado en diversos medios y en aguas de diferentes calidades,

se reporta la disminución de amonio y fosfatos en un 50 y 74% respectivamente por Chlorella

vulgaris en agua residual artificial [50]. Así como la disminución de DBO5 y DQO del 95.4 y 94.6%

respectivamente por la microalga Chlorella sp. en agua residual de una empresa textil sin ningún tipo

de pretratamiento [51]. Por otro lado, el cultivo de C. vulgaris, Scenedesmus acutus y Arthrospira

máxima presentaron un mejor crecimiento y remoción de ortofosfatos, nitrato, nitrógeno orgánico y

amoniacal, además de DQO en agua residual cruda recolectada de una planta de tratamiento de aguas

residuales, tratada mediante cribado y sedimentación [52]. Las microalgas tienen gran potencial en el

tratamiento de aguas con producción de biomasa y eliminación de nutrientes, las tasas de eliminación

varian mucho entre especies y los regimenes de luz [53].

En la Tabla 2.1 se resumen los resultados obtenidos del cultivo de microalgas en aguas contaminadas,

algunos estudios se enfocan sólo en la productividad de biomasa y lípidos, sin reportar las eficiencias

de remoción. Mata, et al, 2013 [54] concluyen que el uso de aguas residuales ricas en nitratos y hierro

en el cultivo de Dunaliella tertiolectica incrementan el contenido de biomasa y productividad de
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lípidos. Xaaldi, et al., 2016 [55] reportan un incremento del 20% en biomasa seca al aumentar la

contaminación con hidrocarburo a 20 mg/L, en comparación con el medio de cultivo de control. Por

otro lado, Paladino, et al., 2021 [56] reportan el crecimiento de Chlorella vulgaris en condiciones

mixotróficas a un concentración de 1.45 a 1.55 g/L, con glicerol como fuente de carbono.

De Souza et al. [57] afirman que la recuperación de nutrientes, en particular nitrógeno, fósforo y la

absorción de metales por parte de Scenedesmus sp. cultivada en lixiviados de veterdero sanitario al

80%, es un proceso eficiente para la biorremediación. Kothari et al. [58] recomiendan enfocar las aguas

residuales como medios para el crecimiento de especies deseadas para la producción de biomasa y

limpieza de las aguas.

La utilización simultánea de microalgas en biorremediación de aguas residuales y producción de

biomasa requiere investigación e innovación para ser económica [9].

Tabla 2.1: Biorremediación con microalgas

Medio de Cultivo Organismo Remoción Referencia
Agua de mar artificial con nu-
trientes Dunaliella terticolecta [54]

Agua residual doméstica Scenedesmus sp
98.3% NH4, 70.2% NO−

3 , 78.9%
PO−3

4 , 95.9% DQO
[59]

Lixiviado de vertedero sanita-
rio 87.4%PO−3

4 , 24%NO−
3 , 65.4NO−

2 [57]

Agua residual cruda PTAR

Chlorella vulgaris

60% fósforo, 90% Nitratos, nitró-
geno orgánico y amoniacal [52]

Agua contaminada con petró-
leo crudo [55]
Agua residual (reactor biológi-
co) 100% NH4, 100% DQO [60]

Agua residual (reactor biológi-
co)+Bayfolan

99.92% NH4, 49.9% NH3, 8.05%
PO−3

4 ,100% DQO
[60]

Agua residual rica en glicerol y
CO2

[56]

Agua residual municipal Scenedesmus dimorphus y S.
minutum 79% N-NH3, 93.7% PT [36]

Agua residual con ácido lácti-
co, Scenedesmus dimorphus

96.31% NT, 90.78% PT, 95.06%
DQO, [42]0.8 g/L NaNO3y 4 mg/L
K2HPO4 ·3H2O
98.22% N-NH3, 90.94% Ác. láctico

Agua residual rica en estiércol
porcino 88.16% NT, 73.98% PT [61]

Agua residual de lecheria Chlorella pyrenoidosa 80-85% P, 60-80% N [58]
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2.2. MICROALGAS

En concreto, son microorganismos unicelulares, procariotas o eucariotas fotosintéticos, obtienen la

energía de la luz proveniente del sol, se desarrollan a partir de materia orgánica, requieren de algunos

elementos inorgánicos para su crecimiento: el carbono, hidrógeno y oxígeno pueden provenir del agua

y del aire, los demás elementos del medio de cultivo [62], específicamente los elementos inorgánicos

como el nitrógeno, fósforo, hierro y silicio deben ser proporcionados por el medio de cultivo, el fósforo

debe aportarse en exceso ya que los fosfatos agregan un complejo con los iones metálicos [34].

Estos organismos habitan diversos ambientes acuáticos en todos los ecosistemas del planeta, es decir,

habitan en agua dulce o salada, para su crecimiento viven en la zona fótica, la profundidad de la

zona varía dependiendo la absorción atmosférica de la luz, ángulo entre el sol y la superficie del mar,

existe una zona en que la luz es escasa o de baja calidad espectral en la que no ocurre la fotosíntesis,

además se ve influenciada por las condiciones climáticas a lo largo del día y los cambios estacionales.

Generalmente la zona fótica varía de unos metros en la zona costera hasta 200 m en mares claros

tropicales, su crecimiento contribuye como una forma de mitigación del efecto invernadero debido a su

consumo de CO2 [8, 63], ya que son responsables del 50% de la fijación global de carbono orgánico.

Estos microorganismos unicelulares tienen dimensiones que van desde 2-200 µm, cuyo su metabolismo

puede ser autotrófo o heterotrófo y suelen ser eucariontes; la diferencia entre las procariontes y

eucariontes son los orgánulos, las procariontes no poseen cloroplastos, núcleos y mitocondrias, pero si

contienen clorofila a y alto contenido de proteínas, pueden crecer en un amplio rango de temperatura

desde 5 hasta 35 oC. En la zona fótica, la radiación solar proporciona la energía para que el medio

alcance la temperatura apropiada para que se pueda tener un sistema de crecimiento natural [64].

Los estímulos químicos como la deficiencia de nutrientes (nitrógeno, fósforo, azufre y silicio), salinidad

y pH, así como los estímulos físicos temperatura e intensidad luminosa influyen en la composición

de los lípidos y ácidos grasos contenidos en las microalgas [65, 66]. La relación C:N es la principal

responsable de la síntesis y acumulación de lípidos intracelulares [67], ambos elementos son importantes
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en la ruta metabólica fotosintética de las microalgas [62]. Se han estudiado varias cepas de microalgas

en diferentes medios de cultivo enfocados en incrementar la productividad de biomasa o productividad

de lípidos, sin embargo, no se han enfocado en el aprovechamiento de la luz solar y aguas naturales

contaminadas, en la Tabla 2.1 se resumen los resultados de investigaciones relacionadas con la remoción

de nutrientes. Además las microalgas presentan la capacidad de crecer en terrenos inadecuados para la

agricultura, su cultivo es potencial en aguas dulces, saladas e inclusive en vertederos de lixiviado [68]

Los métodos de cultivo microalgales pueden ser batch o lote, semicontinuo o continuo, el cultivo

por lotes consiste en una única inoculación del medio de cultivo, espera de un periodo de crecimien-

to y cosecha de la biomasa. En un cultivo semicontinuo se realizan cosechas parciales periódicas,

manteniendo el volumen del medio de cultivo con una variación no mayor al 10% del volumen de

trabajo, así como una concentración similar a la de los estados iniciales después de cada cosecha. En

los cultivos continuos se suministra medio de cultivo enriquecido constantemente en una cámara de

crecimiento, extrayendo simultáneamente el exceso de cultivo, de manera que el factor de dilución

iguale la velocidad de crecimiento, manteniendo el cultivo muy cerca de la máxima velocidad de

crecimiento. El cultivo de microalgas se desarrolla en cinco fases: fase de adaptación, fase exponencial,

fase de declinación del crecimiento, fase estacionaria y fase de muerte [69].

En la fase de adaptación el comportamiento de las células depende de las condiciones de las células

del inóculo, la fase exponencial es dónde la velocidad de crecimiento alcanza su máximo y permanece

casi constante la concentración celular, la fase de declinación o desaceleración del crecimiento es

dónde disminuye la tasa de división celular, en la fase estacionaria la tasa de natalidad es igual a la de

mortalidad, la concentración celular permanece sin cambios relevantes, en la fase de muerte la tasa de

mortalidad supera la de natalidad y la concentración celular disminuye [70].

Las microalgas pueden presentar diferentes metabolismos de acuerdo al tipo de fuente de carbono

y de energía que utilicen. Se dice que el metabolismo es fotoautotrófico conocido también como

autotrófo cuando utilizan la luz como fuente de energía y CO2 como fuente de carbono para obtener

energía química a través de la fotosíntesis. Cuando el metabolismo es heterotrófico el crecmiento

13



Capítulo 2. Antecedentes

es en ausencia de luz y utilizan sólo compuestos orgánicos como fuente de energía y de carbono,

este tipo de metabolismo puede acelerar la tasa de crecimiento, aumentar la biomasa, acumular más

lípidos en comparación con el metabolismo autótrofo, incluso puede integrarse con tratamiento de

aguas residuales, cuando se trata de metabolismo mixótrofico, las células microalgales utilizan carbono

orgánico e inorgánico como fuente de carbono, la luz y el carbono orgánico son su fuente de energía,

combinando las ventajas de la autotrofia y heterotrofia, superando su desventajas. Los factores que

influencían el crecimiento microalgal son la disponibilidad de nutrientes, relación C:N, penetración de

luz, fuente de carbono, pH, salinidad y temperatura [67].

En casi todos los ambientes acuáticos las microalgas habitan junto con bacterias, son de vital importancia

en el ciclo de nutrientes y el flujo de energía, el concepto de anillo microbiano plantea la importancia

de la interacción microalga-bacteria como componentes básicos de un ecosistema, proponiendo a las

bacterias como recicladoras de materia orgánica, además de absorber nutrientes desde el océano y

circular fuentes de carbono mediante diversas actividades ecológicas con componentes del plancton [71].

Además, son muy versátiles por su contenido en lípidos (ácido linoleico, araquidónico, eicosapentaenoico,

docosahexaenoicos), pigmentos (carotenoides, ficobiliproteínas), vitaminas (A, E, biotina) [7]. Debido

a esto sus aplicaciones pueden ser energéticas farmacológicas y alimenticias, la necesidad de CO2 para

el cultivo de algas abre la posibilidad de utilizar las granjas de cultivo de microalgas como sistemas

secuestrantes de anhídrido carbónico beneficiando el medio ambiente.

Los ácidos grasos presentes en las microalgas incluyen moléculas lineales de 12 a 22 átomos de carbono

en número par, saturadas e insaturadas. Los ácidos grasos insaturados varían en el número y posición de

dobles enlaces en la cadena principal de carbono, el ácido graso monoinsaturado contiene sólo un doble

enlace mientras que el ácido graso polinsaturado contiene dos o más dobles enlaces [38], prevaleciendo

los ácidos grasos saturados e insaturados en las algas dulciacuícolas.
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El crecimiento de un cultivo se puede expresar como el crecimiento de la biomasa, cuantificando

el número de células, densidad óptica o peso seco. Una técnica muy utilizada es el conteo celular

en cámara de Neubauer, el cual se recomienda para contar algas pequeñas (2 a 30 µm y cultivos de

densidades entre 5 x 104 y 5 x 107 cel/mL), la caracterización de la biomasa microalgal es posible por

el método de espectroscopía infrarroja [72], o espectrofotometría UV/VIS [73]. Existe una relación

entre el crecimiento celular y la densidad óptica, si se establece la relación entre ambas para el cultivo

especifico, las mediciones podrían realizarse más fácilmente [69].

La determinación de la densidad óptica de Chlorella vulgaris se ha realizado de 680-688 nm [74–77].

En un estudio presentado por Arif et al. [40] se realizó la medición de la densidad óptica de las

microalgas Tetradesmus dimorphus, Tetradesmus sp., Chlorella sp. y Chlorella sorikiniana a 680 nm,

mientras las mediciones para Scenedesmus dimorphus se han realizado a 680 nm [78, 79].

La cosecha de biomasa se realiza dependiendo del tipo de cultivo, ya sea en lote, semicontinuo o

continuo, esto se refiere principalmente a remover la mayor cantidad de agua del medio. Los periodos

de cosecha son breves, incluso inferiores a 10 días permitiendo cosechar múltiples veces, a diferencia

de los cultivos agrícolas que se cosechan una o dos veces por año.

El proceso de cosecha consta de dos pasos, la cosecha a granel y espesamiento. En la primera etapa

el cultivo se sedimenta, en la segunda etapa se separa la biomasa del medio de cultivo y se concentra

mediante filtración y centrifugación [62, 80]. Otro método para la cosecha de biomasa es realizar una

concentración primaria eliminando la mayor parte del medio de cultivo, seguida de una concentración

secundaria eliminando el medio de cultivo restante [49]. Otras técnicas de recolección de biomasa

son floculación y electrólisis. La ultrafiltración (0.1 a 0.01 mm) y microfiltración (0.1 a 3 mm) son

los métodos adecuados para filtrar microalgas hasta con una eficiencia del 95% [64]. Finalmente, el

método de sedimentación es más ampliamente usado por ser una técnica simple y económicamente

viable en muchos procesos de producción de microalgas, la tasa de sedimentación depende de la especie

de microalga, tamaño y densidad celular. De manera general las microalgas verdes tiene una velocidad
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de sedimentación de 0.1 m/día [1]. Una fuerza centrifuga más alta que la fuerza de gravedad separa la

biomasa microalgal del medio de cultivo alcanzando eficiencias del 80 al 90% en minutos [64].

La floculación es el proceso en el que las partículas se aglomeran entre sí formando flóculos precedido

por la etapa de coagulación donde se desestabilizan las partículas y neutralizan sus cargas para lograr

que se atraigan entre sí, una vez formados los flóculos su alta densidad provocará su sedimentación.

En los cultivos microalgales las células están cargadas negativamente, por ende se requieren agentes

coagulantes de carga positiva, se han utilizado compuestos con los iones metálicos Al+3 y Fe+3 con

la desventaja de la contaminación de la biomasa por lo cual se prefiere el uso de polímeros orgánicos

catiónicos como el quitosán y almidón que no contaminan la biomasa. Entre los floculantes que han

sido utilizados para Chlorella vulgaris se encuentran el quitosano diluido en ácido acético al 1% en

dosis de 10 ppm a un pH de 4-9 con 99% de eficiencia, harina de semillas de moringa oleifera a

dosis de 1g/L con 96% de eficiencia en 4h y 80% en 2h, quitosano 0.12 g/L a pH 6 con 99% de

eficiencia, alumbre férrico 160 mg/L a un pH 7.8 con 70% de eficiencia [81], alumbre de potasio 250

mg/L con una eficiencia del 82.10%, la cual incrementó hasta 92.53% en pH 5 [75]. Por otra parte

se ha observado la tendencia de algunas microalgas a auto flocularse naturalmente a un pH de 9 o

superior, un bajo contenido de CO2 y un largo tiempo de cultivo provocan la sedimentación de las

células, entre ellas Scenedesmus oblicuos, sin embargo Chlorella vulgaris tiene un comportamiento no

floculante [64].

El sulfato de aluminio en dosis de 1g/L ha sido utilizado para la precipitación de Scenedesmus

dimorphus [82].

En la electro floculación al aplicar la corriente eléctrica se forman los flóculos cuando las células se diri-

gen al ánodo, este procedimiento alcanza hasta el 95% de eficiencia [64]. El método de centrifugación

de biomasa requiere un aporte energético que encarece el proceso global de producción del biodiésel,

durante una investigación se comparan los métodos de floculación con NaOH, sedimentación y centrifu-

gación, para la cosecha de Chlamydomonas sp. concluyendo que la floculación fue el segundo método

más rápido (5 días), la adición del floculante NaOH 0.5N a razón de 1 mL disminuyo el contenido de
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proteínas y aumentó el contenido de carbohidratos además de atenuar el color del conglomerado, la

sedimentación por gravedad requirió mayor tiempo de precipitación debido a sus dimensiones (10 a 20

µm) siendo de 8 días, es decir, que la velocidad de sedimentación está relacionada con la densidad del

cultivo y el tamaño de las mismas, la centrifugación se realizó en intervalos de 1-15 min a 4500 rpm,

sin diferencias significativas después del minuto 5. La sedimentación gravitacional y centrifugación no

registran impactos en el contenido de proteínas y coloración, el método a emplear para la cosecha de la

biomasa dependerá de las necesidades del productor.

Debido al tamaño de las microalgas la filtración no es un método fácilmente aplicable para la cosecha

de biomasa. Otro método considerado para este objetivo ha sido la floculación con almidón catiónico

para flocular microalgas de agua dulce como Chlorella y Scenedesmus. En otras estimaciones se calcula

que el costo de la cosecha varía entre el 20 y 30% del costo de la producción del biodiésel [64].

Generalmente la biomasa microalgal es secada previo a la extracción, ésta etapa constituye casi el 30%

de los costos totales de producción del biodiésel, una de las técnicas reportadas es el calentamiento en

estufa a 60 oC durante 24 h [83].

2.3. MICROALGAS EN TAMAULIPAS

Se han encontrado y reportado hallazgos de cepas de microalgas en cuerpos de agua de la Zona

Conurbada del Sur de Tamaulipas, su presencia indica la capacidad de crecer en dichos ambientes y su

adaptación para desarrollarse en las condiciones ambientales [72, 84].

Se reportó el hallazgo de 10 clases de microorganismos y 68 especies, en la laguna del Carpintero

ubicada en Cd. Madero [84], seis de ellas del género Chlorophyceae, presentes a lo largo de muestreos

bimestrales, además de los géneros Anabaena y Microcystis. Las microalgas encontradas tienen la

característica de almacenar lípidos, cabe destacar que las especies Chlorella vulgaris y Desmodesmus
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quadricauda estuvieron presentes todo el año de monitoreo, lo que indica su adaptación al medio

ambiente. Además se han encontrado diversas microalgas en la laguna del Champayan en Altamira,

por otro lado, en la laguna El Conejo, se encontró la especie Planktothrix sp. [85], la proliferación

dePlanktothrix sp. ocurre con mucha frecuencia en los ecosistemas acuáticos eutrofizados [86]. Incluso

en aguas residuales industriales se han encontrado especies de microalgas, las cuales se especifican el

la Tabla 2.2.

Las proliferaciones densas de cianobacterias se conocen como floraciones de algas, si estás tienen el

potencial de causar efectos nocivos, se denominan Florecimientos Algales Nocivos (FAN) [87], la

presencia de Planktothrix sp. en la laguna El Conejo es un FAN, entre las toxinas que este género de

cianobacteria puede producir se encuentran la anatoxina-a, saxitoxinas y microsistina, en la laguna

del carpintero se identificaron los géneros de Anabaena, Cylindrospermopsis y Microcystis [84],

capaces de generar las mismas toxinas que Planktothrix sp. además de Cilindrospermopsina: La

anatoxina-a es una neurotoxina de acción rápida, estable en condiciones estériles pero susceptible a la

biodegradación microbiana, alta temperatura, luz ultravioleta y condiciones alcalinas, su exposición se

da mediante consumo de bebidas o suplementos contaminados y uso recreativo de lagos, los efectos

de la intoxicación incluyen pérdida de coordinación muscular, temblores musculares, convulsiones y

dificultad respiratoria, no se ha documentado ningún caso de intoxicación humana por anatoxina-a;

la saxitoxina es la única toxina cianobacteriana incluida en la lista 1 de la Convención sobre armas

químicas, son conocidas como venenos paralizantes de mariscos, estables al calor, en ambientes ácidos

y solubles en agua, el grado de intoxicación depende del grado de exposición, se relaciona con la

ingesta de toxinas acumuladas en mariscos o pescado provenientes de ambientes marinos o de agua

dulce con presencia de floraciones de dinoflagelados o bacterianas, los efectos clínicos varían desde

entumecimiento de la boca, garganta hasta extremidades y pueden aparecer a los pocos minutos o hasta

las 72 h, han estado implicadas en muchos casos de envenenamiento humano por ingesta de mariscos

marinos, sin embargo, no se han documentado casos en ambientes de agua dulce; las microsistinas se

producen comúnmente en cuerpos de agua dulce, son capaces de liberarse a las aguas circundantes

cuando las células cianobacterianas se desintegran, tienen una vida media ambiental típica de 10

semanas, exposición por actividades recreativas en cuerpos de agua contaminada, incluso por agua
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potable o suplementos, no son vulnerables a la fotodegradación, los efectos clinicos dependerán de la

ruta y nivel de exposición, presentando inflamación de la piel, sistema respiratorio o gastrointestinal,

los efectos tóxicos de Cilindrospermopsina en tilapias son daño hepatico, renal, cardiaco [86–88].

Tabla 2.2: Microalgas en la zona conurbada del sur de Tamaulipas

Especie Cuerpo de agua Referencia
Chlamydomonas reinhardtii

Chlorella vulgaris
Desmodesmus denticulatus Laguna del carpintero, Cd.

Madero [84]
Desmodesmus quadricauda

Scenedesmus bijurgus
Scenedesmus sp.
Planktothrix sp. Laguna El Conejo, Altamira [85]
Desodesmus sp.

Chlorella sp. Laguna Champayan, Altamira [85]
Scenedesus acuminatus

Chlorella sp.
Lagerheima sp.

Desmodesmus quadricauda Agua Residual Industrial
Altamira [43]

Oscillatoria sp.
Scenedesmus dimorphus

Spirulina subsalsa Estero del rio Barberena,
Tampico [50]

2.3.1. Scenedesmus dimorphus

Esta microalga pertenece al reino vegetal, subreino plantas verdes, división Clorophyta- algas verdes,

clase Chlorophyceae, orden Sphaeropleales, familia Scenedesmaceae, género Scenedesmus, especie

Scenedesmus dimorphus de acuerdo con el Sistema Integrado de Información Taxonómica [89]. Por otro

lado, el Sistema de Información de Diversidad Oceánica afirma que el taxón aceptado para Scenedesmus

dimorphus es Tetradesmus dimorphus [90]. El Centro Nacional de Información Biotecnológica indica

que Tetradesmus dimorphus es un sinónimo homotípico de Scenedesmus dimorphus [91]. En el

transcurso de esta investigación sólo un artículo se refiere a la microalga como Tetradesmus dimorphus,

debido a esto se decidió referirse a ella como Scenedesmus dimorphus.

Esta microalga almacena clorofila a, clorofila b, cis-β caroteno, trans-β caroteno, violaxantina y

luteína, los pigmentos se pueden obtener en concentraciones variables dependiendo del metabolismo
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Tabla 2.3: Nomenclatura de ácidos grasos presentes en aceites vegetales [16, 18, 92].

Nombre Relación
C:Insaturación Fórmula desarrollada

Ácido Palmítico (C16:0) R= -(CH2)14 - CH3
Ácido Esteárico (C18:0) R= -(CH2)16 - CH3
Ácido Oleico (C18:1) R= -(CH2)7CH =CH(CH2)7 - CH3
Ácido Linoleico (C18:2) R= -(CH2)7CH =CHCH2CH =CH(CH2)4 - CH3
Ácido Linolénico (C18:3) R= -(CH2)7CH =CHCH2CH =CHCH2CH =CHCH2 - CH3
Ácido
Eicosapentaenoico (C20:5) R= -CH2(CH2CH =CH)5CH2CH2 - CH3

Ácido
Docosahexanoico (C22:6) R= -CH2CH2(CH =CH −CH2)6 - CH3

de cultivo, la concentración de pigmentos disminuyó en modo mixotrófico cuando se cultivo en BBM

con hidrolizado de bagazo de caña, con respecto al modo fotoatotrófo [19]

Entre los lípidos que han sido obtenidos de esta especie figuran los ácidos grasos C16 a C18 prin-

cipalmente, pudiendo obtenerse también desde C20 a C22 dependiendo de las condiciones de culti-

vo [36, 42, 82]. En la Tabla 2.3 se muestra la fórmula desarrollada de los ácidos grasos que se presentan

en aceites vegetales.

Hasta el momento han sido pocas las investigaciones que se enfocan en la biorremediación de aguas

contaminadas, Scenedessmus dimorphus ha demostrado ser capaz de reducir las concentraciones de

nitrógeno y fósforo total de aguas residuales de la industria de ácido láctico y porcina, en la Tabla 2.4

se resumen los resultados obtenidos de biomasa y metabolitos en cultivos fototróficos y mixotróficos.

2.4. NUTRIENTES Y MEDIO DE CULTIVO

Los cultivos de microalgas se realizan en fotobiorreactores abiertos o cerrados, en diversas condiciones

de operación, entre ellas la irradiación, temperatura, agitación, modo de alimentación, así como las

concentraciones de medio de cultivo, fuentes de carbono, nitrógeno y fósforo.
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Los nutrientes esenciales son el carbono, nitrógeno y fósforo por orden de prioridad ya que son

necesarios en el metabolismo primario y su limitación conduce a la acumulación de lípidos, otros

elementos inorgánicos importantes para las microalgas son Fe y en algunos casos Si, el N, P y K son

los nutrientes que debe proporcionar el medio de cultivo [8, 62].

