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RESUMEN 

Debido a los múltiples problemas medioambientales que generan los combustibles fósiles, 

en los últimos años se han buscado nuevas fuentes de energía renovables y amigables con el 

medio ambiente. Es por ello que en el presente trabajo se evaluó la producción de bioH2 

como vector energético a través del proceso de fermentación oscura mediante la codigestión 

de dos diferentes tipos de aguas residuales de la industria alimenticia: nejayote, que es el 

agua residual proveniente del proceso de nixtamalizado del maíz y agua residual de rastro, 

utilizando como inóculo lodo granular de una planta tratadora de agua residual de la industria 

cervecera ubicada en la zona metropolitana de Monterrey.  

El presente trabajo consistió en tres etapas experimentales; en la primera etapa se evaluó el 

potencial del nejayote y agua residual de rastro para producir bioH2 en una serie de 

microrreactores tipo batch. En esta etapa experimental se evaluaron las relaciones C/N 20 y 

30, así como dos métodos de pretratamiento del inóculo (choque térmico y radiación UV). 

Los microrreactores fueron montados utilizando botellas serológicas de 124 mL con un 

volumen de trabajo de 90 mL, una temperatura controlada de 28°C ± 2, una velocidad de 

agitación de 90 RPM y un pH inicial de 5.50 ± 0.05. La segunda etapa experimental consistió 

en replicar las condiciones en cuanto a relación C/N del medio de los microrreactores con 

mejor producción de bioH2 y escalarlo a un sistema batch de 3 L. En esta etapa experimental 

se montaron un total de 3 biorreactores batch con un volumen de trabajo de 3 L (RBL1, RBL2 

y RBL3), el objetivo principal de esta etapa fue discernir el impacto que tiene el medio RCM 

en la producción de bioH2, así como el método de pretratamiento del inóculo en un sistema 

de 3 L. Por último, en la tercera y última etapa experimental se montaron 2 biorreactores 

continuos (RC1 y RC2) con el objetivo de lograr la constante producción de bioH2, estos 

biorreactores se operaron a un TRH de 6 horas, teniendo como objetivo evaluar el efecto del 

modo de operación y la agitación del medio en la producción de bioH2. 

La caracterización fisicoquímica tanto de los sustratos individuales como de las alícuotas 

tomadas a lo largo de la fermentación en las tres etapas experimentales consistió en la 

determinación de pH, carbohidratos totales, demanda química de oxígeno, nitrógeno total, 

sólidos totales, sólidos totales volátiles y azúcares reductores, además del análisis por 
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cromatografía de gases para cuantificar la cantidad de bioH2 producido y ácidos grasos 

volátiles.  

Los resultados obtenidos en la primera etapa experimental mostraron que la relación C/N 30 

aunado con el pretratamiento por CT al inóculo resultan favorecedores para la producción de 

bioH2, pues cuando estas condiciones fueron empleadas, se obtuvo la mejor producción de 

bioH2 a nivel microrreactor con 7 mL de bioH2 acumulado y un rendimiento de 3.56 

mLH2/gSTV. En cuanto a la remoción de materia orgánica, en los microrreactores operados 

bajo estas condiciones mostraron una remoción de carbohidratos totales de 35% al final de 

la reacción (48 h) y una remoción de 60% de DQO. A partir de los resultados anteriores 

obtenidos en el proceso de fermentación oscura en los grupos de microrreactores, se realizó 

el ajuste de los datos experimentales con el modelo de Gompertz modificado, el cual indicó 

que la máxima acumulación de bioH2 (Hmax) = 8.83 mL H2, con una velocidad máxima de 

reacción de 13.61 mLH2/L h, un tiempo de adaptación de 11.88 h y una r2 de 0.942 para la 

relación C/N 30 con CT. En la segunda etapa experimental se observó que el medio RCM 

solo tiene un impacto positivo en la producción de bioH2 en las primeras 24 horas de la 

fermentación oscura, ya que el biorreactor que mejor acumulación de bioH2 obtuvo fue el 

RBL2 con un total de 450 mL de bioH2 a las 72 h de reacción, este biorreactor no fue 

suministrado con RCM. Por último, en la tercera etapa experimental se vio un impacto 

positivo al duplicar la agitación del medio (de 40 a 80 RPM), pues cuando estas 

características se pusieron a prueba en el RC2, el volumen de bioH2 acumulado fue 

aproximadamente 500 mL mayor, con un acumulado total de 2,314 mL después de 18 ciclos. 

Así mismo, se observó una mejora tanto de producción de bioH2 como de consumo de 

materia orgánica cuando el sistema se operó de manera continua, en contraste con el modo 

de operación batch.  

El análisis de los microbiomas de los diferentes biorreactores a diferentes tiempos mostró 

una gran predominancia de microorganismos del género Clostridium, con una presencia que 

osciló del 21 al 87%, siendo Clostridium butyricum la especie atribuida a la mejor producción 

de bioH2 en todos los casos. Sin embargo, también se detectó la presencia de otras especies 

de Clostridium productoras de bioH2 como C. beijerinckii y C. oryzae encontrando una 

correlación en la eficiente producción del gas deseado cuando estas tres especies de 
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Clostridium presentaron un mayor porcentaje en el sistema. Lo anterior, también se vio 

reflejado en la generación de subproductos, pues en todos los casos el ácido acético fue el 

AGV predominante, indicando una fermentación tipo acetato en el sistema, fermentación 

ampliamente reportada por ser la más eficiente para la producción de bioH2. Aunado a lo 

anterior, en los sistemas continuos se obtuvieron concentraciones ligeramente más altas de 

ácido propiónico en contraste con los sistemas batch (~6 vs ~3 mmol), lo que repercutió en 

el porcentaje de bioH2 en biogás obtenido en el RC1 y RC2, sin embargo, al ser operados de 

manera continua, fue posible una mayor acumulación de biogás y, por consiguiente, una 

mayor acumulación de bioH2 en estos sistemas. El ácido butírico fue detectado en bajas 

concentraciones en ambos modos de operación, alcanzando un máximo de tan solo 1 mmol 

en los sistemas batch y 0.5 mmol en los continuos. Por último, se detectó ácido fórmico en 

ambos modos de operación (6-13 mmol), encontrando una correlación con bacterias 

anaerobias facultativas como aquellas del orden Lactobacillales, ya que cuando la 

concentración de dicho subproducto se incrementó, se detectó un mayor porcentaje de estos 

microorganismos en los sistemas.  
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Introducción 

El consumo de combustibles fósiles, como carbón y productos derivados del petróleo, a lo 

largo de los años, ha causado un gran impacto ambiental, ya que éstos combustibles son 

considerados como los principales causantes de la contaminación del aire debido a la 

generación de gases de efecto invernadero como el dióxido de carbono (CO2) durante su 

combustión. Los combustibles fósiles provienen de fuentes finitas y su consumo va en 

aumento, cubriendo actualmente el 86% de la demanda energética mundial; El petróleo, gas 

y carbón, abastecen 36%, 27% y 23% respectivamente en la demanda mundial de energía, 

mientras que las fuentes renovables solo representan el 14% (Abas et al., 2015). En el año 

2018, las emisiones relacionadas con la generación de energía alcanzaron un máximo 

histórico de 407 ppm de CO2, de las cuales, un 44% fueron de la combustión del carbón, un 

33% del petróleo y un 23% del gas natural (REPSOL, 2019). Sin embargo, en el año 2021 

este récord fue superado, pues se alcanzaron 417 ppm de CO2 presentes en la atmósfera 

(Tiseo, 2022). En 2020 se generaron 3.3 terawatts (TW) de energía solamente con 

combustibles fósiles, lo que representa un incremento del 32% con respecto al año 2000 

(Pareek et al., 2020). Por lo anterior, actualmente se tiene la necesidad de desarrollar energías 

limpias y renovables con el objetivo de aumentar su uso a nivel mundial y así ir alternando 

paulatinamente el uso de combustibles fósiles.  

En los últimos años se le ha dado especial importancia al desarrollo de metodologías 

sostenibles en la obtención de combustibles renovables y amigables con el medio ambiente, 

por ejemplo, la fotocatálisis del agua para obtener hidrógeno, la elaboración de celdas de 

combustible microbianas para obtener energía eléctrica, etc. El hidrógeno (H2) es uno de los 

principales candidatos para sustituir el uso de combustibles fósiles ya que es uno de los 

elementos más abundantes en el universo, es inoloro, incoloro e insípido; además, es un gas 

que no produce contaminación ya que, al liberar su energía, no emite CO2, tan solo vapor de 

agua, por lo que su impacto ambiental es nulo (Johnston et al., 2005). Aunado a esto, tiene 

una gran densidad energética de 120 kJ/g, incluso por encima de la gasolina, cuya densidad 

energética es de 48 kJ/g (Cieciura-Włoch & Borowski, 2019).  

Una de las metodologías más sostenibles para obtener combustibles renovables es la 

generación de biocombustibles a partir de residuos industriales, agrícolas y municipales 

gracias a la naturaleza de sus componentes bioquímicos. Se tiene evidencia que dichos 
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residuos son excelentes materias primas para la producción de biocombustibles como 

metano, bioetanol y biohidrógeno (bioH2). 

La producción de H2 por vías biológicas (bioH2) es posible mediante el uso de múltiples 

procesos metabólicos como lo son la biofotólisis del agua mediante algas verdes, biofotólisis 

indirecta del agua por cianobacterias, foto fermentación o fermentación oscura (FO) 

(Cieciura-Włoch & Borowski, 2019). Existe un especial interés en el proceso de FO para la 

producción de bioH2 debido a sus ventajas, entre las cuales se pueden destacar: Su 

versatilidad en cuanto al uso de sustratos, el no requerir luz, sus altas tasas de conversión y 

que es un proceso amigable con el medio ambiente ya que permite reutilizar residuos.  

En México, la industria de los alimentos es señalada como uno de los principales sectores de 

consumo y contaminante del agua, ya que usa el 70% del agua disponible para consumo, 

requiriendo más de 15 mil litros de agua para producir 1 kg de carne de res, por ejemplo 

(Agua.org.mx, 2016). Desafortunadamente, el agua residual generada en el procesamiento 

de alimentos tiene una alta carga orgánica, y muchas veces no reciben un tratamiento previo 

a su descarga en cuerpos de agua, tal es el caso del agua generada en la industria del 

nixtamalizado del maíz (nejayote) o el agua residual de los rastros (ARR), debido a que estos 

sectores están muy dispersos. De esta manera, si se considera al nejayote (NEJ) como 

sustrato, cuya composición es alta en carbohidratos (principalmente almidón y polisacáridos 

de xilosa, glucosa y ácido glucurónico) con una producción de 1500-2000 m3 de agua residual 

por cada 600 toneladas de maíz procesado (España-Gamboa et al., 2018) y al ARR, el cual 

contiene una baja fracción de carbohidratos, pero un alto contenido de nitrógeno y cuya 

producción asciende a 350,000 m3 al año (Agabo et al., 2019) se pueden tener importantes 

beneficios de la codigestión de estos dos sustratos asociados con la concentración de carga 

orgánica, de nutrientes y sólidos totales aunado al óptimo contenido de humedad y capacidad 

buffer a través del balance de la relación Carbono/Nitrógeno (C/N) (Lirio María Reyna-

Gómez et al., 2019). 

La carga orgánica juega un papel fundamental durante el proceso de FO debido a que los 

azúcares solubles son aprovechados por los microorganismos, por lo tanto, se deben 

considerar los aspectos bióticos como factores de importancia relacionados con la estabilidad 

del rendimiento del biorreactor, en el entendido que los microorganismos presentes en el 
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sistema juegan un rol fundamental en el desarrollo de las rutas metabólicas para la producción 

de H2 de manera sostenible (Bernardo Ruggeri, Tonia Tommasi, 2015).  

Diferentes autores han asociado una eficiente producción de biohidrógeno a ciertos géneros 

de bacterias anaerobias como Clostridium, Prevotella y Megasphaera en el proceso de 

fermentación oscura en biorreactores anaerobios; Esto es debido a que dichos 

microorganismos pueden fermentar mono y disacáridos a hidrógeno y ácidos grasos (Castelló 

et al., 2020; García-Depraect et al., 2017; Tapia-Venegas et al., 2015). Se ha observado que 

factores como pH, temperatura, relación C/N, tratamiento del inóculo y los sustratos, así 

como la configuración del reactor, son claves en el proceso de fermentación oscura. Autores 

como Reyna-Gómez et al., 2019 reportaron una mayor eficiencia en la producción de biogás 

(2221 ± 5.8 mL/L) y una presencia de bioH2 en biogás del 23% en un biorreactor cuya 

relación C/N era de 30 . Saidi et al., 2018 lograron mejorar la eficiencia de un biorreactor 

batch para la producción de bioH2 en presencia de Thermotoga maritima utilizando un 

sistema con una relación C/N 22. Lo anterior ha permitido conocer un poco más acerca de la 

producción de biohidrógeno por medio de esta técnica, sin embargo, se busca tener una 

mayor eficiencia en la producción de este gas ya que en este proceso, además de producir 

bioH2, se produce metano, etanol y ciertos ácidos grasos debido a la presencia de bacterias 

metanogénicas. 

Dicho lo anterior, el objetivo del presente estudio es promover el crecimiento de bacterias 

productoras de bioH2 a través del uso de un medio reforzado, el pretratamiento del inóculo a 

través de radiación UV y choque térmico (CT), así como el empleo de sonoquímica como 

tratamiento físico de los sustratos para facilitar la fermentación de azúcares simples. Como 

inóculo se usará un consorcio microbiano procedente de una planta de tratamiento de agua 

de la industria cervecera ubicada en la zona metropolitana de Monterrey.  

Se montarán una serie de microrreactores de 90 mL en botellas serológicas de 124 mL para 

someter al proceso de FO dos diferentes sustratos: Agua residual del proceso de 

nixtamalizado del maíz (NEJ) y ARR. Dichos sustratos serán mezclados y ajustados a una 

relación C/N 20 y 30 y, posteriormente, sometidos a un pretratamiento por sonoquímica a 20 

kHz durante 30 minutos. Posterior a ello, se llevará a cabo la misma codigestión en un 

biorreactor de tanque agitado de 5 L marca Sartorius Stedim modelo Biostat A con un 
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volumen de trabajo de 3L empleando la relación C/N que mayor eficiencia presente a nivel 

microrreactor, operándolo de manera discontinua (batch) y continua. 
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1.1. Justificación  

La demanda energética aumenta año tras año debido al constante incremento de la población 

a nivel mundial. Actualmente, la principal fuente de energía son los combustibles fósiles, los 

cuales provienen de fuentes finitas, y, por ende, se les cataloga como “energías no 

renovables”; además, generan grandes cantidades de CO2 durante su combustión, impactando 

negativamente en la calidad del aire a nivel global (Abas et al., 2015).  

A lo largo de los años se han presentado diversas alternativas a los combustibles fósiles, 

siendo el H2 el de mayor importancia. Este elemento, gracias a sus características, tiene una 

mayor capacidad energética a la de cualquier combustible fósil, además, no emite gases de 

efecto invernadero durante su combustión, por lo que se le puede catalogar como una fuente 

de energía amigable con el medio ambiente. Si bien el H2 es el elemento más abundante de 

la tierra, este nunca se encuentra en estado puro, sino que siempre se encuentra en conjunto 

con algún otro elemento. Es por esto que se han desarrollado múltiples técnicas para la 

obtención de este vector energético. Sin embargo, la mayoría de estas metodologías son 

costosas, requieren de una gran cantidad de energía y algunas utilizan combustibles fósiles 

como materia prima, lo que las hace insostenibles (Łukajtis et al., 2018). 

Aunado a la problemática energética que la sociedad enfrenta actualmente, también es más 

que evidente la problemática de contaminación del agua que se vive en todo el mundo. Las 

aguas residuales representan uno de los factores que más contaminan los ecosistemas, 

poniendo en riesgo la seguridad alimentaria, el acceso a agua potable y la salud de la 

población (Alvarado et al., 2021). Debido a lo anterior, se busca el aprovechamiento de estas 

aguas residuales para la obtención de bioenergía como parte del desarrollo sostenible. 

La FO tiene la ventaja de utilizar sustratos considerados como desechos para la producción 

de bioH2 (Lirio María Reyna-Gómez et al., 2019). El uso de aguas residuales para la 

producción de este biogás, además de presentar una alternativa en la producción de 

bioenergía, también representa una vía en el tratamiento de los efluentes industriales, 

buscando mitigar la contaminación de mantos acuíferos generada por la descarga de aguas 

residuales. 

En este sentido, el presente trabajo pretende contribuir a la diversificación de fuentes de 

energía, utilizando métodos biológicos, como la FO, para obtener bioH2. Para ello, este 
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trabajo busca el aprovechamiento de la materia orgánica presente en el NEJ y ARR, dos 

efluentes industriales con un gran impacto ambiental gracias a sus características 

fisicoquímicas, a través de la FO. Para tal objetivo, se busca emplearlos como codigestión, 

para propiciar un balance adecuado de nutrientes en el medio. El aporte científico del trabajo 

radica en la codigestión NEJ-ARR, la cual no se encuentra reportada en la literatura, además 

del pretratamiento por sonoquímica de la codigestión, buscando hidrolizar los polisacáridos 

presentes y, de esta manera, coadyuvar a la fermentación de azúcares simples.  
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1.2. Hipótesis 

El crecimiento selectivo de bacterias productoras de bioH2 en un consorcio microbiano se 

verá favorecido mediante el pretratamiento por sonoquímica de los sustratos y el 

pretratamiento ex situ del inóculo, así como el suministro de un medio reforzado durante la 

fermentación oscura en un biorreactor de tanque agitado. 

 

1.3. Objetivos 

1.3.1. Objetivo general 

Evaluar las condiciones de operación de un biorreactor de tanque agitado para favorecer el 

crecimiento selectivo de especies microbianas productoras de bioH2 (Clostridium, Prevotella 

y Megasphaera) e incrementar la producción de este gas. 

 

1.3.2. Objetivos específicos 

1. Muestrear y caracterizar sustratos para la codigestión anaerobia usando dos fuentes: 

Nejayote y agua residual de rastro como fuentes de balance de la relación C/N. 

2. Emplear métodos físicos (sonoquímica) sobre los sustratos para favorecer la 

fermentación de monosacáridos. 

3. Diseñar, construir y poner en marcha una serie de microrreactores anaerobios (pH 

inicial 5.5 ± 0.05, T 28°C ± 2, relación C/N 20 y 30, 10% v/v medio RCM) inoculados 

con un consorcio microbiano procedente de una planta tratadora de agua residual de 

la industria cervecera de la zona metropolitana de Monterrey previamente tratado con 

radiación UV y CT. 