Existe una amplia gama de medios de cultivo que han sido utilizados así como el microorganismo

cultivado, los cuales se resumen en la Tabla 2.5, cada medio de cultivo tiene diferentes concentraciones

de nutrientes.

El uso de aguas residuales minimiza la necesidad de agua dulce y nutrientes, reduciendo el costo

de producción, el crecimiento de microalgas estará relacionado con la eficiencia de remoción de

nutrientes. Se observa que los tratamientos aplicados a aguas residuales utilizadas como medios de

cultivo son nulos o sencillos para el cultivo de microalgas ya que el objetivo principal es aprovechar los

nutrientes presentes en dicha agua, en la Tabla 2.5 se puede observar el interés en investigar el cultivo de

microalgas en aguas residuales de diversas fuentes. Nayak et al. [59] utilizaron agua residual filtrada con

un filtro Whatman No.1 para eliminar sólidos grandes seguido de esterilización en autoclave a 121 oC

durante 15 min como medio de cultivo. Kudahettige et al. [36] utilizan agua residual municipal filtrada

en dos ocasiones con papel de celusosa a una velocidad de 1.3 l/cm2/min sólo para la eliminación de

partículas grandes, en otra investigación dónde utilizan aguas residuales de una granja de cerdo, rica en

estiércol, se realiza la filtración y dilución con agua potable [61]. Sacristan et al. [52] sólo realizaron el

cribado y sedimentación del agua residual de una planta de tratamiento de aguas residuales, mientras

que Fernández et al. [60] aclaran que el agua residual proveniente del reactor biológico se utilizó sin

esterilizar, Paladino et al [56] utilizaron agua residual del lavado de biodiésel, rica en glicerol sin

tratamiento previo al cultivo. Por otro lado, Mata et al. [54] reporta el ajuste del pH del agua de mar

artificial con nutrientes a un valor de pH 7.7 con la finalidad de mantener el cultivo dentro del rango

óptimo 7.5 a 8.5 para Dunaliella terticolecta.
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Tabla 2.5: Medios de cultivo para microalgas

Medio de Cultivo Organismo Año Referencia

BG-11 + Urea Scenedesmus dimorpus 2011 [78]
LC Olivo Chlorella vulgaris 2013 [93]
Agua de mar artificial con nu-
trientes

Dunaliella terticolecta 2013 [54]

Nitrofoska Hyaloraphidium contortum 2013 [94]
Pseudokirchneriella

subcapitata
Poliverdol Hyaloraphidium contortum 2013 [94]

Pseudokirchneriella
subcapitata

Guillard Hyaloraphidium contortum 2013 [94]
BBM, 3N-BBM Scenedesmus dimorphus 2013 [95]
BG-11 Scenedesmus dimorphus 2013 [41]
Agua residual cruda PTAR Chlorella vulgaris 2014 [52]

Pseudokirchneriella
subcapitata

Agua residual con estiércol
porcino

Scenedesmus dimorphus 2015 [61]

Conway Chlorella sp 2016 [96]
Conway Nannochloropsis oculata 2016 [96]
Agua contaminada con petró-
leo crudo

Chlorella vulgaris 2016 [55]

Agua residual Scenedesmus sp 2016 [59]
Bold Bassal Chlorella protothecoides 2017 [63]
Bold Bassal Scenedesmus sp 2017 [63]
Borowitzka Dunaliella salina 2017 [69]
Agua residual (reactor biológi-
co)

Chlorella vulgaris 2017 [60]

Agua residual (reactor biológi-
co)+Bayfolan

Chlorella vulgaris 2017 [60]

3N-BBM Scenedesmus dimorphus 2017 [97]
BBM Scenedesmus dimorphus 2018 [36]
Bristol Chlorella vulgaris 2018 [98]
BG-11 Chlorella sorokiniana 2020 [99]
BBM 3N Chlorella vulgaris 2020 [76]
BBM Scenedesmus 2020 [73]
BG-11 Scenedesmus sp 2020 [79]
Agua residual rica en glicerol
y CO2

Chlorella vulgaris 2021 [56]

Agua residual de ácido lactico
+ traza (Na,K,Mg)

Scenedesmus dimorphus 2021 [42]
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2.4.1. Carbono

Los cultivos fototróficos sólo requieren carbono inorgánico (CO2), mientras que en mixotrofía conocida

también como fotoheterotrofia se consume CO2 y carbono orgánico del medio de cultivo, los cultivos

mixotróficos presentan mayor producción de biomasa, además de un aumento en el contenido de lípidos

y pigmentos en las células [45], este tipo de metabolismo puede usar fuentes orgánicas, inorgánica y luz

en diferentes combinaciones [100]. Una disminución significativa del carbono orgánico total confirma

el metabolimo mixotrófico [101].

La fuente de carbono apropiada es determinada por el metabolismo predominante de las microalgas,

las cuales pueden ser orgánicas (glucosa, acetato, glicerol, fructosa, galactosa, manosa, peptona, ácido

acético) o inorgánicas CO2, NaHCO3. El CO2 proveniente de gases de combustión se ha utilizado

mezclado con aire en concentraciones del 5 al 30% V/V, la tasa de transferencia de masa de este gas

esta limitada por su disolución en el agua, el CO2 debe reaccionar con el agua para formar H2CO3, el

cual se puede ionizar en bicarbonato y/o carbonato dependiendo del pH y así ser aprovechado por las

microalgas [49].

A través del proceso de fotosíntesis se convertirá el CO2 en moléculas orgánicas tales como carbohidratos,

proteínas y lípidos [64]. Regularmente el CO2 se alimenta en una mezcla aire-CO2 que no rebasa el

10% V/V [102], otras relaciones utilizadas han sido 0.5 vvm (volumen de gas por volmen de trabajo por

minuto) [99]. En condiciones mixotróficas las microalgas pueden consumir carbono de aguas residuales,

sin embargo, para utilizar aguas residuales como medio de cultivo deben contener un perfil de nutrientes

adecuado, la asimilación de nitrógeno y fósforo esta influenciada por la relación N/F [1]. La evidencia

de un crecimiento mixotrófico se tiene con la disminución significativa del carbono orgánico total, ya

que confirma el metabolismo mixotrófico [101].

La capacidad de almacenamiento del CO2 y contenido celular de lípidos en las microalgas depende

de la especie, el aprovechamiento del CO2 residual industrial en el cultivo masivo de microalgas en
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estanques permitiría la reducción de una fuente de contaminación ambiental y la reducción de los

costos de producción de biomasa algal [64]. La relación carbono a nitrógeno C/N y la especie de

microorganismo influyen en la acumulación de lípidos [103].

2.4.2. Nitrógeno

Diferentes concentraciones de la misma fuente de nitrógeno afectan la biomasa y contenido de lípidos,

debido a que el elemento es esencial para la síntesis de aminoácidos en las células, que forman las

proteínas, además de la formación de ácidos nucleicos, estos compuestos son los responsables del

crecimiento y reproducción de las células [42, 49]. La urea ha sido utilizada como fuente de nitrógeno

en el cultivo de Scenedesmus dimorphus [78].

En el agua puede encontrarse en forma de N2, NH4
+, NO2

−, NO3
− y algunos compuestos orgánicos

nitrogenados. En la forma de amonio el nitrógeno es aceptado en las vías metabólicas de las microalgas,

a diferencia del nitrato que requiere la transformación a nitrito y posteriormente amonio, requiriendo

energía para la reducción [71].

Este es un elemento importante en el crecimiento de microalgas ya que actúa como regulador de la

síntesis de proteínas y producción de metabolitos, la captación del nitrógeno dependerá de la especie

de microalga. La absorción de nitrógeno incrementa el pH e influye en el crecimiento microalgal,

teóricamente un mol asimilado produce un mol de hidroxilo, acorde a la Ecuación 2.4.1, por otra parte

un mol de amonio produce un hidrón tal como se muestra en la Ecuación 2.4.2 [64].

26



Capítulo 2. Antecedentes

1.0(NO3)+5.7(CO2)+5.4(H2O)→(C5.7H9.802.3N1.0)+8.25(O2)+1.0(OH−) (2.4.1)

1.0(NH+
4 )+7.6(CO2)+17.7(H2O)→(C7.6H8.102.5N1.0)

+7.6(O2)+15.2(H2O)+1.0(H+) (2.4.2)

Debido a la adición y absorción de nutrientes el pH debe ser monitoreado y ajustado, el aumento de la

masa de algas, consumo de CO2 y nitrato incrementan el pH, mientras que la disminución de biomasa

debido a la respiración oscura y liberación de CO2, así como la captación de amoniaco provocan la

disminución del pH [104]. Arif et al. [40] reporta que el aumento regular del pH en el periodo de cultivo

de la microalga Tetradesmus dimorphus indica que tiene una alta actividad fotosíntetica y producción

de biomasa. Un pH de 6 impide el crecimiento de las microalgas además se ha observado la inhibición

del crecimiento cuando el pH es superior a 10-11 [64]. Generalmente el pH óptimo para la acumulación

de lípidos varia entre 5.5 y 9 [103]. Ayatollahi et al. [76] afirma que en crecimiento fototrófico aereado

con CO2 atmosférico se presenta bajo crecimiento en un rango de pH entre 7 a 9.

La asimilación del nitrógeno ocasiona un flujo de carbono, desde carbohidratos a aminoácidos. En

ausencia de fotosíntesis, la asimilación de carbono catabolizando carbohidratos para sintetizar aminoá-

cidos, tanto el almidón como la sacarosa pueden ser una fuente de carbono, en las microalgas como

organismos fotosintéticos, la asimilación del carbono se reparte entre la síntesis de carbohidratos y

aminoácidos, regulado hacia una u otra vía mediante enzimas claves de ambas rutas, como respuesta a

la luz y disponibilidad de carbono y nitrógeno [71].

Uno de los elementos que participa en el metabolismo de absorción del nitrógeno es el magnesio,

también participa en el metabolismo del oxígeno, en la fotosíntesis y formación de clorofila [42].

27



Capítulo 2. Antecedentes

2.4.3. Fósforo

Es el tercer nutriente esencial en el cultivo de microalgas, indispensable para el crecimiento y su repro-

ducción. En un medio acuático el fósforo total es la suma de los compuestos orgánicos e inorgánicos

de fósforo disueltos así como las partículas suspendidas de fósforo orgánico. La tasa de crecimiento

algal determina la cantidad disponible de fosfatos, una limitación de fósforo ocasiona una limitación

en la síntesis de ácidos nucleicos a nivel de replicación del genoma o bien a nivel de síntesis de RNA.

Sin embargo, debe estar presente en la cantidad adecuada, en el caso del cultivo de Scenedesmus

dimorphus un incremento en la dosis de 4 mg/L a 10 mg/L de K2HPO4 ·3H2O inhibió el crecimiento

de la microalga de 5 g/L a 4.3 g/L [42].

Es un elemento esencial que se incorpora a las microalgas a traves de la fosforilación, es esencial para

el metabolismo energético, en consecuencia los cultivos son capaces de eliminar el fósforo del medio

de cultivo [57]

2.4.4. Luz

La luz es radiación electromagnética, se puede describir como fotones conocidos como cuantos de luz

y como ondas, entre las fuentes de luz se encuentra el sol, lámparas LED y bombillas fluorescentes,

las cuales tienen una intensidad única que depende de la longitud de onda (λ ) [105]. La energía solar

recibida influye sobre la actividad fotosintética, así como la composición de la microalga, es un factor

clave en el crecimiento celular, estos microorganismos fotosintéticos fijan CO2 en azúcares en presencia

de energía de fotones [80], debe tenerse en cuenta que la sobrexposición puede causar fotoinhibición,

es decir, la inhibición del crecimiento como consecuencia de los fotones recibidos se conoce también

como daño oxidativo o muerte celular.
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La radiación solar se recibe en distintas longitudes de onda, siendo de interés especial la luz visible,

400 < λ < 700 nm, conocida como PAR o radiación fotosintéticamente activa por ser la utilizada en la

fotosíntesis, se estima que sólo el 50% de la radiación solar recibida se encuentra en este rango [106].

La luz es un factor limitante en el crecimiento microalgal, si la intensidad es baja la respiración celular

consume los compuestos con alto contenido de carbono y no se acumula nueva biomasa [105]. El

fotoperiodo es el ciclo de luz/oscuridad (L/D), tiene un efecto sobre la síntesis de compuestos orgánicos

y el metabolismo de nutrientes [100], por lo que en caso de utilizar luz natural, su aprovechamiento

queda determinado por la zona geográfica y la estación del año [102]. Las variaciones en la radiación

solar producen variaciones en la tasa de fotosíntesis y por lo tanto la tasa de aumento del pH [107].

Debido al gradiente de luz dentro del fotobiorreactor (FBR), las algas están expuestas a diferentes

microambientes en su interior, desde la iluminación en la superficie hasta la oscuridad al centro, las

microalgas están expuestas a ciclos de luz/oscuridad cíclicos [106], por otro lado, se pueden presentar

efectos de sombra debidos al crecimiento de células o aumento de la densidad celular, que disminuyen

la intensidad lumínica al centro del reactor creando una zona oscura, generándose un decrecimiento

celular en estas zonas y una sobrexposición lumínica en las paredes del reactor [108]. Este fenómeno

se puede prevenir al agitar el medio de cultivo y homogeneizar las diferentes zonas que se forman en el

fotobiorreactor, incrementando los ciclos de luz oscuridad y por ende el crecimiento celular.

Con la finalidad de minimizar los costos de producción de biocombustibles a partir de microalgas,

la fuente de luz debe ser solar de libre acceso a pesar de las variaciones de horario y estacionales,

se estima que un 25% de la biomasa producida durante el día puede perderse durante la noche por

la respiración, la pérdida varía en función del nivel de luz en el día, temperatura de crecimiento y la

temperatura de la noche [34].
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2.4.5. Temperatura

Se ha reportado que las temperaturas óptimas para el cultivo de microalgas oscila entre 20 y 24 oC,

temperaturas inferiores a 16 oC disminuyen el crecimiento del cultivo y las temperaturas superiores a

35 oC resultan ser letales [109]. Las temperaturas mínimas y máximas de la zona de cultivo se muestran

en la Tabla 3.5, observándose que sólo en una ocasión en enero 2014 se registró una temperatura

mínima de 14.48 oC, los meses de enero, febrero, marzo, noviembre y diciembre son los que muestran

temperaturas más bajas, pero superiores a 16 oC, en cuanto a las temperaturas superiores la máxima

registrada corresponde al mes de junio en 2012 con 30.71 oC. El rango de temperaturas de la zona de

cultivo se encuentra dentro de las temperaturas que permiten el cultivo de las microalgas. Sin embargo,

toda la luz absorbida por el FBR que no es utilizada para la fotosíntesis se convierte en energía térmica

para dar lugar a un aumento de temperatura del cultivo [110].

2.4.6. Agitación

La agitación del medio de cultivo es importante por varias razones, la principal es dispersar los nutrientes

y las células para evitar su sedimentación, si ocurre la deposición de células en los fotobiorreactores

se denominan zonas muertas, la acumulación de este material orgánico ocasiona su descomposición

anaeróbica y en consecuencia la liberación de sustancias y metabolitos indeseados, que pueden alterar

las condiciones del cultivo y dirigir el metabolismo hacia rutas no previstas, la agitación aumenta las

tasas de transferencia de masa entre las células y el medio de cultivo, que sirve para la asimilación de

nutrientes y exudación de metabolitos, además de movilizar las células en un gradiente ópticamente

denso con variaciones en la calidad y cantidad de luz, así como facilitar la transferencia de calor y

evitar la sobreexposición térmica, mejorar el intercambio de gases entre el medio de cultivo y la fase

áerea [106, 111]. Se ha utilizado la agitación mecánica y aireación en los fotobiorreactores, con sus

respectivos inconvenientes, la excesiva agitación mecánica causa muerte celular, en la aireación estamos

agregando oxígeno al cultivo, un exceso del mismo inhibe el crecimiento de las microalgas.
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2.4.7. Condiciones de operación de fotobiorreactores

El cultivo de microalgas se realiza en sistemas abiertos o cerrados, un sistema abierto presenta un

costo inferior y facilidad de operación, sin embargo, se presenta una evaporación excesiva del medio

de cultivo, así como un mayor riesgo de contaminación [112–114], además de que dependen de las

condiciones climáticas [45], disponibilidad de luz solar, intensidad de luz y temperatura [115], una

de las principales desventajas que presentan es que son propensas a numerosas tensiones abióticas y

bióticas, que provocan frecuentes pérdidas de productividad [116].

Los sistemas cerrados utilizan biorreactores o fotobiorreactores para cultivos de microalgas heterótrofas

y fototróficas respectivamente [117], presentan distintas configuraciones geométricas, un riesgo mínimo

de contaminación, menores áreas por unidad de volumen, una mayor productividad y mejor control

sobre las variables de operación, requieren subsistemas de control de gases O2 y CO2, de temperatura,

pH, adición de nutrientes e iluminación artificial [118], debido a esto presentan costos de operación

más elevados.

En la producción de biomasa se han utilizado diversos tipos de fotobiorreactores, entre las características

que debe cumplir un biorreactor ideal se encuentra el distribuir uniformemente las células en el volumen

del cultivo, mantener constante y homogénea la temperatura, minimizar los gradientes de concentración

de nutrientes, mantener el cultivo puro, ambiente aséptico, maximizar el rendimiento y la producción,

minimizar el gasto y los costos de producción, reducir al máximo los tiempos del proceso. Los

fotobiorreactores (FBR) tienen diferentes configuraciones con distintas ventajas y desventajas, las

cuales se muestran en la Tabla 2.6.

Entre las características que deben cumplir los materiales de construcción se encuentran la alta trans-

parencia, alta fuerza mecánica, carencia de toxicidad, durabilidad, estabilidad química, facilidad de

limpieza y bajo costo como el polietileno y polipropileno, por ejemplo, el vidrio es una opción que

presenta altos costos de instalación y fragilidad frente a la resistencia química, transparencia y durabili-
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Tabla 2.6: Sistemas de cultivo microalgal

Sistema Ventajas Desventajas Referencia

Abiertos Costo inferior Evaporación excesiva [113]
Facilidad de operación Riesgo de contaminación

Dependen de las condiciones climáticas [45]
Cerrados Heterótrofico o Fototrófico [117]

Distintas configuraciones geométricas Requiere subsistemas de control [118]
Riesgo mínimo de contaminación Adición de nutrientes

Menores áreas por unidad de volumen Iluminaión artificial
Mayor productividad Mayor costo de operación

Control en las variables de operación

dad, mientras que las bolsas de polietileno presentan transparencia, bajo costo y esterilidad, además se

puede utilizar PVC y acrílico con un espesor de 5 mm, polimetilmetacrilato o plexiglas [106, 119].

Chlorella vulgaris ha sido cultivada en FBR tubular fabricado en polimetilmetacrilato con capacidad de

50 L, operando en semilotes con una proporción de reemplazo del 50% en condiciones interiores y

exteriores, presentando una productividad de 2.35 a 2.38 g/L con medio de cultivo rico en urea [115].

En otra investigación esta misma cepa fue cultivada en FBR de transporte aereo de bucle externo,

fabricado en polimetilmetacrilato y tubos de cloruro de polivinilo con capacidad de 10.5 L, operado

en condiciones exteriores con productividades de 1.5 a 1.6 g/L en aguas residuales ricas en glicerol

y CO2 [56]. La cepa Scenedesmus dimorphus ha sido cultivada en FBR de vidrio de capa plana y

cilindricos, así como bolsas de polietileno con éxito [36, 41, 61].

2.5. APLICACIONES DE LA BIOMASA

La biomasa de microalgas es una fuente alternativa para la produción de biocombustibles, es decir,

combustibles que tienen su origen en la biomasa, en la materia orgánica vegetal o animal que no ha

sufrido procesos de mineralización. La biomasa se divide en primaria, secundaria y terciaria.
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Primera generación: son los obtenidos mediante la transformación de los cultivos alimenticios:

maíz, caña de azúcar, sorgo y remolacha para la generación de bioetanol, soya y girasol para la

obtención de biodiésel [120], la obtención de estos biocombustibles de primera generación se

asocia a la afectación de los precios de algunos alimentos.

Segunda generación: son obtenidos de la biomasa secundaria o de materias primas que no tienen

uso alimenticio, por ejemplo; bagazo de caña de azúcar y residuos forestales para la obtención

de bioetanol y Jatropha curcas para la obtención de biodiésel [120].

Tercera generación: son obtenidos de materia prima no proveniente del cultivo alimenticio o

residuos, por lo tanto, los biocombustibles obtenidos de aceites de microalgas serían de tercera

generación [121].

La investigación para mejorar los procesos de producción de biocombustibles debe enfocarse en fuentes

renovables que no compitan con el sector alimenticio [122]. El interés principal en el estudio de

las microalgas es su tasa de duplicación, la cual varía de 3.5 h a 24 h, resultando en una alta tasa

de crecimiento y alto rendimiento de biomasa en cortos periodos de tiempo [8, 34, 64, 123]. Estos

organismos fotosintéticos autótrofos y células individuales pueden alcanzar un alto contenido de lípidos,

en algunas cepas la concentración de lípidos fluctúa del 20 al 50% del peso seco [72, 123]. Crecen 100

veces más rápido que las plantas alcanzando un rendimiento de biomasa de 15 a 25 t/ha/acre, mayor al

de la soya (0.4 t/ha/acre), colza(0.68 t/ha/acre), palma aceitera (3.62 t/ha/acre) e incluso mayor que

Jatropha (4.14 t/ha/acre) [64]. Se estima que el rendimiento por unidad de área de aceite de algas es de

20,000 a 80,000 litros por acre por año, es decir, de 7 a 31 veces mayor que el rendimiento del cultivo

de aceite de palma [121, 124].

Para la producción de biodiésel se prefieren las microalgas ricas en lípidos polares y neutros, como

Chlorella vulgaris y Chlorella protothecoides, el porcentaje de lípidos contenidos en la microalga varía

en cada especie, en la Tabla 2.7 se presenta el contenido de lípidos y carbohidratos de algunas especies

de microalgas.
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Tabla 2.7: Contenido de lípidos y carbohidratos de microalgas

Microalga Lípidos (% PS) Carbohidratos (% PS) Referencia

Chlamydomonas
reinhardtii 21 17 [125]

Lagerheimia sp. [72]
Coelastrum microporum 25 [126]
Chlorella sp. 28-32 [127]

Chlorella vulgaris 36-48 [101]
12-17 [125, 128]

Chlorella minutissima 31 42 [129]
Scenedesmus sp. 19.6 21.1 [130]

Scenedesmus dimorphus 31 [131]
10.23 22.9 [132]

Scenedesmus obliquus 12-14 10-17 [125]

Los lípidos se encuentran encapsulados por una pared celular rígida compuesta de carbohidratos y

proteínas por lo cual la disrupción o lisis de la pared celular es necesaria, puede realizarse mediante

métodos mecánicos y no mecánicos. Entre ellos se encuentra la aplicación de fuerzas de corte sóli-

do (molienda de cuentas, homogeneización a alta velocidad), fuerzas de cizallamiento de líquidos

(homogeneización a alta presión y ultrasonido), además de microondas y campo eléctrico pulsado

(electroporación), los métodos no mecánicos abarcan los métodos químicos (tratamientos con ácidos,

bases, sales metálicas, metales de transición, oxidación, surfactantes, solventes, fluidos supercríticos,

líquidos iónicos) y biológicos (tratamientos con hongos, bacterias y enzimas), así como la aplicación

de calor (termólisis y autoclave), además de shock osmótico [64, 103, 133]. Debido a la diversidad

de estructuras de las paredes celulares de las microalgas, características de lípidos, los métodos de

extracción funcionan de diferente manera en las especies de microalgas [131].

En las células de Nannochloropsis oculata como paso previo a la extracción con solventes, se utilizó la

trituración como tratamiento mecánico [44] y el tratamiento con microondas [134]; por otra parte Teo

et al. [135] utilizaron una combinación de microondas y sonicación para la ruptura de la pared celular y

extracelular de la microalga Nannochloropsis oculata, sometiéndola a las microondas a 100 oC, 2450

MHz durante 5 min, posteriormente se disuelve en una mezcla cloroformo:metanol 2:1, agregando

lisozima al 1% P/V, por último, se somete a sonicación durante 10 min a 4 oC, pulso 0.7, amplitud 5%

por lapsos de 2 min, para asegurar la lisis completa de la pared celular. En otra investigación se utilizó
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la molienda con cuentas a 6.5 m/s durante 30 min en ciclos de 3 min con descanso de 5 min, seguido

de extracción con cloroformo: metanol (2:1 V/V) [101].

Araujo et al. [83] evaluó cinco métodos de extracción de lípidos de la microalga Chlorella vulgaris,

Bligh y Dyer, Chen, Folch, Radin y Soxhlet, concluyendo que el método Bligh y Dyer asistido por

ultrasonido fue el más eficiente para esta especie, permitiendo obtener el 52.2% p/p, esto se atribuye a la

interrupción de la pared celular causada por la cavitación y al solvente cloroformo, que puede debilitarla,

contribuyendo así a una mayor extracción. En otra investigación se probaron los métodos de extracción

de lípidos con agua caliente catalizada con ácido, microondas, Bligh y Dyer, tratamiento asistido con

ultrasonido y microondas, este último presento mayor rendimiento lípidico en condiciones de biomasa

húmeda, las variables de operación reportadas fueron 14 ml de solvente (cloroformo:metanol, 1:4, p/v)

por cada 100 gr de biomasa, 2 min de sonicación a 40 kHz, seguido del tratamiento en microondas a 90

oC durante 4 min, obteniendo un rendimiento del 70.86% [136].

Lee et al. [137], investigaron el método más conveniente para la disrupción celular de las microalgas

Chlorella vulgaris, Scenedesmus sp. y Botryococcus sp., comparando la esterilización en autoclave

(125 oC, 1.5 MPa, 5 min), tratamiento mecánico en molino de bolas (0.1 mm de diámetro, 2800 rpm,

5 min), microondas (100 oC, 2450 MHz, 5 min) sonicación (10 kHz, 5 min) y choque osmótico con

NaCl al 10% con vórtice durante 1 min, durante 48 h, de una alícuota de 5 gr de biomasa con 100

mL de agua destilada, extrayendo posteriormente los lípidos con una mezcla de cloroformo:metanol,

reportando un mayor contenido de lípidos cuando la disrupción se realiza mediante microondas para

las tres especies de microalgas. Por otro lado, se reporta la lisis de Scenedesmus en una proporción

1:10 gr/ml de biomasa seca:agua en un digestor de microondas a 95 oC durante 40 min, la solución

digerida se mezcla con hexano 50:50, se agita a 1500 rpm durante 15 min y se filtra, la capa de hexano

contiene el aceite y se obtiene mediante destilación, obteniendo un rendimiento del 20.8% [73].

Neto et al. [138] investigo la eficiencia de la extracción de lípidos con solventes bajo ultrasonido,

destacando que dicha irradiación ultrasónica es necesaria para interrumpir la pared celular de la

microalga y liberar el contenido interno en el solvente, por otro lado, Shah et al. [67] reportó que el
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ultrasonido rompe las paredes celulares permitiendo a los solventes orgánicos extraer los ácidos grasos

al medio.

Los tratamientos de disrupción celular son seguidos de un método de extracción de lípidos. Entre los

más utilizados se encuentran las extracciones con distintos solventes químicos, el método Soxhlet,

Folch y Bligh & Dyer. Una baja proporción de disolventes con respecto a la muestra reduce la cantidad

de lípidos obtenibles, una relación 1:20 muestra:solventes sin adición de agua, asegura la extracción

completa de los lípidos y evita las impurezas que arrastra el agua en los procesos Floch y Bligh &

Dyer [70].

El método Soxhlet con hexano durante 4 h es el más popular para extracción de lípidos [139]. Se ha

utilizado el método Soxhlet para la extracción de los lípidos de Chlorella vulgaris a 85 oC durante 72

h, con la mezcla de cloroformo:metanol (2:1) en una relación de 300 ml por cada 10 gr de biomasa

seca [140], por otro lado, se ha realizado utilizando la relación molar 1:10 biomasa:disolventes durante

8 horas con pretratamiento en microondas, con una eficiencia de extracción del 22.68% [75]. La

extracción asistida por microondas es otro de los métodos que ha sido aplicado con n-hexano durante

15 min a 1500 rpm, seguido de filtración y destilación para la extracción de aceites de un corsorcio de

Scenedusmus dimorphus, S. obliquus y S. quadricauda [73].

Otra técnica utilizada es la combinación de la extracción con solventes y sonicación, Sacristan et

al. [52] extrae los lípidos de Chlorella vulgaris, Scenedesmus acutus y Arthrospira maxima utilizando

una mezcla de cloroformo:metanol, 2:1 y sonicación de 25 W durante 1 min. Por otro lado, se reportó

la aplicación de ultrasonido intermitente 200 W, 10 s, 40 repeticiones, a 100 mL del cultivo de

Nannocloropsis oculata, las células rotas se mezclaron con hexano en un agitador durante 45 min,

posteriormente se centrifugó para formar dos capas, la capa de hexano contenía el aceite de microalgas

y se obtuvo mediante el proceso de evaporación [141]. También se ha aplicado el método Blight &

Dyer modificado para la extracción de aceite de Chlorella vulgaris, mezclando 1 g de biomasa seca

con 7.5 mL de agua y 30 mL de solventes cloroformo:metanol (1:2 V/V), la mezcla se homogeneizó

con agitador magnético durante 10 min, se añaden 10 mL de cloroformo y 5 mL de agua destilada,
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finalmente se forman dos fases, la mezcla se separa con filtros de fibra de vidrio de 0.45 µm, el

cloroformo se elimina en rotaevaporador [55].

La extracción líquido-líquido es otro método que ha sido aplicado a la biomasa seca de Chlorella

vulgaris, utilizando etanol, agua y hexano en una relación 10gr:1:0.6:0.3, los lípidos polares se

concentraron en la capa de hexano mientras que los no polares se concentraron en la capa de agua-

etanol [4].

Recientemente Zhou et al. [44] investigaron el uso de CO2 en condiciones supercríticas, el gas penetra en

la pared celular a través de la membrana hacia el citoplasma, solubiliza los ácidos grasos envolviéndolos

y retornando combinados hacia la fase de scCO2 en masa debido al gradiente de concentración.

El tamaño de partícula o tamaño celular es de vital importancia, a menor número de malla mejor

rendimiento de extracción, bajo las condiciones de 20 g de algas malla 40, 60 oC, 20 MPa, flujo de

CO2 2 L/min, el rendimiento de extracción fue de 63.5%.

No se encontró información especifica de la dirupción celular de la microalga Scenedesmus dimorphus,

pero se destaca que una de las mejores técnicas es la extracción con solventes asistida con microondas

o ultrasonido.

Los aceites de microalgas pueden contener altos niveles de fósforo de fosfolípidos, nitrógeno de

proteínas y magnesio de la clorofila [114].

Todo proceso tiene un residuo, en el caso de la extracción de aceite, obtenemos biomasa residual

impregnada de solventes combustibles, utilizarla en otras aplicaciones disminuiría la huella ecológica

del proceso. En la Tabla 2.8 se muestra un resumen de los solventes utilizados en los métodos de

extracción de aceites así como su afinidad a los lípidos neutros, polares o ácidos grasos, cabe destacar

que los triglicéridos son lípidos no polares, los solventes éter de petróleo y éter etílico tienen afinidad

por los triglicéridos.
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Tabla 2.8: Métodos de extracción de aceites

Método Solvente Afinidad

Soxhlet Cloroformo al 98%
Éter de petróleo no polar
Éter etílico no polar
Hexano neutro
Hexano-Isopropanol ácidos grasos
Diclorometano-Hexano lípidos totales
Diclorometano-Metanol neutro
Hexano-Etanol ácidos grasos

Folch Solvente apolar polares y no polares
Bligh&Dryer Metanol-Cloroformo

Alternativas de produción de biodiésel a partir de microalgas como materia prima, es la ultilización

de condiciones supercríticas de operación, la transesterificación directa y la transesterificación in situ

de microalgas húmedas además del efecto de diferentes tipos de catálisis, en la Tabla 2.9 se puede

observar los tratamientos que han sido probados en diferentes especies de microalgas.

Cao et al. [145] investigaron la posibilidad de evitar los pasos de deshidratación de la biomasa y

la extracción de sus lípidos proponiendo un método de transesterificación in situ, reaccionando la

biomasa húmeda de Chlorella pyrenoidosa con metanol, n-hexano, H2SO4 a 150 oC durante 120 min,

obteniendo un rendimiento de 82.1% de biodiésel con un contenido de 90.56% de FAME , observaron

que a mayor contenido de agua el rendimiento de biodiésel disminuye, la ventaja de esta alternativa es

la disminución de los requerimientos energéticos para la producción del biodiésel.

Macias et al. [143] realizan la transesterificación directa de los lípidos saponificables de 252 g de la

microalga Nannochloropsis gaditana con 75% de humedad y 11.1% en peso de lípidos saponificables

con 171.1 mL/g de metanol y 5% V/V de cloruro de acetilo como catalizador a 100 oC, 200 rpm,

2.5 atm durante 105 min, seguido de la extracción con hexano en evaporador rotatorio con atmósfera de

nitrógeno a 45 oC para la separación del biodiésel crudo, con un rendimiento del 100% de conversión

de los lípidos saponificables a biodiésel.
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Tabla 2.9: Procesos de producción de biodiésel a partir de microalgas

Microalga Proceso Rendimiento Referencia

Nannochloropsis sp.
Transesterificación extractiva asistida por
microondas

80.1% [142]

Transesterificación con etanol supercríti-
co

84.1% [134]

Nannochloropsis gaditana Transesterificación directa 100% [143]

Nannochloropsis oculata
Transesterificación heterogénea con
ZnO:Mn+2 encapsulado en PEG 1 87.5% [141]

Chrysophyta
Transesterificación supercrítica con meta-
nol SC y CO2 como solvente

56.3% [44]

Chlorella sp.
Transesterificación extractiva 81.45% [144]
Transesterificación supercrítica con meta-
nol SC y CO2 como solvente

63.7% [44]

Chlorella vulgaris Transesterificación in situ 94.6% [140]
Chlorella pyrenoidosa Transesterificación insitu 86.8% [145]

Scenedesmus sp.
Transesterificación directa catalizada por
enzimas

92% [146]

Sivaramakrishnan et al. [146] investigó la transesterificación directa de la microalga Scenedesmus sp.

con carbonato de dimetilo (DMC) y la lipasa (Lipozyme-Novozyme CAL-B de Candida antarctica,

Novozymes Dinamarca) inmovilizada en Celite (marca comercial de diatomeas), con el 1% de agua

durante 36 h a 50 oC, agitando a 180 rpm obteniéndose un rendimiento del 92%, previo a la síntesis,

se lleva a cabo un proceso de disrupción celular con ultrasonido, el uso de la lipasa en este proceso

mostró un rendimiento del 90% hasta el quinto ciclo, además este proceso genera como subproducto el

glicerol carbonato. La biomasa residual de este proceso fue sometida a extracción de azúcares mediante

un pretratamiento básico y ácido en autoclave a 121 oC y 15 psi durante 20 min, con NaOH 0.3 N se

obtuvo un rendimiento del 82%, y con H2SO4 0.3 N se obtuvo 92% de rendimiento, una vez obtenidos

los azúcares se puede realizar una fermentación alcohólica para la obtención de bioetanol.

Otro de los métodos alternativos, considera el uso de metanol supercrítico acoplado a la extracción

de aceite con CO2 en condiciones supercríticas, para el caso de la producción de biodiésel a partir

de Chlorella sp. y Chrysophyta en las condiciones de CO2 a 60 oC, 18-20 Mpa, Hexano 0.4 mL/min,

CO2 0.5 mil/min y reacción a 340 oC, 18-20 MPa, relación molar de 84:1 metanol:aceite durante
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20 min se obtiene un rendimiento de 63.78% y 56.31% respectivamente, la ventaja de este proceso

es la utilización de los residuos de extracción en la producción de medicamentos debido a que los

carbohidratos, oligoelementos y minerales no se dañan en el proceso y pueden ser separados fácilmente

del CO2 mediante descompresión [44]. El método de metanol supercrítico no catalítico produce un

biodiésel de alta calidad, térmicamente estable a partir de biomasa húmeda de Nannochloropsis sp. con

una relación 1:9 biomasa:metanol (P/V), donde el alcohol además de reactivo para la transesterificación

funciona como solvente para la extracción de los aceites. La reacción se realizó a 225 oC durante 25

min, obteniendo un rendimiento de 84.15% de FAME [134]. En condiciones supercríticas mediadas por

microondas de transesterificación con etanol sin catalizador para la obtención de FAEE a partir de la

microalga Nannocloropsis salina. Patil et al. [147], reportaron como condiciones óptimas una relación

de algas húmedas/etanol de 1:9 P/V durante 25 min a 260 oC, en un rango de 65 a 85 bar alcanzando

un rendimiento de 30.9%, basado en los rendimientos de metanol y etanol supercríticos no catalíticos,

se puede observar que para dos especies de Nannocloropsis se obtuvieron mejores resultados con el

metanol supercrítico.

Patil et al. [134] investigan el rendimiento de una extracción simultánea asistida por microondas y la

reacción de transesterificación de la microalga Nannocloropsis sp. con una relación de biomasa:metanol

de 1:12 (P/V), KOH 2%P, 4-5 min y 60 - 64 oC obteniendo el rendimiento de 80.13% de FAME, esta

alternativa es un proceso fácil, rápido y eficiente con un menor requerimiento de energía.

Por otro lado, también ha sido investigada la producción de biodiésel utilizando el aceite ya extraido

de las microalgas variando las variables del proceso de transesterificación, los resultados obtenidos se

muestran en la Tabla 2.10.
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Tabla 2.10: Aceites de microalgas utilizados en el proceso de transesterificación para producción de biodiésel

Materia Prima
Relación

Molar
Alcohol Catálisis

Condiciones
de reacción

Rend.
reportado

Autor

Chlorella vulgaris 6:1 MeOH NaOH 1%P 55 oC, 15 min >98% [55]

Spirulina platensis
5mL/gr MeOH NaOH 0.05gr/gr 60 oC, 3 h 30%
5mL/gr MeOH H2SO4 1gr/gr 60 oC, 3 h 79.5%
5mL/gr MeOH HCl 1gr/gr 60 oC, 3 h 58.6% [148]
5mL/gr MeOH HNO3 1gr/gr 60 oC, 3 h 40.3%
5mL/gr MeOH H3PO4 1gr/gr 60 oC, 3 h 3.6%

Nannochloropsis
oculata

15:1 MeOH
ZnO:Mn+2/PEG2

3.5%P/P
60 oC, 4 h 87.5% [141]

6:1 MeOH
80% CaO/Al2O3

2%P/P
50 oC, 4 h,
1100 rpm

23% [149]

30:1 MeOH
80% CaO/Al2O3

2%P/P
50 oC, 4 h,
1100 rpm

97.5% [149]

Chlorella sp.

12mL/100
mg

MeOH H2SO4 3% 65 oC, 2 h 45.26% [150]

12mL/100
mg

MeOH H2SO4 4% 65 oC, 2 h 53.19%

12mL/100
mg

MeOH H2SO4 3.5% 65 oC, 2.5 h 60.71%

12mL/100
mg

MeOH H3PO3 3% 65 oC, 2 h 39.12%

12mL/100
mg

MeOH
H2SO4 3%(E1)
NaOH 1% (E2)

65 oC, 2 h 43.92%

Chlorella sp.,
Scenedesmus sp.,
Synechocystissp. y
Spirulina sp.

20:1 MeOH
Biocarbón sulfonado
de cascara de maní

5%P
65 oC, 4 h 94.91% [151]

Scenedesmus 11:1 MeOH
Nanocatalizador 3

2%P
60 oC,1500

rpm, 3 h
92% [73]

2Óxido de zinc dopado con manganeso sobre polietilenglicol
3Hueso de cabra
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El proceso de transesterificación para convertir los triglicéridos a biodiésel, puede ser realizado con

aceites vegetales nuevos y usados, así como grasas animales residuales, es preferible usar aceites

que no compitan con el sector alimenticio para garantizar la seguridad alimentaria y no ocasionar un

alza de precios en alimentos, existe una problemática ética de usar aceites comestibles para producir

biocombustibles, la deforestación por plantar cultivos no comestibles en áreas poco desarrolladas es

preocupante [152]. Los aceites de palma, algodón, Jatropha curcas y ricino no compiten con el sector

alimenticio, la desventaja de este último es que su costo fluctúa de $25 a $35 M.N/L por lo cual no es

costeable para la producción de biodiésel [153]. Demirbas y Karslioglu [154] aseguran que el precio del

biodiésel se debe en gran parte al alto precio de la materia prima, el AVU es una excelente alternativa,

muestra viabilidad técnica y la ventaja de un costo inferior. Generalmente la producción de biodíesel

con AVU es factible y buena alternativa a su disposición, cuando se transesterifica esta materia prima,

la densidad final dependerá del grado de degradación del aceite, la viscosidad del aceite aumenta con la

degradación, se recomienda la transesterificación convencional sólo para los aceites que presenten una

densidad inferior 930 kg/m3 y una viscosidad máxima de 38.4 mm2/s a 40 oC [152]. Los proveedores

de AVU en México son las cadenas de comida rápida con un promedio de desecho de 10,000 L diarios,

con un costo entre $2 y $3 M.N/L, el biodiésel obtenido tendría un costo de producción aproximado

de $13 a $14 M.N/L, pudiendo competir en el mercado a precios de venta entre $16.50 a $16.75

M.N/L [153]. En el caso de biodiésel de microalgas los factores que incrementan los costos son los

métodos de cultivo y extracción de lípidos, en general los procesos de bioconversión [102]. El proceso

de transesterificación también se conoce como alcoholisis por el requerimiento de un alcohol como

materia prima, se observa la preferencia por el metanol generando FAME (Fatty Acid Methyl Ester),

como segunda opción el etanol generando FAEE (Fatty Acid Ethyl Ester) [155], la relación molar

mínima es 3:1, alcohol:aceite estequiométricamente, en las diferentes investigaciones analizadas se

coincide en el efecto del exceso de alcohol sobre la reacción, un exceso de alcohol favorece la cinética

de la reacción en favor de los productos, la relación óptima dependerá del aceite o grasa utilizados,

así como la catálisis, se observa como media el uso de una relación molar 6:1. Sin embargo, debe

encontrarse una relación molar óptima debido a que el metanol incrementa la solubilidad del glicerol

en el biodiésel, dificultando su separación e incluso provocar pérdidas [73, 152].
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La temperatura de operación es un factor importante en el proceso, se coincide en que el aumento de

temperatura incrementa el rendimiento y no debe superar la temperatura de evaporación del alcohol

utilizado. La agitación mecánica se usa con mayor frecuencia, es notorio que la agitación incrementa la

transferencia de masa, colisionando las moléculas e incrementando la conversión. Un estudio se enfoca

en determinar la influencia de la agitación en el proceso evaluando tres condiciones: (1) sin agitación,

(2) 400 rpm durante 1 h y (3) 400 rpm durante 2h, encontrando que los rendimientos de conversión del

proceso fueron 43%, 45% y 46%, resaltando que la agitación es necesaria para evitar la agregación

inicial que se forma en el fondo del reactor y realizar una suspensión completa, incrementando la

eficiencia de reacción [150]. Además, la importancia de la agitación es incrementar la transferencia

de masa, debido a la naturaleza inmiscible del alcohol y el aceite y su diferencial de densidades, sin

agitación el contacto entre los reactivos es insuficiente [156].

Los ácidos grasos obtenibles de la microalga Scenedesmus dimorphus van desde C14 hasta C20

en medio BG-11, los que se encontraron en mayor porcentaje fueron ácido palmítico (C16:0) con

24.23%, ácido linolénico (C18:3) con 44.01%, ácido hexacosanoico (C26:0) con 19.12%, mientras

que al cultivarla en agua residual rica en ácido láctico el perfil lípido se desvía a la acumulación de

ácido palmítico (C16:0) con 25.01% y ácido oleico (C18:1) con 53.24% principalmente [42]. En otra

investigación dónde se cultiva en aguas residuales municipales, los lípidos obtenibles van de C15 a

C18, predominando el ácido palmítico (C16:0) con 21.6%, ácido oleico (C18:1) con 23.3% y ácido

linolénico (C18:3) con 24.01%, al someter la biomasa a estrés salino con NaCl al 5% P/V, el perfil

lípidico cambia, incrementado el porcentaje de ácido palmítico (C16:0) a 40.5% y ácido oleico (C18:0)

de 2.5 a 11.2%, mientras que disminuye el ácido linolénico (C18:3) a 4.16% [36]. Es decir, entre los

lípidos de Scenedesmus dimorphus se encuentran el ácido palmítico, oleico y linolénico en distintos

porcentajes dependendiendo del metabolismo de crecimiento.

Las microalgas con alto porcentaje de ácidos grasos son idóneas para la producción de biodiésel,

principalmente las que contienen los ácidos desde C16 a C18 [82]
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H3C (CH2)14 C
O
OCH3

Palmitato de metilo

H3C (CH2)7 CH CH (CH2)7 C
O
OCH3

Oleato de metilo

H3C (CH2)4 CH CH CH2 CH CH (CH2)7 C
O
OCH3

Linoleato de metilo

Figura 2.1: Metil esteres de ácidos grasos provenientes de Scenedesmus dimorphus [4, 92]

El bioetanol a partir de microalgas es obtenido partiendo de un pretratamiento para realizar la

sacarificación, entre los que se encuentran los químicos (hidrólisis ácida o alcalina, supercrítica con

CO2), enzimáticos y mecánicos (homogeneización a alta presión, autoclavado y ultrasonicación).

La conversión de sacáridos a bioetanol se puede realizar por los procesos de fermentación oscura,

fotofermentación, hidrólisis y fermentación separadas, sacarificación y fermentación simultáneas, así

como, sacarificación y cofermentación simultáneas [157].

Entre los organismos fermentadores más utilizados se encuentra la levadura Saccharomyse cerevi-

siae [158], Pichia stipitis, Zymomonas mobilis, Kluyveromyces fragilis, Kluyveromyces marxianus,

Escherichia coli y Klebsiella oxytoca [157]. El fermento debe ser destilado a 78 oC, seguido de una

deshidratación para así obtener un bioetanol puro y anhidro.

Los carbohidratos presentes en las microalgas alcanzan 50% en peso seco, entre ellos la celulosa y

el almidón sin lignina, además de glucosa y polisacáridos, es decir, son una materia prima para la

generación de bioetanol y biobutanol, o bien de biogás. Una de las rutas bioquímicas para la obtención

de biocombustibles es la digestión anaerobia, en la cual la biomasa orgánica produce biogás, que

contiene metano y CO2 principalmente, el que puede servir directamente como combustible o utilizarse

para generar electricidad [159].

El proceso de digestión anaerobia se realiza en cuatro fases mediante un complejo conjunto de

bacterias y se denominan hidrólisis, acidogénesis, acetogénesis y metanogénesis. Durante estas etapas
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los biopolímeros complejos se descomponen en oligómeros y monómeros que posteriormente se

metabolizan en ácidos grasos de cadena corta y alcoholes, los que se convierten en CO2, hidrógeno y

acetato que sirven de sustrato para la fase de metanogénesis que es donde se produce el metano. Las

microalgas sirven de materia prima para la digestión anaerobia, se estima que el 50% de la biomasa se

convierte finalmente en biogás [159] entre el 45 y el 85% de los residuos de extracción de lípidos con

solventes de las microalgas también pueden ser digeridos anaerobiamente [160].

La biorefinación es el proceso para obtener un conjunto de productos como; biocombustibles, energía

y productos de valor agregado [35]. Una vez obtenido el aceite de las microalgas, los residuos de la

biomasa sirven para obtener azúcares y bioetanol con rendimientos del 92% y 93%, respectivamente, o

bien pueden ser un sustrato para la producción de biogás o fertilizante [146].

También se han realizado trabajos, donde la primera etapa consiste en una hidrólisis y fermentación

para obtener bioetanol, y la segunda consiste de una licuefacción de los residuos asistida por bioetanol

con rendimientos del 15.84% en peso de biodiésel, además el sólido residual con 4% en nitrógeno

puede ser utilizado como fertilizante [161]. Un proceso rentable de biorrefinación a base de microalgas

es necesario para el impulso de los biocombustibles.

Biofields anunció un proyecto de generación de bioetanol a partir de algas verdeazuladas con el apoyo

de la Asociación Nacional de Productores de Biocombustibles en 2009 para la adición del 6% a las

gasolinas producidas por Petróleos Mexicanos (PEMEX) [162]. Sin embargo, hasta el momento la

empresa no se cuenta con registro de producción de dicho biocombustible. Biofields es una unidad de

negocio del grupo Alejo, dedicada a la genética, agroindustria y biorrefinación. En Sahuaral, Sonora,

se lleva a cabo el cultivo de higuerilla a partir de semillas modificadas para la extracción de aceite y

posterior biorrefinación para la obtención de oleoquímicos, reutilizando la pasta de desecho para la

producción de forraje y fertilizantes [163].
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Tabla 2.11: Producción de bioetanol a partir de microalgas

Microalga Proceso Rendimiento Referencia

Chlorella vulgaris

Hidrólisis y fermentación separados con
Z.mobilis

87.59% [164]

Hidrólisis y fermentación simultánea con
Z.mobilis

87.1% [164]

Hidrólisis y fermentación con S.cereviase 89% [165]

Chlorella sp.
Hidrólisis y fermentación con P. stipitis 74.73%

[161]
Hidrólisis y fermentación con S.cereviase 68.59%

Desodesmus sp. Hidrólisis y fermentación 81.4% [166]

El proceso de fermentación alcohólica requiere de un microorganismo fermentador para convertir

los carbohidratos en bioetanol, entre los cuales el más utilizado hasta el momento es Sacaromise

cereviase, para el caso de la fermentación de Chlorella sp. se obtiene un 68.59% de rendimiento para

una carga de 100 g/L, el cual es mejorado al utilizar Pichia stipitis a 74.73% para la misma carga.