4. Caracterizar parámetros fisicoquímicos (pH, DQO, CHT, NT, ST, y SVT) y evaluar 

la producción de BioH2 y AGVs en los microrreactores. 

5. Escalar el proceso en un biorreactor de 5L Biostat A (Sartorius Stedim Biotech) con 

un volumen de trabajo de 3L replicando las condiciones del microrreactor con mejor 

producción de BioH2. 

6. Identificar el crecimiento selectivo de los géneros bacterianos Clostridium, Prevotella 

y Megasphaera mediante la secuenciación de amplicones utilizando el sistema Miseq 

illumina.  
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Antecedentes y marco teórico 

2.1. Energía: Situación actual y perspectivas 

La energía es de suma importancia en la sociedad actual, pues prácticamente todas las 

actividades económicas e industriales están estrechamente relacionadas con la producción, 

uso y transformación de ésta. 

La energía se cataloga como renovable y no renovable de acuerdo con su fuente de 

procedencia. Actualmente, la energía no renovable procedente de fuentes naturales finitas 

como los combustibles fósiles (carbón, petróleo y sus derivados) son los que abastecen la 

mayoría de la demanda energética alrededor del mundo y, según proyecciones, los 

combustibles fósiles seguirán siendo la fuente de energía dominante para el año 2050 con 

una presencia del 79% alrededor del mundo (Brockway et al., 2019; Enerdata, 2022). 

El ambiente, la energía y el desarrollo sustentable están estrechamente relacionados, puesto 

que, como se mencionó anteriormente, los combustibles fósiles son la fuente predominante 

de energía. Estos combustibles emiten grandes cantidades de CO2 a la atmósfera durante su 

combustión, trayendo consigo grandes problemáticas medioambientales como el 

calentamiento global, la contaminación del aire  y el deterioro de la capa de ozono (Dinç & 

Akdoğan, 2019). Tal como se puede apreciar en la figura 2.1, es más que evidente el 

incremento de emisiones de CO2 a la atmósfera a lo largo de los años, debido en gran parte 

al consumo de combustibles fósiles alrededor del mundo (Friedlingstein et al., 2019). 
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Figura 2.1. Concentración anual promedio de CO2 atmosférico (ppm). Adaptado de 

Friedlingstein et al., 2019. 

La transición de combustibles fósiles a energías limpias amigables con el medio ambiente 

tendrá un papel fundamental en cuanto a la reducción las emisiones de CO2 relacionadas a la 

energía, ya que dichas emisiones representan dos terceras partes de todos los gases de efecto 

invernadero producidos alrededor del mundo (Gielen et al., 2019). En el año 2017, un cuarto 

de toda la electricidad alrededor del mundo fue producida utilizando energías renovables, sin 

embargo, la transición energética no es lo suficientemente rápida, ya que después de tres años 

de emisiones constantes de CO2 relacionadas con la energía de 2014 a 2016, aumentaron en 

un 1.4% en 2017 y alcanzaron un máximo histórico en el año 2021 llegando a producir un 

total de 417 ppm de CO2 atmosférico (Gielen et al., 2019; IEA, 2017; IRENA, 2020; 

REPSOL, 2019). 

Para que la transición energética sea llevada a cabo se requiere fortalecer el campo de 

investigación de las energías alternas, el buscar nuevas fuentes de energía renovable y 

mejorar las ya existentes con el objetivo de igualar o superar a los combustibles fósiles en 

términos de eficiencia energética. 
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2.2. Energía a partir de biomasa 

Existen diversas fuentes de energía alternas en la actualidad que ayudan a suplir la demanda 

energética. Estas energías alternas tienen en común la sustentabilidad, es decir, cumplen con 

el suministro de energía en el presente sin comprometer los recursos energéticos de las 

futuras generaciones (Shervinzakeri & Taghizadeh, 2014). Además, son energías limpias, ya 

que la emisión de gases de efecto invernadero (GEI) es mínima o nula.  

Las energías alternas más conocidas son la energía solar, hidroeléctrica, eólica, geotérmica y 

los bioenergéticos. Cada una de estas fuentes generan energía a partir de los rayos solares, 

fuerza hidráulica, el viento, mediante el aprovechamiento del calor del subsuelo y mediante 

la utilización de biomasa, respectivamente (SENER, 2012). Ésta última es considerada la 

fuente de energía renovable con el más alto potencial de contribuir con las necesidades 

energéticas de la sociedad moderna (Popp et al., 2021). La biomasa consiste de residuos 

vegetales, madera, cultivos, desechos sólidos, aguas residuales municipales y residuos del 

procesamiento de alimentos (Zafar et al., 2021). Estos diferentes tipos de biomasa pueden 

ser convertidos a biodiesel, biogás (CH4 y bioH2), electricidad, calor e hidrocarburos 

utilizando diferentes tecnologías como la gasificación, pirólisis, digestión anaerobia, 

hidrólisis, fermentación, etc. (Kamran, 2021). 

La energía obtenida a partir de la biomasa es también conocida como bioenergía. El término 

biomasa hace referencia al material orgánico no fosilizado proveniente de organismos vivos 

o que estuvieron vivos recientemente, como plantas y/o animales. Como se menciona con 

anterioridad, a partir de la biomasa se puede obtener diversos biocombustibles. Los 

biocombustibles son aquellos combustibles líquidos que son producido a través de procesos 

bioquímicos y térmicos, partiendo de plantas, animales y otros organismos como materia 

prima. Por otro lado, el biogás como biocombustible se produce por la digestión anaerobia 

del material biológico y es usado para producir electricidad y calor. Este biogás está 

compuesto principalmente por CH4, CO2, y, en menor proporción, H2, H2S y NH4
+ (Pérez-

Denicia et al., 2017). 

Los biocombustibles se clasifican en tres generaciones según el tipo de biomasa que es 

utilizada para su producción (Figura 2.2). En la primera generación de biocombustibles la 

biomasa es compuesta principalmente por almidón (incluyendo azúcar) y algunos 
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triglicéridos obtenidos de fuentes comestibles. La biomasa de estos combustibles proviene 

tanto de fuentes vegetales como animales, sin embargo, el uso de fuentes comestibles como 

biomasa para la producción de biocombustibles tiene la desventaja de impactar en el costo 

de los alimentos utilizados como materia prima (ej., maíz) (Bardhan et al., 2015; Srinivasan, 

2009). La segunda generación de biocombustibles es una gran alternativa a los de primera 

generación, ya que como biomasa se utiliza principalmente material lignocelulósico, el cual 

no es comestible, es muy abundante, es de bajo costo y usualmente proviene de sustratos 

clasificados como residuos (Mata et al., 2010). En esta categoría se encuentran las aguas 

residuales de la industria alimenticia, por ejemplo. Entre ellas podemos mencionar al 

nejayote, el agua residual del procesamiento de caña de azúcar, vinazas, agua residual de 

rastro, suero de queso, entre otras (Cieciura-Włoch & Borowski, 2019; Cruz-López et al., 

2022; García-Depraect et al., 2017; Kapdan et al., 2009). Sin embargo, debido a su compleja 

naturaleza, es habitual el uso de un pretratamiento a dichos sustratos para hidrolizar la 

lignocelulosa o polisacáridos que los conforman (Bardhan et al., 2015; Zakzeski et al., 2010). 

Por último, se encuentran los biocombustibles de tercera generación, los cuales utilizan algas 

como biomasa debido a su gran capacidad de crecer en cualquier tipo de sustrato utilizando 

diversas fuentes de carbono, teniendo la capacidad de convertir CO2 a biocombustibles 

mediante la fotosíntesis (Zeng et al., 2011), sin embargo, actualmente el costo de estos 

procesos son más altos que los de la obtención de biocombustibles de segunda generación 

(Bardhan et al., 2015). 



14 
 

 

Figura 2.2. Clasificación de biocombustibles según el tipo de biomasa. Adaptado de 

Bardhan et al., 2015. 

2.3. Hidrógeno como fuente de energía 

Gracias al constante y cada vez más evidente deterioro medioambiental, han habido 

numerosas investigaciones relacionadas con fuentes alternas de energía. Gracias a su 

densidad energética 2.75 veces mayor que la de la gasolina, el H2 es visto como una gran 

alternativa a los combustibles fósiles para ayudar a satisfacer la demanda energética a nivel 

global, pues el H2 como vector energético no emite contaminante alguno durante su 

combustión (Argun & Dao, 2017; Wang & Yin, 2019). 

El hidrógeno elemental ocurre libremente en la naturaleza, pero en cantidades muy pequeñas, 

sin embargo, es químicamente activo y puede encontrarse en muchos compuestos en 

combinación con otros elementos (Behera & Varma, 2016). 

El gran interés por el hidrógeno como vector energético se debe a sus propiedades cruciales 

en cuanto a energía se refiere, pues, como se mencionó anteriormente, tiene una alta densidad 

energética, lo que le permitió ser empleado para propulsar cohetes y naves espaciales de la 

NASA en la década de los 70´s (Pareek et al., 2020). Además, posee una baja densidad de 

energía volumétrica, pues 1 kg de hidrógeno produce la energía equivalente a un galón de 

gasolina (3.78 L) (Ursúa et al., 2012). 
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El H2 reacciona con el oxígeno para producir energía y agua (Ec. 2.1) dando lugar a la energía 

del hidrógeno. 

H2 + ½ O2 → H2O  

ΔH = -285 kJ /mol a 25°C 

ΔG = -237 kJ/mol a 25°C 

Un motor alimentado por hidrógeno, en contraste con un motor de combustión interna 

alimentado por gasolina, no propicia la emisión de óxidos de nitrógeno, esto es debido a que 

algunos de los óxidos de nitrógeno son formados bajo altas temperaturas de combustión 

(<2300 K), mientras que, la temperatura de combustión del hidrógeno es de tan solo 858 K 

(A. Demirbas, 2017; Balat, 2008). En la tabla 2.1 se presenta un resumen de las 

características fisicoquímicas del hidrógeno, metano y gasolina.  

Tabla 2.1 Propiedades fisicoquímicas de tres combustibles/vectores energéticos 

(hidrógeno, metano, gasolina) adaptado de Balat, 2008. 

 Hidrógeno Metano Gasolina 

Peso molecular (g/mol) 2.016 16.04 ~110 

Densidad de masa (Kg/NAm3) a  

P=1atm T= 0°C 

 

0.09 

 

0.72 

 

720-780  

Punto de fusión (K) 20.2 111.6 310-478 

Poder calorífico superior (MJ/Kg)  

140.0 

 

55.5 

 

47.3 

Poder calorífico inferior (MJ/Kg)  

120.0 

 

50.0 

 

44.0 

Límites de inflamabilidad (% 

volumen) 

 

4.0-75.0 

 

5.3-15.0 

 

1.0-7.6 

Límites de detonabilidad (% 

volumen) 

 

18.3-59.0 

 

6.3-13.5 

 

1.1-3.3 

Velocidad de difusión en el aire 

(m/s) 

 

2.0 

 

0.51 

 

0.17 

Velocidad de flama en el aire 

(cm/s) 

 

265-325 

 

37-45 

 

37-43 

Toxicidad No tóxico No tóxico Tóxico arriba de 50 

ppm 

 

Ec. 2.1 
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Aunque el hidrógeno es presentado como “el combustible del futuro”, actualmente este gas 

se obtiene principalmente mediante el método de reformado con vapor, la cual es una 

tecnología bien establecida para extraer hidrógeno a partir de combustibles fósiles como 

materia prima, lo que repercute en el medio ambiente (Pareek et al., 2020). De aquí nace la 

necesidad de buscar implementar nuevas metodologías a gran escala con el objetivo de 

obtener H2 de una forma más limpia. 

2.3.1. Métodos de producción de hidrógeno 

El H2 puede ser producido por diversas metodologías, en la tabla 2.2 se presentan algunos 

de los procesos principales para la producción de este gas. Pese a ello, actualmente la mayoría 

del H2 es producido casi exclusivamente a partir de combustibles fósiles, mediante procesos 

como el reformado con vapor de metano o la oxidación parcial de combustibles 

hidrocarbonados (Balat, 2008). 

Tabla 2.2. Metodologías principales para la producción de H2. 

Método Proceso Fundamento 

 

Termoquímico 

Gasificación Carbón 

Reformado de vapor Gas natural 

Pirólisis Biomasa 

 

Electroquímico 

Electrólisis del agua Agua 

Fotoelectroquímica Agua 

 

Biológico 

Biofotólisis del agua Microalgas, cianobacterias 

Fotofermentación Bacterias púrpuras no 

sulfurosas 

Fermentación oscura Bacterias anaerobias 

 

Además de ser dependientes de los combustibles fósiles, muchos de los métodos actuales 

para la producción de H2 requieren de grandes cantidades de energía, y requieren de altas 

temperaturas (Argun & Dao, 2017). Aquí los métodos biológicos toman ventaja, puesto que 

estos métodos requieren de mucha menos energía y tienen el potencial de utilizar residuos 

como sustratos. La producción biológica de hidrógeno puede ser lograda mediante diversas 

rutas metabólicas, como se mencionó en la tabla anterior. A continuación, se presenta el 

fundamento de los 3 métodos biológicos para la obtención de bioH2: 
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• Biofotólisis del agua 

Es uno de los principales procesos biológicos para la producción de H2. Consiste en la 

disociación del agua hacia sus componentes moleculares (H2 y O2) en un sistema biológico 

bajo la presencia de luz. En este proceso son utilizados microorganismos fotosintéticos como 

algunas microalgas y cianobacterias capaces de llevar a cabo el proceso de fotosíntesis 

oxigénica (Anisha & John, 2014). En la biofotólisis del agua, el bioH2 se produce mediante 

la absorción de luz y transferencia de electrones (Singh & Das, 2018). La principal desventaja 

de este proceso radica en tasas de producción muy variadas y bajas. 

• Fotofermentación  

En este proceso intervienen bacterias fotoheterótrofas que utilizan luz como fuente de 

energía, sin embargo, no sintetizan sus compuestos carbonados a partir de CO2 como en el 

caso de las microalgas y cianobacterias involucradas en la biofotólisis. En su lugar, estas 

bacterias consumen moléculas orgánicas como ácido acético, ácido láctico y ácido butírico 

del medio y lo convierten en hidrógeno. A este tipo de bacterias se les conoce como "púrpuras 

no sulfurosas", los géneros de bacterias productoras de bioH2 en este proceso que han sido 

más estudiados son Rhodobacter y Rhodospirillum (Martínez & García, 2010). En esta 

metodología la luz es necesaria para la fermentación de los compuestos orgánicos y su 

posterior conversión a hidrógeno. 

• Fermentación oscura 

En la FO, la producción de bioH2 ocurre bajo condiciones anaerobias. La ruta clave de este 

proceso radica en la fermentación de sustratos ricos en carbohidratos mediante bacterias para 

su posterior conversión a bioH2 y otros productos intermediarios como alcoholes y ácidos 

grasos volátiles (AGVs) (Akroum-Amrouche et al., 2013). En este proceso, la fermentación 

depende del tipo y de la combinación de microorganismos utilizados, ya que la capacidad 

fermentativa está presente solo en algunos microorganismos. La mayoría de bacterias usan 

la glucosa como carbohidrato inicial para el proceso de fermentación, sin embargo, existen 

algunas otras que pueden degradar otros carbohidratos  (Martínez & García, 2010; Bernardo 

Ruggeri, Tonia Tommasi, 2015). 
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En el presente trabajo se hará uso de técnicas biológicas para producción de hidrógeno, más 

específicamente el proceso de FO debido a su bajo costo, baja demanda energética, eficiencia 

y practicidad. 

2.4. Producción de hidrógeno vía fermentación oscura  

La FO es de gran interés debido a las múltiples ventajas que éste presenta ante el resto de los 

métodos biológicos para la producción de bioH2, como lo son: no necesita de una fuente de 

luz, es un proceso económico y tiene la versatilidad de utilizar varios tipos de sustratos, 

incluyendo aquellos que pueden ser considerados como residuos (Cieciura-Włoch & 

Borowski, 2019). Durante la FO, los monosacáridos como la glucosa y la xilosa son la 

principal fuente de carbono. Sin embargo, algunos polisacáridos como el almidón y la 

celulosa también suplen la demanda de carbono de los microorganismos, aunque éstos 

últimos son más difíciles de fermentar debido a su complejidad estructural (Ntaikou et al., 

2010). 

La reacción de biotransformación de la glucosa a ácido acético, bioH2 y CO2 (Ec. 2.2) es la 

ecuación aceptada como referencia para la estimación teórica de producción de hidrógeno 

(Argun & Kargi, 2011). 

C6H12O6 + 2H2O            2CH3COOH + 4H2 + 2CO2 

ΔG°= -206 KJ 

En la ecuación, la energía libre negativa indica que la reacción ocurre de manera espontánea 

y no requiere de ninguna fuente externa de energía. En teoría, se producen 4 moles de bioH2 

por cada mol de glucosa cuando el ácido acético es el único ácido graso volátil (AGV) como 

producto. Sin embargo, en práctica esta eficiencia disminuye debido a que parte de la glucosa 

es usada por los microorganismos para su crecimiento (Argun & Kargi, 2011). 

Como se mencionó con anterioridad, los microorganismos involucrados en la producción de 

bioH2 vía FO, tienen la capacidad de convertir una variedad de carbohidratos en hidrógeno. 

Esto permite el uso de diversos sustratos en el proceso. Varios autores han reportado un sinfín 

de codigestiones para la producción de bioH2, por ejemplo; vinaza de tequila con nejayote, 

residuos vegetales con residuos animales, suero de queso con agua residual de cervecería, 

etc. (Cieciura-Włoch & Borowski, 2019; Cruz-López et al., 2022; García-Depraect et al., 

Ec. 2.2 
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2017; L. M. Reyna-Gómez et al., 2021). En las codigestiones se emplean dos sustratos 

diferentes como medio de alimentación para las bacterias productoras de hidrógeno, esto se 

hace debido a que las codigestiones de dos residuos diferentes incrementan la producción de 

biogás a partir de la biomasa gracias a la optimización de la relación C/N (Qin et al., 2019). 