Generalmente se ha utilizado la fermentación como segunda etapa en la obtención de bioenergía a

partir de microalgas, siendo la primera la extracción de lípidos. Rhaman et al. [161] proponen realizar

la fermentación alcohólica como primer paso y en segundo la licuefacción asistida por etanol para la

obtención de biodiésel, obteniendo un rendimiento del 15.84% para Chlorella sp. afirmando que el

rendimiento mejoró un 40.7% en comparación con la licuefacción de la biomasa original. Por otro lado,

Scenedesmus es conocida por su acumulación de lípidos, carbohidratos y proteínas, del orden del 40,

22.2 y 19% respectivamente.

Los azúcares de esta microalga se pueden extraer con un pretratamiento en autoclave a 121oC y 15 psi

con NaOH y H2SO4 durante 20 min, logrando rendimientos de sacarificación de 82 y 92%. General-

mente los procesos de fermentación alcohólica se realizan después del pretratamiento de hidrólisis ya

sea simultáneos o separados alcanzando rendimientos del 68 al 89% con distintos microorganismos

fermentadores, el género de microalga más estudiado es Chlorella, en la Tabla 2.11 se observan los

rendimientos específicos obtenidos de bioetanol.
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La biomasa microalgal puede ser sometida al tratamiento de digestión anaerobia, en este tipo de

experimentos se ha encontrado que la composición de la pared celular de las microalgas tiene un

efecto negativo en el rendimiento de metano, ya que algunas presentan resistencia a la degradación

en condiciones anaeróbicas. Debido a lo anterior se requiere de un pretratamiento para facilitar la

ruptura de las paredes celulares durante la digestión anaerobia [167]. La aplicación de tratamientos

hidrotérmicos son una estrategia efectiva para mejorar la biodegradabilidad de distintas especies de

microalgas [159]. Al utilizar la biomasa residual de la extracción de lípidos se ha observado que

el cloroformo tiene un efecto inhibidor tanto en la producción de hidrógeno como de metano, la

biomasa puede ser sometida a un lavado y secado previo a la digestión para disminuir el contenido de

cloroformo. En el caso de Chlorella vulgaris se observa un mayor efecto inhibidor en la producción

de metano que de hidrógeno cuando la concentración es de 100 mg CHCl3/L [160]. Además del

cloroformo o sus mezclas cloroformo:etanol para la extracción de lípidos con solventes también

se utilizan mezclas de hexano:isopropanol (3:2) y metil pentano, los cuales no presentan efectos

inhibidores en la productividad del biometano [167, 168]. Para procesos conjuntos de obtención de

energía o bien biorrefinación no es recomendable la extracción de lípidos con cloroformo si el residuo

de biomasa será sometido a digestión anaerobia, debido a la inhibición de la metanogénesis.

En un estudio completo elaborado por Klassen et al. [159] acerca de la digestión anaerobia concluyen

que varios factores, entre ellos: las condiciones de cultivo, composición de la biomasa, el momento

de la cosecha, pretratamientos, composición química del sustrato, parámetros de digestión anaerobia

(pH, temperatura, tasa de carga orgánica, tiempo de retención de sólidos, disponibilidad de nutrientes,

potencial de óxido-reducción, presencia de compuestos tóxicos, tamaño de partícula del sustrato y

accesibilidad) afectan significativamente la eficiencia del proceso de digestión anaerobia. En este

trabajo sólo se mencionan las microalgas que han sido utilizadas con o sin tratamiento para la digestión

anaerobia en la Tabla 2.12, mostrando la productividad de metano por unidad de sólidos volátiles (VS).
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Tabla 2.12: Producción de biogas a partir de microalgas

Microalga Pretratamiento Productividad (L CH4/kg VS) Referencia

Chlorella vulgaris Ninguno 337 [168]Líquidos extraídos 314

Nannochloropsis oculata Ninguno 357 [168]Lípidos extraídos 399

Scenedesmus
Ninguno 140

[169]Aminoácidos extraídos 272.8
Lípidos extraídos 212.3
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3.1. ZONA DE ESTUDIO

La ciudad de Altamira representa el 1.07% de la extensión territorial del estado de Tamaulipas, la cual

se muestra en la Figura 3.1 este municipio de Tamaulipas se localiza a 22o 23′ de latitud norte, a los

97o 56′ latitud oeste, y una altitud de 26 metros sobre el nivel del mar, colindando al norte con Aldama,

al sur con Cd. Madero, Tampico y Veracruz, al oeste con González y al este con el Golfo de México.

El clima es predominante cálido húmedo con una temperatura media anual superior a los 22 oC, un

régimen de lluvia de junio a septiembre con vientos de sureste a noreste y precipitación de 900 a

1100 mm anuales, siendo los meses más secos de noviembre a mayo [170]. Las temperaturas de la

zona entre mayo y septiembre son las mayores, en un rango de 25 a 28 oC, siendo agosto el de mayor

temperatura (28 oC) y enero el de menor temperatura con (18.5 oC).
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Figura 3.1: Ubicación de Altamira

3.1.1. Radiación solar

La radiación solar no está disponible en su totalidad, sólo puede ser asimilada aproximadamente la

mitad, que se encuentra como radiación fotosintéticamente activa, de la cual sólo una parte llega a los

cloroplastos debido a los fenómenos de reflexión y absorción, dejando un 25% de energía recibida

para ser asimilada, la fotosíntesis es químicamente capaz de almacenar el 70% de la energía recibida

en energía química, de forma neta sólo un 8% de la radiación total disponible puede ser asimilada,

considerando que la fotosíntesis se realiza en dos pasos, en la fase de luz y oscuridad, la cantidad

máxima de energía total disponible que puede transformarse a biomasa es de un 5% [171, 172].

La radiación solar incidente varia con la ubicación de cada territorio, debe cuantificarse la energía total

disponible en la zona de estudio ya que determina el crecimiento de microalgas de los cultivos con

fotoperiodos naturales. En la zona de estudio la energía solar incidente de onda corta tiene variaciones

estacionales considerables durante el año, esto incluye la radiación visible y ultravioleta.

50



Capítulo 3. Metodología

Tabla 3.1: Fotoperiodo natural de Altamira, Tamaulipas. [173]

Mes Fotoperiodo natural
Enero 10 h, 48 min - 11 h, 8 min

Febrero 11 h, 9 min - 11 h, 42 min
Marzo 12 h, 7 min
Abril 12 h, 23 min - 12 h, 58 min
Mayo 13 h - 13 h, 25 min
Junio 13 h, 30 min
Julio 13 h, 29 min - 13 h, 9 min

Agosto 13 h, 8 min - 12 h, 35 min
Septiembre 12 h, 33 min - 12 h, 8 min

Octubre 11 h, 55 min - 11 h, 19 min
Noviembre 11 h, 18 min - 10 h, 52 min
Diciembre 10 h, 46 min

La duración del día en la zona es importante ya que determina el fotoperiodo natural, en la zona de

Altamira la salida del sol más temprana es a las 6:21 h y la más tardía a las 7:32 h, con las puestas de

sol entre 17:46 y 20:20 h, lo que quiere decir que los fotoperiodos naturales de luz:oscuridad varían a lo

largo del año, oscilando entre 10.5 h de luz mínima en el mes de diciembre y 13.5 horas de luz máxima

en el mes de junio, en la Tabla 3.1 se observan las horas de luz del fotoperiodo natural correspondiente

a los meses del año.

3.1.2. Hidrografía de Altamira, Tamaulipas

Entre sus recursos hidrográficos se encuentran el río Barberena, en el norte, limitando Aldama de

Altamira, el cual nace en la sierra del municipio de Aldama, Tamaulipas. El río Tamesí marca sus

límites con el estado de Veracruz. También cuenta con los esteros el salado, el conejo y el del norte,

las lagunas el Camalote, Altamira y Champayán. De agua salada se cuenta con la playa tesoro, en el

litoral del Golfo de México partiendo de la escollera norte del canal de navegación de entrada al puerto

industrial Altamira [170].
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Figura 3.2: Sistema lagunario de Altamira, vista satélite
DATUM GCS-WGS-1984 UTM Zona 14

La laguna Champayán tiene una extensión de 55 000 hectáreas, el municipio cuenta además con otras

lagunas, entre ellas: las olas, el Josesito, el gringo, Jaure, estero la luna, el puente, estero Barberena,

estero La Tapia y la zona de las Marismas [174]. La macro localización geográfica de las lagunas de la

zona se aprecian en la Figura 3.2 en vista de satélite y Figura 3.3 en vista de mapa. Además de mostrar

la cartografía de la zona en la Figura 3.4. El golfo de México es el elemento hidrológico más importante

de la región, seguido del río Pánuco al cual se le une el río Tamesí en su parte final.

3.1.3. Laguna “El Conejo”

El cuerpo de agua seleccionado para este estudio se ubica en las coordenadas, latitud: 22.41881 y

longitud: -97.87649, en el municipio de Altamira, Tamaulipas, México, en la Figura 3.5 se muestra

su ubicación geográfica, ésta laguna pertenece a la cuenca del rio Guayalejo-Tamesí [176], forma

parte del sistema lagunar zona este, junto con las lagunas; el chango, el cañón, el sauz, el gringo y

aguada grande, además de su conexión directa con la laguna las Marismas [177]. Este cuerpo de agua

dulceacuícola cuenta con un perímetro de 5.4 km y profundidad de 1.5 a 3 m [178], ha sido clasificado
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Figura 3.3: Sistema lagunario de Altamira, vista mapa
DATUM GCS-WGS-1984 UTM Zona 14

Figura 3.4: Hidrografía de Altamira tomado del INEGI. [175]
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Figura 3.5: Ubicación geográfica de la laguna “El Conejo” [178]

como contaminado [176], generalmente los contaminantes más comunes son los nitratos, sulfatos

y fosfatos, que inducen a la eutrofización de las aguas hasta el punto de favorecer la aparición de

especies tóxicas, estos compuestos influyen en la productividad de crecimientos microalgales [8]. La

materia orgánica disuelta tiene diferentes fuentes, ya sea naturales (escorrentia del suelo, actividad

microbiana en los sistemas acuáticos) o antropogénicas (liberación de aguas residuales domésticas o

agrícolas) [179], debido a eso es posible utilizarlas como medio de cultivo. Es importante conocer los

factores naturales que influyen en el ecosistema, tales como la temperatura, la precipitación pluvial y la

radiación solar, así como las actividades antropogénicas que influyen en el transporte de contaminantes

e impactan en la calidad del agua [180].
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Figura 3.6: Laguna “El Conejo” [178]

Figura 3.7: Flora y fauna de la laguna “El Conejo”, A) Lirio acuático (Eichhornia crassipes), B) Lechuga de
agua (Pistia stratiotes), C) garza blanca.

55



Capítulo 3. Metodología

Figura 3.8: Ducto de descarga

En la Figura 3.6 se observa una imagen de la laguna, el punto 1 indica su unión con la laguna las

Marismas (22.490888, -97.880100), así como el punto 2 indica la descarga de agua tratada de la empresa

BASF Mexicana (22.425257, -97.884884), el ducto se encuentra señalizado en el perímetro de la laguna,

tal como se muestra en la Figura 3.8, aledaño a la laguna se desarrollan actividades socioeconómicas

principalmente industriales, tales como las empresas: Distribuidora de combustibles SMG, Tienda de

materiales de construcción, Depotmex intercontainer, TMM logistic, dos instituciones de educación

superior; ITCM campus III y Universidad Tecnológica de Altamira, además de asentamientos humanos

del ejido Armenta. Por otro lado, en el boulevard de los ríos, se observa un canal de drenaje pluvial que

termina en la laguna y descarga de agua residual [85].

La flora y fauna presentes en el cuerpo de agua son en su mayoría tular [176], además de observar en

campo plantas acuáticas mostradas en la Figura 3.7, el Lirio (Eichhornia crassipes) 3.7A, lechuga de

agua (Pistia stratiotes) 3.7B y garzas grises y garzas blancas como se muestra en 3.7C, por otro lado, en

la zona existe actividad de pesca. El lirio acuático es una especie flotadora o fija al sustrato, con raíces

fibrosas que alcanzan hasta un metro de profundidad, obtiene sus nutrientes de la columna de agua,

requiere nitrógeno, fósforo y potasio, las condiciones que favorecen su crecimiento son temperatura
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de 28 a 30 °C y pH de 6.2 a 7 unidades, es resistente a sustancias tóxicas, se considera de las peores

malezas acuáticas de agua dulce, ya que está entre las primeras 100 especies invasoras del mundo

por la Unión Mundial para la Naturaleza, su fruto es una cápsula que contiene hasta 450 semillas,

provoca la capacidad del intercambio de oxígeno en la interfaz aire-agua evitando la transferencia de

oxígeno, reduce la infiltración de los rayos solares al mismo tiempo que la sombra que proyecta inhibe

el crecimiento del fitoplancton ocasionando una reducción en la densidad poblacional del zooplancton

impactando en la cadena alimenticia, aumenta la perdida de agua por transpiración, reduce la calidad

del agua al descomponerse incrementando la sedimentación, además de reducir los niveles de oxígeno

disuelto, compite con otras plantas acuáticas como la lechuga de agua, ambas afectan negativamente la

población de peces y fauna nativa [181, 182]. A pesar de la competencia por nutrientes entre ambas

plantas acuáticas, se observa el crecimiento desmedido de ambas, la lechuga de agua es una flotación

perenne que se presenta en ríos, lagos y lagunas en el mundo, se reproduce por semillas que pueden

permanecer latentes durante meses además de resistir la sequía y congelación, crece en temperaturas

de 15 a 35 oC, incrementa la tasa de sedimentación y degradación de los sitios de anidación de peces,

puede ser utilizada como abono verde o fuente de alimento, tiene la capacidad de bioacumular metales

pesados, por lo cual el detritus bajo podría ser tóxico, esta planta acuática reduce el oxígeno disuelto en

la columna de agua, provocan un sombreado que disminuye o impide el paso de la luz solar [183].

3.1.4. Calidad del agua

La Comisión Nacional del Agua (CONAGUA) ha establecido los indicadores y escalas pertinentes

para clasificar la calidad del agua como excelente, buena, aceptable, contaminada y fuertemente

contaminada [184]. La clasificación establecida para la Demanda Bioquímica de Oxígeno a los 5 días

(DBO5) y Demanda Química de Oxígeno (DQO) se observan en las Tablas 3.2 y 3.3 respectivamente,

así como la descripción de las clasificaciones en la Tabla 3.4.
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Tabla 3.2: Estándar de CONAGUA para DBO5 [184]

Criterio (mg/l) Clasificación Color
DBO5 ≤ 3 Excelente Azul

3 <DBO5 ≤ 6 Buena calidad Verde
6 <DBO5 ≤ 30 Aceptable Amarillo

30 <DBO5 ≤ 120 Contaminada Naranja
DBO5 > 120 Fuertemente contaminada Rojo

Tabla 3.3: Estándar de CONAGUA para DQO [184]

Criterio (mg/l) Clasificación Color
DQO ≤ 10 Excelente Azul

10 < DQO ≤ 20 Buena calidad Verde
20 < DQO ≤ 40 Aceptable Amarillo
40 <DQO ≤ 200 Contaminada Naranja

DQO > 200 Fuertemente contaminada Rojo

Tabla 3.4: Clasificación de la calidad del agua para DBO5 y DQO [184]

Clasificación Descripción
Excelente No contaminada

Buena calidad Aguas superficiales con bajo contenido de materia
orgánica biodegradable

Aceptable Con indicio de contaminación. Aguas superficiales con capacidad de
autodepuración o con descargas de aguas residuales tratadas biológicamente

Contaminada Aguas superficiales con descaras de aguas residuales
crudas, principalmente de origen municipal

Fuertemente contaminada Aguas superficiales con fuerte impacto de descargas de aguas
residuales crudas municipales y no municipales
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Tabla 3.5: Temperaturas anuales de la zona de cultivo [185]

Año Enero Febrero Marzo Abril Mayo Junio Julio Agosto Septiembre Octubre Noviembre Diciembre Promedio
Temperaturas máximas

2012 23.51 23.54 26.29 28.66 29.99 30.71 29.62 29.9 29.32 28.43 26.16 24.82 27.59
2013 22.61 25.96 26.06 28.08 29.04 30.27 29.67 29.95 28.62 27.45 23.79 21.59 26.92
2014 20.45 23.15 25.32 28.28 28.59 30.03 29.17 30.54 29 27.81 23.17 23.3 26.58
2015 20.23 22.12 23.93 28.26 29.32 29.8 30.05 31.11 30.01 29.17 26.64 24.34 27.11
2016 21.5 23.09 26.36 28.3 29.93 30 29.7 29.91 29.43 28.05 25.23 23.5 27.09
2017 23.36 25.62 25.81 28.26 29.58 30.9 29.07 30.08 29.03 27.13 25.38 22.21 27.2

Temperaturas mínimas
2012 18.56 18.82 21.09 23.31 25.04 26.34 26.45 26.65 26.05 23.98 21.76 19.58 23.15
2013 17.15 20.53 20.04 22.28 24.29 26.31 26.23 26.47 26 24.02 19.28 16.65 22.44
2014 14.48 17.3 19.54 22.55 23.78 26.31 25.95 26.79 26.46 24.59 18.49 19.28 22.15
2015 15.38 17.12 19.39 23.92 25.44 26.11 26.61 27.32 26.64 25.21 22.92 19.8 23.02
2016 16.2 18.2 20.96 23.35 25.74 26.69 27.02 27.28 26.96 25.2 21.95 18.86 23.21
2017 18.36 21 21.71 23.21 25.1 26.58 26.33 27.08 26.45 23.5 21.26 17.35 23.17

Tabla 3.6: Precipitación pluvial anual (mm/día) [185]

Año Enero Febrero Marzo Abril Mayo Junio Julio Agosto Septiembre Octubre Noviembre Diciembre Promedio
2012 1.39 2.96 0.5 1.87 1.85 5.06 4.59 5.63 7.87 1.39 1.58 0.35 2.91
2013 0.51 0.29 0.64 0.22 1.71 6.2 2.74 6.59 14.22 4.67 3.22 2.49 3.63
2014 0.58 0.28 1.18 0.35 2.06 5.57 3.77 2.44 11.73 6.64 1.4 1.11 3.1
2015 1.67 0.52 3.96 1.89 2.52 3.16 2.45 2.72 5.39 4.35 4.06 0.37 2.76
2016 0.91 0.53 1.09 1.5 2.7 7.75 2.75 6.88 7.91 5.31 5.02 2.35 3.72
2017 0.83 2.02 2.51 0.88 3.18 3.11 6.45 4.11 11.27 7.43 0.57 0.84 3.61

3.1.5. Condiciones naturales de crecimiento microalgal

El sitio seleccionado para el cultivo microalgal tiene las siguientes coordenadas, latitud: 22.41881 y

longitud: -97.87649, los factores naturales que influyen en el crecimiento de la biomasa de microalgas

son la temperatura, la precipitación pluvial y la radiación solar. En la Tabla 3.5 se observan las

temperaturas máximas y mínimas registradas en los años 2012 al 2017, observándose un promedio

de 30 oC máximo en los meses de agosto a septiembre, los meses con menor temperatura son los

correspondientes a enero, noviembre y diciembre, anualmente la temperatura de la zona de cultivo

oscila entre 22 y 28 oC. Por otra parte, la precipitación oscila entre 2.7 y 3.7 mm/día, correspondiendo

a los meses de junio a septiembre los de mayor precipitación, los valores registrados para los años 2012

a 2017 se presentan en la Tabla 3.6 [185].
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Tabla 3.7: Radiación solar anual (kW-hr/m2/día) [185]

Año Enero Febrero Marzo Abril Mayo Junio Julio Agosto Septiembre Octubre Noviembre Diciembre Promedio
2012 9.11 9.52 9.32 9.34 9.64 10.68 10.13 10.23 10.06 9.69 9.56 9.28 9.66
2013 9.22 9.35 8.93 9.51 9.81 9.93 10.12 10.19 10.41 9.85 9.57 9.4 9.69
2014 8.69 9.17 9.42 9.44 9.63 10.17 10.11 10.16 19.46 9.79 9.47 9.41 9.66
2015 9.13 8.97 9.46 9.87 9.96 10.06 10.05 10.2 10.19 10.09 10.05 9.59 9.81
2016 8.76 8.62 9.46 9.67 10.09 10.21 10.25 10.37 10.37 9.96 9.81 9.71 9.78
2017 8.97 9.03 9.18 9.4 9.94 10.05 10.24 10.31 10.26 9.8 9.25 9.15 9.64

La radiación solar se recibe de forma directa, difusa y reflejada, la irradiación es necesaria para el

crecimiento de las microalgas debido a su variación es necesario determinarla, la radiación recibida

durante los años 2012 a 2017 se presenta en la Tabla 3.7, observándose los rangos de 8.6 a 10.4

kW-hr/m2/día, los meses con mayor incidencia son de junio a septiembre, anualmente la radiación

promedio oscila entre 9.6 y 9.8 kW-hr/m2/día.

3.2. CARACTERÍSTICAS DEL CUERPO DE AGUA

En esta investigación se consideró como referencia las recomendaciones de la Comisión Nacional del

Agua (CONAGUA) para determinar la calidad del agua de la laguna, realizando los análisis de DQO y

DBO5, así como también la medición de pH y temperatura.

Para la determinación de las características del agua de la laguna en estudio, de determinaron 5 puntos

de muestreo, en la Tabla 3.8 se muestran las coordenadas de los puntos de muestreo seleccionados.

Tabla 3.8: Puntos de muestreo de la laguna El Conejo.

Punto de muestreo Latitud Longitud

1 22.434145 -97.887839
2 22.432960 -97.885143
3 22.429501 -97.883612
4 22.422617 -97.880843
5 22.419409 -97.880087
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Figura 3.9: Puntos de muestreo

3.2.1. Determinación de la Demanda Química de Oxígeno (DQO)

La DQO es la cantidad de oxígeno consumido en la oxidación química total de constituyentes orgánicos

a productos inorgánicos, la materia orgánica se oxida en una proporción del 90 al 100%, representa

una medida de toda la materia orgánica e inorgánica presente en disolución y/o suspendida que

puede ser químicamente oxidada por la acción de agentes oxidantes bajo condiciones ácidas, se mide

como miligramos de oxígeno equivalentes a la fracción orgánica disuelta y/o suspendida por litro de

disolución, en este procedimiento la materia orgánica es oxidada a CO2 y H2O.

El método utilizado para la determinación de DQO a reflujo abierto es el recomendado en la Norma de

referencia NMX-AA-030 [186], en este procedimiento la materia orgánica es oxidada con dicromato

de potasio en medio ácido con ión plata como catalizador, se añade sulfato de mercurio II para evitar

las interferencias por cloruros, el remanente de dicromato se valora con sulfato ferroso amoniacal,

partiendo de la cantidad de dicromato reducido y de que un mol de dicromato equivale a 1.5 moles de

oxígeno se calcula el valor de DQO, el resultado es la concentración de la masa de oxígeno equivalente
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a la cantidad de dicromato consumida por la materia disuelta y suspendida por la muestra de agua

tratada con el dicromato como agente oxidante en condiciones definidas.

El K2Cr2O7 es capaz de oxidar la materia orgánica y varios compuestos inorgánicos reduciéndose a su

forma Cr+3 de acuerdo a la Ecuación 3.2.1

Cr2O7K2 +6e−+14H+ −→ 2Cr+3 +7H2O (3.2.1)

El exceso de dicromato de titula con una solución de Fe+2 generalmente (NH4)2Fe(SO4)2 ·6H2O con

indicador ferroín, oxidándose a Fe+3 como se observa en la Ecuación 3.2.2

Cr2O−2
7 +6Fe+2 +14H+ −→ 2Cr+3 +6Fe+3 +7H2O (3.2.2)

Las interferencias por cloruros se limitan al adicionar HgSO4 formando cloro diatómico y cloruro de

mercurio como se muestra en las Ecuaciones 3.2.3 y 3.2.4

6Cl−+Cr2O−2
7 +14H+ −→ 3Cl2 +2Cr+3 +7H2O (3.2.3)
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Hg+2 +2Cl− −→ HgCl2 (3.2.4)

La DQO o materia oxidable químicamente se determina en mg/L mediante la Ecuación 3.2.5, en donde:

γ(DQO) =
(VFASb −VFASm) ·CFAS ·MO ·vO

Vm
(3.2.5)

MO ·vO = 8 000 mg/mol

γ(DQO)= concentración en masa de DQO, expresado en mg/L

CFAS = concentración de cantidad de sustancia de sulfato ferroso amoniacal utilizada en la medición,

expresada en mol/L

VFASb= volumen de sulfato de ferroso amoniacal (FAS) usado en la porción de prueba, expresado en mL

VFASm= volumen de sulfato de ferroso amoniacal (FAS) usado en la titulación contra el blanco de prueba,

expresado en mL

Vm= volumen de la porción de prueba, expresado en mL

MO= masa molar de un átomo de oxígeno, expresado en mg/mol

vO= número estequiométrico = 0.5
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La calidad del agua utilizada en la determinación de DQO es importante para la precisión de los

resultados, de acuerdo a la norma de referencia NMX-AA-030 si existe una diferencia de 0.5 mL de

Sulfato Ferroso Amoniacal (FAS, por sus siglas en inglés) entre las titulaciones de las muestras de

agua destilada con y sin calentamiento el agua es de mala calidad. El agua destilada utilizada para los

análisis de este proyecto fue producida en un destilador marca Felisa, las titulaciones de los ensayos de

blanco con ebullición requieren de 10 mL de FAS en su titulación mientras las muestras sin ebullición

requieren de 10.3 mL de FAS, es decir, la diferencia es de sólo 0.3 mL por lo tanto el agua destilada se

considera de buena calidad.