Las opciones de sustratos a emplear en las codigestiones para el proceso de fermentación 

oscura son variadas. Este proceso tiene la ventaja de utilizar residuos municipales, agrícolas 

e industriales como sustratos (Valta et al., 2017). Entre los sustratos reportados en la literatura 

para su uso en la presente metodología están: Residuos lignocelulósicos (Cáscaras de frutas, 

residuos de la industria del papel, algunos residuos de la industria alimenticia, etc.), suero de 

queso, lodos de plantas de tratamiento de aguas, residuos de la industria cárnica, residuos de 

la industria del pan, entre otros (Argun & Dao, 2017; Cieciura-Włoch & Borowski, 2019; 

Qin et al., 2019; Reyna-Gómez et al., 2019; Valta et al., 2017). 

2.5. Retos en la producción de hidrógeno vía fermentación oscura 

El proceso de FO consiste en descomponer materia prima rica en celulosa o cualquier otro 

polisacárido, la cual resulta en la producción de bioH2, ácidos orgánicos y alcoholes. Si bien 

la producción de hidrógeno vía fermentación oscura utilizando consorcios microbianos 

mixtos ha demostrado ser factible, se han detectado ciertos factores que comprometen su 

estabilidad y eficiencia. La inestabilidad observada en este proceso es ocasionada por 

diversos factores como: cambios en la composición del consorcio microbiano, presencia de 

microorganismos consumidores de hidrógeno, la acumulación de productos durante la 

fermentación y la aparición de microorganismos metanogénicos que consumen los sustratos 

de las bacterias productoras de H2 (Castelló et al., 2020). Además, el rendimiento de 

hidrógeno obtenido durante la FO es 50% menos que el rendimiento teórico (Levin et al., 

2009). Otra de las problemáticas que enfrenta el proceso es la producción de DQO residual, 

la cual tiene que ser removida antes de ser descargada en los cuerpos de agua. Por último, la 

FO se enfrenta a un gran problema en cuanto a la composición del biogás generado durante 

el proceso, pues dicho biogás contiene alrededor de un 50-60% de CO2, el cual es una 

cantidad considerable que debe ser removida (Azad & Rasul, 2019). A partir de lo anterior, 

nace la necesidad de desarrollar un sistema óptimo de producción de bioH2 de manera 

continua, en el cual se obtenga un alto rendimiento de este, se produzca menos CO2, se 

elimine el metano del proceso y que genere menor DQO residual, para así hacer más atractivo 
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este proceso y llevarlo a escala industrial. Sin embargo, para tal objetivo se deben de controlar 

ciertas variables descritas a continuación.  

2.6. Factores de importancia en la producción de hidrógeno vía fermentación oscura  

A lo largo de los años de investigación en el campo, se han detectado diversos factores clave 

que se deben tomar en cuenta si se quiere optimizar el proceso de producción de bioH2 a 

través de la FO. Entre los factores fundamentales a considerar se encuentran los siguientes: 

• Temperatura 

La temperatura es uno de los factores más importantes en el proceso, ya que influencia las 

actividades fisiológicas de los microorganismos, incluyendo a producción de metabolitos (Y. 

Zhang & Shen, 2006). Cuando la temperatura varía, la concentración de AGVs también varía, 

lo cual indica un cambio en las rutas metabólicas de los microorganismos (Bernardo Ruggeri, 

Tonia Tommasi, 2015). Según Chen et al., 2005 la producción de hidrógeno mediante un 

consorcio microbiano  incrementa cuando la temperatura aumenta de 33 a 39°C, y decrece 

cuando la temperatura sobrepasa los 41°C. La producción máxima de hidrógeno ocurre 

cuando el medio se encuentra en una temperatura de 35°C, pues los microorganismos 

utilizados para este fin suelen ser mesofílicos, teniendo una mayor proliferación cuando se 

trabaja a temperaturas que oscilan de 30 a 40°C (Bernardo Ruggeri, Tonia Tommasi, 2015).  

• pH 

Otro factor de suma importancia en el proceso de la FO es el pH. Este parámetro debe ser 

estrictamente regulado en el proceso de codigestión anaerobia ya que no solo afecta el 

rendimiento de la producción de bioH2, sino que también altera los productos generados en 

el proceso de fermentación y la composición de las comunidades microbianas (Bernardo 

Ruggeri, Tonia Tommasi, 2015). De acuerdo con Mizuno et al., 2000 la producción máxima 

de bioH2 ocurre cuando el pH del medio es de 5.5 y dicha producción es totalmente inhibida 

cuando el pH se acidifica a valores de 4.5. En biorreactores batch o discontinuos, la máxima 

producción de bioH2 (1.47 mol H2/mol hexosa ocurre a pH 5.2, mientras que a pH 4 la 

producción es inhibida y a pH 6 la producción decrece considerablemente (Bernardo Ruggeri, 

Tonia Tommasi, 2015). 
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• Tiempo de retención hidráulico (TRH) 

El TRH es otro de los factores a tener en cuenta si se busca mejorar la producción de bioH2. 

El TRH se refiere al periodo de tiempo en el cual una unidad de sustrato interactúa con los 

microorganismos en el biorreactor para obtener la bioconversión deseada (Banu J et al., 

2021). Este parámetro se ve alterado por diversos factores como la velocidad de reacción 

(por ejemplo; el tipo y concentración del sustrato), la concentración de células viables en la 

reacción, la composición del sustrato, etc. Diversos autores reportan que el TRH ideal en la 

FO para la hidrogénesis puede variar desde pocas horas hasta 1 día (24 H) (Lay et al., 2010; 

Scoma et al., 2013; Yang et al., 2006), mientras qué, para la metanogénesis, se requiere de 

varios días (Arimi et al., 2015). Los tiempos de retención más largos podrían no ser 

recomendables para la producción de bioH2 debido a la transición de la fase de acidogénesis 

a la metanogénesis. Por lo que, los en los tiempos de retención más cortos, se podría ver 

inhibido el crecimiento de bacterias metanogénicas (Hallenbeck & Ghosh, 2009), ya que 

dichas bacterias crecen de 4 a 5 veces más lento que las bacterias productoras de hidrógeno 

(Bernardo Ruggeri, Tonia Tommasi, 2015).  

• Configuración del reactor 

Existe una gran variedad de biorreactores utilizados para producir hidrógeno mediante el 

proceso de FO, entre ellos se encuentran los reactores de tanque agitado (CSTR, por sus 

siglas en inglés), los reactores anaerobios de lecho fluido (AFBR, por sus siglas en inglés), 

los reactores anaerobios de flujo ascendente (UASB, por sus siglas en inglés) y los reactores 

de membrana (MBR, por sus siglas en inglés). La conversión del o los sustratos a bioH2 

mediante FO depende principalmente de la configuración del biorreactor y de las condiciones 

de operación. Un biorreactor eficiente, se caracteriza por tener la habilidad de funcionar a un 

TRH más bajo y, además de esto, debe de tener la capacidad de evitar el lavado de la biomasa 

causado por el bajo TRH (Banu J et al., 2021). En la tabla 2.3 se presentan las ventajas y 

desventajas de los biorreactores anteriormente mencionados.  
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Tabla 2.3. Ventajas y desventajas de los diferentes sistemas de biorreactores utilizados en la producción de bioH2.

Configuración 

del biorreactor 

Ventajas Desventajas Referencia 

CSTR *Permite regular la 

agitación del medio. 

*Permite una mayor 

transferencia de masa. 

*El lavado del inóculo ocurre frecuentemente. 

*Requiere de un periodo de aclimatación previo. 

(Castillo-Hernández et al., 2015; 

Kuan Yeow Show et al., 2011) 

AFBR *Propicia la formación de 

biopelículas en la superficie. 

*Posee buena capacidad de 

mezcla y el estrés producido 

por ello es menor en 

contraste con los reactores 

CSTR.  

*Pueden operar con bajos 

TRH. 

*Son más propensos al lavado del inóculo en contraste con 

los CSTR.  

Requiere de altas cantidades de energía. 

(Z. P. Zhang et al., 2007, 2008) 

UASB *Tiene la mayor eficiencia 

de conversión a hidrógeno 

con un menor TRH. 

*El lavado del inóculo es 

mínimo. 

*Su arranque es prolongado, pues requiere de tiempo de 

aclimatación. 

*Presenta una elevada cantidad de biomasa en el efluente. 

*Alta retención de sólidos. 

(Banu J et al., 2021; Rajesh Banu 

et al., 2015) 

MBR *Disminuye 

considerablemente la DQO 

residual. 

*El tiempo de retención de sólidos (TRS) es alto. 

*Producción de bioH2 limitada.  

*Elevados costos de operación. 

(Banu J et al., 2021; Oh et al., 

2004) 
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• Relación C/N 

Toda materia orgánica es capaz de producir biogás a partir del proceso de fermentación 

anaerobia. Para una óptima producción de biogás, los niveles de micro y macronutrientes en 

el medio deben estar en abundancia, ya que el crecimiento de bacterias se inhibe cuando estos 

nutrientes faltan. El carbono y el nitrógeno son los principales elementos que las bacterias 

acetogénicas (productoras de bioH2) y metanogénicas utilizan como fuente de alimentación. 

El carbono y el nitrógeno fungen como fuente de energía y como medio para la formación 

de nuevas células, respectivamente (Bernardo Ruggeri, Tonia Tommasi, 2015), además, la 

relación C/N, es un parámetro de suma importancia que se debe considerar cuando se trabaja 

con codigestiones pues no solo contribuye a tener un balance de nutrientes, sino que también 

coadyuva a la amortiguación del pH de los sustratos, impactando de manera positiva en los 

procesos bioquímicos involucrados en la producción de hidrógeno (Lirio María Reyna-

Gómez et al., 2019). El exceso o el déficit de nutrientes en el medio puede afectar la actividad 

biológica y la diversidad microbiana en el biorreactor, causando variaciones en los productos 

de la fermentación (Oztekin et al., 2008). Según Wang & Wan, 2009, la concentración de 

nitrógeno en el medio tiene un rol fundamental en la producción de bioH2 a través de FO, 

pues el nitrógeno forma parte de proteínas, ácidos nucleicos y diversas enzimas que son 

encargadas del crecimiento de las bacterias productoras de hidrógeno. Una alta concentración 

de nitrógeno podría inhibir la producción de bioH2 debido a que propiciaría un cambio en la 

estructura microbiana y, consecuentemente, un cambio en las rutas metabólicas de los 

microorganismos (Koskinen et al., 2007; Oh et al., 2003). Por otro lado, una baja 

concentración de nitrógeno compromete el crecimiento celular (C. Y. Lin & Lay, 2004).  

Diversos autores han intentado definir una concentración de nitrógeno adecuada para el 

proceso de FO, sin embargo, es imposible definir una óptima relación C/N debido a las 

diferencias que se llegan a presentar entre las configuraciones del biorreactor, las condiciones 

de operación y las características fisicoquímicas de los sustratos empleados (Del Pilar 

Anzola-Rojas et al., 2015).  

Existen varias discrepancias entorno a esto, por ejemplo, según Xia et al., 2016 el rango 

óptimo de C/N en digestiones anaerobias va de un rango de 20 a 30. Por otro lado, Lin & 

Lay, 2004 obtuvieron su mejor rendimiento de bioH2 (4.8 mol H2/mol de sucrosa) utilizando 
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una relación C/N de 47, Cheong & Hansen, 2007 obtuvieron la máxima producción de bioH2 

(25 mLH2/h g) trabajando con una relación C/N 30 en un medio termofílico utilizando agua 

residual de rastro como sustrato. En contraste, existen autores que reportan una mayor 

producción de bioH2 a relaciones C/N altas, tal es el caso de Argun et al., 2008, los cuales 

observaron el mejor rendimiento de bioH2 (281 mL H2/g de almidón) trabajando con una 

relación C/N de 200. Sin embargo, pese a estas grandes diferencias, la relación C/N en un 

rango de 20 a 40 es comúnmente utilizada como un parámetro asociado al mejoramiento de 

la capacidad de amortiguación de pH del sistema, y, por consiguiente, al mejoramiento en la 

producción de bioH2 (Basak et al., 2018; Ferreira et al., 2018; Gomez-Romero et al., 2014; 

Prapinagsorn et al., 2018). 

• Inóculo 

Otro de los parámetros a considerar en el proceso de fermentación oscura para la producción 

de bioH2 es el inóculo, pues de ahí provienen las bacterias generadoras de este biogás. Una 

cantidad apropiada de un cultivo externo como inóculo es esencial para una efectiva 

fermentación oscura (Ghimire et al., 2016). Se ha reportado el uso de cultivos puros de 

Enterobacter aerogenes, Clostridium butyricum y Clostridium acetobutyricum para la 

producción de bioH2. Sin embargo, también se han utilizado consorcios microbianos 

provenientes de lodo anaerobio de plantas tratadoras de agua debido a la diversidad 

microbiológica que estos presentan, pero estos últimos tienen que ser previamente tratados 

por métodos de CT, radiación UV, tratamiento alcalino o ácido con el objetivo de eliminar 

ciertas bacterias consumidoras de hidrógeno y bacterias metanogénicas (Argun & Dao, 2017; 

Ghimire et al., 2016). Además, el empleo de consorcios microbianos durante el proceso de 

codigestión anaerobia tiene como objetivo prevenir la competencia entre las comunidades 

microbianas nativas presentes en los sustratos y las comunidades del inóculo. Se ha visto que 

el uso de consorcios microbianos favorecen la proliferación de bacterias productoras de 

hidrógeno en el proceso de fermentación durante la fase de acidogénesis (Ahn et al., 2020). 

Algunos de los principales géneros bacterianos productores de bioH2 presente en los 

consorcios microbianos son: Clostridium, Prevotella, Enterobacter, Megasphaera, 

Acetobacter, Bacillus, etc.  (Dzulkarnain et al., 2022). 
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• Sustrato 

En la actualidad, una gran cantidad de residuos orgánicos son producidos en diversas 

industrias, en la agricultura, e incluso en los domicilios particulares (Bernardo Ruggeri, 

Tonia Tommasi, 2015). Diversos autores han aprovechado dichos residuos para la 

producción de bioH2 vía FO. Se ha reportado el uso de paja de cebada, rastrojo de maíz y las 

mazorcas de este, así como también el bagazo de caña, y residuos de cocina (Li & Jin, 2015; 

Urbaniec & Bakker, 2015). Lin & Lay, 2005 estudiaron la producción de bioH2 en un 

biorreactor batch usando diversos residuos orgánicos, incluyendo residuos de arroz y papa 

(ricos en carbohidratos), residuos de huevo y carne (ricos en proteínas) y grasa de carne 

incluyendo piel de pollo (ricos en grasas). En dicho estudio, concluyeron que la naturaleza 

química de los sustratos tiene una influencia importante en la producción de bioH2 y en el 

óptimo control de pH. Un sustrato debe ser rico en carbohidratos, de fácil acceso y barato, 

además de provenir de fuentes sustentables, pues aquellos sustratos considerados como 

residuos son más atractivos debido a su bajo costo, además de que permiten ser valorizados, 

pues, no solo dichos residuos serían tratados, sino que, también, se les daría un segundo 

propósito como lo es la generación de bioH2. Aunado a esto, los sustratos deben de requerir 

un nulo o mínimo pretratamiento para ser sometidos a la FO (Cieciura-Włoch & Borowski, 

2019).  

2.7. Microorganismos involucrados en la producción de hidrógeno vía fermentación 

oscura  

En los últimos años se ha dado especial interés en el proceso de digestión anaerobia (DA) 

para la producción de energía renovable en forma de biogás o CH4, e incluso en la producción 

de bioH2, a través de la FO (Nasir et al., 2012; Ntaikou et al., 2010). La DA es generalmente 

catalogada como un proceso de cuatro fases: (1) ocurre el rompimiento de moléculas 

orgánicas complejas hacia sustancias simples y solubles. (2) Se forman ácidos grasos 

volátiles (AGVs) e hidrógeno. (3) el consumo de AGVs e hidrógeno. (4) Se produce metano 

a partir de los AGVs y el H2 consumido (Wainaina et al., 2019). Usualmente, para los 

residuos orgánicos, es necesario un método de tratamiento previo al proceso de FO (Patinvoh 

et al., 2017). Después del pretratamiento ocurre una hidrólisis de los sustratos, en donde las 

bacterias acidogénicas y acetogénicas como Butyribacterium y Clostridium transforman las 

sustancias solubles en AGVs y bioH2 (Wainaina et al., 2019). 
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Durante el proceso de FO, algunas bacterias transforman las sustancias orgánicas presentes 

en el medio a bioH2 y CO2, y los metabolitos solubles en agua como el ácido butírico, acético, 

propiónico y etanol. En la figura 2.3 se observa la ruta para la obtención de bioH2 en el 

proceso de FO. 

 

Figura 2.3. Ruta de producción de bioH2 a través de la FO. Adaptado de Bernardo Ruggeri, 

Tonia Tommasi, 2015. 

Existen ciertas diferencias entre la DA y la FO. La FO es parte de la DA, pues comprende 

los pasos de hidrólisis, acidogénesis y acetogénesis, omitiendo el paso de la metanogénesis. 

En la FO, el principal objetivo es la producción de bioH2, mientras que, en la AD, el principal 

objetivo es producir biogás rico en CH4. Otra de las diferencias entre estos procesos es que, 

en la FO se debe de inhibir el crecimiento de bacterias metanogénicas (las cuales consumen 

el hidrógeno), para ello, se llevan a cabo estrategias como el pretratamiento del inóculo, la 

operación a un TRH más bajo y a pH más bajos de 7. En la DA, se opera a un TRH mucho 

más alto y se opera a un pH cerca de 7. Usualmente la DA se realiza después de la FO para 

lograr una producción máxima de energía, además de una óptima remoción de DQO 

(Bharathiraja et al., 2016; Khan et al., 2016). 
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La producción de bioH2 está asociada a la presencia de la proteína ferroxidina (Fd) en los 

microorganismos. Esta proteína funge como acarreadora de electrones con un bajo potencial 

redox. La transferencia de electrones de Fd a H+ es catalizada por enzimas hidrogenasas como 

se muestra en la Figura 2.4. 

 

Figura 2.4. Producción de hidrógeno molecular a partir de piruvato. Adaptado de Bernardo 

Ruggeri, Tonia Tommasi, 2015. 

Otras enzimas involucradas en la producción de bioH2 son las nitrogenasas, [NiFe] 

hidrogenasas y [FeFe] hidrogenasas. Las nitrogenasas catalizan una reacción que fija 

nitrógeno a amonio y es acompañada de una obligada reducción de protones H+ a hidrógeno. 