Para la determinación de DQO de la laguna “El Conejo” se realizaron 5 tomas de muestras en

cada uno de los puntos de muestreo durante periodos bimestrales utilizando como referencia la

NMX-AA-14-1980 que recomienda el uso de recipientes de vidrio o polietileno con capacidad de 2 L

debidamente etiquetados, las muestras fueron conservadas con H2SO4 a una concentración de 4 mol/L

en cantidad necesaria hasta que la muestra alcance el pH ≤ 2 y manteniendo en refrigeración a 4 oC ±

2 oC, ésta preservación permite la duración de la muestra por 30 días, en la Figura 3.10 se observa la

metodología seguida para la realización de los análisis de DQO los cuales se realizaron por triplicado

para cada muestra.

Figura 3.10: Metodología para análisis DQO [186]
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3.2.2. Determinación de la Demanda Bioquímica de Oxígeno (DBO5)

La DBO5 es una estimación de la cantidad de oxígeno que requiere una población microbiana

heterogénea para oxidar la materia orgánica de una muestra de agua en un periodo de incubación

de 5 días a 20 oC, debido al periodo de tiempo de la medición se emplea el subíndice 5 [187], en este

proceso los microorganismos no fotosintéticos metabolizan la materia orgánica biodegradable.

El análisis de DBO5 se realizó por método respirométrico en el equipo BDO Track II marca HACH, el

cual se realiza a 20 oC en un ambiente controlado, en donde se mide la cantidad de oxígeno consumido

por las bacterias que oxidan materia orgánica en una muestra de agua, el aire de la botella por encima

de la muestra contiene un 21% de oxígeno que sirve de re abastecimiento a las bacterias. Las barras de

agitación en el interior de la botella mueven el oxígeno del aire a la muestra simulando condiciones

naturales. En la oxidación de la materia orgánica se produce CO2 el cual es removido continuamente

con gránulos de NaOH en el sello de la botella, el sistema esta sellado para evitar cambios de presión

externos, los sensores de presión controlan la presión del aire dentro de la botella, cuando el oxígeno es

consumido, la presión en el espacio de la botella decae, esta diferencia de presión es proporcional a la

cantidad de oxígeno usado.

Para la determinación de la DBO5 se utilizaron mezclas compuestas conformadas por partes iguales de

las muestras simples tomadas de los cinco puntos de muestreo [187], la medición tuvo 5 repeticiones, el

procedimiento de medición se describe en la Figura 3.11, los resultados del análisis se leen directamente

en el equipo DBO Track marca HACH.

3.3. CULTIVO DE MICROALGAS

Independientemente del sistema seleccionado para el cultivo microalgal se requiere la aclimatación de

las microalgas para inocular el reactor seleccionado, generalmente se comienza el cultivo en volúmenes
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Figura 3.11: Metodología para análisis DBO5 [188]

de 50-100 mL aumentando gradualmente a litros bajo condiciones controladas de temperatura e

irradiancia [45].

Se comienza con la replicación de células Scenedesmus dimorphus obtenidas del laboratorio de Biología

de la UNAM, se utilizó el fertilizante foliar Bayfolan, el cual contiene vitaminas y fitohormonas

que estimulan el metabolismo de las plantas, además contiene ácido indol acético que estimula el

crecimiento de las plantas. Al ser utilizado en las microalgas ha demostrado aumentar la producción de

biomasa, pigmentos y proteínas, debido a que aporta amonio y nitrato [60], el contenido elemental del

Bayfolan se muestra en la Tabla 3.9.

Tabla 3.9: Contenido del Bayfolan

Compuesto Porcentaje Compuesto Porcentaje

Nitrógeno 11.47% Fósforo 8%
Potasio 6% Azufre 0.23%

Zinc 0.080% Fierro 0.050%
Boro 0.036% Manganeso 0.036%

Calcio 0.025% Magnesio 0.025%
Cobre 0.04% Molibdeno 0.005%

Cobalto 0.002% Clorhidrato de tiamina 0.004%
Ácido indol acético 0.003%
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Se utilizan 2 mL de inóculo en 4 mL de solución Bayfolan al 0.3%, posteriormente se realizan los

escalamientos como se observa en la Tabla 3.10, generalmente se utilizan relaciones del 10% volumen

de inóculo sobre volumen de medio de cultivo [59, 73, 119], en esta investigación se prefiere una

relación del 20% de inóculo con 80% del medio de cultivo. Debido al volumen de los escalamientos no

se alimenta aire, los cultivos con volumen de 1 a 2 L no requieren aireación, es suficiente una agitación

manual diaria [70], considerando que la fuente de iluminación también es una fuente de calor, se opta

por utilizar iluminación led de 9 W con un fotoperiodo 12:12. Todas las transferencias de cepas se

realizan cada 25 a 30 días en campana de flujo laminar desinfectada con etanol y lámpara UV durante

15 min. Para cultivos aireados o con adición de CO2, el flujo debe ser filtrado, para lo cual se utilizan

filtros estériles de 0.45 micras [99].

Se realizan tres tipos de cultivos: en FBR, en botellas de PET de 5 L para evaluar la influencia de la

concentración del inóculo y nutrientes en la productividad de biomasa en condiciones naturales, además

en botellas de PET de 1.5 L para evaluar la influencia de los fotoperiodos de la zona en condiciones

controladas.

3.3.1. Tratamiento del medio de cultivo

El medio de cultivo seleccionado en esta investigación es agua de la laguna “El Conejo”, con el

objetivo de aprovechar sus contaminantes como nutrientes, para prevenir la competencia alimenticia

entre microorganismos se necesita la eliminación de microorganismos presentes en el medio. En

investigaciones en las cuales han utilizado aguas residuales como medio de cultivo o nutrientes

adicionales, estas son esterilizadas para evitar el efecto de contaminación, este tratamiento puede

representar un costo adicional en la producción global de biodiésel a partir de microalgas [101]. Basado

Tabla 3.10: Escalamiento de cultivos

Vinóculo (mL) Vmedio de cultivo (mL) VT (mL)

5 20 25
15 60 75
37 148 185

67



Capítulo 3. Metodología

en la literatura se opta por el tratamiento térmico en autoclave a 5 psi y 107 oC durante 5 min seguido

de enfriamiento a temperatura ambiente como pretratamiento para su utilización como medio de cultivo

como método 1, la desinfección por exposición a luz ultravioleta de 9 W durante 20 min como método

2 y el tratamiento térmico en autoclave a 120 oC y 15 psi durante 5 min como tratamiento 3. Se verifica

la ausencia de microorgansmos mediante sembrado en estrias en placas petri con Agar Czapek y Agar

Dextrosa Saburaud e incubando a 35 oC durante 5 días. Los parametros DQO, NO−1
3 y PO−3

4 serán

evaluados para determinar el porcentaje de remoción de nutrientes.

3.3.2. Condiciones de cultivo

El FBR se siembra con 20% de inóculo y 80% de medio de cultivo, bajo fotoperiodo natural en

condiciones mixotróficas con adición de aire filtrado a 0.45 µm a razón de 8 L/min, las variables serán

el fotoperiodo natural e irradiancia de la zona, el pH y temperatura se registraron diario.

Con la finalidad de evitar el excesivo aumento de la temperatura, el FBR será colocado cerca de la

ventana del laboratorio de energías renovables, permitiendo así el paso de la radiación solar y evitando

el sobrecalentamiento, la agitación del medio de cultivo la realizará el burbujeo de aire (8 L/min) y una

bomba de recirculación con una fuerza de 8 L/min.

El proceso de fotosíntesis libera oxígeno, su acumulación dentro del FBR con altos niveles de radiación

solar puede causar daño fotoxidativo a las microalgas [110], motivo por el cual debe ser eliminado, en

este diseño se utiliza una válvula de alivio en la parte superior para la eliminación de gases en exceso.
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3.3.3. Evaluación de la biorremediación in vitro

Los cultivos se siembran con 20% de inóculo y 80% de agua de laguna como medio de cultivo, con un

volumen de trabajo de 4 L, aireados con bomba de aire de 3 L/min de capacidad, filtrado a través de

membrana de 0.45 µm estéril, se dejan crecer durante 40 días, en condiciones naturales de radiación y

temperatura, diariamente se toma una muestra por triplicado para realizar la curva de crecimiento, los

paramétros nitratos, fosfatos y DQO son monitoreados al inicio y al final del cultivo, mientras que la

iluminación y temperatura ambiental se registran diariamente. En la Figura 3.12 se observa el esquema

del dispositivo empleado para la biorremediación.

Las mediciones de nitratos y fosfatos se realizan con los kit de medición H1781 y H1713, marca Hanna.

Figura 3.12: Esquema del dispositivo empleado para la biorreediación

3.3.4. Condiciones experimentales de la evaluación de la influencia del fotoperiodo

Se siembran los biorreactores con 20% de inóculo y 80% de medio de cultivo, a un volumen de trabajo

de 1.25 L, aireados con bomba de aire de 3 L/min de capacidad, filtrado a través de membrana de 0.45
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µm estéril, para alimentar tres botellas mediante manguera y conexiones, se utiliza agua de laguna

y bayfolan al 0.3% como medio de cultivo control, se dejan crecer durante 33 días, en condiciones

controladas, iluminación con 2 lámparas LED de 18W, 100-127 V, 50/60 Hz, a temperatura ambiente,

se determina la DQO inicial y final para calcular el porcentaje de remoción de nutrientes.

Los fotoperiodos naturales de la zona de Altamira, Tamaulipas se describen en la Tabla 3.1, en

condiciones naturales el fotoperiodo puede variar con la estación del año, considerando las horas de

iluminación mínima y máxima de la zona se determinaron 4 fotoperiodos de estudio, descritos en la

Tabla 3.11.

En la Tabla 3.12 se describe el diseño de experimentos factorial completo, el primer factor es el medio

de cultivo, en dos niveles (agua de laguna y Bayfolan), el segundo factor es el fotoperiodo en cuatro

niveles, por lo tanto se tienen 8 combinaciones, y se realizan tres réplicas de cada tratamiento, este

diseño permite examinar el efecto de cada factor y su interacción en la producción de biomasa. La

curva de crecimiento se realizó mediante densidad óptica a 685 nm en un espectrofotómetro UV/Vis

modelo cintra 303 marca GBC, todos los experimentos se realizaron por triplicado.

3.3.5. Esterilidad de equipos

Previo a la utilización del FBR, el equipo debe ser esterilizado, entre los métodos reportados para este

próposito, Deschenes, et al. [189] utilizan agua ultrafiltrada, tratada con UV y 0.05% de H2O2 durante

Tabla 3.11: Fotoperiodos naturales promedio de Altamira, Tamaulipas. [173]

Fotoperiodo (L:O)

F1 10.5:13.5
F2 11.5:12.5
F3 12.5:11.5
F4 13.5:10.5
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Tabla 3.12: Diseño experimental factorial para la evaluación de fotoperiodos naturales

Tratamiento Medio de cultivo Fotoperiodo (L:O)

1 10.5:13.5
2 Agua de laguna eutrofizada 11.5:12.5
3 12.5:11.5
4 13.5:10.5
5 10.5:13.5
6 Bayfolan 0.3% 11.5:12.5
7 12.5:11.5
8 13.5:10.5

24 hr, seguido del enjuage del equipo con agua ultrafiltrada tratada con rayos ultravioleta (UV) antes de

inocular su FBR, por otro lado, se reporta la esterilización con hipoclorito de sodio al 5% a razón de

0.14 mL/L durante 24 h con agitación, el cloro residual se elimina con una solución de tiosulfato de

sodio al 24.81% a razón de 0.1 mL/L [190]

De acuerdo a la metodología recomendada en la literatura, se opta por la desinfección del FBR y

recipientes de cultivo, con agua destilada clorada con la solución de hipoclorito de sodio comercial

(5.40% P/V [191]), marca Cloralex, propiedad de indutrias Alen a razón de 0.14 mL/L, seguido

neutralización con tiosulfato de sodio al 24.81% a razón de 0.1 mL/L [190] y enjuague con agua

destilada estéril.

3.3.6. Determinación de biomasa

El peso seco total se puede determinar utilizando muestras de volumen y concentración celular,

concentradas en filtros de peso conocido secados en estufa hasta peso constante, la diferencia de peso

inicial y final es la cantidad de biomasa (orgánica e inorgánica), dividido entre el volumen de muestra

filtrada se obtiene el peso seco total en mg/mL o mg/L [70].
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Se realizó una curva de calibración para relacionar la absorbancia a 685 nm con la concentración

en peso seco de biomasa de Scenedesmus dimorphus, con la finalidad de predecir con precisión la

concentración de biomasa en los cultivos [76]. Las condiciones de cultivo fueron: 20% de inóculo y

80% medio de cultivo bayfolan al 0.3%, agitación con adición de aire filtrado (0.45 µ m), fotoperiodo

12:12, iluminación artificial LED de 18 W y temperatura ambiente, las lecturas se realizaron en un

espectrofotómetro UV/VIS modelo Cintra 303, marca GBC.

Se utilizaron 8 diluciones (15, 25, 35, 50, 65, 75, 85 y 100%) con tres repeticiones, de los cuales 3

mL se destinaron a la medición de absorbancia y 17 mL a la determinación de peso seco con filtros de

0.22 µm marca Millipore preponderados, los cuales se secaron a 60oC durante 24 h en estufa modelo

HV-50, marca Ecoshel, el peso seco de biomasa se obtuvo por diferencia de pesos entre los filtros secos

con muestra y los filtros secos vacíos [136].

Se constuyeron las curvas de crecimiento de Scenedesmus dimorphus, midiendo por triplicado la

absorbancia, promediando la media para calcular la concentración media en peso seco frente al día de

cultivo [73].

La determinación de la productividad media de la biomasa P (g/Ld) se calcula a partir de la variación

de concentración de la biomasa dentro de un tiempo de cultivo, con la Ecuación 3.3.1 [76].

P =
X f −Xi

t f − ti
(3.3.1)

Dónde X f y Xi son las concentraciones finales e iniciales de biomasa en peso seco, t f y ti son los

tiempos final e inicial en días.

72



Capítulo 3. Metodología

3.3.7. Cosecha de biomasa

Entre todas las técnicas reportadas para la cosecha se observa que la sedimentación gravitacional es

la más económica y no afecta las características finales de la biomasa, como técnica para la primera

etapa, y la centrifugación como segunda etapa. La eliminación de humedad se ha realizado en estufa a

65oC [36], 60oC durante 2 días [82], o bien mediante liofilizado de la biomasa [79]

La biomasa se dejo sedimentar 24 hr y posteriormente se centrifugó a 6000 rpm durante 15 min en

centrifuga módelo EBA 21, marca Hettich, y se elimina el sobrenadante. Posteriormente se realizó

el liofilizado de la biomasa, proceso que consiste en la previa congelación de la muestra y posterior

eliminación de la humedad sublimando el agua, preservando la estructura biológica y química de la

muestra. La liofilización de las muestras se realizó mediante congelación de la muestra en tubos falcon

de 50 mL tapados con papel aluminio provisto de 5 orificios, el proceso se realizó a -80 oC durante 2

días, posteriormente se colocaron en la liofilizadora FreeZone de 2.5 L Benchtop Freeze Dryers, marca

Labconco.

3.3.8. Extracción de aceites

Se realizó una extracción asistida por ultrasonido en relación 20 mL:gr, amplitud al 20%, durante

50 min, a temperatura ambiente en el procesador ultrasónico UP200Ht, marca Hielscher, el proceso se

repitió tres veces, seguido de filtración y la evaporación del solventes [55,73,140,192]. La evaporación

de solventes se realizó en rotavapor Büchi modelo R-134.

Para la purificación del aceite de microalgas, se añadió a la muestra 3 mL de H2SO4 para la eliminar la

clorofila, seguido de centrifugación, el sobrenadante que contiene la clorofila se decanta, la muetra se

lava dos veces con 5 mL de hexano y se calienta a 90 oC durante 15 min, una vez enfriado se centrifuga,

se deja evaporar el solvente del sobrenadante para obtener el lípido [52].
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La producción de lípidos se calculó utilizando la Ecuación 3.3.2 (mg/L d), donde CL es la concentración

final de lípidos del lote (mg/L), t el tiempo de cultivo, por otro lado, el rendimiento se determinó con la

Ecuación 3.3.3, WLT es el peso del lípido total, WBiomasa es el peso de la biomasa seca [59].

PL =
CL

t
(3.3.2)

RL =
WLT

WBiomasa
(3.3.3)

Caracterizacion de biomasa y lípidos

Se obtienen los espectros de infrarrojo (FTIR) en un espectrómetro de transformada de fourier, modelo

spectrum 100, marca PerkinElmer, las mediciones se realizaron en el infrarrojo medio en el rango

comprendido entre 450-4000 cm−1 y 12 escaneos. La identificación y contenido de lípidos se realizó

mediante cromatografía de gases.
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4
Equipos y Materiales

4.1. CARACTERIZACIÓN DEL AGUA DE LA LAGUNA “EL CONEJO”

La determinación de DQO se utilizó el método a reflujo abierto recomendado por la NMX-AA-030-SCFI-2012

[186], en dicha metodología se requieren los siguientes materiales y reactivos:

Parrilla de calentamiento

Equipo de reflujo Friedrich

Bureta

Manguera látex

Pinzas universales
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Perlas de ebullición

Agua destilada

Disolución de H2SO4 [4 mol/L]

Disolución de Ag2SO4 - H2SO4

Disolución Kr2Cr2O7 [0.040 mol/L]

Disolución de (NH4)2Fe(SO4)2 · 6H2O [0.12 mol/L]

Ferroín, solución indicadora

Para la realización de los análisis de DBO5 se utilizó el método respirométrico y el equipo DBO Track

II marca HACH así como los sobres de solución tampón de nutrientes marca HACH
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4.2. CULTIVO DE MICROALGAS

El crecimiento de las microalgas comienza con la reprodución de las mismas, el escalamiento y

monitoreo del mismo mediante la determinación de las curvas de crecimiento y calibración.

Materiales:

Tubos de ensaye de 10 mL y 25 mL

Micropipeta

Puntas para micropipeta

Filtros de jeringa 0.45 µm

Matraz erlenmeyer 1L

Lancetas de inoculación estériles

Agua destilada

Gradillas

Solución Bayfolan

Agua destilada

Papel filtro de 0.45 µm, marca Millipore

Equipos:

Bombas de aire 3 - 4 L/min

Lámpara LED de 18 W
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Balanza analítica

Autoclave

Campana de flujo láminar

Bomba de vacío

Espectrofotómetro UV/VIS modelo Cintra 303, marca GBC

Horno para vacío modelo HV-50, marca Ecoshel

4.2.1. Tratamiento del medio de cultivo

Para el tratamiento del agua de la laguna y la verificación de ausencia de microorganismos se utilizó lo

siguiente:

Autoclave

Recipientes autoclavables

Cajas petri

Matraz erlenmeyer de 1L

Agua destilada

Agar Dextrosa Sabouraud

Agar Czapek

Balanza analítica

Lancetas de inoculación estériles

Incubadora Felisa
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4.2.2. Condiciones de cultivo

Los materiales que se utilizaron en la realización de los cultivos son los siguientes:

Fotobiorreactor

Filtros de jeringa 0.45 µm, marca Corning

Bombas de pecera (3 L/min)

Luxometro modelo AS803, marca SS

Botellas PET de 4 L

Difusores de aire 2.5 cm de longitud

Botellas PET de 1.5 L

Manguera de hule

Lámparas LED de 18 W, 100-127 V, 50-60 Hz

Micropipeta

Puntas para micropipeta

Autoclave

Campana de flujo laminar

4.2.3. Esterilidad de fotobiorreactores

En todos los fotobiorreactores se utlizó agua estéril clorada, que posteriormente se neutralizó con una

solución de tiosufato de sodio al 24.81%, los materiales y reactivos necesarios se enlistan a continuación
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Materiales:

Micropipeta

Puntas para micropipeta

Matraz erlenmeyer 1L

Balanza analítica

Autoclave

Reactivos:

Agua destilada

Hipoclorito de sodio al 5.40%, marca Cloralex

Tiosulfato de sodio al 24.81%

4.2.4. Determinación de biomasa

Horno para vacío modelo HV-50, marca ECOSHEL

Filtros de 0.22 µm, marca Millipore

Balanza analítica

Tubos de ensaye 25 mL

Tubos de ensaye de 12 mL

Micropipeta
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Puntas para micropipeta

Pipetas volumétricas de 1, 5, 10 y 20 mL

4.2.5. Cosecha de biomasa

Centrifuga módelo EBA 21, marca Hettich

Tubos falcon de 50 mL

Liofilizadora FreeZone de 2.5 L Benchtop Freeze Dryers, marca Labconco

4.2.6. Extracción de aceites

Materiales:

Procesador ultrasónico modelo UP200Ht, marca Hielscher

Rotavapor modelo R-134, marca Buchi

Horno de vacío HV-50, marca Ecoshel

Probeta 100 mL

Matraz erlenmeyer 125 mL

Balanza analítica

Los reactivos que se utilizaron son grado A.C.S. marca Fermont, se enlistan a continuación

Cloroformo
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Metanol

Hexano

H2SO4

4.2.7. Caracterización de biomasa y lípidos

Equipos

Espectrofotometro FTIR, módelo spectrum 100, marca PerkinElmer
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Análisis y Resultados

5.1. CARACTERÍSTICAS DE LA LAGUNA ”EL CONEJO”

Con la finalidad de conocer la carga orgánica del cuerpo de agua en estudio y su grado de contaminación

se analizarón la Demanda Química de Oxígeno y la Demanda Bioquímica de Oxígeno, en la Tabla

5.1 se presentan los datos obtenidos de los análisis de DQO, en donde PM representa los puntos de

muestreo 1 al 5 y R las repeticiones 1 a 3. En la Tabla 5.2 se muestran los valores obtenidos de DBO5 de

las muestras compuestas en sus 5 repeticiones. Los resultados mostrados corresponden a los bimestres

julio-agosto, septiembre-octubre y noviembre-diciembre de 2019.
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Tabla 5.1: Resultados de la demanda química de oxígeno

Periodo Toma de muestra Repetición PM1 PM2 PM3 PM4 PM5

R1 153.6 153.6 134.4 163.2 163.2

1/07/2019 R2 172.8 144 144 148.8 153.6

R3 163.2 144 129.6 144 153.6

R1 134.4 134.4 96 96 134.4

9/07/2019 R2 139.2 129.6 115.2 105.6 124.8

R3 144 120 115.6 96 144

R1 240 182.4 211.2 326.4 278.4

Julio-Agosto 2019 13/08/2019 R2 182.4 182.4 201.6 355.2 278.4

R3 220.8 192 288 278.4 297.6

R1 240 201.6 19.2 57.6 57.6

20/08/2019 R2 211.2 249.6 38.4 28.8 115.2

R3 336 172.8 28.8 28.8 115.2

R1 211.2 211.2 144 134.4 134.4

28/08/2019 R2 230.4 211.2 163.2 124.8 124.8

R3 220.8 172.8 144 153.6 163.2

R1 149.6 158.4 167.2 149.6 132

11/09/2019 R2 158.4 167.2 158.4 149.6 132

R3 167.2 149.6 158.4 140.8 132

R1 123.2 123.2 132 123.2 123.2

24/09/2019 R2 123.2 123.2 132 123.2 123.2

R3 123.2 123.2 123.2 132 123.2

R1 184.8 149.6 193.6 123.2 132

Septiembre-Octubre

2019

8/10/2019 R2 193.6 149.6 193.6 140.8 123.2

R3 193.6 158.4 193.6 132 132

R1 176 149.6 114.4 140.8 114.4

15/10/2019 R2 158.4 158.4 132 140.8 140.8

R3 158.4 132 140.8 158.4 132

R1 79.2 114.4 88 52.8 70.4

23/10/2019 R2 79.2 105.6 79.2 61.6 70.4

R3 88 105.6 79.2 61.6 79.2

R1 123.2 151.04 226.56 236 188.8

7/11/2019 R2 123.2 160.48 236 236 179.36

R3 114.4 151.04 236 226.56 179.36

R1 151.04 169.92 151.04 151.04 141.6

14/11/2019 R2 141.6 169.92 151.04 141.6 141.6

R3 151.04 179.36 160.48 151.04 151.04

R1 132.16 160.48 122.72 122.72 113.28

Continua en la siguiente pagina...
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Periodo Toma de muestra Repetición PM1 PM2 PM3 PM4 PM5

Noviembre - Diciembre

2019

20/11/2019 R2 141.6 151.04 132.16 132.16 132.16

R3 132.16 151.04 122.72 122.72 122.72

R1 169.92 141.6 103.89 103.89 141.6

2/12/2019 R2 188.8 132.16 103.89 122.72 141.6

R3 169.92 122.72 94.4 122.72 132.16

R1 113.28 141.6 122.72 94.4 94.4

12/12/2019 R2 113.28 151.04 122.72 75.52 94.4

R3 122.72 141.6 132.16 94.4 103.84
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Tabla 5.2: Resultados DBO5

Periodo Fecha (DBO5)1 (DBO5)2 (DBO5)3 (DBO5)4 (DBO5)5

1/07/2019 103 118 111 129

9/07/2019 59 70 47 58

Julio-Agosto 2019 13/07/2019 76 84 90 88 85

20/08/2019 49 50 52 47 55

11/09/2019 50 32 57 54 42

8/10/2019 39 39 32 29 43

Septiembre-Octubre 2019 15/10/2019 47 46 43 44 40

23/10/2019 20 23 20 21 28

30/10/2019 23 20 19 23 24

7/11/2019 60 62 58 56 64

14/11/2019 24 20 22 23 34

Noviembre-Diciembre 2019 20/11/2019 41 38 44 44 46

2/1272019 16 14 16 18 15

12/12/2019 22 23 15 16 21

Se realiza un balance estequiométrico, considerando la fórmula empírica de la materia orgánica [193].