La reducción de nitrógeno a amonio con la subsecuente producción de hidrógeno requiere de 

ATP. Caso contrario de las hidrogenasas, ya que éstas no requieren de ATP para producir 

hidrógeno (Vignais et al., 2001). Las hidrogenasas consisten de una proteína que contiene un 

núcleo catalítico Fe-Fe y puede tener una variedad de donadores y aceptores de electrones. 
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Estas tres enzimas dependen del ambiente para su óptimo funcionamiento en la producción 

de hidrógeno, puesto que son muy sensibles al oxígeno y deben ser separadas de este 

elemento para lograr una producción óptima de hidrógeno, por lo que las condiciones 

anaerobias son óptimas para su funcionamiento (Bernardo Ruggeri, Tonia Tommasi, 2015). 

Los microorganismos anaerobios facultativos producen un máximo de 2 moles de bioH2 por 

cada mol de glucosa consumido, mientras que los anaerobios estrictos producen un máximo 

de 4 moles de hidrógeno. Por lo que estos últimos microorganismos son más eficientes en la 

producción de bioH2 (Bernardo Ruggeri, Tonia Tommasi, 2015).  

Un estudio realizado por Gomez-Romero et al., 2014 reportaron bacterias del género 

Klebsiella, Lactobacillus, Citrobacter, Enterobacter y Clostridium como principales 

productoras de hidrógeno. Otros autores han reportado a los géneros Prevotella, 

Megasphaera y algunas especies del género Bacillus como productoras de hidrógeno 

(Castelló et al., 2020; Patel et al., 2014; Tapia-Venegas et al., 2015). 

Si bien el género Clostridium, en general, es conocido por su gran capacidad de producir 

hidrógeno, Clostridium acetobutylicum ha sido identificada como la especie con mejor 

eficiencia en la producción de este gas en conjunto con la producción de ácido butírico y 

ácido acético. Esto se debe principalmente a la habilidad que presenta de fermentar una 

variedad de sustratos y que en su genoma se encuentran presentes genes que codifican a 

ambas hidrogenasas [FeFe] y [NiFe] (hydA) (Bernardo Ruggeri, Tonia Tommasi, 2015). 

2.7.1. Factores que favorecen el crecimiento de bacterias productoras de hidrógeno 

Como se mencionó anteriormente, existen múltiples factores que son de vital importancia en 

el proceso de fermentación oscura, como lo son el pH, temperatura y la relación C/N de los 

sustratos. Según diversos autores, los valores óptimos de pH para la producción de bioH2 van 

de 5.2 a 5.7, la temperatura óptima es de 35-37°C y la relación de C/N del medio deberá ser 

de 20 a 40 (Bernardo Ruggeri, Tonia Tommasi, 2015; Gomez-Romero et al., 2014; Reyna-

Gómez et al., 2019). Estos parámetros son debido a que la mayoría de las bacterias 

productoras de bioH2 (como Clostridium, Megasphaera y Prevotella, etc.) tienen sus 

condiciones óptimas de crecimiento bajo estos estándares, por lo qué, un ambiente de este 

tipo propicia su desarrollo en el biorreactor. 
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Otro factor que favorece la proliferación de estas bacterias es la cantidad de nutrientes 

disponibles en el medio. Hussy et al., 2005 detallaron la efectividad de ciertos elementos 

como Mg, Ma, Zn, K, I, Mn, NH4, Ni, Ca, Cu y Mo y evaluaron como es que estos elementos 

actúan en el ciclo de vida bacteriano y concluyeron que los elementos más importantes para 

la estabilidad bacteriana fueron el magnesio, sodio, zinc y hierro.  

Aunado a lo anterior, en sistemas continuos, un TRH corto favorece la producción de bioH2, 

puesto que las bacterias productoras como Clostridium tienen la capacidad de multiplicarse 

más rápido que las bacterias metanogénicas. Se reportan TRH que van desde las 6 hasta las 

12 horas para una óptima producción de bioH2 (Bernardo Ruggeri, Tonia Tommasi, 2015; 

Hallenbeck et al., 2012). 

2.7.2. Mecanismos moleculares involucrados en la producción de hidrógeno  

Cada método de obtención de bioH2 es dependiente de enzimas productoras de hidrógeno 

encontradas en cada microorganismo individualmente (Bernardo Ruggeri, Tonia Tommasi, 

2015). Dichas enzimas catalizan la reacción redox ilustrada en la Ec. 2.3. 

2H+ + 2e− → H2  

La formación de H2 molecular sigue generalmente dos rutas en presencia de coenzimas 

específicas. Por un lado se tiene la ruta de la piruvato ferroxidina oxirreductasa (PFOR) y 

por otro, la ruta del piruvato-formato-liasa (PFL) (Cabrol et al., 2017). En ambos casos, la 

glucosa se convierte primero en piruvato, la cual, posteriormente, da lugar a acetil-CoA, Fd 

reducida o formato tal como se observa en la Figura 2.5. 

Ec. 2.3 
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Figura 2.5. Rutas de fermentación para la producción de hidrógeno a partir de glucosa en 

condiciones anaerobias. El piruvato puede ser convertido a formato, a través de la ruta PFL, 

la cual es más común en anaerobios facultativos, o reducido a Fd y CO2 a través de la ruta 

PFOR que es más común en anaerobios estrictos. Adaptado de Ramírez-Morales et al., 

2015. 

En la ruta PFOR, la producción de bioH2 ocurre gracias a la oxidación de la ferroxidina 

reducida (Fdred) mediane la acción de una hidrogenasa dependiente de ferroxidina (Fd-

[FeFe]). Esta ruta es principalmente usada por microorganismos anaerobios estrictos, como 

aquellos del género Clostridium, los cuales, bajo específicas condiciones, son capaces de 

oxidar directamente el NADH generado durante el proceso de la glicolisis para producir 

moléculas de hidrógeno adicionales a través de otras dos hidrogenasas; hidrogenasa 

dependiente de NADH (NADH-[FeFe]) y bifurcando las rutas de hidrogenasa dependiente 

de NADH-Fdred (NADH-Fdred-[FeFe]) (Tapia-Venegas et al., 2015). Por ende, si se reoxida 

todo el NADH se podrían obtener un total de 4 moléculas de H2 a partir de la fermentación 

de una molécula de glucosa. En la ruta PFL, a partir del piruvato se forma formato, el cual, a 

su vez, da origen a H2 y CO2 mediante el complejo formato-hidrógeno liasa (FHL), el cual 
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contiene una hidrogenasa [NiFe]. Esta ruta metabólica es usada por los microorganismos 

anaerobios facultativos como las bacterias del género Enterobacteria (Cai et al., 2011). 

Dependiendo del microorganismo, lo anterior puede ocurrir a través de la acción de la 

hidrogenasa [NiFe] (hidrogenasa Ech) o de la hidrogenasa [FeFe] dependiente de formato 

(Tapia-Venegas et al., 2015). Los anaerobios facultativos, al tener presente solamente la ruta 

PFL, no pueden accesar al NADH directamente para la producción de bioH2, por ende, en 

teoría, están limitados a producir solo 2 moles de bioH2 por mol de glucosa consumido 

(Hallenbeck et al., 2012). 

2.8. Agua residual como sustrato en la producción de hidrógeno  

Los sustratos tienen un rol fundamental en el proceso de FO, pues intervienen directamente 

con la producción y el rendimiento de bioH2. La importancia de los sustratos radica en su 

contenido de carbohidratos, su biodisponibilidad y su capacidad de ser biodegradados 

(Ghimire, 2016). Si bien se han estudiado sustratos ideales y puros como glucosa, sucrosa y 

mezclas de almidón teniendo resultados prometedores (J. Wang & Wan, 2009), el principal 

objetivo de la FO es producir bioH2 de manera renovable y sostenible, por lo que, se requiere 

de sustratos considerados como residuos que provengan de fuentes accesibles, renovables y 

económicas (Ren et al., 2011).  

Diversos estudios han empleado sustratos complejos para la producción de bioH2 mediante 

FO, estos sustratos son conformados por agua residual de diversos giros 

industriales/domésticos. Existen trabajos que han reportado producción de bioH2 usando la 

fracción orgánica de residuos municipales (C. C. Chen et al., 2012), agua residual 

proveniente de residuos de agricultura, agua residual de la industria alimenticia (como 

nejayote, agua residual proveniente de las almazaras y suero de queso) y efluentes de granjas 

y plantas tratadoras de agua (Kapdan et al., 2009; K. Y. Show et al., 2012).  

El agua residual de ciertas industrias contienen gran cantidad de materia orgánica degradable, 

la cual mantiene el balance de nutrientes para la producción de bioH2 a partir de ella 

(Angenent et al., 2004). Sivagurunathan et al., 2015 estudiaron el agua residual de la industria 

cervecera como sustrato en un reactor de celda inmovilizada trabajándolo a un TRH de 1.5, 

sus resultados arrojaron una velocidad de producción de hidrógeno (RPH) de 55 L/L-d, 

mayor que en sistemas alimentados con otro tipo de agua residual. Cappelletti et al., 2011 
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realizaron un estudio utilizando agua residual de una planta de procesamiento de yuca como 

sustrato, inoculado con la cepa ATCC 824 de Clostridium acetobutylicum para la producción 

de bioH2. El equipo de investigadores reportó un rendimiento máximo de 2.41 mol H2/mol 

de glucosa, mostrando una buena eficiencia de esta agua residual como sustrato. Además, 

concluyeron que, entre más concentrado estaba el sustrato, menor era la producción de bioH2. 

No solo se ha utilizado agua residual de la industria alimenticia para la producción de bioH2, 

sino también de otros giros, como la industria textil. Tal es el caso del trabajo realizado por 

Chiu Yue Lin et al., 2017 que emplearon dicho efluente para la producción de bioH2, 

obteniendo como resultado un rendimiento máximo de hidrógeno de 1.52 mol H2/mol de 

hexosa y un RPH de 3.9 L/L-d. El uso de agua residual como sustrato para la FO no solo es 

una fuente sostenible de producción de hidrógeno, sino también permite reducir el costo de 

tratamiento de estos efluentes, siendo una buena alternativa como materia prima para la 

generación de energías renovables además de ayudar a la gestión de residuos en múltiples 

giros industriales (Preethi et al., 2019). 

2.9. Codigestiones reportadas en la producción de bioH2  

Como se mencionó con anterioridad, un factor clave para la producción de bioH2 es la 

disponibilidad de nutrientes en el medio, con una óptima relación C/N y capacidad de 

amortiguar el pH (Bernardo Ruggeri, Tonia Tommasi, 2015). Aquí es donde las 

codigestiones toman un papel fundamental, pues muestran mejor eficiencia que las 

monodigestiones, ya que ofrecen mayor disponibilidad de nutrientes, variabilidad de 

sustratos y dilución de compuestos tóxicos (Lirio María Reyna-Gómez, 2021). 

Las aguas residuales de las industrias han ganado campo últimamente en la producción de 

hidrógeno, esto debido a su abundancia, a su naturaleza contaminante y a sus características 

óptimas para la fermentación oscura. A continuación, en la tabla 2.4 se presentan algunas de 

las principales digestiones/codigestiones empleadas en la producción de bioH2. 

 

 

 

 



33 
 

 

Tabla 2.4 Trabajos recientes en la generación de bioH2 usando residuos orgánicos 

Sustrato Inóculo Pretratamiento 

del inóculo 

Reactor Condiciones de 

operación 

Referencia 

Suero de queso 

+ residuos de 

frutas 

Consorcio 

microbiano  

Adaptación  Batch R 2L, T 37°C, 

pH 5.5, C/N = 

21 

(Gomez-

Romero et 

al., 2014) 

Vinaza+ 

nejayote 

Consorcio 

microbiano  

Choque térmico, 

microaereación 

y luz 

Batch R 4L, T 35°C, 

pH 5.5, C/N = 

NE 

(García-

Depraect et 

al., 2017) 

Residuos 

vegetales + 

Residuos 

animales 

Consorcio 

microbiano  

Choque térmico Batch R 0.70 L, T 

35°C, pH 5.5, 

C/N = 364 

(Cieciura-

Włoch & 

Borowski, 

2019) 

Residuos de la 

industria 

alimenticia + 

residuos de 

ganado porcino 

Consorcio 

microbiano  

- Batch R 0.25 L, T 

35°C, pH 7-8, 

C/N = NE 

(Ahn et al., 

2020) 

Agua residual 

de ganado 

vacuno 

Consorcio 

microbiano  

- Batch R 5 L, T 45°C, 

pH 5.5, C/N = 

NE 

(Tang et 

al., 2008) 

Agua residual 

de la industria 

cervecera 

Klebsiella 

pneumoniae 

- Batch R 0.25 L, T 

35°C, pH 5.5, 

C/N = NE 

(Estevam et 

al., 2018) 

*T=Temperatura, *R=Reactor, *NE= No especificado 
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Materiales y métodos 

3.1. Diagrama experimental 

En la figura 3.1, se presenta un esquema general de la metodología experimental que consta 

de tres etapas. La primera etapa consistió en el montaje de 2 grupos de microrreactores batch 

con la codigestión NEJ-ARR con dos diferentes relaciones C/N (20 y 30) y como principal 

característica del estudio fue el pretratamiento al inóculo (CT y UV). Posteriormente, en la 

segunda etapa, se realizó el escalamiento a un biorreactor de tanque agitado en modalidad 

batch de 3 L de volumen de trabajo a partir de las mejores condiciones para la producción de 

bioH2 obtenidas en los microrreactores batch. Posterior a ello, en la tercera y última etapa, se 

replicaron las condiciones del mejor biorreactor batch para operar el sistema en modo 

continuo con el objetivo de lograr la producción ininterrumpida de bioH2 además de lograr 

mejores rendimientos y mayor degradación de materia orgánica. 

 

Figura 3.1. Descripción general de la metodología experimental de la codigestión NEJ-

ARR durante la FO empleando un consorcio microbiano. 
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3.2. Sustratos 

Se emplearon dos aguas residuales de la industria alimenticia como sustrato. El primer 

residuo corresponde al agua residual generada en el proceso de nixtamalización del maíz 

(NEJ) obtenida de un molino ubicado en la ciudad de Apodaca, Nuevo León. El segundo 

sustrato, ARR, fue preparada en el laboratorio de fisicoquímica del Instituto  de Ingeniería 

Civil, consistió de una solución sintética emulando las características fisicoquímicas del agua 

generada en los rastros, para dicho objetivo, se preparó una solución 50% M/V que consistía 

de carne de res y agua destilada, la carne de res se dejó remojando durante dos horas en un 

vaso de precipitado de 2 litros, posterior a ello, fue desechada la parte sólida y se trabajó con 

el líquido sobrante del proceso, cuidando siempre la relación 2 a 1. La caracterización de 

ambos sustratos se realizó para cada muestreo semanal en el laboratorio de fisicoquímica del 

Instituto de Ingeniería Civil. Para la toma de muestra, se utilizaron los criterios establecidos 

por la PROY-NMX-AA-003/3-SCFI-2008 y se conservó la muestra en refrigeración a 4°C 

hasta su uso, con la intención de evitar el crecimiento de microorganismos y por, 

consiguiente, que las características fisicoquímicas se vieran alteradas (NMX,2008). 

3.3. Preparación y caracterización de la codigestión  

El proceso de FO fue llevado a cabo utilizando la codigestión de NEJ-ARR. Cada sustrato 

fue caracterizado individualmente y, posteriormente, fueron ajustados a las relaciones C/N 

anteriormente mencionadas. Una vez preparada la codigestión, fue sometida a un tratamiento 

de sonoquímica a 20 kHz por un periodo de 30 minutos utilizando un procesador ultrasónico 

marca Cole-Parmer de 750 watts, esto con el objetivo de hidrolizar los polisacáridos 

presentes en el nejayote (Ong & Wu, 2020). Posterior a este tratamiento, se ajustó el pH de 

la codigestión a 5.50 ± 0.05 y así propiciar un medio óptimo para la producción de bioH2 

(Bernardo Ruggeri, Tonia Tommasi, 2015), para este propósito, se utilizaron los buffers 

NaOH 1 N y H2SO4 5 N. Una vez realizada la codigestión, se tomó una alícuota para 

cuantificar la concentración de azúcares reductores y compararla con la concentración 

después de realizar el tratamiento de sonoquímica. Para tal objetivo, se empleó el método 

DNS reportado previamente por Alarcón, 2019. 

En cuanto a la caracterización fisicoquímica de los sustratos, se determinaron 

individualmente los siguientes parámetros: pH, utilizando un potenciómetro Thermo 

Scientific modelo Orion; Carbohidratos totales (CHT), empleando el método de Dubois 
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(Dubois et al., 1956); Demanda química de oxígeno (DQO), la cual fue llevada a cabo bajo 

los lineamientos de la NMX-AA-030-SCFI-2001, utilizando la metodología previamente 

reportada por Reyna-Gómez et al., 2019. Y, por último, nitrógeno total (NT), el cual fue 

cuantificado utilizando el método estandarizado de Hach (kit Hach 10-150 mg/L). Para medir 

los azúcares reductores, CHT, DQO y NT, fue utilizado un espectrofotómetro UV-vis Perkin 

Elmer modelo Lambda 365. Las metodologías anteriormente mencionadas son desglosadas 

y explicadas en el punto 4.5.4. del presente trabajo. 

3.4. Inóculo 

El inóculo utilizado en este estudio consistió de lodo granular anaerobio (LGA), el cual fue 

obtenido de una planta tratadora de agua residual de una empresa cervecera ubicada en la 

ciudad de Monterrey, México, siguiendo la metodología establecida por la norma oficial 

mexicana NOM-004-SEMARNAT-2002 (Cruz-López et al., 2022; SEMARNAT, 2003). 

Posterior a ello, la muestra fue refrigerada a 4°C. Se tomaron dos alícuotas para pretratar el 

inóculo. El primer pretratamiento consistió de un choque térmico, calentando el inóculo a 

baño maría a 100°C durante 30 minutos, usando una plancha de calentamiento marca Thermo 

Scientific modelo Cimarec. El segundo método de pretratamiento fue llevado a cabo 

utilizando una lámpara UV de 254 nm. Para este objetivo, Se utilizó un sistema que consistía 

en una lámpara UV de 254 nm puesta dentro de una chaqueta de enfriamiento de cuarzo. La 

lámpara junto con la chaqueta de enfriamiento fueron puestas dentro de un vaso de 

precipitado de 1 L que contenía el inóculo a una agitación constante. Todo el sistema se 

montó dentro de una cámara de madera color negro con el objetivo de absorber la radiación 

UV. El inóculo fue irradiado con la lámpara durante 15 minutos. Ambos pretratamientos 

fueron llevados a cabo con el objetivo de inhibir microorganismos metanogénicos y 

garantizar la producción de bioH2 (Yun et al., 2015). 

3.5. Operación de biorreactores para la codigestión NEJ-ARR 

Como se muestra en el diagrama general de la etapa experimental en el punto 3.1, se 

montaron un total de 4 microrreactores batch divididos en 2 grupos. Posterior a ello, se eligió 

el método de pretratamiento y la relación C/N con mayor producción de bioH2 para escalar 

el proceso a 3 biorreactores batch de 3 L con diferentes características; dos cuyo 

pretratamiento del inóculo fue CT y uno con pretratamiento UV, con el objetivo de visualizar 

el efecto de éste último pretratamiento a una escala mayor. La nomenclatura de estos 
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biorreactores batch fue RBL1, RBL2 y RBL3, cuyas características son descritas en la figura 

3.1. Por último, se replicaron las condiciones del biorreactor batch más eficiente para la 

operación en modo continuo. Se montaron un total de dos biorreactores continuos (RC1 y 

RC2). Los parámetros de operación de cada biorreactor son detallados a continuación. 

3.5.1. Microrreactores batch 

Con la finalidad de evaluar la influencia que tiene el pretratamiento del inóculo en el sistema 

y la relación C/N del medio, se montaron una serie de 4 microrreactores batch de la 

codigestión NEJ-ARR en botellas serológicas de 125 mL con un volumen de trabajo de 90 

mL. Los 4 microrreactores se dividieron en dos grupos descritos en la figura 3.2, mismos 

que fueron analizados a las 12, 24 y 48 h de incubación.  

 

Figura 3.2. Grupos de microrreactores batch montados de la codigestión NEJ-ARR. 

Cada microrreactor se identificó como: C/N 20 CT, C/N 30 CT, C/N 20 UV y C/N 30 UV, 

los cuales fueron operados a una agitación constante de 90 RPM, pH inicial de 5.50 ± 0.05 y 

temperatura de 28°C ± 2°C en una incubadora marca Thermo Scientific modelo MaxQ 4000. 
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En cada tren de reacción se dio seguimiento a sus características fisicoquímicas como pH, 

consumo de DQO, CHT, ST y STV (véase sección 3.5.5), así como también se midió la 

cantidad de biogás generado y la composición de este en cada microrreactor a las 12, 24 y 48 

horas de la reacción de FO. 

El volumen de producción de biogás en los microrreactores batch se midió con el método de 

desplazamiento de agua utilizando una aguja de jeringa conectada a una manguera, que, en 

su otro extremo, fue colocado al interior de una bureta invertida y sumergida a un recipiente 

con agua donde se puede observar el desplazamiento del líquido debido al biogás producido 

como se observa en la figura 3.3. (Lirio María Reyna-Gómez et al., 2019). 

 

Figura 3.3. Sistema de desplazamiento de agua a través de una bureta invertida para medir 

el biogás generado en los microrreactores batch durante la FO de la codigestión NEJ-ARR. 

3.5.1.1. Análisis cinético de la producción de bioH2 

Con el propósito de validar los resultados experimentales de la FO de la codigestión NEJ-

ARR, la producción acumulativa de bioH2 se ajustó a los microrreactores C/N 20 CT, C/N 

30 CT, C/N 20 UV y C/N 30 UV con la ecuación modificada de Gompertz (Ec. 3.1) (Gadhe 

et al., 2013; Lirio María Reyna-Gómez, 2021). 

 

Ec. 3.1 
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Donde H representa el volumen acumulativo de bioH2 producido (mL/L), Hmax es el 

potencial de producción de bioH2 (mL*L-1), Rm es la velocidad de producción (mL*h-1), ʎ 

representa la fase de latencia (h), t el tiempo de incubación (h), e la constante de Euler 

(2.718). 

3.5.2. Biorreactores batch de 3 L 

Posterior a la obtención de resultados de los microrreactores batch, se seleccionó trabajar con 

CT como método de pretratamiento del inóculo y con una relación C/N 30, debido a que bajo 

estas características se obtuvo una mayor producción de bioH2. Se montaron un total de tres 

biorreactores batch de 5 L con un volumen de trabajo de 3 L. Para tal objetivo, se utilizó un 

biorreactor modelo Biostat A de la marca Sartorius Stedim Biotech. Las características de 

cada biorreactor se muestran en la figura 3.4. 

A estos biorreactores se les asignó la nomenclatura RBL1, RBL2 y RBL3. El propósito del 

RBL1 y RBL2 fue de comparar a influencia que tiene el medio RCM suministrado al inicio 

de la FO, puesto que la única diferencia entre estos reactores fue que el RBL1 contenía 10% 

V/V de medio RCM y el RBL2 no. El último biorreactor batch, el RBL3, fue montado con 

las mismas características del RBL1, variando solamente en el método de pretratamiento del 

inóculo, el cual fue irradiado con luz UV, esto con el objetivo de evaluar el impacto del 

método de pretratamiento del inóculo en la producción de bioH2 a un volumen de trabajo de 

3 L y como segunda evaluación de dicho pretratamiento en la producción de bioH2 vía FO.  

 

Figura 3.4. Características y condiciones de operación de los tres biorreactores batch 

montados utilizando la codigestión NEJ-ARR. 
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3.5.3. Biorreactores continuos de 3L 

Con la finalidad de lograr una producción constante de bioH2, se operó de manera continua 

un par de biorreactores empleando la codigestión NEJ-ARR con un TRH de 6 h. Para este 

propósito se eligió el método de pretratamiento CT al LGA, pues resultó ser el más efectivo 

en la producción de bioH2 en los experimentos pasados, además de mantener los parámetros 

de pH = 5.0 ± 0.05, relación C/N=30, y 10% V/V de medio RCM. El par de biorreactores 

continuos (RC1 y RC2) se montaron con las características descritas en la figura 3.5. 

 

Figura 3.5. Parámetros de operación de los biorreactores continuos durante la FO de la 

codigestión NEJ-ARR a pH=5.0 ± 0.05, relación C/N=30, medio RCM y TRH=6 h.  

Como se observa en la figura 3.5, la única diferencia del RC1 y el RC2 radica en la agitación, 

pues, el RC1 se operó a una agitación de 40 RPM, y, el RC2, se operó a una agitación de 80 

RPM. Ambos biorreactores fueron operados hasta los 20 y 18 ciclos, respectivamente a un 

TRH de 6 horas. Para este último parámetro, se utilizó una bomba peristáltica externa 

acoplada al biorreactor para extraer el efluente y una bomba peristáltica interna del 

biorreactor para la alimentación (afluente), tal y como se observa en la figura 3.6.  
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Figura 3.6. Sistema de alimentación del biorreactor continuo y bomba peristáltica externa 

acoplada para el efluente.  

Para la medición de biogás en los biorreactores batch y continuos de 3 L, se utilizó el mismo 

método de los microrreactores batch como se observa en la figura 3.7. En este caso, se utilizó 

un condensador de gases equipado en el biorreactor de tanque agitado, acoplando una 

manguera que, en su otro extremo, estaba sumergida en el sistema de bureta invertida.  

 

Figura 3.7. Sistema de medición de biogás acoplado al biorreactor Biostat A. 
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3.5.4. Métodos analíticos para la caracterización de los sustratos y la evaluación del 

proceso de fermentación oscura 

A continuación, se describen las metodologías de las pruebas fisicoquímicas empleadas para 

la caracterización de los sustratos individuales, la codigestión ARR-NEJ al inicio y durante   

el proceso de FO. 

• Potencial de hidrógeno (pH)  

Para el análisis de pH se siguió la metodología establecida en la norma mexicana NMX-AA-

008-SCFI-2016 (NMX, 2016). Para los sustratos individuales y codigestiones se tomó una 

muestra de 100 mL, mientras que para los microrreactores batch se tomó una muestra de 50 

mL. Las muestras fueron depositadas en un vaso de precipitado de 100 mL y se midió el pH 

con la ayuda de un potenciómetro modelo Orión, marca Thermo Scientific. Se realizaron tres 

lecturas de pH in situ y se tomó el promedio de éstas para cada caso, cuidando que no hubiese 

una variación mayor a 0.03 unidades de pH entre cada una de ellas.  

• Carbohidratos totales (CHT) 

Para éste objetivo se empleó el método fenol-sulfúrico, también conocido como método de 

Dubois (Dubois et al., 1956). Gracias a que los carbohidratos son sensibles a los ácidos 

fuertes y altas temperaturas, se realiza una hidrólisis ácida con H2SO4, rompiendo los 

polisacáridos en monosacáridos. Después se presentan una serie de reacciones como la 

deshidratación simple hasta llegar a furanos y otros compuestos coloridos. La coloración de 

los monosacáridos se realiza gracias a la condensación de compuestos fenólicos, por lo que 

el fenol interviene en el proceso.  

Procedimiento:  

1. Se preparó una solución de muestra diluida en agua destilada, procurando que la 

concentración quede en un rango de 10-100 µg/mL, que es el rango de la curva de 

calibración.  

2. Se pasó 1 mL de la dilución previamente realizada a tubos de ensaye. 

3. Se le agregó 500 µL de solución acuosa de fenol al 5% a cada tubo, para 

posteriormente adicionarle 3.5 mL de H2SO4 concentrado. 

4. Se homogenizó en vórtex a máxima velocidad por 10 segundos. 
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5. Se dejó atemperar la muestra aproximadamente 15 minutos para posteriormente 

determinar la intensidad de la coloración naranja obtenida en el espectrofotómetro 

UV-vis modelo Lambda 365, marca Perkin Elmer a una longitud de onda de 480 nm 

frente a un blanco previamente preparado con agua destilada. 

 

• Demanda química de oxígeno (DQO) 

La DQO representa la cantidad total de materia orgánica presente en una muestra acuosa. El 

método de DQO es un proceso acelerado de biodegradación de materia que es usualmente 

realizada por microorganismos, por medio de una oxidación forzada con ciertos agentes 

oxidantes y métodos estándar. El método utiliza sulfato de plata (Ag2SO4) como catalizador 

en la oxidación de compuestos alifáticos lineales y sulfato de mercurio (HgSO4) para inhibir 

haluros que pueden interferir con el análisis (Méndez, 2021).  

La determinación de DQO, para este objetivo, se realizó de acuerdo al procedimiento 

establecido en la NMX-AA-030-SCFI-2001 mediante el método espectrofotométrico (NMX, 

2001). Las muestras sometidas a este procedimiento, al igual que para los CHT, fueron los 

sustratos individuales, las codigestiones y las reacciones de FO a diferentes tiempos para el 

caso del modo de operación batch y para el afluente y efluente en el modo de operación 

continuo.  

Soluciones y reactivos: 

Se prepararon tres soluciones principales. La primera fue una disolución estándar de biftalato 

de potasio (C8H5KO4). Para ello, se pesó 0.851 del reactivo y, posteriormente se secó durante 

2 h a 120°C. Una vez secado, se disolvió en agua y se aforó a 1 L en un matraz de aforación. 

La segunda disolución preparada fue la de Ag2SO4 en H2SO4. Para esto, se pesaron 15 g de 

Ag2SO4 y se disolvieron en 1 L de H2SO4 concentrado. Una vez realizada la solución, se dejó 

reposar durante 48 horas en un frasco ámbar para asegurar la completa disolución de los 

reactivos.  

Por último, se preparó la solución digestora, pesando 10.216 g de dicromato de potasio 

(K2Cr2O7) que posteriormente se secó a 105°C durante 2 horas. Una vez seco, se añadieron 
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500 mL de agua destilada, 167 mL de H2SO4 concentrado y 33.300 g de HgSO4 para 

posteriormente aforar la solución a 1 L con agua destilada.  

Curva de calibración:  

Para elaborar la curva de calibración, se realizaron los cálculos necesarios con la ecuación 

3.2 con la finalidad de conocer los distintos volúmenes de cada dilución a realizar. La 

solución patrón de C8H5KO4 se preparó a una concentración de 1000 mg/L y se realizaron 

las diluciones correspondientes para obtener las concentraciones de 200, 400, 600, 800 y 

1000 mg/L, que fue el rango de la curva de calibración. 

C1V1 = C2V2     

Procedimiento:  

1. Una vez realizadas las diluciones, se tomó una muestra del estándar de 2.5 mL y se 

colocó en su respectivo tubo de digestión con tapa. 

2. En la campana de gases, se añadió a cada uno de los tubos 1.5 mL de solución 

digestora y 3.5 mL de la disolución Ag2SO4/H2SO4. 

3. Una vez adicionada la disolución Ag2SO4/H2SO4, se taparon los tubos 

inmediatamente para evitar la volatilización de los compuestos orgánicos y se 

homogenizó la mezcla en el vórtex a máxima velocidad por 10 segundos.  

4. Los tubos preparados se colocaron en el digestor marca Hach modelo DRB 200, 

previamente aclimatado a 150°, la reacción de digestión se configuró a 2 h. 

5. Una vez pasadas las 2 h de digestión, se dejaron enfriar los tubos alrededor de 10 

minutos, para posteriormente medir la absorbancia a 600 nm en el espectrofotómetro 

UV-vis marca Perkin Elmer modelo Lambda 365. 

Cuantificación de DQO para las muestras: 

Para determinar la concentración de DQO en cada una de las muestras problema (Sustratos 

individuales, codigestiones y biorreactores) se empleó el siguiente procedimiento:  

1. Se tomaron 2.5 mL de la muestra a analizar previamente diluida a un factor de 

dilución (FD) que quede dentro de la curva y se colocaron en tubos para digestión  

2. Se repitió el proceso de la curva de calibración a partir del punto 2. 

Ec. 3.2 
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NOTA: Para analizar la reacción de FO en los biorreactores, la alícuota tomada para su 

posterior análisis fue centrifugada durante 5 minutos a 3600 RPM y se trabajó con el 

sobrenadante con el objetivo de eliminar las interferencias que el inóculo granular podría 

presentar. 

• Sólidos totales (ST) 

Esta determinación fue llevada a cabo para los sustratos individuales y todos los procesos de 

FO (microrreactores y biorreactores CSTR en sus distintos modos de operación). Los ST 

fueron medidos de acuerdo a la NMX-AA-034-SCFI-2015 (NMX, 2015), siguiendo los 

pasos descritos a continuación. 

Preparación de crisoles: 

1. Se introdujeron los crisoles a la estufa (Thermo Scientific, modelo Heratherm Oven) 

a una temperatura de 105 °C ± 2 °C durante 12 horas. 

2. Se sacaron los crisoles de la estufa y se dejaron enfriar en un desecador durante 20 

minutos. 

3. Se pesaron los crisoles y se introdujeron nuevamente a la estufa durante 20 minutos 

4. Se repitió el ciclo desecador-estufa durante 20 minutos hasta obtener un peso 

constante con una diferencia no mayor a 0.0005 g en dos pesadas consecutivas.  

Procesamiento de muestra: 

1. Se agitó la muestra para su homogeneización. 

2. Con ayuda de una probeta graduada, se tomó un volumen de 15 mL y se colocó en 

un crisol previamente llevado a peso constante. 

3. Se llevó el crisol a secar en la estufa a una temperatura de 105 °C ± 2 °C durante 12 

horas. 

4. Se repitieron los pasos 2, 3 y 4 del apartado de preparación de crisoles.  

Cálculos:  

Terminando los análisis con muestra, se tomó en cuenta el peso del crisol vacío previamente 

llevado a peso constante con el peso del crisol con muestra después del procedimiento de 

peso constante, aplicando la ecuación 3.3. 
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Donde:  

ST = Sólidos totales en mg/L. 

m3= Peso del crisol con el residuo, después de la evaporación, en g. 

m1= Masa del crisol vacío en peso constante, en g. 

V= Volumen de la muestra en mL. 

 

• Sólidos totales volátiles (STV) 

Los STV basan su fundamento en la pérdida de peso que sufre la muestra después de ser 

sometida a una calcinación a 550 °C.  La presente determinación, al igual que en el caso de 

los ST, se realizó mediante el procedimiento establecido en la NMX-AA-034-SCFI-2015 

(NMX, 2015). Siguiendo estos pasos:  

1. Se introdujo a la mufla (Thermo Scientific, modelo Linderbeg M) el crisol con 

residuo de la prueba de ST. 

2. Se configuró la mufla para qué suba la temperatura lentamente a 550 °C, manteniendo 

las condiciones durante dos horas. 

3. Una vez que la mufla baje a los 100 °C, se retiró el crisol con ceniza y se introdujo a 

la estufa durante 20 minutos a 105 °C ± 2 °C. 

4. Se realizó peso constante al crisol con ceniza hasta que la variación fuese menor a 

0.0005 g en dos pesadas consecutivas.  

Cálculos: 

Una vez realizado el peso constante a la muestra, se procedió a realizar el cálculo de los SVT, 

aplicando la ecuación 3.4. 

 

 

Donde: 

Ec. 3.3 

Ec. 3.4 
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STV = Sólidos totales volátiles en mg/L 

m3 = Es la masa del crisol con el residuo de ST después de la evaporación, en g. 

m4 = Es la masa del crisol con el residuo de STV después de la calcinación, en g. 

V = Es el volumen de la muestra en mL. 

• Nitrógeno total (NT) 

La presente determinación fue llevada a cabo para conocer el contenido de NT de los 

sustratos individuales (NEJ y ARR) con la finalidad de establecer la adecuada relación 

C/N. Para tal objetivo, se siguió el método HACH 10072, el cual consiste en una digestión 

con persulfato utilizando el kit de determinación de NT de la misma marca a un rango de 

concentración de 10 a 150 mg/L, siguiendo los siguientes pasos: 

1. Se precalentó el digestor Hach modelo DRB 200 a 105 °C 

2. Se añadió el sobre con reactivo persulfato que contiene el kit al tubo de digestión, 

para posteriormente adicionarle 0.5 mL de muestra 

3. Se taparon los tubos y se agitaron vigorosamente durante 30 segundos. 

4. Una vez que el digestor alcanzó la temperatura de 105 °C, se colocaron los tubos 

y se dejaron por 30 minutos. 

5. Una vez concluido el tiempo, se sacaron los tubos del digestor y se dejaron 

enfriando a temperatura ambiente durante 10 minutos. 

6. Se adicionó el reactivo A del kit de NT a los tubos, se agitaron vigorosamente 

durante 30 segundos, dejándolos reaccionar por 3 minutos. 

7. Transcurridos los 3 minutos, se les adicionó el reactivo B del kit de NT, se taparon 

y se agitaron vigorosamente durante 15 segundos, la solución se tornó de un color 

amarillento, dejándola reaccionar durante 2 minutos. 

8. Del tubo de digestión con los reactivos A y B, se tomó una alícuota de 2 mL y se 

adicionaron a los tubos del kit de NT con el reactivo C. Se invirtieron los tubos 

10 veces y se dejaron reaccionar durante 5 minutos. 