(C,H,N,S)+5O2 →CO2 +H2O+NO−1
3 +SO−2

4 (5.1.1)

(C,H2,N,S)+5O2 →CO2 +H2O+NO−1
3 +SO−2

4 (5.1.2)

nCH2O+nO2 → nH2O+nCO2 (5.1.3)
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donde:

n=número de moles

n=m/PM

Una vez obtenidos los valores, se utiliza el software libre phyton y las librerias pandas as pd, researchpy

as rp y matplotlib.pyplot as plt, para obtener los estadísticos descriptivos, los cuales son presentados

en las Tablas 5.3, 5.7 y 5.11 para la DQO, así como las Tablas 5.5, 5.9 y 5.13 para la DBO5 para los

periodos julio-agosto, septiembre-octubre y noviembre-diciembre.

Tabla 5.3: Estadísticos descriptivos DQO (jul. - ago.)

Estadístico (DQO)1 (DQO)2 (DQO)3 (DQO)4 (DQO)5

Cuenta 15 15 15 15 15

Media 200.0 173.7 130.8 149.4 162.5

Desviación estándar 53.0 36.2 71.3 98.7 68.4

Mínimo 134.4 120.0 19.2 28.8 57.6

25% 158.4 144.0 100.8 96.0 124.8

50% 211.2 172.8 134.4 134.4 144.0

75% 225.6 196.8 153.6 158.4 163.2

Máximo 336.0 249.6 228.0 355.2 297.6

Se establecen la hipótesis nula (H0) y alternativa (H1) para ambos parámetros, DQO y DBO5, en donde:

H0 : µ1 = µ2 = µ3 = µ4 = µ5, es decir, todas las medias poblacionales son iguales y H1: al menos una

media poblacional es diferente, se comprueban mediante la prueba estadística Análisis de Varianza

(ANOVA) de un sólo factor. El análisis de varianzas es un método de prueba de igualdad de tres medias

o más medias poblacionales por medio de las varianzas muestrales, en donde se requiere la distribución

F. Si el valor de la probabilidad es pequeño como 0.05 o menor, se rechaza la igualdad de las medias, de

otra manera no se rechaza la igualdad de las medias [194]. Esta prueba permite evaluar si la diferencia

de los paramétros evaluados entre los periodos es significativa.
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Figura 5.1: Diagrama de caja de DQO (julio-agosto)

Tabla 5.4: ANOVA DQO (jul.-ago.)

Grados de

libertad

Suma de

cuadrados

Promedio de

los cuadrados

F Probabilidad

Entre grupos 4 40401.1008 10100.2752 2.135245 0.085478

Residual 70 331118.5920 4730.2656
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Figura 5.2: Diagrama de caja de DBO5 (julio-agosto)

Tabla 5.5: Estadísticos descriptivos DBO5 (jul. - ago.)

Estadístico (DBO5)1 (DBO5)2 (DBO5)3 (DBO5)4

Cuenta 4 4 5 5

Media 112.7 58.5 84.6 50.6

Desviación estándar 7.4 9.3 5.3 3.0

Mínimo 103.0 47.0 76.0 47.0

25% 109.0 55.2 84.0 49.0

50% 114.5 58.5 85.0 50.0

75% 118.25 61.75 88.0 52.0

Máximo 119.0 70.0 90.0 55.0

Tabla 5.6: ANOVA DBO5 (jul.-ago.))

Grados de
libertad

Suma de
cuadrados

Promedio de los
cuadrados

F Probabilidad

Entre grupos 3 10220.127778 3406.709259 81.927217 4.04915e-09

Residual 14 582.15 41.582143

En el primer periodo julio-agosto el pH del agua se mantuvo en 7, la temperatura varío entre 32 y

33 oC, la DQO osciló entre 130.8 y 200 mg/L, el parámetro DBO5 osciló entre 50.6 y 112.75 mg/L,
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acorde a la CONAGUA con los valores encontrados, el agua de la laguna El Conejo entra en el rango

de agua contaminada.

En la Figura 5.1 se presenta el diagrama de caja de los datos obtenidos de DQO en el periodo, donde se

observan los valores atípicos de las mediciones. En la Tabla 5.4 se muestran los resultados del análisis

de varianza de un factor, en base a los valores de la probabilidad obtenidos de los ANOVA, se acepta la

H0 de la DQO, es decir, las medias de las poblaciones son iguales en el primer bimestre, lo que quiere

decir que la laguna El Conejo tiene la misma DQO.

En la Figura 5.2 se presenta el diagrama de caja de los datos obtenidos de DBO5. donde sólo se observa

un valor atípico. En la Tabla 5.6 se muestran los resultados del análisis de varianza de un factor, con los

resultados del ANOVA de DBO5 se rechaza H0 y se acepta H1 al menos una de las medias es diferente,

indicando que la demanda bioquímica de oxígeno de la laguna no se mantiene constante a lo largo del

periodo de evaluación, es decir, la materia orgánica biodegradable cambia a lo largo del tiempo.
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Figura 5.3: Diagrama de caja de DQO (septiembre-octubre)

Tabla 5.7: Estadísticos descriptivos DQO (sep.-oct.)

Estadístico (DQO)1 (DQO)2 (DQO)3 (DQO)4 (DQO)5

Cuenta 15 15 15 15 15

Media 143.7 137.8 139.0 122.0 117.3

Desviación estándar 39.3 20.6 38.9 34.3 23.6

Mínimo 79.2 105.6 79.2 52.8 70.4

25% 123.2 123.2 118.8 123.2 118.8

50% 158.4 149.6 132 132 123.2

75% 171.6 154.0 162.8 140.8 132.0

Máximo 193.6 167.2 193.6 158.4 140.8

Tabla 5.8: ANOVA DQO (sep.-oct.)

Grados de
libertad

Suma de
cuadrados

Promedio de los
cuadrados

F Probabilidad

Entre grupos 4 8043.434667 2010.858667 1.921143 0.116482

Residual 70 73268.565333 1046.693790
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Figura 5.4: Diagrama de caja de DBO5 (septiembre-octubre)

Tabla 5.9: Estadísticos descriptivos DBO5 (sep. - oct.)

Estadístico (DBO5)1 (DBO5)2 (DBO5)3 (DBO5)4 (DBO5)5

Cuenta 5 5 5 5 5

Media 47.0 36.4 44.0 22.4 21.8

Desviación estándar 10.0 5.7 2.7 3.3 2.1

Mínimo 32.0 29.0 40.0 20.0 19.0

25% 42.0 32.0 43.0 20.0 20.0

50% 50.0 39.0 44.0 21.0 23.0

75% 54.0 39.0 46.0 23.0 23.0

Máximo 57.0 43.0 47.0 28.0 24.0

Tabla 5.10: ANOVA DBO5 (sep.-oct.)

Grados de
libertad

Suma de cua-
drados

Promedio de los
cuadrados

F Probabilidad

Entre grupos 4 2788.24 697.06 22.017056 4.312295e-07

Residual 20 633.20 31.66

En el segundo periodo septiembre-octubre se observa que el pH continuo en 7, la temperatura varío entre

26 y 33 oC, la DQO osciló entre 117.3 y 143.7 mg/L, rango de valores que indican agua contaminada
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según los valores de referencia de la CONAGUA, por otro lado, los datos de DBO5 varían entre 21.8 y

47 mg/L, estos valores bajos pueden indicar la degradación natural de contaminantes.

En la Figura 5.3 se presenta el diagrama de caja de los datos obtenidos de DQO en el periodo, donde

se observan valores atípicos en las mediciones de los puntos de muestreo 4 y 5. En la Tabla 5.8 se

muestran los resultados del análisis de varianza de un factor, en base a los valores de la probabilidad

obtenidos de los ANOVA se acepta la H0 de la DQO, las medias de las poblacionales son iguales en el

bimestre, indicando que la DQO de la laguna El Conejo es constante en el periodo evaluado.

En el caso de la DBO5, la Figura 5.4 se presenta el diagrama de caja de los datos obtenidos, donde

no se observan valores atípico. En la Tabla 5.10 se muestran los resultados del análisis de varianza de

un factor, con los resultados del ANOVA de DBO5 se rechaza H0 y se acepta H1 al menos una de las

medias es diferente, indicando nuevamente que la demanda bioquímica de oxígeno de la laguna no es

igual a lo largo del periodo de evaluación, es decir, la materia orgánica biodegradable cambia a lo largo

del tiempo.
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Figura 5.5: Diagrama de caja de DQO (noviembre-diciembre)

Tabla 5.11: Estadísticos descriptivos DQO (nov.-dic.)

Estadístico (DQO)1 (DQO)2 (DQO)3 (DQO)4 (DQO)5

Cuenta 15 15 15 15 15

Media 139.2 151.6 148.5 142.2 137.1

Desviación estándar 23.1 14.9 47.2 51.3 29.3

Mínimo 113.2 122.7 94.4 75.5 94.4

25% 122.9 141.6 122.72 113.28 118.0

50% 132.1 151.0 132.1 122.7 141.6

75% 151.0 160.4 155.76 151.04 146.3

Máximo 188.8 179.3 236.0 236.0 188.8

Tabla 5.12: ANOVA DQO (nov.-dic.)

Grados de
libertad

Suma de
cuadrados

Promedio de
los cuadrados

F Probabilidad

Entre grupos 4 2269.294592 567.323648 0.436697 0.781658

Residual 70 90938.784427 1299.125492
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Figura 5.6: Diagrama de caja de DBO5 (noviembre-diciembre)

Tabla 5.13: Estadísticos descriptivos DBO5 (nov. - dic.)

Estadístico (DBO5)1 (DBO5)2 (DBO5)3 (DBO5)4 (DBO5)5

Cuenta 5 5 5 5 5

Media 60 24.6 42.6 15.8 19.4

Desviación estándar 3.1 5.4 3.13 1.4 3.6

Mínimo 56.0 20.0 38.0 14.0 15.0

25% 58.0 22.0 41.0 15.0 16.0

50% 60.0 23.0 44.0 16.0 21.0

75% 62.0 24.0 44.0 16.0 22.0

Máximo 64.0 34.0 46.0 18.0 23.0

Tabla 5.14: ANOVA DBO5 (nov.- dic.)

Grados de libertad Suma de
cuadrados

Promedio de los
cuadrados

F Probabilidad

Entre grupos 4 6855.84 1713.96 131.640553 4.577240e-14

Residual 20 260.40 13.02

En el tercer periodo noviembre-diciembre se observa que el pH permanece en 7, la temperatura varío

entre 18 y 24 oC, la DQO osciló entre 137.19 y 151.6 mg/L, rango de valores que indican agua
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contaminada según los valores de referencia de la CONAGUA, por otra parte, los datos de DBO5 varían

entre 15.8 y 60 mg/L, los valores de DBO5 entre 6 y 30 mg/L clasifican el agua como aceptable, se

observa la variación de la calidad del agua de aceptable a contaminada.

En la Figura 5.5 se presenta el diagrama de caja de los datos obtenidos de DQO en el periodo, donde se

observan valores atípicos en las mediciones de los puntos de muestreo 3, 4 y 5. En la Tabla 5.12 se

muestran los resultados del análisis de varianza de un factor, en base a los valores de la probabilidad

obtenidos de los ANOVA, se acepta la H0 de la DQO, es decir, las medias de las poblaciones son

iguales en este tercer bimestre, lo que quiere decir que la laguna El Conejo tiene la misma DQO. En la

Figura 5.6 se presenta el diagrama de caja de los datos obtenidos de DBO5. donde sólo se observa un

valor atípico en la segunda y cuarta medición. En la Tabla 5.14 se muestran los resultados del análisis

de varianza de un factor, con los resultados del ANOVA de DBO5, nuevamente se rechaza H0 y se

acepta H1 al menos una de las medias es diferente, indicando nuevamente que la demanda bioquímica

de oxígeno de la laguna no es igual a lo largo del periodo de evaluación, es decir, la materia orgánica

biodegradable cambia a lo largo del tiempo.
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Tabla 5.15: Calidad del agua de la laguna El Conejo

Periodo Temp. oC pH DQO (mg/L)-Calidad DBO5 (mg/L)-Calidad

Julio-Agosto 2019 32-33 7 130.8 - 200 - Contaminada 50.6 - 112.75 - Contaminada

Septiembre-

Octubre 2019

26-33 7 117.3 - 143.7 - Aceptable 21.8 - 47 - Contaminada

Noviembre-

Diciembre 2019

18 - 24 7 137.19 - 151.66 - Aceptable 15.8 - 60 - Contaminada

En la Tabla 5.16 se presentan los valores aproximados de la materia orgánica oxidable química y

biológicamente en los bimestres analizados.

Tabla 5.16: Balance de materia

Periodo Materia oxidable químicamente (g/L) Materia orgánica biodegradable (g/L)

Julio-Agosto 2019 0.245 - 0.375 0.047 - 0.105

Septiembre-

Octubre 2019

0.219 - 0.269 0.020 - 0.044

Noviembre-

Diciembre 2019

0.257 - 0.284 0.014 - 0.056

En los cuerpos de agua contaminados con metales se corre el riesgo de bioacumulación en la cadena

alimentaria, los metales Cadmio, Níquel, Cobre y Zinc, han sido asimilados por Scenedesmus sp [57].

La laguna El Conejo ha despertado un ínteres en la comunidad científica del Instituto Tecnológico de

Ciudad Madero, debido a su colindancia y la actividad pesquera de la población aledaña. Soriano [195]

demostró la presencia de Cobre, Hierro e Indio en los sedimentos de la laguna El Conejo, afirma que el

cobre excede los límites máximos permisibles establecidos en normas canadienses y norteamericanas,

además de que no exite una legislación vigente que contemple el elemento Indio como un contaminante.

Torres [85] demostró la presencia de un florecimiento algal nocivo ocasionado por la cianobacteria

Planktothrix sp.. Aunado a la determinación de la calidad del agua, clasificada como fuertemente

contaminada en base a sus parametros DQO, DBO5 y el excesivo desarrollo de lirio acuatico y

lechuguilla de agua, es necesario el estudio de alternativas para la biorremediación y restauración dicho

ecosistema.
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Tabla 5.17: Métodos de tratamiendo del medio de cultivo

Método Descripción
1 Autoclavado a 5 psi, 107 oC, 5 min
2 Luz UV, 9 W, 20 min
3 Autoclavado a 15 psi, 120 oC, 5 min

5.2. CULTIVO DE MICROALGAS

5.2.1. Replicas y escalamiento

Con la finalidad de mantener las cepas de microalgas Scenedesmus dimorphus, se realizan las réplicas

y los escalamientos de los cultivos, comenzando con un cultivo de 25 mL, escalado a 75 mL y

posteriormente a 185 mL, en la Figura 5.7 se muestran las imágenes de los cultivos.

5.2.2. Tratamiento del medio de cultivo

Se prueban tres métodos de tratamiento del agua de la laguna El Conejo para eliminar los microorganismos

presentes previo a la inoculación de Scenedesmus dimorphus, en la Tabla 5.17 se describen detallada-

mente.

Es necesario verificar la ausencia de microorganismos, por lo cual, el agua tratada se siembra en placas

de agar Czapek y agar Dextrosa Sabouraud, incubándose 5 días a 35 oC. En la Figura 5.8, se observan

unidades formadores de colonias, es decir, crecimiento de microorganismos que no se identificaron

en las placas sembradas con aguas tratadas correspondiente a los métodos de tratamiento 1 y 2, en

consecuencia se considera que estos métodos no son eficaces en la eliminación de microorganismos

del agua de la laguna, por lo tanto, el tratamiento a utilizar en el transcurso de esta investigación es el

método 3, el autoclavado a 15 psi, 120 oC, durante 5 min.
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Figura 5.7: Replicación de células y escalamiento de cultivos
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Figura 5.8: Resultados del análisis microbiológico del agua de Laguna “El Conejo”, sometida a los métodos de
tratamiento para desinfección.
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5.3. CULTIVO DE SCENEDESMUS DIMORPHUS

En la siguiente sección se presenta la curva de calibración para la determinación de biomasa de los tres

tipos de cultivo, las productividades de biomasa y lípidos obtenidos.

5.3.1. Determinación de biomasa

La medición de la absorbancia es un método de cuantificación, utilizado para relacionar la cantidad de

biomasa en peso seco con la lectura de absorbancia, debido a eso es importante revisar que el medio de

cultivo no interfiera en la lectura de los datos a la λ utilizada, por lo cual, se realizó la lectura de la

absorbancia del agua de la laguna El Conejo después del tratamiento. Se utilizó un espectrofotómetro

UV/VIS modelo Cintra 303, marca GBC para realizar la lectura de absorbancia de la muestra, la cual

fue 0.0, en la Figura 5.9 se muestran los espectros de emisión UV/VIS de la celda de cuarzo y la

muestra. Se realizó la prueba t de Student considerando varianzas iguales, para comprobar la Ho: las

absorbancias medias de los medios de cultivo (agua de laguna y bayfolan al 0.3%) son iguales, en caso

se aceptarse la curva de calibración puede utilizarse para determinar las concentraciones microalgales

de los cultivos en cualquiera de los dos medios de cultivo. Los resultados de la prueba t se muestran en

la Tabla 5.18, de acuerdo con el valor crítico se acepta la hipótesis nula, ambos medios de cultivo tiene

la misma absorbancia media, por lo tanto, la curva de calibración puede ser utilizada para realizar las

curvas de crecimiento en los medios de cultivo agua de laguna y bayfolan al 0.3%.

Las microalgas contienen clorofila en sus cloroplastos, las clofofilas A y B se leen en el rango de 652 a

750 nm [60], la clorofila A tiene una banda centrada alrededor de 685 nm in vivo [105]. Por lo tanto, se

realizó la curva de calibración relacionando el peso seco con la absorbancia a 685 nm de longitud de

onda, en la Figura 5.10 se observan las diluciones para medir la absorbancia y peso seco, así como los

filtros con muestra y las concentraciones utilizadas en el procedimiento.
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Tabla 5.18: Prueba t para dos muestras, suponiendo varianzas iguales

Agua de laguna Bayfolan 0.3%
Media -0.025522635 -0.042882595
Varianza 4.75E-05 2.81E-06
Observaciones 20 20
Varianza agrupada 2.5E-05
Diferencia hipotética de las medias 0
Grados de libertad 38
Estadistico t 10.94745427
P (T<=t) una cola 1.30E-13
Valor crítico de t (una cola) 1.68595446
p(T<=t) dos colas 2.60E-13
Valor crítico de t (dos colas) 2.024394164

En la Figura 5.11 se observa la curva de calibración, que presenta la línea de tendencia y se obtiene

la Ecuación 5.3.1 de regresión lineal que relaciona la absorbancia con el peso de biomasa seca de

Scenedesmus dimorphus, el coeficiente de correlación de 0.9928. Con esta Ecuación se puede determinar

la concentración en g/L de biomasa en cualquier cultivo sólo midiendo la absorbancia a 685 nm.

y = 2.6113x−0.0094 (5.3.1)

Figura 5.9: Absorbancia del agua de la laguna
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Figura 5.10: Proceso de elaboración de curva de calibración

Figura 5.11: Curva de calibración de biomasa seca de Scenedesmus dimorphus vs absorbancia a 685 nm

5.3.2. Obtención de biomasa seca y lípidos

El proceso de cosecha comienza con una sedimentación gravitacional primaria, seguida de centri-

fugación a 6000 rpm durante 15 min en centrifuga modelo EBA 21, marca Hettich, se desecha el

sobrenadante, la biomasa se somete a congelación a -80 oC y por último liofilización.

103



Capítulo 5. Análisis y Resultados

Los lípidos fueron obtenidos mediante extracción con solventes asistida por ultrasonido, en una relación

1:20 biomasa:solvente con cloroformo:metanol en relación 2:1 V:V, en tres periodos de 50 min. El

extracto se filtró al vacío en embudo de cristal con filtro integrado de 0.45 µm, el filtrado se sometió a

rotavaporación para la recuperación del solvente y separación de aceite. La muestra de aceite se lava

con 5 mL de Hexano, se somete a calentamiento a 90 oC durante 15 min, seguido de la centrifugación,

el sobrenadante contiene el aceite, se repite el lavado en dos ocasiones para recuperar todo el aceite,

se observa sedimento de biomasa en los tubos falcon, el extracto se deja evaporar en condiciones

ambientales, posteriormente se somete a desecación durante un día. Una vez lavado y secado el aceite

obtenido se procede a su caracterización.

5.4. DIMENSIONAMIENTO DE UN FOTOBIORREACTOR DE CAPA

PLANA CON SEDIMENTADOR

El FBR diseñado es un sistema cerrado que permite un control de los parámetros de cultivo, el modelo

de placa plana proporciona una gran área de superficie de iluminación, buena trayectoria de luz y

relativamente mayor productividad de biomasa así como baja acumulación de oxígeno disuelto [1],

además tienen una relación que permite una transmisión de luz eficiente en comparación con los

cilíndricos, la cual se calcula con la Ecuación 5.4.1.

Los FBR de capa plana se caracterizan por tener una mayor superficie de irradiancia, éste modelo esta

conformado de un prisma cuadrangular y de 50 cm ancho por 48 cm alto por 5 cm de fondo y un prisma

triangular unido de 50 cm de base por 20 cm de altura, como se muestra en la Figura 5.12. Se operará

con el llenado a 38 cm de altura sobre el prisma cuadrangular, por lo tanto, la superficie efectiva del

FBR se calcula con la Ecuación 5.4.2, mientras que el volumen efectivo se determina con la Ecuación

5.4.3, por último la relación S/V es calculada con la Ecuación 5.4.4. Medidas aproximadas han sido

utilizadas en la fabricación de fotobiorreactores planos, 45 por 48 cm, con diferentes longitudes laterales

1.9, 3.8 y 7.6 cm dependiendo de su volumen de cultivo 5, 10 o 20 L [41]

104



Capítulo 5. Análisis y Resultados

Figura 5.12: Dimensionamiento de un FBR de capa plana.

Relación
S
V

=
Área de la placa lateral

Volumen del equipo
(5.4.1)

S = 0.5m ·0.38m+
0.5m ·0.2m

2
= 0.24m2 (5.4.2)

V = 0.05m ·0.5m ·0.38m+
0.5m ·0.2m

2
0.05 = 0.012m3 (5.4.3)

S
V

= 0.24m2/0.012m3 = 20.0m−1 (5.4.4)

La relación S/V es la relación entre la superficie iluminada y el volumen, a mayor valor mayor

concentración celular [110], la relación recomendada por [111, 196] oscila en el rango de 20 a 200

105



Capítulo 5. Análisis y Resultados

m−1. Por lo tanto, el FBR propuesto cuenta con la relación S/V mínima recomendada, por otro lado, la

geometría propuesta tiene el propósito de permitir la sedimentación de la biomasa cultivada.

El volumen efectivo del FBR es de 12 L, el cual es adecuado para el pretratamiento y almacenamiento

por lotes del agua de laguna como medio de cultivo. La superficie efectiva de cultivo del FBR será de

0.24 m2.

Para mantener un equilibrio entre el aire alimentado y el O2 producido en la etapa de las fotosíntesis de

microalgas, es necesario destinar un espacio en el FBR para el intercambio de gases, ya que en la etapa

de fotorrespiración el O2 producido es consumido para generar CO2 [106], debido a esto se diseño el

FBR con un volumen total de 14.5 L, para prevenir la acumulación excesiva de gases se instaló una

válvula de alivio de gases.

Se seleccionó como material de fabricación adecuado el plexiglás o polimetilmetacrilato de 6 mm de

espesor para la construcción del FBR, utilizado ampliamente como sustituto del vidrio, debido a que

proporciona alta transparencia, durabilidad, resistencia química y menor fragilidad [56, 115, 197, 198].

También se han utilizado recipientes cilindricos de vidrio [36] y bolsas de polietileno [61]

Para la carga de medio de cultivo e inóculo se instala una tubería de policloruro de vinilo (PVC) de 2.5

cm de diamétro, que sale del FBR con un codo de 90°, una extensión de 40 cm y otro codo de 90° hacia

arriba con una extensión de 8 cm y tapón capa roscado, con la finalidad de alimentar el reactor y cerrar

el sistema, operación que se realizó siempre dentro de la campana de flujo laminar en un ambiente

estéril para impedir la contaminación del cultivo. Se utilizó alimentación por lotes

En el fondo del FBR se instala una válvula para la descarga del cultivo, debido a que se planea realizar

una sedimentación gravitacional al finaliar el periodo de cultivo, se diseña con un fondo cónico.
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En el cuerpo del FBR a la mitad de la altura, se instaló un termómetro metálico de vástago en un

costado a la altura de 25 cm, para el monitoreo de la temperatura del cultivo.

Los cultivos microalgales en un metabolismo mixotrófico consumen carbono orgánico e inorgánico, en

éste proyecto el carbono orgánico es proporcionado por el medio de cultivo, mientras que el inorgánico

es provisto por una alimentación de aire, con un contenido de CO2 atmosférico de 0.036 mg/L, la

alimentación de aire es filtrada mediante filtros de jeringa estériles de 0.45 µm y distribuida mediante

una tubería de policloruro de vinilo clorado (CPVC) con tres distribuidores de gas de 2.5 cm de longitud,

de manera que evite la sedimentación de partículas en el fondo del FBR y permita la sedimentación de

microalgas en el fondo una vez detenida la agitación. Los distribuidores de aire seleccionados son el

mismo tipo de difusor utilizado por Xu et al. [61].

La aereación se provee mediante dos bombas de acuario con caudal de 4 L/min cada una, acopladas a la

tuberia de aire, éste tipo de dispositivos ya han sido utilizados para aereación de cultivo microalgales [57]

La operación del FBR se realizó en modo lote, con 20% de inóculo y 80% de medio de cultivo en

condiciones iniciales, posteriormente se cosecha, desinfecta y rellena nuevamente en condiciones

naturales de radiación, temperatura y fotoperiodo. La limpieza del FBR entre lotes se realiza mediante

el desmontado de la tapa superior, indicada con una línea azul punteada en la Figura 5.12, lavado y

sellado nuevamente, posteriormente se realiza el esterilizado.

5.4.1. Cultivo en FBR de capa plana

En la Figura 5.13 se observa el fotobiorreactor construido para el cultivo a escala de éste proyecto,

con un volumen de trabajo de 12 L, fabricado en polimetilmetacrilato de 6 mm de espesor. El cual fue

alimentado con el 20% de inóculo y 80% de medio de cultivo, en la Figura 5.14 se muestra la curva de

crecimiento microalgal de los cultivos realizados en el FBR.
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Tabla 5.19: Resultados de los cultivos en FBR.

Exp. Cinóculo Temp. Lux Ci

(g/L)
C f

(g/L)
Prod. (g/L
d)

Biomasa
obtenida

%
Cosecha

1 0.24 28.92 1453.00 0.225 0.465 0.016 2.25 75.1
2 0.29 27.16 1458.62 0.275 0.485 0.014 2.03 77.0
3 0.34 26.80 1934.66 0.327 0.612 0.019 2.64 75.9

Figura 5.13: Fotobiorreactor de capa plana.
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Figura 5.14: Curva de crecimiento microalgal en FBR.

Tabla 5.20: Remoción de nutrientes en los cultivos de Scenedesmus dimorphus en FBR

Exp.
NO3

−1
i

(ppm)
PO4

−3
i

(ppm)
DQOi

(ppm)
NO3

−1
f

(ppm)
PO4

−3
f

(ppm)
DQO f

(ppm)
% Rem
NO3

−1
% Rem
PO4

−3
% Rem
DQO

1 22.7 0.9 124.8 17.5 0.9 115.2 22.9 0 7.7
2 31.7 0.9 115.2 25.3 0.9 107.5 20.2 0 6.7
3 41.6 0.9 86.4 30.0 0.9 80 27.9 0 7.4

Los resultados de los cultivos realizados en el FBR de capa plana dimensionado y construido en este

proyecto se muestran en la Tabla 5.19. Con base en los datos, se obtiene una productividad de biomasa

promedio de 0.016 g/L d y aproximadamente se cosecha el 76 ± 0.95% de la biomasa producida con

sedimentación gravitacional durante 24 horas. En un estudio de revisión de floculantes para microalgas

se informó que para Scenedesmus dimorphus sólo se había probado el almidón catiónico con una

eficiencia del 97%, el quitosano diluido en los ácidos cítrico, nitríco, fosfórico y clorhídrico presento

eficiencias del 5.5, 55, 69, y 85% en la sedimentación de Chlorella vulgaris [199].

las concentraciones de nutrientes y su respectiva remoción se presentan en la Tabla 5.20, con base en

los datos, se concluye que el tiempo de cultivo de 15 días no es suficiente para realizar una remoción

de fosfatos, sólo se degrada un 23.66 ± 3.90% de nitratos y 7.26 ± 0.51% de DQO. Al término de 15
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días el medio de cultivo aún contiene nutrientes aprovechables para las microalgas, sin embargo, no se

realizaron cultivos en mayores periodos de tiempo.

La productividad mínima de biomasa obtenida fue 0.019 g/L día, un valor superior a la que reporta

Chandra et al. [78] cuando cultiva Scenedesmus dimorphus en medio BG-11 adicionado con 0.1

g/L de urea que fue de 0.0015 g/L día, en condiciones de iluminación de 2500 a 3500 Lux, con un

fotoperiodo de 16:8 en 11 días de cultivo a 25°C. Mientras que Laraib et al. [82] obtiene 0.096 g/L

día en BG-11 con fotoperiodo 12:12 y adición de CO2 en 20 días, incrementan la productividad al

suplementar el cultivo con 2% P/V de hidrolizado de orujo de manzana a 0.14 g/L día, es decir, presenta

mayor productividad de biomasa en metaboliso mixotrófico. La elevada productividad obtenida en éste

estudio en comparación con los resultados obtenidos por Chandra et al [78] se atribuyen a la mayor

concentración de nutrientes de éste estudio, confirmada por la remoción del 7.26 ± 0.51% de DQO.

Del mismo modo, Manzoor et al. [19] obtienen un incremento en la productividad de biomasa de 0.096

g/L día a 0.119 g/L día, al adicionar 5 g de hidrolizado de bagazo de caña al cultivo en BBM, 120

µmol/m2/s, 16:8.

5.4.2. Composición de la biomasa cultivada en FBR

La biomasa obtenida en los distintos cultivos realizados en el FBR se mezclaron para obtener una

mezcla homogénea, se analizó mediante análisis FTIR, en la Figura 5.15 se observan las señales

obtenidas, los grupos funcionales fueron identificados mediante bibliografía y se presentan en la Figura

5.16.
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Figura 5.16: Grupos funcionales identificados en el espectro FTIR de la microalga Scenedesmus dimorphus
cultivada en FBR

Figura 5.15: Espectro FTIR de la microalga Scenedesmus dimorphus cultivada en FBR
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Tabla 5.21: Bandas FTIR encontradas en Scenedesmus dimorpus cultivada en FBR

Biomasa FBR Rango de número de onda cm−1 Grupo funcional Referencia
543

400-800 C-Cl [200]547
599

1490-1710 Banda de carbohidratos [201]
1027 980-1072 C-O-C polisacáridos [202]
1262

1230-1310 C-N amida secundaria
[203]

1302
1347 1191-1356 P=O ác. nucleicos fosfodiéster [202]
1403

1390-1430
C-N

[203]1407 estiramiento
1452 1392-1460 C-O [204]

1450-1720 Banda de aminoácidos [205]
1490-1710 Banda de proteínas [201]

1452 1450-1456 CH2,CH3 lípidos y proteínas [202]
1536

1515-1570 N-H amida secundaria
[203]

1539
1581 1565-1615 C=N,C=C [200]
1639 1630-1680 C=O amida secundaria [203]

2800-3000 Banda de lípidica [201]

2853

2850-2960 CH2 simétrico ác.nucleicos

[200]
2875
2923
2958
3076 3000-3100 =C-H [200]
3280

3170-3370 N-H amida secundaria [203]3285

Debido a la extracción de los aceites con cloroformo-metanol, se obtienen señales en el rango 543 a 599,

que caen dentro de la banda correspondiente al enlace C-Cl del cloformo, lo que indica la presencia de

solvente residual en el aceite. Se encuentran los grupos funcionales correspondientes a la formación de

carbohidratos, lípidos y proteínas. En estudios previos se ha demostrado el contenido de proteínas en la

biomasa de Scenedesmus dimorphus [19].

En la Tabla 5.21 se enlistan las señales obtenidas en el análisis, así como los grupos funcionales a

los que corresponde, la biomasa de Scenedesmus dimorphus cultivada en FBR plano almacenó en su

estructura alquenos, confirmados por las bandas 1581 y 3076 cm−1, ácidos nucleicos en las bandas,

1347, 2853 a 2958, además de la presencia de proteínas confirmada por las señales 1262, 1302, 1403,

112



Capítulo 5. Análisis y Resultados

Figura 5.17: Grupos funcionales identificados mediante FTIR del aceite de la microalga Scenedesmus
dimorphus cultivada en FBR

1407, 1452, 1536, 1539 1639, 32880 y 3285. Las señales sobrepuestas de los grupos C=O en conjunto

con las señales 1581, 3076 y 2853 a 2958 confirman la presencia de ácidos grasos con dobles enlaces.

Los resultados obtenidos coinciden con los reportados en otras especies de Scenedesmus, Dileck et

al. [202] y Zhang et al. [206] hallaron los grupos funcionales C-O-C, P=O, N-H, C=O, CH2 y CH3 en

las especies S. oblicuos y S. sp. Arif et al. [40] también encontró los grupos mencionados anteriormente,

además de C-O y C=O en Tetradesmus dimorphus conocida como Scenedesmus dimorphus.

5.4.3. Perfil de lípidos de biomasa cultivada en FBR

Se realizó la extracción de los lípidos de la biomasa cultivada en el FBR plano mediante la extracción

con solventes asistida con ultrasonido como se describió en la metodología, los lipidos se analizaron

mediante espectrometría FTIR, los espectros se muestran en la Figura 5.17 y el detalle de los picos se

muestran en la Tabla 5.22.
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Tabla 5.22: Picos del espectro FTIR del lípido de Scenedesmus dimorphus cultivada en FBR

1 2 3 Rango Grupo funcional Referencia

1039 1041
900-1200

C-O
[204]1064 1060 1059 polisacáridos

1403 1404 1392-1460 C-O grupo carboxilo
1456 1453 1454 1425-1477 CH2, CH3 lípidos [202]
1535 1536 1537 1530-1560 N-H, C-N proteínas [200]

1581 1582 1590-1699 COO- grupo carboxilo
[204]1633 1640 1639 1638-1655 C=O amida I

2852 2852 2850±3 CH2 s1 fosfolípidos
[200]2922 2923 2922 2920±3 CH2 a2 fosfolípidos

3283 3280 3283 2500-3500 O-H ác. carboxilicos [203]

La biomasa de la microalga Scenedesmus dimorphus contenía proteínas y carbohidratos además de lípi-

dos, debido a la naturaleza de la biomasa se pueden observar señales en las longitudes 1040,1060,1536

cm−1 pertenecientes a polisacáridos y proteínas, además del enlace C=O en el rango de la amida I

[200, 204]. Grace et al. [207] también reportó la presencia de señales corespondientes a polisacáridos,

amidas e incluso a ácidos nucleicos en la espectroscopia FTIR realizada a los lípidos extraidos de

Chlamydomonas sp., Pseudomueriella sp. y Monoraphidium contortum.

Para la identificación de ésteres alifáticos se deben presentar las señales correspondientes a los grupos

funcionales C=O y C-O, correspondientes a los rangos 1730-1750 cm−1 y 1100-1300 cm−1 [200]. O

bien la regla de las tres bandas, la primera banda corresponde al enlace C=O entre 1735-1750 cm−1,

la segunda a los enlaces C-C y C-O llamada C-C-O entre 1160-1210 cm−1, que se puede presentar

cercana a 1240 cm−1 cuando el carbono extremo es un radical metil y forma un acetato, finalmente la

tercera banda corresponde a la vibración del enlace O-C-C 1030-100 cm−1. En base a lo anterior el

lípido obtenido de la biomasa cultivada en el FBR de capa plana durante 15 días no contiene ésteres.
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La Figura 5.17 muestra los grupos funcionales encontrados en la espectroscopía FTIR, la presencia de

los grupos C-O, COO-, O-H de grupos carboxilo y los radicales CH2 y CH3 indican la presencia de

ácidos carboxilicos. Está técnica no ha sido utilizada para la identificación de los lípidos de microalga,

sin embargo, se ha reportado el contenido de ácidos carboxilicos en los lípidos de Scenedesmus

dimorphus, entre ellos el ácido palmítico, ácido oleico y ácido linolénico [36, 42].

5.5. EVALUACIÓN DE LA BIORREMEDIACIÓN IN VITRO

Se establecen cultivos de Scenedesmus dimorphus en botellas PET de 5 L previamente desinfectadas a

un volumen de trabajo de 4 L con un 20% de inóculo y 80% de agua de laguna tratada como medio de

cultivo, midiendo condiciones iniciales y finales de DQO, NO3
−1 Y PO4

−3, el crecimiento se desarrolla

bajo condiciones de temperatura y radiación naturales, durante 40 días. Aleatoriamente se registra la

iluminación del día y la temperatura ambiente. En la Tabla 5.23 se reportan las concentraciones del

inóculo, la temperatura ambiental e iluminación promedio durante el tiempo de cultivo, las concen-

traciones iniciales y finales son utilizadas para calcular la productividad, en base a la concentración

final, el volumen total y la biomasa obtenida se estima el porcentaje de cosecha obtenido por el método

seleccionado.

En la Tabla 5.24 se reportan los paramétros NO3
−1, PO4

−3, DQO iniciales, finales y los porcentajes

de remoción de nutrientes en cada uno de los cultivos. En la Figura 5.18 se ilustran los cultivos de

Scenedesmus dimorphus en crecimiento. Por otro lado, en la Figura 5.19 se observan las curvas de

crecimiento contruidas con la Ecuación 5.3.1.

La productividad de biomasa de Scenedesmus dimorphus obtenida en 40 días de cultivo fue de 0.030

± 0.008 g/L día, obtenida con sedimentación gravitacional del 74.28 ± 5.52% de eficiencia. la

productividad de los cultivos en botes de 4 L fue mayor a la productividad obtenida en el FBR, esto se

atribuye al periodo de cultivo. La remoción fue del 74.24 ± 27.99% de nitratos, 35.59 ± 36.97% de
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Figura 5.18: Cultivos de Scenedemus dimorphus en PET

116



Capítulo 5. Análisis y Resultados

Figura 5.19: Curvas de crecimiento de Scenedesmus dimorphus

Tabla 5.23: Cultivos de Scenedemus dimorphus en botellas PET de 5 L

Exp. Cinóculo

(g/L)

Temp. Lux Ci (g/L) C f (g/L) Prod. (g/L

d)

Biomasa

obtenida

(g)

%

Cosecha

1 0.57 27.60 3208.35 0.115 1.315 0.030 4.02 80.50
2 0.13 27.72 2903.08 0.125 1.185 0.027 3.61 84.95
3 0.41 28.32 2548.97 0.080 1.580 0.038 4.71 78.45
4 0.35 28.60 2568.64 0.060 1.555 0.037 4.44 75.18
5 0.35 28.60 2568.64 0.055 1.030 0.024 2.47 63.11
6 0.32 30.26 2086.39 0.140 1.030 0.022 2.95 75.37
7 0.21 30.64 1972.21 0.215 1.270 0.026 3.41 70.73
8 0.21 30.64 1972.21 0.175 0.940 0.019 2.82 78.89
9 0.15 30.15 2625.06 0.100 0.770 0.017 2.39 66.91
10 0.31 29.39 3486.59 0.060 1.340 0.032 4.00 78.55
11 0.29 29.39 3486.59 0.070 1.530 0.037 4.67 80.32
12 0.28 27.81 5937.46 0.170 1.850 0.042 5.17 73.54
13 0.30 27.68 6088.36 0.150 1.340 0.030 3.78 74.23
14 0.30 27.68 6088.36 0.150 1.910 0.040 4.84 66.69
15 0.23 27.34 5119.84 0.095 1.430 0.033 3.89 71.59
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Tabla 5.24: Remoción de nutrientes en los cultivos de Scenedesmus dimorphus en botellas PET de 5 L

Exp. NO3
−1

i

(ppm)

PO4
−3

i

(ppm)

DQOi

(ppm)

NO3
−1

f

(ppm)

PO4
−3

f

(ppm)

DQO f

(ppm)

% Rem

NO3
−1

% Rem

PO4
−3

% Rem

DQO
1 29.8 0.9 303.72 17.8 0.48 82.08 40.27 46.67 75.18
2 25.2 0.9 127.64 20.4 0.90 109.44 19.05 0 12.20
3 13 0.9 145.92 6.9 0.12 72.96 46.92 86.67 50
4 20.9 0.9 383.04 0.3 0.15 221.92 98.56 83.33 42.06
5 16.8 0.9 97.28 0 0.9 87 100 0 10.57
6 12.1 0.9 79.04 1 0.19 51.68 91.74 78.89 34.62
7 17 0.9 130.72 4.2 0.9 75.98 75.29 0 41.88
8 18.8 0.9 133.6 0.1 0.26 108.8 99.47 71.11 18.66
9 11.2 0.9 109.44 8 0.27 70.4 28.57 70 35.67
10 14.1 0.9 236.8 1.4 0.72 73.6 90.07 20 68.92
11 20.5 0.9 230.4 0.5 0.34 54.4 97.56 62.22 76.39
12 37.8 0.9 115.2 1.7 0.9 48 95.5 0 58.33
13 23.3 0.9 92.8 4.7 0.9 64 79.83 0 31.03
14 22.4 0.9 144.0 2.1 0.9 80.0 90.63 0 44.44
15 44.0 0.9 233.6 17.5 0.9 115.2 60.23 0 50.68

fosfatos y 43.37 ± 20.75% de DQO, las elevadas desviaciones estándar se deben a las condiciones no

controladas de concentración de inóculo, temperatura, luz, fotoperiodo y concentraciones de nutrientes

en el medio de cultivo.

En la Figura 5.19 se observa que en el día 40 el crecimiento se encontraba comenzando la fase

estacionaria, las concentraciones oscilaron de 0.61 a 1.38 g/L, las tasas de remoción reflejan el

contenido de nutrientes, por lo tanto, se concluye que el cultivo puede seguir creciendo después de 40

días.

Las temperaturas ambientales de la zona registradas durante los cultivos fueron de 28.78 ± 1.19 oC, las

cuales se encuentran dentro del rango de crecimiento de las microalgas.

Los inóculos que suelen utilizarse para los cultivos son del 10% en volumen, en algunos casos

por número de células, en éste caso se optó por utilizar un 20% de inóculo, además de medir su

concentración con la curva de calibración, el cual fue de 0.29 ± 0.10 g/L.
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Los datos obtenidos son insuficientes para generar un modelo del comportamiento del crecimiento mi-

croalgal bajo condiciones naturales de radiación y temperatura, debido a que también la concentración

de nutrientes del medio de cultivo es variable. Sin embargo, se puede concluir que el agua de la laguna

El Conejo puede bioremediarse con el crecimiento de Scenedesmus dimorphus, reduciendo la conta-

minación por nitratos y DQO en 74.24 ± 27.99% y 43.37 ± 20.75% respectivamente, aprovechando

el fotoperiodo natural y sin la necesidad de utilizar una fuente de irradiación artificial o nutrientes

adicionales.

Productividad de lípidos

Se determinó la productividad y el rendimiento de lípidos obtenidos en los cultivos con las Ecuaciones

3.3.2 y 3.3.3 descritas en el capítulo 3. Los resultados se detallan en la Tabla 5.25, no se consideró

necesario evaluar la composición de la biomasa obtenida en esta etapa, debido a que en el etapa anterior

se confirmo la presencia de carbohidratos, lípidos y proteínas en la biomasa de Scenedesmus dimorphus.

Tabla 5.25: Productividad y rendimiento de lípidos de Scenedemus dimorphus cultivada en botellas PET de 5 L

Exp. Biomasa (g) Lípidos (g) Productividad (mg/L d) Rendimiento

1 4.02 0.1634 1.08 4.06

2 3.61 0.2722 1.79 7.53

3 4.71 0.3342 2.20 7.10

4 4.44 0.8095 5.33 18.22

5 2.47 0.4615 3.04 18.68

6 2.95 0.7844 5.16 26.59

7 3.41 0.4251 2.80 12.45

8 2.82 0.4028 2.65 14.29

9 2.39 0.3587 2.36 15.01

10 4.00 0.5585 3.67 13.96

11 4.67 1.2081 7.95 25.87

12 5.17 0.639 4.20 12.36

13 3.78 0.5752 3.78 15.22

14 4.84 0.912 6.00 18.84

15 3.89 0.5732 3.77 14.74
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La productividad de lípidos fue de 3.71 ± 1.79 mg/L/día y una concentración 0.14 ± 0.07 g/L,

mientras que el rendimiento fue de 14.99 ± 6.23%. Scenedesmus dimorphus ha presentado mayores

concentraciones de lípidos al cultivarse en medio BG-11 y en aguas residuales de ácido láctico con y

sin nutrientes adicionales, 1.04, 1.15 y 1 g/L de lípidos respectivamente, utilizando fuentes de luz de

1500 lux [42]. Cabe destacar que la investigación y desarrollo de biocombustibles a partir de microalgas

debe ser sustentable y economicamente viable, por lo cual, se deben minimizar los recursos energéticos

para su producción.

Por otro lado, el rendimiento obtenido en éste proyecto fue menor al que presentó Scenedesmus

dimorphus cuando se cultivo en aguas residuales municipales bajo el fotoperiodo 16:8 y 150 µmol/m2,

que fue del 35% [36]. También fue menor al rendimiento obtenido cuando se cultivo en medio BG-11

con 0.1 g/L de urea añadida con un 34% de lípidos [78], el bajo rendimiento de lípidos se atribuye al

cultivo bajo condiciones ambientales, los fotoperiodos naturales de la zona varian de 10.5 a 13.5 horas

de luz, estudios afirman que la intensidad luminosa y el fotoperiodo tienen influencia en la síntesis de

compuestos orgánicos, metabolismo de nutrientes y generación de biomasa [66, 100, 105, 208].

Perfil lipídico del aceite obtenido de Scenedesmus dimorphus

En la Figura 5.20 se muestran los espectros de cada una de las muestras, en la Figura 5.21 se indican

los grupos funcionales correspondientes a las señales encontradas en los espectros FTIR. El detalle de

las bandas y grupos funcionales se enlista en la Tabla 5.26.

Se confirma la presencia de ésteres con base en la regla de las tres bandas propuesta de Smith

[203], (1030-1100 cm−1 O-C-C), (1160-1210 cm−1 C-C-O) y (1730-1750 cm−1 C=O) excepto en las

muestras 6, 7 y 10 al 15. Stuart [200] afirma que la presencia de las señales en las bandas principales

C=O (1730-1750 cm−1) y C-O (1100-1300 cm−1) son suficientes para indicar la presencia de ésteres,

donde las muestras 6 y 9 no cumplen los criterios. Las muestras 6 y 9 también presentan señales en la
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Figura 5.20: Espectros de aceites de Scenedesmus dimorphus

Figura 5.21: Grupos funcionales identificados en los espectros de aceites de Scenedesmus dimorphus
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banda correspondiente a N-H, pueden deberse a un arrastre de proteínas, y al traslape de la señal OH

de los ácidos carboxílicos. Los lípidos de las muestras 9 y 15 presentan el estiramiento =CH que se

atribuye a un ácido graso poliinsaturado en la mezcla de lípidos, el enlace confirmatorio C=C no suele

reflejarse en el espectro FTIR, debido a su naturaleza vegetal, los lípidos de microalgas en gran parte

son los lípidos de membrana llamados fosfolípidos, ubicados en las bandas 3010, 2956, 2920, 2870,

2850, 1730, 1473, 1472, 1468, 1463, 1460, 1405, 1378, 1400–1200, 1228, 1170, 1070, 1047, 972,

730, 720, 718 cm−1 [200]. En resumen, los lípidos obtenidos contienen ésteres, ácidos carboxílicos y

fosfolípidos.

5.6. EVALUACIÓN DE LA INFLUENCIA DEL FOTOPERÍODO

Se establecen los cultivos en las condiciones descritas en la metodología, la Figura 5.22 muestra el

ejemplo del sistema utilizado.