9. Transcurrido el tiempo, se toma la lectura correspondiente en el 

espectrofotómetro UV-vis (modelo Lambda 365 marca Perkin Elmer) a una 

longitud de onda de 400 nm.  
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• Azúcares reductores (método DNS) 

El presente método se realizó con el objetivo de determinar los azúcares reductores presentes 

en la codigestión antes y después del tratamiento de sonoquímica y evaluar la eficiencia de 

este tratamiento de hidrólisis. El método DNS (Ácido 3,5 Dinitrosalicílico) se basa en una 

reacción colorimétrica. El reactivo DNS es amarillo, pero al reaccionar se torna de un color 

pardo oscuro según la concentración de azúcares reductores de la muestra. El reactivo DNS 

se prepara con una solución de 100 mL con 2 g de NaOH disuelto, se agregan 2 g de DNS 

con agitación constante, 40 g de tartrato de sodio-potasio tetrahidratado, 0.4 g de fenol, 0.1 

g de sulfito de sodio y, posteriormente se afora a 200 mL con agua destilada (Miller, 1959). 

El método de determinación de azúcares reductores se realizó empleando el siguiente 

procedimiento: 

1. Se agregó 200 µL de muestra en tubos Eppendorf de 2 mL.  

2. Posterior a ello, se adicionaron 600 µL del reactivo DNS previamente preparado. 

3. Se llevaron los tubos Eppendorf a ebullición en baño María durante 5 minutos y, 

posterior a ello, se dejaron enfriar durante 10 minutos en un recipiente con hielo. 

4. Se añadió 1200 µL de agua destilada a los tubos Eppendorf para posteriormente 

homogeneizar en vórtex a máxima velocidad durante 10 segundos. 

5. Se procedió a realizar la lectura de la absorbancia mediante el espectrofotómetro UV-

vis (modelo Lambda 365 de marca Perkin Elmer) a una longitud de onda de 540 nm. 

 

3.6. Análisis de BioH2 y AGVs 

El análisis de bioH2 y ácidos grasos volátiles (AGVs) fue llevado a cabo mediante 

cromatografía de gases (CG). El presente análisis se realizó utilizando un cromatógrafo de 

gases marca Agilent Technologies modelo 7820 A, equipado con dos detectores; Detector de 

conductividad térmica (TCD, por sus siglas en ingles) y un detector de ionización de flama 

(FID, por sus siglas en inglés) para la identificación de bioH2 y AGVs, respectivamente.  

3.6.1. Condiciones para el análisis de gases 

Se utilizó un detector de conductividad térmica para el análisis de gases. Se trabajó en 

conjunto con una columna Carboxen 1006 PLOT, empleando Argón como gas de acarreo. 

Las condiciones del cromatógrafo fueron de 40 °C en el horno, una temperatura del inyector 
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de 180 °C, al igual que en el analizador. Las curvas de calibración fueron realizadas 

utilizando estándares con mezclas de gases (H2, CH4, CO y CO2) con concentraciones 

conocidas. 

3.6.2. Condiciones para el análisis de AGVs 

Los subproductos líquidos de la FO, como los son los AGVs, fueron analizados con el 

detector de ionización de flama, a dicho detector le fue acoplado una columna HP-INOWAX, 

empleando Argón como gas de acarreo. En cuanto a las condiciones cromatográficas, se 

trabajó con una rampa de calentamiento del horno de 70 a 180 °C con una velocidad de 

calentamiento de 10 °C por minuto, la temperatura del inyector fue de 250 °C, al igual que 

la temperatura del analizador. En este caso, para la realización de la curva de calibración, se 

empleó un estándar de Sigma Aldrich con ácidos orgánicos como: Ácido acético, Ácido 

propiónico, ácido butírico y ácido fórmico a diferentes concentraciones (2, 6 y 10 mmol). 

Para la preparación de las muestras de AGVs de los diferentes proceso de FO llevados a cabo, 

se tomó una alícuota de 2 mL en tubos Eppendorf, que posteriormente fueron centrifugados 

a 3600 RPM durante 10 minutos utilizando una centrífuga marca Thermo Scientific modelo 

Sorvall ST 16/16R. Posteriormente, el sobrenadante fue filtrado utilizando una jeringa de 5 

mL y acrodiscos con un tamaño de poro de 0.5 µm. Por último, el líquido filtrado fue 

depositado y sellado en viales para cromatografía de 2 mL y, posteriormente colocados en el 

muestreador de carrusel del equipo. 

3.7. Extracción de ADN e identificación de microorganismos 

Como parte del objetivo del presente trabajo, se determinó la composición microbiológica en 

ciertos tiempos y ciclos de los biorreactores en modalidad batch y continuo, respectivamente. 

La extracción de ácidos nucleicos fue realizada de la siguiente manera:  

• RBL1: 24 y 72 h  

• RBL2: 72 h  

• RBL3: 60 h  

• RC1: Ciclos 7 y 14 

• RC2: Ciclos 8, 13 y 16 
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La extracción de ADN partió de 0.25 g de muestra, utilizando el kit DNeasy PowerSoil de 

QIAGEN, el cual consiste en propiciar una lisis celular por métodos mecánicos y químicos. 

Durante la lisis celular se procede a la ruptura de la pared celular bacteriana formada por 

lípidos y proteínas (Madigan et al., 2015), permitiendo la liberación del material genético del 

núcleo celular. Los ácidos nucleicos se unen por adsorción en presencia de ciertas sales, el 

ADN genómico se captura en una membrana de sílica colocada en una membrana de 

centrifugado, posteriormente el ADN es lavado y finalmente se eluye de la membrana   

(QIAGEN, 2018). El procedimiento de extracción de ADN genómico se muestra en la Figura 

3.8. 

 

 

 

Figura 3.8. Procedimiento de extracción de ADN. Adaptado de (Lirio María Reyna-

Gómez, 2021). 

Una vez realizada la extracción de ADN, se procedió a realizar la secuenciación de dichas 

muestras para la identificación de especies microbianas presentes en las muestras 

anteriormente descritas. Las muestras de ADN fueron enviadas al laboratorio RTL 

Genomics, Texas, USA, en donde se realizó una secuenciación de amplicones, técnica 

avanzada de secuenciación de productos de PCR del gen 16s ARNr usando la plataforma 

MiSeq Illumina.  
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Resultados y discusión 

4.1. Caracterización fisicoquímica de los sustratos  

En la tabla 4.1 se presenta la caracterización fisicoquímica de los sustratos empleados. Por 

un lado, el NEJ presenta un pH de 10.35 ± 1.97, una alta concentración de CHT (17,747 ± 

1910 mg/L) y una concentración de NT de 179 ± 80 mg/L. Por otra parte, el ARR tiene un 

pH de 5.69 ± 0.06, una baja concentración de CHT (1217 ± 358 mg/L) y una concentración 

de NT de 2588 ± 793 mg/L. García-Depraect et al., 2017 reportaron el uso de NEJ como 

sustrato en el proceso de fermentación oscura para la obtención de bioH2, reportando que el 

NEJ tiene un pH de alrededor de 12 ± 0.2, una concentración de CHT de 16,015.8 ± 1649.7 

mg/L y una concentración de NT de 440 ± 21.2 mg/L lo que se asemeja a los resultados 

obtenidos en la caracterización fisicoquímica en el presente trabajo. Sin embargo, el pH del 

NEJ es variable, porque depende de diversos factores como el molino donde es obtenido, la 

cantidad de cal que le es suministrada durante el proceso de nixtamalización, etc. En cuanto 

al ARR, Khamtib & Reungsang, 2014 reportaron características muy similares a las 

obtenidas, destacando variaciones considerables en el pH y los CHT, en donde obtuvieron 

un valor de pH de 7.12 ± 0.14 en contraste con los 5.69 ± 0.06 que se obtuvieron en este 

trabajo. Para el caso de los CHT, ellos obtuvieron una concentración de 440 ±80 mg/L en 

contraste con los 1217 ± 358 mg/L cuantificados en esta investigación. Esto significa que el 

ARR utilizada en el presente trabajo presenta casi tres veces más carbohidratos que los 

reportados en la literatura, además, el pH del ARR utilizada en el presente se adapta más a la 

codigestión que se empleó, teniendo un efecto amortiguador de pH más eficiente. 

La concentración de CHT y NT de ambos sustratos es idónea para generar una codigestión y 

someterse al proceso de fermentación oscura, sin embargo, dado al pH alcalino del nejayote 

es necesario el uso de soluciones amortiguadoras como H2SO4 5 N para establecer el pH 

inicial en 5.5 ± 0.05, rango óptimo en el cual el crecimiento de bacterias productoras de bioH2 

se ve favorecido (Mizuno et al., 2000).  
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Tabla 4.1. Caracterización fisicoquímica de los sustratos (NEJ y ARR) empleados en la 

codigestión. 

Sustrato pH CHT mg/L DQO mg/L NT mg/L ST g/L SVT g/L 

Nejayote 10.35 ± 

1.97  

17,747 ± 

1910 

35,212 ± 

2054 

179 ± 80 24.21 ± 

5.24 

18.13 ± 

4.81 

ARR 5.69 ± 

0.06 

1217 ± 358 15,969 ± 

4936 

2588 ± 

793 

18.22 ± 

0.02 

16.64 ± 

0.01 

 

4.2. Efecto del tratamiento de sonoquímica en la concentración de azúcares reductores 

de la codigestión 

Una vez caracterizados los sustratos individuales, se mezclaron a una relación C/N 30 para 

posteriormente, someter la codigestión a un tratamiento por sonoquímica con el objetivo de 

hidrolizar los polisacáridos presentes en los sustratos y, de esta manera, facilitar la 

fermentación de monosacáridos y así incrementar la producción de bioH2. Para tal motivo, 

se empleó un procesador ultrasónico de marca Cole-Parmer de 750 watts operado a 20 kHz 

durante 30 minutos. En la figura 4.1 se muestra la concentración de azúcares reductores 

presentes en la codigestión NEJ-ARR antes y después del tratamiento por sonoquímica en 

múltiples análisis. Como se puede apreciar, la concentración de azúcares reductores se 

incrementó en un 58 ± 0.35% al final del tratamiento. Este resultado concuerda con lo 

reportado por Tao et al., 2017 quienes lograron incrementar el contenido de azúcares 

reductores de 7.49 mg/g a 11.2 mg/g de biomasa rica en lignocelulosa, aplicando un 

pretratamiento de sonoquímica a 20 kHz durante 30 minutos. El tratamiento por ultrasonido 

de los sustratos ha demostrado favorecer la producción de bioH2 mediante el proceso de FO. 

Un estudio conducido por H. Wang et al., 2012 utilizando tallo de maíz (TM) como sustrato, 

demostró una mejora en la producción de bioH2 de 17.03 mL/gTM h cuando se le administro 

un tratamiento de sonoquímica al TM. Según sus resultados, la proporción de producción de 

bioH2 fue 6.1 veces mayor que cuando utilizaron TM sin sonoquímica. 
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Figura 4.1. Concentración en mg/L de azúcares reductores en la codigestión NEJ-ARR 

antes y después del tratamiento por sonoquímica (30 min, 20 kHz). 

4.3.Operación de los microrreactores batch 

Después de la caracterización fisicoquímica de los sustratos, se realizó el primer experimento 

que consistió en la puesta en marcha de una serie de microrreactores batch de 90 mL de 

volumen de trabajo con el fin de evaluar el potencial de la codigestión NEJ-ARR en la 

producción de bioH2, además de evaluar el efecto del método de pretratamiento del inóculo 

(LGA), siguiendo la metodología presentada en la figura 3.1 del capítulo 3. Para tal objetivo, 

se montaron dos grupos de microrreactores; el primer grupo consistió de 2 microrreactores 

cuyo inóculo fue tratado con CT, uno de ellos fue montado bajo una C/N 20 y otro a C/N 30, 

la misma logística se le aplicó al otro grupo restante, cuyo pretratamiento al inóculo fue 

radiación UV. 

4.3.1. Efecto del pretratamiento del inóculo en la producción de bioH2 

Para evaluar el efecto del CT y UV al inóculo, se dio seguimiento a la evolución de los dos 

grupos de microrreactores batch montados a lo largo de 48 horas, con tiempos de muestreo a 

las 12, 24 y 48 horas del proceso de FO.  

• Microrreactores tratados con CT 

El primer método de pretratamiento a evaluar fue el CT. En la figura 4.2 se presentan los 

resultados de producción de biogás acumulado por 48 h de los microrreactores batch 
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conteniendo la codigestión NEJ-ARR con relaciones C/N 20 y 30. Como se puede observar 

en dicha figura, el volumen de biogás acumulado en la serie de microrreactores fue similar 

(~10 mL) en las primeras 12 h. Posteriormente, se incrementó de manera importante en el 

microrreactor C/N 30 CT, acumulando 78 mL a las 24 h y 88 mL a las 48 h.  Por su parte, el 

microrreactor C/N 20 CT, en el mismo intervalo de tiempo, mantuvo una producción de 

biogás acumulado por debajo de los 20 mL. A partir de la descripción anterior, el 

microrreactor C/N 30 CT produjo 4 veces más biogás. 
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Figura 4.2. Volumen de biogás acumulado a diferentes tiempos de reacción de los 

microrreactores pertenecientes al primer grupo (CT, 90 RPM, 28 ± 2°C, pH inicial 5.50 ± 

0.05). 

A partir del análisis cromatográfico de las muestras de biogás de este primer grupo de 

microrreactores, se pudo determinar la composición del biogás generado a los diferentes 

tiempos del proceso de FO. Para ambos microrreactores, los productos de la FO fueron bioH2 

y CO2. Como se puede observar en la figura 4.3, la producción de bioH2 presentó un 

incremento en ambos microrreactores durante las 48 h de reacción. Enfatizando que, el 

microrreactor C/N 30 CT logró producir un volumen acumulado de 7 mL de bioH2 al final 

del proceso, lo que representa un 43% más que el C/N 20 CT. A partir de las condiciones 

experimentales en este grupo, la producción de bioH2 se vio favorecida trabajando con una 

relación C/N 30, esto se le podría atribuir a los efectos que tiene dicha relación C/N en el 

balance de nutrientes, así como la capacidad de amortiguar el pH de la codigestión, 
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retrasando la acidificación del medio y, por ende, la inhibición de la producción de bioH2 

(Hernández-Mendoza et al., 2014; Lirio María Reyna-Gómez, 2021). 
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Figura 4.3. Volumen de bioH2 acumulado a diferentes tiempos de reacción de los dos 

microrreactores pertenecientes al primer grupo (CT, 90 RPM, 28 ± 2°C, pH inicial 5.50 ± 

0.05). 

el CT resultó ser eficiente inhibiendo el crecimiento de microorganismos metanogénicos, 

evitando la producción de CH4, puesto que dicho gas no se detectó en ningún tiempo de 

muestreo. Esto podría ser atribuido a que los microorganismos metanogénicos son 

susceptibles a altas temperaturas y, a diferencia de especies productoras de bioH2 como 

aquellas del género Clostridium, son incapaces de esporular en condiciones desfavorables, 

haciéndolas menos resistentes (Bernardo Ruggeri, Tonia Tommasi, 2015; Madigan et al., 

2015; Lirio María Reyna-Gómez et al., 2019). 

Como parte del presente estudio en la evaluación de producción de bioH2 vía fermentación 

oscura, se realizó el monitoreo de diversos parámetros fisicoquímicos como pH, CHT, DQO, 

ST y STV. Esto con el objetivo de conocer la cantidad de sustrato que está siendo consumido 

por los microorganismos a lo largo de la reacción, y, en el caso del pH, ver cómo evoluciona 

a lo largo de las horas durante la FO y como impacta en la producción de bioH2. 

El pH es uno de los factores con mayor importancia en el proceso de FO para la producción 

de bioH2, pues afecta directamente las rutas metabólicas y la producción del gas de interés 
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(Lirio María Reyna-Gómez, 2021). En la figura 4.4 se observa la evolución del pH en los 

microrreactores del primer grupo a lo largo de la FO, el pH al inicio del proceso de FO fue 

ajustado a 5.50 en ambos microrreactores. Para el microrreactor C/N 30 CT, la evolución del 

pH fue de 4.92 (12 h), 4.49 (24 h) y 4.37 (48 h), en cambio, para el microrreactor C/N 20 CT, 

las mediciones de pH fueron de 4.41 (12 h), 4.23 (24 h) y 4.06 (48 h). A las 24 h existe una 

coherencia con los resultados descritos hasta ahora, pues en este punto es donde mayor 

producción de bioH2 hubo. En este tiempo, el microrreactor que mejor producción de bioH2 

tuvo (C/N 30 CT), presentó un pH de 4.49, este valor es ligeramente mayor que su contraparte 

C/N 20 CT, que fue de 4.23. Lo anterior nos indica una mayor eficiencia de la relación C/N 

30 asociada a la amortiguación intrínseca del pH por parte de la codigestión (Cruz-López et 

al., 2022). Esto concuerda con lo reportado en la literatura, pues, entre más ácido sea el pH, 

menor será la producción de bioH2 (Łukajtis et al., 2018). Si bien es ampliamente reportado 

que el pH óptimo para la producción de bioH2 oscila entre 5.5-7 (Mizuno et al., 2000; C. H. 

Wang et al., 2006), hay autores que reportan valores de pH de 4.5 a 7 para la producción de 

bioH2 utilizando residuos de la industria alimenticia como sustrato (Ghimire et al., 2015). 
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Figura 4.4. Evolución del pH a diferentes tiempos de reacción de los dos microrreactores 

pertenecientes al primer grupo (CT, 90 RPM, 28 ± 2°C, pH inicial 5.50 ± 0.05). 

Con respecto al consumo de CHT, se observó una tendencia similar en los dos 

microrreactores, siendo nuevamente el C/N 30 CT el que mayor eficiencia tuvo en todo el 

intervalo del estudio, presentando un consumo final del 35%, 10% más que el C/N 20 CT, el 
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cual solamente presentó un consumo final del 25% (véase figura 4.5). Lo anterior evidencia, 

nuevamente, que la relación C/N 30 favorece el consumo de materia orgánica y, por 

consiguiente, la producción de bioH2. 
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Figura 4.5. Porcentaje del consumo de CHT a diferentes tiempos de reacción de los dos 

microrreactores pertenecientes al primer grupo (CT, 90 RPM, 28 ± 2°C, pH inicial 5.50 ± 

0.05). 