En las Tablas siguientes se presentan los resultados obtenidos bajo los cuatro fotoperiodos estudiados,

F1 (10.5:13.5 L:O), F2 (11.5:12.5 L:O), F3 (12.5:11.5 L:O), F4 (13.5:10.5 L:O). La Tabla 5.27 muestra

las productividades de biomasa obtenidas, mientras que la Tabla 5.28 muestra los resultados del análisis

de varianza (ANOVA) de dichas productividades.
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Figura 5.22: Cultivos de Scenedesmus dimorphus en PET de 1.5 L

Tabla 5.27: Productividad de biomasa en ambos medios de cultivo bajo los diferentes fotoperiodos analizados

Factor A Factor B - Productividad de biomasa g/Ldía
Medio de cultivo F1(10.5:13.5) F2(11.5:12.5) F3(12.5:11.5) F4(13.5:10.5)

0.055 0.043 0.040 0.023
Agua de laguna 0.054 0.050 0.033 0.025

0.052 0.041 0.035 0.023
0.038 0.036 0.033 0.023

Bayfolan al 0.3% 0.038 0.036 0.033 0.023
0.036 0.036 0.033 0.026

Tabla 5.28: Resultados del análisis ANOVA de las productividades de biomasa en ambos medios de cultivo bajo
distintos fotoperiodos

Origen de las

variaciones

Suma de

cuadrados

Grados de

libertad

Promedio de

los cuadrados
F Probabilidades

Valor crítico

para F
Muestra 0.0001706 1 0.000170667 27.489 8.042E-05 4.493
Columnas 0.0015143 3 0.000504778 81.306 6.692E-10 3.238
Interacción 0.000385 3 0.000128333 20.671 9.449E-06 3.238
Dentro del

grupo
9.9333E-05 16 6.20833E-06

Total 0.0021693 23

La Ho es que las productividades de biomasa son iguales en todos los tratamientos, con un nivel

de significancia del 0.05, de acuerdo con los resultados, se rechaza la Ho y se demuestra que existe

diferencia estadísticamente significativa entre las medias de productividad de biomasa entre ambos
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medios y los fotoperiodos de cultivo. Para identificar la diferencia entre los fotoperiodos se realiza el

ANOVA de un solo factor y prueba de Tuckey para cada medio de cultivo.

Tabla 5.29: Resultados del análisis ANOVA de las productividades de biomasa obtenidas para agua de laguna
eutrofizada

Origen de las

variaciones

Suma de

cuadrados

Grados de

libertad

Promedio de

los cuadrados
F Probabilidades

Valor crítico

para F
Entre grupos 0.001471 3 0.000490333 50.29 1.55 E-05 4.0661
Dentro de los

grupos
0.00078 8 0.00000975

Total 11

Tabla 5.30: Prueba de Tuckey HSD de las productividades de biomasa para agua de laguna eutrofizada en los
fotoperiodos analizados

F1 F2 F3 F4

F1 - 0.0090 0.0177 0.0300
F2 - - 0.0087 0.0210
F3 - - - 0.0123
F4 - - - -

Los resultados del ANOVA de un solo factor para los resultados de las productividades de biomasa en

agua de laguna eutrofizada se muestran en la Tabla 5.29, con base en los resultados, se rechaza la Ho,

es decir, existe diferencia significativa en el promedio de la productividad de biomasa entre los cuatro

fotoperiodos evaluados. Los resultados de la prueba de HSD de Tuckey con un nivel de significancia de

0.05 se muestran en la Tabla 5.30, HSD=0.00816 y probabilidad de 1.55 E-05, se observa variación

entre los fotoperiodos F1 y F2, F1 y F3, F1 y F4, además F2 y F3, F2 y F4, F3 y F4, la mayor diferencia

de medias se observa entre los fotoperiodos F1 y F4.

Tabla 5.31: ANOVA de las productividades de biomasa obtenidas en Bayfolan 0.3%

Origen de las

variaciones

Suma de

cuadrados

Grados de

libertad

Promedio de

los cuadrados
F Probabilidades

Valor crítico

para F
Entre grupos 0.00042833 3 0.000142778 53.54 1.22 E-05 4.0661
Dentro de los

grupos
2.1333 E-05 8 2.66667 E-06

Total 11
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Se realizó el ANOVA de un solo factor para los resultados de las productividades de biomasa en

Bayfolan 0.3%, mostrado en la Tabla 5.31, con base en los resultados se rechaza la Ho, es decir, existe

diferencia significativa en el promedio de la productividad de biomasa entre los cuatro fotoperiodos

evaluados. Los resultados de la prueba de HSD de Tuckey con un nivel se significancia de 0.05 se

muestran en la Tabla 5.32, HSD=0.00427 y probabilidad de 1.22 E-05, se observa variación entre los

fotoperiodos F1 y F4, F2 y F4, F3 y F4.

Tabla 5.32: Prueba de Tuckey HSD de las productividades de biomasa en Bayfolan 0.3%

F1 F2 F3 F4
F1 - -0.000666667 -0.003 0.012333333
F2 - - -0.002333333 0.013
F3 - - - 0.015333333
F4 - - - -

Como se muestra en la Figura 5.23, la productividad de biomasa en los cultivos con agua de laguna

eutrofizada decrece a medida que se incrementan las horas de luz, por otro lado, en los cultivos con

Bayfolan al 0.3% se observa un ligero incremento de productividad, alcanzando un máximo 0.032

g/Ldía ± 0.0005 en el fotoperiodo tres, sin embargo, al aumentar las horas luz en el fotoperiodo cuatro

la productividad cae drásticamente a 0.024 ± 0.0017g/Ldía. En la Figura 5.24 se muestran las curvas

de crecimiento de los cultivos en agua de laguna y en la Figura 5.25 los cultivados en Bayfolan al 0.3%

como medio de control.

Se realizó una curva de calibración de absorbancia contra concentración en peso seco de biomasa de

Scenedesmus dimorphus para representar en la Figura 5.24 las curvas de crecimiento de Scenedesmus

dimorphus en agua de laguna eutrófica y en la Figura 5.25 las curvas de crecimiento en bayfolan al

0.3%. En la Figura 5.24 se observa una disminución en la concentración de biomasa en peso seco a
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Figura 5.23: Comportamiento de las productividades de biomasa en los fotoperiodos analizados

Figura 5.24: Curvas de crecimiento de Scenedesmus dimorphus cultivada en agua de laguna eutrofizada en
agua de laguna El Conejo

medida que se incrementan las horas luz del fotoperiodo, la concentración máxima fue de 1.23 g/L en

F1 y la mínima de 0.86 g/L en F4, las curvas de crecimiento no alcanzaron la fase estacionaria.

En la Figura 5.25 se observa una concentración máxima de 1.38 g/L en el F1, una concentración mínima

de 1.08 g/L en el F4 al término del cultivo, sin embargo, en éste medio de cultivo no se observa la fase

de crecimiento estacionario para los fotoperiodos F1, F2 y F3, sólo en el F4, en el día 22 se observa

una concentración de 1.12 g/L en el día 22, esto implica que a mayor tiempo de exposición de luz en el

fotoperiodo el crecimiento es más veloz, alcanzando su fase de crecimiento estacionaria seguida de la

fase de muerte.
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Figura 5.25: Curvas de crecimiento de Scenedesmus dimorphus cultivada en Bayfolan al 0.3%
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Tabla 5.33: Porcentaje de remoción de demanda química de oxígeno (DQO) en ambos medios de cultivo bajo
los diferentes fotoperiodos analizados

Factor A Factor B - Remoción de DQO (%)
Medio de cultivo F1(10.5:13.5) F2(11.5:12.5) F3(12.5:11.5) F4(13.5:10.5)

95.1 93.1 87.8 59.9
Agua de laguna 97.1 91.9 82.5 61

94.5 91.0 80.5 60.5
59.5 89.0 87.2 43.6

Bayfolan al 0.3% 60.1 87.6 89.6 40.8
61.2 89.1 89.7 45.1

Tabla 5.34: Resultados del análisis ANOVA del porcentaje remoción de DQO en ambos medios de cultivo bajo
distintos fotoperíodo

Origen de las

variaciones

Suma de

cuadrados

Grados de

libertad

Promedio de

los cuadrados
F Probabilidades

Valor crítico

para F
Muestra 868.8066667 1 868.8066667 247.25 3.758 E-11 4.49
Columnas 4986.058333 3 1662.019444 473.00 7.934 E-16 3.23
Interacción 1380.293333 3 460.0977778 130.94 1.805 E-11 3.23
Dentro del

grupo
56.22 16 3.51375

Total 7291.378333 23

Tabla 5.35: Resultados del análisis ANOVA del porcentaje remoción de DQO obtenidos para agua de laguna
eutrofizada

Origen de las

variaciones

Suma de

cuadrados

Grados de

libertad

Promedio de

los cuadrados
F Probabilidades

Valor crítico

para F
Entre grupos 2240.995833 3 746.9986111 170.77 1.366 E-07 4.0661
Dentro de los

grupos
34.99333333 8 4.374166667

Total 2275.989167 11

Tabla 5.36: Prueba de Tuckey HSD del porcentaje de remoción de DQO para agua de laguna eutrofizada en los
fotoperiodos analizados

F1 F2 F3 F4
F1 - 3.566666667 11.96666667 35.1
F2 - - 8.4 31.5333333
F3 - - - 23.1333333
F4 - - - -

En la Tabla 5.33 se presentan los resultados de los porcentajes de remoción de DQO en ambos medios

de cultivo bajo los cuatro fotoperiodos analizados, mientras que en la Tabla 5.34 se presentan los

resultados obtenidos del análisis de varianza de los datos. La Ho es que la remoción de DQO es igual
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en todos los tratamientos, en base a los resultados se rechaza la Ho y se demuestra que existe diferencia

estadisticamente significativa entre las medias de los porcentajes de remoción entre ambos medios de

cultivo y los fotoperiodos evaluados. Se realizó el ANOVA de un factor y prueba de Tuckey para cada

medio de cultivo con la finalidad de identificar la diferencia entre los fotoperiodos.

El ANOVA de un solo factor para los resultados de la remoción de DQO en agua de laguna eutrófica

se muestra en la Tabla 5.35, con base en los resultados se rechaza la Ho, es decir, existe diferencia

significativa en la remoción de DQO. Los resultados de la prueba de HSD de Tuckey con un nivel

se significancia de 0.05 se muestran en la Tabla 5.36, HSD=5.46 y probabilidad de 1.366 E-07, se

observa variación entre los fotoperiodos F1 y F3, F1 y F4, además F2 y F3, F2 y F4, F3 y F4, la mayor

diferencia de medias se observa entre los fotoperiodos F1 y F4.

El ANOVA de un solo factor para los resultados de la remoción de DQO en Bayfolan 0.3% se muestra

en la Tabla 5.37, con base en los resultados se rechaza la Ho, es decir, existe diferencia significativa en

la remoción de DQO entre los cuatro fotoperiodos. Los resultados de la prueba de HSD de Tuckey con

un nivel se significancia de 0.05 se muestran en la Tabla 5.38, HSD=4.26 y probabilidad de 1.686 E-09,

se observa variación entre los fotoperiodos F1 y F2, F1 y F3, F1 y F4, además F2 y F4, F3 y F4, la

mayor diferencia de medias se observa entre los fotoperiodos F3 y F4.

Tabla 5.37: Resultados del análisis ANOVA del porcentaje remoción de DQO en Bayfolan 0.3%

Origen de las

variaciones

Suma de

cuadrados

Grados de

libertad

Promedio de

los cuadrados
F Probabilidades

Valor crítico

para F
Entre grupos 4125.35583 3 1375.11861 518.26 1.68 E-09 4.0661
Dentro de los

rupos
21.2266667 8 2.6533333

Total 11

Tabla 5.38: Prueba de Tuckey HSD del% remoción de DQO en Bayfolan 0.3%

F1 F2 F3 F4
F1 - -28.3 -28.56 14.43
F2 - - -0.26 42.73
F3 - - - 43
F4 - - - -
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Debido a que la biomasa presenta diferencias significativas en la productividad bajo los fotoperiodos

F1 y F4 en ambos medios de cultivo, se realizó la caracterización con espectrofotometría FT-IR de la

biomasa y la cromatografía de gases de los lípidos extraídos. Las muestras se identificaron considerando

el medio y fotoperiodo de cultivo. ALF1 y ALF4 se refieren a la biomasa y lípido obtenido del cultivo

en agua de laguna eutrofizada bajo los fotoperiodos F1(10.5:13.5) y F4(13.5:10.5), BF1 y BF4 se

refieren a la biomasa y lípido obtenido del cultivo en Bayfolan 0.3% bajo los fotoperiodos F1(10.5:13.5)

y F4(13.5:10.5).

Influencia del fotoperiodo en las características de la biomasa

La espectroscopia infrarroja por transformada de Fourier (FT-IR) es una espectroscopia vibratoria

molecular que disecciona grupos químicos funcionales en diferentes regiones de absorbancia entre 4000

y 400 cm2. Las tres composiciones celulares principales, por ejemplo, lípidos, proteínas y carbohidratos,

tienen una absorbancia característica en diferentes regiones de frecuencia del espectro infrarrojo medio,

lo que le da a FT-IR el potencial de ser una herramienta eficaz para las composiciones bioquímicas de

microalgas [201].

La Figura 5.26 muestra el espectro de la biomasa liofilizada que fue cultivada en agua de laguna

eutrofizada, mientras que la Figura 5.27 muestra el espectro de la cultivada en Bayfolan 0.3%. En la

Tabla 5.39 se muestra el detalle de las señales obtenidas en el análisis FTIR de cada una de las muestras

agrupadas por rango de longitud de onda y su respectivo grupo funcional. Los resultados del análisis

FTIR corresponden a la presencia de lípidos y ácidos carboxílicos, además de enlaces fosfodiésteres,

característicos de los fosfolípidos presentes en las microalgas [64, 68].
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Figura 5.26: Espectros FTIR de Scenedesmus dimorphus cultivada en agua de laguna eutrofizada, bajo los
fotoperiodos F1 y F4

Se realizó la identificación y contenido de lípido mediante cromatografía de gas, con la metodología

AOAC 996.06 2001, los resultados se muestran en la Tabla .
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Figura 5.27: Espectros FTIR de Scenedesmus dimorphus cultivada en Bayfolan al 0.3%, bajo los fotoperiodos
F1 y F4
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Tabla 5.39: Bandas características en FTIR

ALF1 ALF4 BF1 BF4
Rango de

número de onda
cm−1

Grupo
funcional

Referencia

950-1200 Banda de carbohidratos [201]

1019 1021
980-1072

C-O-C
[202, 209]1036 polisacáridos

1056

1036
1030-1099

[204]

1053
P=O

ác.nucleicos
1075 1074 1074

1075 1074 1074 1070-1140 C-O-C [203]

1151 1149 1134-1174
C-O-C

polisacáridos
[202]

1219
1210-1240

P=O

ác. nucleicos
[207]

1240

1240 1230-1244
P=O

ác. nucleicos
[204]

1240 1231
1230-1310

C-N amida

secundaria
[203]

1262 1264

1350 1191-1356

P=O

ác. nucleicos

fosfodiéster

[202]

1379 1370-1398

CH3,CH2,C-O,

proteínas y

grupos

carboxilos

[204]

1413 1401 1400
1390-1430

C-N [203]
1405 estiramiento
1411 amida

1413 1401 1400
1392-1460

C-O [204]
1444 1405 grupos

1411 carboxilo

1450-1720 Banda de aminoácidos [205]

1490-1710 Banda de proteínas [201]

1452 1454 1454 1450-1456

CH2,CH3

lípidos y

proteínas

[204]

Continua en la siguiente pagina...
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Tabla 5.39: Continua...

ALF1 ALF4 BF1 BF4
Rango de

número de onda
cm−1

Grupo
funcional

Referencia

1539 1536 1538 1533
1515-1570

N-H amida

secundaria
[203]

1546 1537

1639 1630 1631 1634 1630-1680
C=O amida

secundaria
[203]

2800-3000 Banda de lípidica [201]

2852 2851 2852 2851 2850-2960

CH2

simétrico

ác.nucleicos

[200]

2874 2873 2871 2873 2960-2975

CH3

asimétrico

lípidos

[204]

2922 2919 2921 2919 2916-2936

CH2

asimétrico,

lípidos

[200]

2955 2960 2952-2972

CH3

simétrico,

lípidos

[200]

3280 3281 3280 3281
3170-3370

N-H amida

secundaria [203]
3285

En la Figura 5.28 se observan los grupos funcionales identificados en el espectro FTIR de la microalga

Scenedesmus dimorphus cuando se cultivo en agua de laguna y bayfolan al 0.3% bajo los fotoperiodos

1 y 4. Se identificó la presencia de los grupos funcionales que forman los carbohidratos, aminoácidos,

proteínas y lípidos, debido a que las microalgas son organismos que se componen de estos compuestos

[97]. Asímismo, Arif et al. [40] predijo la abundancia de carbohidratos, proteínas y lípidos por los picos

correspondientes del espectro FTIR de grupos funcionales tales como grupos aldehído, carboxilo y éster

de varias especies de microalgas. Las proteínas son una secuencia de amoniácidos, llamada estructura

primaria, donde los enlaces amida secundarios unen las unidades repetidas en una proteína [203]. En el

espectro infrarrojo se pueden observar 9 bandas de amidas, denominadas A, B, I- VII, entre ellas la
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amida I es la más intensa que representa el enlace C=O que ocurre en la región 1600-1700 acoplada

a la flexión N-H y C-N [205]. La amida I se observa en el rango 1585-1724 cm−1, la amida II en el

rango 1490-1585 cm1 [201].

La muestra de biomasa obtenida en agua de laguna bajo fotoperiodo 1 (ALF1) no presenta señales entre

1191-1244 cm−1 correspondiente a la presencia de ácidos nucleicos, por otro lado, la confirmación

de las amidas secundarias se da por la presencia de dos enlaces C-N y un enlace N-H, las amidas

secundarias están presentes en las proteínas, a pesar de tener 4 señales en enlaces N-H no presenta las

señales confirmatorias en C-N de una amida secundaria, sin embargo, presenta las señales 1639, 3280 y

3285 cm−1, del grupo C=O y dos señales N-H, confirmando la presencia de una amida primaria [203].

El nitrógeno es un componente esencial en la síntesis de proteínas y ácidos nucleicos en las microalgas

y se relaciona con su crecimiento [57]. De igual manera, la degradación de DQO se asocia a la

productividad de biomasa.

La biomasa obtenida de los cultivos en agua de laguna con fotoperiodo cuatro (ALF4), y en bayfolan

con los fotoperiodos uno (BF1) y cuatro (BF4) presentan las señales correspondientes a la presencia de

Figura 5.28: Grupos funcionales identificados mediante FTIR de la biomasa de microalga Scenedesmus
dimorphus

140



Capítulo 5. Análisis y Resultados

amida I [205] y amida II [201], la presencia de amidas I y II es característica de cadenas proteicas [207].

Sólo la muestra BF4 presenta tres señales en el rango C-N estiramiento amida, y dos señales en el

rango N-H de amida secundaria junto al grupo C=O de amida secundaria, considerando que las amidas

secundarias enlazan las unidades repetidas de la proteína y deben presentarse dos señales en C-N, una

en N-H y el C=O [203], se puede afirmar que sólo la muestra BF4 presenta dos amidas secundarias

formadoras de proteína. Fernandez et al. [60] afirma que el uso de bayfolan en el cultivo de microalgas

favorece el incremento de pigmentos y proteínas en las microalgas.

En cuanto a las bandas representativas de un perfil de lípidos se observa la similitud de las señales

entre las muestras, los lípidos tienen bandas de absorción características, la banda de absorción del

estiramiento C=O del éster y la vibración del estiramiento C-H en las cadenas de ácilo alrededor de

2800-3000 cm−1, esta última puede caracterizar el contenido de lípidos [201]. Los grupos CH3 y

CH2 asimétricos y simétricos en la banda 2800-3000 son hidrocarburos de lípidos, estas señales son

representativas de la acumulación de lípidos en microalgas [207], Por lo tanto se concluye que todas las

muestras tienen el mismo perfil de lípidos.

Con respecto a la banda de 950-1200 cm−1 que caracteriza la absorción de los polisacáridos se puede

concluir que las microalgas cultivadas en bayfolan presentan mayor contenido de carbohidratos.
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6
Conclusiones y Trabajos Futuros

6.1. CONCLUSIONES

El agua de la laguna “El Conejo” es rica en materia orgánica, el rango de temperatura de la zona

de estudio se encuentra dentro del rango de desarrollo de las microalgas, así como el pH neutro se

mantiene constante a lo largo del muestreo y dentro del rango de crecimiento de microalgas, por lo

cual, se puede utilizar como medio de cultivo para el crecimiento microalgal.

La relación entre los parámetros fisicoquímicos y la época es muy estrecha, los análisis estadísticos

demostraron que la DQO se mantiene uniforme en toda la laguna a lo largo del semestre evaluado,

mientras que la DBO5 cambia con el tiempo, ya que es un parámetro más sensible al fotoperiodo de

luz natural y la calidad de la radiación en la columna de agua, tiene influencia en la población de los
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microorganismos presentes en el cuerpo de agua, a mayor actividad fotosintética mayor generación de

oxígeno y por ende mayor degradación de la materia orgánica.

De acuerdo al historial de precipitación de los meses de julio a diciembre, se concluye que la lluvia no

causa dilución de la contaminación del cuerpo de agua, es decir que la disminución de los parámetros

de DQO y DBO5 se debe a la capacidad de degradación natural del cuerpo de agua en estudio, la cual

no es suficiente para degradar toda la carga de contaminantes.

El agua de la laguna ”El Conejo"sirve como medio de cultivo para la microalga Scenedesmus dimorphus,

previamente tratada térmicamente en autoclave a 121oC, 15 psi durante 5 min, éste pretratamiento

fue eficaz en la eliminación de microorganismos. El pretratamiento es necesario para la eliminación

de Planthotrix sp. y posterior biorremediación del agua aprovechando la capacidad de crecimiento

mixotrófico de la especie S. dimorphus.

El FBR plano con sedimentador dimensionado en éste trabajo permite el crecimiento de S. dimorphus,

la alimentación de medio de cultivo e inoculación en un ambiente estéril, la aireación del cultivo,

el monitoreo de la temperatura, toma de muestras, además de la sedimentación de la biomasa. La

productividad de biomasa obtenida en las pruebas, fue de 0.016 g/L día, este bajo valor se atribuye

al corto periodo de cultivo, la caracterización FTIR de la biomasa confirma la presencia de ácidos

carboxílicos y ausencia de ésteres en los lípidos.

La eficiencia de sedimentación gravitacional en el FBR con sedimentador fue de 76 ± 0.95%, mayor

que la eficiencia de sedimentación en los botes PET de 5L de capacidad, la cual fue de 74.28 ± 5.52%.

El agua de la laguna El Conejo puede ser biorremediada mediante el crecimiento de Scenedesmus di-

morphus bajo temperatura, fotoperiodo e irradiación natural, obteniendo 0.030 g/L día de productividad

de biomasa, y la remoción de 74.24 ± 27.99% de nitratos y 43.37 ± 20.75% de DQO.
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Los lípidos extraidos de la biomasa obtenida de la biorremediación del agua de la laguna El Conejo,

tienen una productividad de 3.71 ± 1.79 mg/L/día, concentración 0.14 ± 0.07 g/L, rendimiento de

14.99 ± 6.23% de lípidos totales, que se conforman de ésteres de trigliceridos, ácidos carboxílicos y

fosfolípidos.

Los ANOVA demostraron que existen diferencias significativas en la productividad de biomasa y

remoción de DQO en ambos medios de cultivo. Las pruebas de Tuckey demostraron que la mayor

diferencia entre productividades de biomasa y remoción de DQO para los cultivos en agua de laguna

eutrofizada se da entre los fotoperiodos 1 y 4, el incremento de horas de luz produce una disminución

en la productividad de biomasa y remoción de DQO, la mayor productividad de biomasa se obtuvo en

el fotoperiodo 1 con 10.5:13.5 horas L:O, 0.054 g/Ld y una remoción del 95.6%.

En los cultivos realizados en bayfolan 0.3% la prueba de Tuckey demuestra que no se observan

diferencias significativas en la productividad de biomasa en los fotoperiodos 1, 2 y 3, sin embargo, si

se observan diferencias significativas en la remoción de DQO entre los grupos, excepto F2 y F3, la

mayor diferencia se observa entre F3 y F4. Por lo tanto, en los cultivos bajo los fotoperiodos 2 y 3, con

11.5:12.5 y 12.5:11.5 horas L:O, se obtendrían productividades de biomasa y remoción de DQO sin

diferencias significativas.

6.2. TRABAJOS FUTUROS

Después de comprobar la productividad de biomasa de Scenedesmus dimorhus en el agua eutrofizada

de la laguna El Conejo y tener conocimiento de la presencia de metales en los sedimentos de dicha

laguna [195], se propone realizar como trabajo futuro la evaluación de la biosorción de cobre y hierro

como alternativa a la biorremediación de contaminación por metales.
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Las biomasa obtenida es rica en carbohidratos y pigmentos, con baja productividad de lípidos, por lo

cual se propone como trabajo futuro la bioconversión conjunta de carbohidratos y lípidos a bioetanol y

biodiésel.

6.3. PUBLICACIONES

Póster "Diversidad microalgal de la laguna El Conejo en Altamira, Tamaulipas para la eliminación

de agentes contaminantes. Propuesta de Estudio". En Simposio Internacio- nal "Biodiversidad,

plásticos y alternativas para su eliminación", realizado del 6 al 7 de Junio de 2019 en Veracruz,

Veracruz.
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gio, y Gallardo-Rivas, Nohra Violeta. (2022). Condiciones del proceso de transesterificación en
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