La DQO, además de referirse a la cantidad de oxígeno necesaria para oxidar la materia 

orgánica y convertirla en CO2 y H2O, se refiere a el contenido orgánico biodegradable 

presente en los sustratos, tal y como se observa en la figura 4.6, el consumo de DQO en los 

microrreactores tratados con CT presenta una tendencia similar a la del consumo de CHT, 

siendo nuevamente, el C/N 30 CT, el que mayor consumo de DQO tuvo, alcanzando una 

remoción de hasta 60% al final de la FO, seguido del CN/ 20 CT, cuyo consumo de DQO al 

final de la reacción fue de 55%. La mayor remoción de DQO ocurrió en las primeras 12 horas 

de la reacción en ambos microrreactores CT. La eficiencia de la relación C/N 30 también fue 

observada en este parámetro. Esto es asociado a un posible mejor balance de nutrientes en el 

medio aunado a la mayor capacidad buffer de la relación C/N 30 (Lirio María Reyna-Gómez 

et al., 2019), propiciando una mayor proliferación de microorganismos, permitiendo que 

tanto el consumo de materia orgánica, como la producción de bioH2 hayan sido mejores en 
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el C/N 30 CT, pues el mismo patrón se observó en el consumo de ST y STV, donde esta serie 

presentó una mayor remoción al final del proceso de FO. 
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Figura 4.6. Porcentaje del consumo de DQO a diferentes tiempos de reacción de los dos 

microrreactores pertenecientes al primer grupo (CT, 90 RPM, 28 ± 2°C, pH inicial 5.50 ± 

0.05). 

Uno de los subproductos más importantes en la FO, son los AGVs, porque la presencia de 

algunos metabolitos permite inferir si las rutas metabólicas inherentes al proceso de FO 

favorecen la producción de bioH2. Con base en el ácido graso dominante en el proceso de la 

FO, se pueden categorizar diferentes tipos de fermentación para la producción de bioH2: 

Fermentación tipo butirato-acetato, fermentación tipo propionato, fermentación tipo etanol y 

fermentación mixta (J. Wang & Yin, 2019). Los AGVs fueron medidos en cada tiempo de 

muestreo de ambos microrreactores pertenecientes al grupo tratado con CT, Los AGVs 

producidos en cada uno se muestran en la figura 4.7. 
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Figura 4.7. Concentración en mmol de AGVs a diferentes tiempos de reacción de los dos 

microrreactores pertenecientes al primer grupo (CT, 90 RPM, 28 ± 2°C, pH inicial 5.50 ± 

0.05).  

En el caso del C/N 30 CT a las 12 h de reacción, además de ácido acético (15 mmol) también 

se cuantificó ácido propiónico (~1 mmol), ácido butírico (< 0.5 mmol) y ácido fórmico (< 

0.5 mmol). Sin embargo, a las 24 y 48 h de la FO, el metabolito predominante fue el ácido 

acético. Por su parte, en el C/N 20 CT se puede observar el ácido acético (15-20 mmol) y el 

ácido propiónico (1-3 mmol) como metabolitos predominantes durante las 48 h del proceso 

además de trazas de ácido butírico y fórmico. Para este último experimento, el consumo de 

AGVs es evidente (de 23.5 a 17 mmol) y se podría atribuir a la actividad microbiana como 

resultado de la acidificación del microrreactor.  

La predominancia del ácido acético podría confirmar que la ruta metabólica predominante 

favorece a la producción de bioH2 (Bernardo Ruggeri, Tonia Tommasi, 2015), sin embargo, 

la presencia de este metabolito no siempre resulta benéfica porque su acumulación en el 

sistema contribuye a la acidificación del medio (véase perfiles de pH en la figura 4.4), pues 

cuando el pH baja de 4.75, el ácido acético se protona y, dichas moléculas protonadas se 

impregnan en las células bacterianas a través de la difusión pasiva, disociando el citosol 

debido a una acumulación de aniones en la célula, lo que ocasiona una acidificación 

intracelular, lisando las células bacterianas (Sarkar et al., 2021). 
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De acuerdo con Bernardo Ruggeri, Tonia Tommasi, 2015, la predominancia del ácido acético 

en todos los tiempos de muestreo de ambos experimentos, se podría interpretar como una 

eficiente producción del gas deseado, sin embargo, en el microrreactor C/N 20 CT hubo 

presencia de ácido propiónico en los tres tiempos de muestreo, lo cual impacta negativamente 

en la producción de bioH2, ya que es ampliamente reportado que la aparición de este ácido 

graso inhibe la producción de bioH2 (J. Wang & Yin, 2019), dicho subproducto solo fue 

detectado en pequeña proporción a las 12 h del C/N 30 CT, estando ausente en los demás 

tiempos de muestreo, reflejándose en la mayor producción de bioH2 acumulado observada en 

este microrreactor. Cuando el ácido acético, además del ácido butírico predominan en el 

proceso, se le denomina fermentación tipo butirato-acetato. Este tipo de fermentación 

usualmente se da cuando en el sistema dominan especies del género Clostridium (J. Wang & 

Yin, 2019). Tal y como se observa en la ecuación 4.1 y 4.2, durante este tipo de fermentación, 

el rendimiento teórico de hidrógeno es el doble cuando el ácido acético es el producto final 

en vez del ácido butírico. 

C6H12O6 + 2H2O          2CH3COOH + 4H2 + 2CO2                       Ec. 4.1 

C6H12O6           2CH3CH2CH2COOH + 2H2 + 2CO2                  Ec. 4.2 

• Microrreactores tratados con UV 

El segundo método de pretratamiento al inóculo a evaluar fue la radiación UV. Para tal 

objetivo se trabajó con el segundo grupo de microrreactores que consistía en dos 

microrreactores al igual que en el primer grupo tratado con CT; un microrreactor con C/N 20 

y otro con C/N 30. En la figura 4.8 se aprecia el volumen de biogás acumulado del segundo 

grupo de microrreactores, como se puede observar, el volumen acumulado fue de 5 mL para 

ambos microrreactores (C/N 20 UV y C/N 30 UV) a las 12 h, de 10 y 12 mL, respectivamente 

a las 24 h y 19 mL para ambos microrreactores a las 48 h. En este grupo de microrreactores 

no hubo diferencia importante en la acumulación de biogás. Al comparar estos resultados 

con los reportados en el grupo de microrreactores tratados con CT (figura 4.2), es evidente 

que los microrreactores con choque térmico fueron más eficientes en la producción de biogás, 

específicamente el C/N 30 CT. 
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Figura 4.8. Volumen de biogás acumulado a diferentes tiempos de reacción de los dos 

microrreactores pertenecientes al segundo grupo (UV, 90 RPM, 28 ± 2°C, pH inicial 5.50 ± 

0.05). 

Respecto a la cantidad de bioH2 acumulado a lo largo de la FO en este segundo grupo, se 

puede apreciar en la figura 4.9 los resultados de dicho grupo de microrreactores tratados con 

UV (C/N 20 UV y C/N 30 UV). Se puede observar que para ambos microrreactores la 

cantidad de bioH2 acumulado fue de ~1 mL (12 h), ~2 mL (24 h) y 3.34 mL (48 h). Por lo 

tanto, no existe diferencia importante entre ambos sistemas. 

Por otra parte, los análisis cromatográficos revelan que en este grupo de microrreactores, 

además de CO2, produjo hasta un 12% de CH4. De acuerdo con el análisis bibliográfico, 

existe la posibilidad de que la presencia de bacterias metanogénicas haya inhibido la 

producción de bioH2, por lo que la presencia de dicho gas, repercute de manera negativa para 

el presente propósito (Bernardo Ruggeri, Tonia Tommasi, 2015; K. Zhang et al., 2011). 
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Figura 4.9. Cantidad de bioH2 acumulado a diferentes tiempos de reacción de los dos 

microrreactores pertenecientes al segundo grupo (UV, 90 RPM, 28 ± 2°C, pH inicial 5.50 ± 

0.05). 

Al comparar el volumen de bioH2 acumulado entre el grupo de microrreactores tratados con 

radiación UV y el grupo tratado con CT, a las 24 h, el microrreactor C/N 30 CT produjo 3 

veces más de bioH2 con respecto a los demás experimentos. Para los demás tiempos de 

reacción no se observaron cambios importantes. 

Entre los parámetros fisicoquímicos evaluados en este grupo de microrreactores, se encuentra 

el pH, CHT, DQO, ST y STV. La figura 4.10 muestra la evolución del pH de la codigestión 

NEJ-ARR a lo largo del proceso de FO en ambos microrreactores UV. Al igual que en el 

primer grupo de microrreactores, se ajustó el pH inicial a 5.50. El microrreactor C/N 30 UV 

presentó un perfil de pH de 4.79 (12 h), 4.54 (24 h) y 4.26 (48 h), mientras que el 

microrreactor C/N 20 UV presentó valores de pH muy similares: 4.79 (12 h), 4.58 (24 h) y 

4.15 al final del proceso (48 h). Al comparar estos resultados con el grupo de microrreactores 

tratados con CT, es evidente que la codigestión NEJ-ARR en el microrreactor C/N 30 CT, 

mostró un mejor amortiguamiento del pH y, por consecuencia, el favorecimiento de las rutas 

metabólicas productoras de bioH2 durante la FO en comparación a los microrreactores cuyo 

inóculo fue tratado con UV, donde la mayor acidificación de la codigestión inhibió la 

producción del gas deseado. 



65 
 

0 12 24 36 48

4.0

4.2

4.4

4.6

4.8

5.0

5.2

5.4

5.6

p
H

Tiempo (Horas)

 C/N 20 UV

 C/N 30 UV

 

Figura 4.10. Evolución del pH a diferentes tiempos de reacción de los dos microrreactores 

pertenecientes al segundo grupo (UV, 90 RPM, 28 ± 2°C, pH inicial 5.50 ± 0.05). 

Respecto al porcentaje de consumo de CHT, el microrreactor C/N 30 UV presentó una 

remoción del 10% a las 12 h, 20% a las 24 h y 28 % a las 48 h. Mientras que en el caso del 

microrreactor C/N 20 UV, presentó una remoción de 37% a las 12 h, incrementándose hasta 

un 43% de consumo al final del proceso (véase figura 4.11). Al comparar estos resultados, 

el C/N 30 UV mostró valores muy similares al porcentaje de CHT consumidos por el grupo 

de microrreactores tratado con CT, pero con la diferencia que se detectó la presencia de CH4 

en el grupo tratado con UV y una mayor acidificación del pH con respecto al C/N 30 CT. De 

los cuatro microrreactores montados, el microrreactor C/N 20 UV fue el que mayor consumo 

de CHT presentó, este resultado podría ser atribuido a una posible mayor diversidad 

microbiana, pues, como se mencionó con anterioridad, en este experimento hubo presencia 

de CH4 en todos los tiempos de muestreo. 
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Figura 4.11. Consumo de CHT a diferentes tiempos de reacción de los dos microrreactores 

pertenecientes al segundo grupo (UV, 90 RPM, 28 ± 2°C, pH inicial 5.50 ± 0.05). 

En la figura 4.12 se presenta el consumo de DQO a lo largo del proceso de la FO en el 

segundo grupo de microrreactores batch, evidenciando un comportamiento similar a la del 

consumo de CHT, pues nuevamente el microrreactor C/N 30 UV presentó un consumo de 

DQO en el intervalo de 55 a 66% durante las 48 h del proceso. Por su parte, el microrreactor 

C/N 20 UV presentó un mayor consumo de DQO, alcanzando una remoción superior al 70% 

durante la FO. Lo anterior representa una mejora de hasta el 22% de remoción de DQO en 

contraste con el primer grupo de microrreactores tratados con CT. Al igual que en dicho 

grupo, la mayor remoción de DQO ocurrió durante las primeras 12 horas de la FO. La mayor 

eficiencia en la remoción de DQO de los microrreactores tratados con UV es nuevamente 

asociada a una posible mayor diversidad microbiana en dicho grupo de microrreactores. El 

mismo patrón se observó en el consumo de ST y STV, en donde el microrreactor con mayor 

remoción de sólidos fue el C/N 20 UV alcanzando un 18% de remoción de ST y STV al final 

del proceso. 
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Figura 4.12. Consumo de DQO a diferentes tiempos de reacción de los dos microrreactores 

pertenecientes al segundo grupo (UV, 90 RPM, 28 ± 2°C, pH inicial 5.50 ± 0.05). 

Los microrreactores tratados con UV resultaron ser más eficientes removiendo la materia 

orgánica del sistema, sin embargo, en términos de producción de bioH2 resultaron ser muy 

inferiores comparados con los microrreactores tratados con CT, pues se obtuvo la mitad de 

bioH2 acumulado al final de la FO, teniendo pobres rendimientos que oscilan de 1 a 3 mL 

H2/gSTV cuando el pretratamiento UV es aplicado al inóculo, valores también inferiores a 

los reportados en la literatura (Cieciura-Włoch & Borowski, 2019; Gomez-Romero et al., 

2014), por lo que se evidencia el pobre efecto que tiene el tratamiento UV del inóculo para 

la producción de bioH2 (Basak et al., 2018). 

Este bajo rendimiento puede ser evidenciado, de igual manera, con los subproductos 

generados a lo largo del proceso, pues, como se aprecia en la figura 4.13, en aquellos 

microrreactores tratados con UV (C/N 20 UV y C/N 30 UV), pese a que el metabolito 

principal fue el ácido acético (22 a 30 mmol), se observa una mayor concentración de ácido 

propiónico (4.5-8 mmol) a diferencia de los grupos de microrreactores tratados con CT en 

donde este subproducto se detectó por concentraciones < 3 mmol. La producción de este 

ácido graso es indicador de una inhibición de la producción de bioH2 (Bernardo Ruggeri, 

Tonia Tommasi, 2015), lo cual, se puede comprobar en la pobre producción de bioH2 cuando 

se empleó este método de pretratamiento al inóculo, además de que el CH4 siempre estuvo 
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presente en cada muestra. Debido a que la concentración de ácido propiónico fue muy alta 

respecto a otros sistemas de FO reportados en la literatura a partir de codigestiones de aguas 

residuales de la industria de alimentos, se puede determinar que existió la presencia de una 

fermentación de tipo propionato. Dicha fermentación es ampliamente reportada en diversos 

estudios por ser la más pobre en cuanto a la producción de bioH2 pues en ella, solo un mol 

de H2 es producido, tal y como se observa en la Ecuación 4.3 (J. Wang & Yin, 2019). 

C6H10O6 + H2O + 3ADP           CH3COO- + CH3CH2COO- + HCO3
- + 3H+ + H2 + 3ATP 

Ec. 4.3  
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Figura 4.13. Concentración en mmol de AGVs a diferentes tiempos de reacción de las dos 

series de microrreactores pertenecientes al segundo grupo (UV, 90 RPM, 28 ± 2°C, pH 

inicial 5.50 ± 0.05).  

4.3.2. Rendimiento de bioH2 en los microrreactores 

Si bien el microrreactor C/N 20 CT presentó un mayor rendimiento en la producción de 

bioH2, con un valor de 4 mL H2/gSTV en contraste con el C/N 30 CT que tuvo valores de 

3.68 mL H2/gSTV. Este último, debido al mayor consumo de materia orgánica y biogás 

producido, resultó ser el más eficiente. En cuanto a los microrreactores del grupo tratado con 

UV, se obtuvieron valores inferiores de rendimiento, con tan solo 1.40 mL H2/gSTV en el 

caso del C/N 20 UV, mientras que para el C/N 30 UV no fue posible realizar el cálculo de 

rendimiento debido a inconsistencias en la determinación de STV. Cieciura-Włoch & 
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Borowski, 2019, obtuvieron un rendimiento de 8.02 mL H2/gSTV utilizando residuos 

animales, bajo condiciones similares a las empleadas en el presente trabajo. Sin embargo, no 

reportan el consumo de DQO, el cual en el presente estudio, empleando CT como método de 

pretratamiento del inóculo, se obtuvieron valores que oscilan del 55 al 60%, valores más altos 

que los reportados por Reyna-Gómez, 2021 donde obtuvo una remoción de DQO del 50% 

utilizando una codigestión de cáscara de frutas y lodos primarios y que los reportados  por 

Gomez-Romero et al., 2014, que obtuvieron apenas un 16% de remoción en la DQO usando 

una codigestión de suero de leche con residuos de frutas y vegetales. 

4.3.3. Análisis cinético de la producción de bioH2 vía FO 

Para describir el proceso de producción de bioH2 vía FO a nivel microrreactor, los datos 

experimentales obtenidos durante la operación de los microrreactores, fueron analizados con 

la ecuación de Gompertz modificada presentada en el subtema 3.5.1.1 del capítulo 3. De esta 

manera se obtuvieron los parámetros cinéticos mostrados en la tabla 4.2. 

Tabla 4.2. Coeficientes de la ecuación de Gompertz modificada para la producción de 

bioH2. 

microrreactor C/N Tratamiento Hmax 

(mLH2/L) 

Rmax 

(mLH2/L h) 

ʎ (h) r2 

C/N 20 UV 20 UV 6.97 0.16 6.63 0.999 

C/N 30 UV 30 UV 3.98 12.89 11.89 0.908 

C/N 20 CT 20 CT 6.59 1.79 10.31 0.925 

C/N 30 CT 30 CT 8.83 13.61 11.88 0.942 

 

La tendencia de la producción de bioH2 fue descrita adecuadamente por este modelo, 

mostrando coeficientes de correlación (r2) de 0.91-1. Las fases de latencia para los cuatro 

grupos de microrreactores se presentaron antes de las 12 horas, siendo los que presentaban 

una C/N 30 los que obtuvieron una fase de adaptación más larga. Los valores de Hmax fueron 

mayores para los microrreactores tratados con CT, con valores de 6.59 y 8.83 mLH2/L para 

los microrreactores C/N 20 CT y C/N 30 CT, respectivamente. La Rmax fue mayor en los 

sistemas con relación C/N 30, eso puede estar asociado al mayor contenido de CHT en esta 

relación en contraste con la relación C/N 20.  
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En la figura 4.14 se puede apreciar la producción acumulativa de bioH2 obtenida en los 

cuatro grupos de microrreactores montados. En la figura se evidencia el potencial de 

producción de bioH2 del sistema cuando el inóculo es tratado con CT, potencial que se ve 

notoriamente mejorado cuando los sustratos se mezclan a una relación C/N 30, pues bajo 

estas condiciones se logró obtener el Hmax, además de una mayor velocidad de producción 

de bioH2 en contraste con los otros sistemas, alcanzando una tasa de producción de 13.61 

mLH2/L h.  

Los anteriores resultados muestran que, mediante este sistema, es posible el aprovechamiento 

de éstas aguas residuales para la generación de energía renovable, pues, operando los 

biorreactores bajo condiciones específicas, es posible lograr una producción de bioH2 

competitiva, además de, paralelamente, suministrar un tratamiento a las aguas residuales 

como el nejayote y el ARR, que representan un problema de contaminación de los mantos 

acuíferos (Del Angel-Acosta et al., 2021; España-Gamboa et al., 2018). 
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Figura 4.14. Ajuste de la producción acumulativa de bioH2 mediante la ecuación de 

Gompertz modificada para los microrreactores. 

4.4. Operación de biorreactores batch de 3 L. 

Después de haber determinado el potencial de producción de bioH2 de la codigestión NEJ-

ARR en los microrreactores batch, se procedió a montar 3 biorreactores de 5 L con un 
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volumen de trabajo de 3 L. Dichos biorreactores se montaron con la relación C/N que fue 

más favorecedora en la producción de bioH2 a nivel microrreactor. Además, para esta fase 

experimental, se evaluó nuevamente el método de pretratamiento del inóculo ahora a una 

escala de 3 L, aunado al impacto que tiene el medio RCM en la producción de bioH2. 

La operación de los biorreactores batch de 3 L se llevó a cabo durante 72 horas para el RBL1 

y RBL2 y, durante 60 horas para el RBL3. Así mismo, se evaluaron los parámetros 

fisicoquímicos descritos anteriormente, así como la composición del biogás cada 12 horas. 

Para este caso, los tres biorreactores se operaron a una temperatura de 35 ± 2°C, una agitación 

constante de 40 RPM y bajo un pH controlado de 5.50 ± 0.05. 

4.4.1. Producción de biogás y bioH2 

La producción de biogás fue monitoreada cada 12 horas en los biorreactores operados en 

modalidad batch. Como se mencionó en el apartado 3.5.2 del presente trabajo, el RBL1 y 

RBL2 operaron durante 72 horas y el RBL3 fue operado durante 60 horas. La figura 4.15 

ilustra el volumen de biogás acumulado a lo largo del proceso de FO en los tres biorreactores 

batch. El volumen de biogás acumulado fue mayor en el RBL2 alcanzando un total de 1180 

mL (72 h) en contraste con el RBL1 que fue de 1050 mL al final del proceso de FO. En 

ambos casos no se observó presencia de metano en ningún tiempo de muestreo. Por otro lado, 

el RBL3 tuvo un volumen de biogás acumulado de 1660 mL (60 h), y fue mayor que ambos 

biorreactores batch tratados con CT. 

Para los biorreactores RBL1 y RBL2, los análisis por CG de las muestras de biogás revelaron 

que los productos de la FO fueron únicamente bioH2 y CO2, lo cual reafirma la eficiencia del 

CT como pretratamiento del inóculo ya que inhibió microorganismos metanogénicos. Tal y 

como se observa en la figura 4.16, la producción acumulativa de bioH2 fue mayor en el 

RBL1 durante las primeras 24 horas de la FO, sin embargo, esta tendencia se invierte después 

de las 24 horas, siendo el RBL2 el que mayor cantidad de bioH2 acumulado obtuvo, con un 

total de 450 mL a las 72 horas, lo que representa un 20% más que el RBL1, evidenciando 

que el RCM solo tiene un impacto positivo en la producción de bioH2 durante las primeras 

24 horas de la FO. Por otra parte, el RBL3 fue el menos eficiente en la producción de bioH2, 

pues, al igual que en los microrreactores, hubo presencia de CH4 en biogás en todos los 

tiempos de muestreo, representando hasta un 19% del biogás generado.  
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Figura 4.15. volumen de biogás acumulado a diferentes tiempos de reacción en los tres 

biorreactores batch (40 RPM, 35 ± 2°C, pH 5.50 ± 0.05). 
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Figura 4.16. Cantidad de bioH2 acumulado a diferentes tiempos de reacción en los tres 

biorreactores batch (40 RPM, 35 ± 2°C, pH 5.50 ± 0.05). 

En cuanto al rendimiento y la productividad de bioH2 en los biorreactores batch de 3 L, se 

observan las mismas tendencias que en el bioH2 acumulado, siendo el RBL2 ligeramente más 

eficiente que el RBL1, y el RBL3 siendo el menos favorable para este fin. La tabla 4.3 

muestra el rendimiento y la productividad de bioH2 en diversos estudios empleando distintos 

sustratos y lodo granular como inóculo. Los resultados obtenidos en el presente trabajo en 
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cuanto a rendimiento resultan mejores que los mostrados en estos estudios, presentando hasta 

10 veces más de rendimiento en las condiciones adecuadas. Por otra parte, la productividad 

de bioH2 en este trabajo resulta ligeramente menor que los estudios mencionados, lo que 

podría deberse a la complejidad de los sustratos empleados en el presente trabajo, pues el 

tiempo de adaptación de los microorganismos a la fuente de carbono utilizada (NEJ) es mayor 

(España-Gamboa et al., 2018). 
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Tabla 4.3. Comparativa de rendimiento y productividad en la producción de bioH2 en diversos estudios 

Operación Codigestión Inóculo y 

pretratamiento 

Condiciones de 

operación 

Rendimiento 

(mLH2/gSTV) 

Productividad 

(mLH2/L h) 

Referencia 

Continua Agua residual de cervecería 

+ suero de queso  

Lodo granular, CT C/N = 30, pH = 5.5, 

T = 35°C, V = 2 L, 

TRH = 9h 

139 

mLH2/gDQO 

14  (Cruz-López et al., 

2022) 

Batch Cascara de frutas + lodos 

primarios 

Lodo granular, CT C/N = 30, pH = 5.5, 

T = 37°C, V = 0.1 L 

25 2.6 (Lirio María Reyna-

Gómez, 2021) 

Batch Residuos de frutas y 

vegetales 

Lodo granular, CT C/N = No reportada, 

pH 5.5, T = 35°C, V 

= 0.5 L. 

60 1.58 (Garcia-Peña et al., 

2013) 

Batch Residuos municipales + 

residuos de alimentos 

Lodo granular, CT C/N = No reportada, 

pH = 4.0, T = 30°C, 

V = 0.125 L 

14 No reportado (Abubackar et al., 

2019) 

Bach RBL1 Lodo granular, CT C/N = 30, pH = 5.5, 

T = 35±2°C, V = 3 L. 

112 1.96 Presente trabajo 

Batch RBL2 Lodo granular, CT C/N = 30, pH = 5.5, 

T = 35±2°C, V = 3 L. 

196 2.20 Presente trabajo 

Batch RBL3 Lodo granular, UV C/N = 30, pH = 5.5, 

T = 35±2°C, V = 3 L. 

38 0.94 Presente trabajo 

 

*CT = Choque térmico; T = Temperatura; V = Volumen; TRH = Tiempo de retención hidráulico.
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4.4.2. Monitoreo de parámetros fisicoquímicos y consumo de sustratos 

Al igual que en los microrreactores, en los biorreactores batch de 3 L también fueron 

monitoreados parámetros fisicoquímicos como pH, CHT, DQO, ST, STV a lo largo del 

proceso con el objetivo de ver la evolución de la FO y el consumo de sustratos. De esta 

manera, dichos análisis fisicoquímicos fueron realizados cada 12 horas hasta el final de la 

reacción para los tres biorreactores batch.  

Para este caso, el biorreactor Biostat A marca Sartorius, cuenta con un software que permite 

el control de la temperatura y agitación, así como el monitoreo del pH y un constante ajuste. 

Por tal motivo, el pH, a diferencia de los microrreactores, siempre se mantuvo constante 

durante todo el proceso de FO con valores de 5.50 ± 0.05, tal y como se muestra en la figura 

4.17. 
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Figura 4.17. Valor de pH a diferentes tiempos de reacción en los tres biorreactores batch 

(40 RPM, 35 ± 2°C, pH 5.50 ± 0.05). 

El control del pH en la FO es de suma importancia, pues, tal y como se observó en los 

microrreactores, el pH tiende a acidificarse, teniendo un impacto en la diversidad microbiana 

y en el posible cambio de rutas metabólicas. Es por ello que, al mantener un pH constante de 

alrededor 5.50 ± 0.05 se podría mejorar la robustez del sistema, debido que dicho valor de 

pH es el óptimo reportado para la producción de bioH2 (Bernardo Ruggeri, Tonia Tommasi, 

2015; Mizuno et al., 2000). 
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En cuanto al porcentaje de consumo de CHT (véase figura 4.18), se observaron 

comportamientos similares de 20% en el RBL1 y RBL2 en las primeras horas, alcanzando 

un consumo total final de 37% y 23%, respectivamente, un consumo notoriamente menor 

que el biorreactor RBL3, pues este tuvo un consumo final de 70%, lo cual se le podría atribuir 

a la mayor diversidad microbiana presente en dicho biorreactor asociado al tratamiento UV 

del inóculo (H. Wang et al., 2012; K. Zhang et al., 2011). En este parámetro, no se observa 

algún impacto importante del medio RCM, pues el consumo de CHT fue muy similar en el 

RBL1 y RBL2.  
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Figura 4.18. Porcentaje de consumo de CHT a diferentes tiempos de reacción en los tres 

biorreactores batch (40 RPM, 35 ± 2°C, pH 5.50 ± 0.05). 

Para los análisis de DQO, se observó un comportamiento similar en los tres biorreactores, 

teniendo una remoción promedio de 32 ± 10%, 28 ± 9% y 30 ± 4%, para el RBL1, RBL2 y 

RBL3, respectivamente. Como se observa en la figura 4.19, al igual que en los 

microrreactores, el mayor consumo de DQO se obtuvo en las primeras 12 horas de la FO, 

alcanzando hasta un 47% de remoción en el RBL1. La remoción de DQO, pese al alto 

contenido de ésta en los sustratos empleados, fue ligeramente mayor que la reportada por 

Garcia-Peña et al., 2013, en donde reporta una remoción del 25% utilizando residuos de 

frutas y vegetales como sustratos y LGA tratado con CT como inóculo bajo las mismas 

condiciones de operación que en el presente trabajo. Si bien la DQO en el RBL3 fue muy 

similar a la de los otros dos biorreactores, en este último biorreactor se produjo más biogás y 
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hubo un mayor consumo de CHT, lo que podría ser atribuido al metabolismo de los 

microorganismos presentes en dicho sistema (Bernardo Ruggeri, Tonia Tommasi, 2015). 
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Figura 4.19. Remoción de DQO a diferentes tiempos de reacción en los tres biorreactores 

batch (40 RPM, 35 ± 2°C, pH 5.50 ± 0.05). 

El consumo de ST y STV se muestra en la figura 4.20. Los ST representan la materia sólida 

que está suspendida o asentada en un líquido que permanecen luego de la evaporación y 

secado de una muestra, mientras que los STV representan la cantidad de materia orgánica 

capaz de ser biodegradada y de volatilizarse por efecto de calcinación a 550°C.. El RBL1 

tuvo una remoción final de ST del 13%, más del doble que el RBL2, cuya remoción final fue 

de tan solo el 6%. Por otro lado, el RBL3 fue el biorreactor que mayor consumo de ST tuvo 

al final de la reacción, llegando a ser del 18%. Esta misma tendencia se observó en la 

remoción de STV, los biorreactores RBL1 (359 mL bioH2, > %DQO) y RBL2 (450 mL 

bioH2, < %DQO) tuvieron un consumo del 27% y 17% al final de la reacción, y nuevamente 

el RBL3 fue el biorreactor con mayor consumo, llegando a ser del 39% (en conjunto a la 

mayor producción de biogás y mayor % de remoción de CHT). 
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Figura 4.20. a) Remoción de ST a diferentes tiempos de reacción en los tres biorreactores 

batch; b) Remoción de STV a diferentes tiempos de reacción en los tres biorreactores batch. 

(40 RPM, 35 ± 2°C, pH 5.50 ± 0.05). 

4.4.3. Producción de ácidos grasos volátiles (AGVs) 

En la figura 4.21 se aprecia la evolución de los AGVs generados a lo largo de la FO para los 

biorreactores RBL1 y RBL2, a las 12, 24, 48 y 72 h; y en el caso del RBL3 los tiempos de 

análisis fueron a las 12 y 60 h. Los subproductos generados a lo largo de la FO en el RBL1 

muestran una clara predominancia de ácido acético (18 a 24 mmol) seguido de ácido fórmico 

(2 a 5 mmol), ácido propiónico (~ 1 mmol) y, finalmente ácido butírico (< 1 mmol). Lo 

anterior nos indica una fermentación tipo butirato-acetato, en donde la producción de bioH2 

es favorecida (J. Wang & Yin, 2019). La concentración máxima de AGVs acumulados para 

el RBL1 se dio a las 12 horas con una concentración total de AGVs de 38 mmol, de los cuales 

27 mmol corresponde al ácido acético. Así mismo, a las 12 horas se dio la máxima 

producción de bioH2 alcanzando 127 mL y un 66% de bioH2 presente en el biogás. Esto 

concuerda con los resultados obtenidos por Khamtib & Reungsang, 2014, quienes obtuvieron 

una mayor producción de bioH2 cuando el ácido acético en conjunto con el butírico 

predominaron en el proceso de FO utilizando una codigestión de hidrolizado de tronco de 

palma con ARR como sustrato. 

a b 
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Figura 4.21. Concentración en mmol de AGVs a lo largo de la FO en el RBL1. (40 RPM, 

35 ± 2°C, pH 5.50 ± 0.05). 

En la figura 4.22 se presenta la producción de AGVs del RBL2, en donde de igual manera 

se puede observar que en las primeras 48 h el ácido acético predomina de 10 a 18 mmol 

respecto a los demás AGVs generados (ácido fórmico = 3-5 mmol; ácido propiónico = < 1 

mmol; y trazas de ácido butírico), pero en el muestreo realizado a las 72 h, la concentración 

de ácido fórmico (12 mmol) predomina como subproducto generado seguido por el ácido 

acético (9 mmol). Al comparar los resultados de ambos experimentos (RBL1 y RBL2) se 

observa lo siguiente: 1) la disminución de la concentración de los AGVs de 39 a 28 mmol, 

destacando un 30 % de la concentración del ácido acético en el RBL1 mientras que el RBL2, 

el volumen de AGVs fue en promedio de 24 mmol y con un consumo de ácido acético menor 

del 10 %. 2) una menor variación de la concentración de AGVs en el RBL2, la cual podría 

asociarse con la aclimatación de las bacterias productoras de bioH2 y a una menor remoción 

de DQO. 3) a las 72 h se incrementó la concentración de ácido fórmico en ambos 

experimentos, pero en el RBL2 también se observó el aumento del porcentaje de remoción 

de DQO, por lo que este fenómeno se le podría atribuir a cambios en las rutas metabólicas 

presentes. Lo anterior es atribuido a una diferente diversidad microbiana que propicia la 

formación de ácido fórmico, el cual no está relacionado con la producción eficiente de bioH2 

como el ácido acético o butírico (Bernardo Ruggeri, Tonia Tommasi, 2015). 
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Figura 4.22. Concentración en mmol de AGVs a lo largo de la FO en el RBL2. (40 RPM, 

35 ± 2°C, pH 5.50 ± 0.05). 

En la figura 4.23 se observa el contenido de AGVs producidos a las 12 y 60 horas en el 

RBL3. En este biorreactor, la acumulación de AGVs fue mayor en comparación a los dos 

sistemas anteriores, alcanzando concentraciones de 43 mmol a las 12 horas de la FO, lo cual 

es perjudicial para el proceso, pues una alta acumulación de AGVs en el sistema, propicia el 

aumento de la fuerza iónica del medio, resultando en el cambio en la producción de bioH2 a 

solventes (Chong et al., 2009). Además, en este sistema hubo una mayor concentración de 

ácido fórmico, 13 mmol y 11 mmol a las 12 y 60 horas, respectivamente. Esto podría ser 

atribuido a la diferente diversidad microbiana presente en el sistema, causa del pretratamiento 

UV del inóculo, el cual no inhibe el crecimiento de bacterias metanogénicas y consumidoras 

de hidrógeno, así como algunas bacterias anaerobias facultativas.  
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Figura 4.23. Concentración en mmol de AGVs a lo largo de la FO en el RBL3. (40 RPM, 

35 ± 2°C, pH 5.50 ± 0.05). 

4.4.4. Análisis de la diversidad microbiana de los biorreactores batch de 3L 

La óptima producción de bioH2 y el desempeño del biorreactor dependen de la diversidad 

microbiana presente en el sistema, pues como se mencionó con anterioridad, existen diversos 

tipos de microorganismos que se consideran como productores de bioH2, mientras que otros 

lo consumen (Bernardo Ruggeri, Tonia Tommasi, 2015).  

Para conocer el microbioma presente en los diferentes biorreactores, se tomaron muestras en 

diferentes tiempos de reacción para los biorreactores batch, se realizó la extracción de ácidos 

nucleicos y se identificaron por secuenciación de amplicones usando la plataforma MiSeq 

Illumina. 

La figura 4.24 muestra la clasificación taxonómica y el microbioma a nivel de filo presente 

en el RBL1 a las 24 y 72 h. Se identificó el 99 y 100%, respectivamente de las secuencias. 

El filo Firmicutes predominó en ambos tiempos de muestreo, con valores del 90 y 96%, 

respectivamente. Las bacterias del filo Firmicutes son hidrolíticas, es decir, descomponen las 

macromoléculas presentes en azúcares simples, la mayor presencia de este filo a las 72 h del 

RBL1 se vio reflejada en el consumo de CHT, pues en este tiempo de muestreo se obtuvo 

una remoción del 37%, mayor a los demás tiempos (Lirio María Reyna-Gómez, 2021). 

Además, se detectó la presencia del filo Proteobacteria y Chloroflex, que, en conjunto con 

las bacterias del filo Firmicutes, también participan en la segunda etapa de la FO 

(Acidogénesis), convirtiendo azúcares en AGVs (Dzulkarnain et al., 2022). 
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Figura 4.24. Clasificación taxonómica a nivel filo del microbioma del RBL1. a) 24 h de 

FO; b) 72 h de FO. (40 RPM, 35 ± 2°C, pH 5.50 ± 0.05). 

A nivel género, Clostridium fue el predominante en ambos tiempos, con un 87% y 68% de 

presencia a las 24 y 72 horas, respectivamente. Como se puede ver en la figura 4.25 a las 24 

h hubo una mayor presencia de Clostridium butyricum (87%), seguido de Clostridium 

beijerinckii con tan solo un 1% de los Clostridium totales. Mientras que, a las 72 h, hubo una 

mayor diversidad de bacterias de este género, siendo Clostridium lundense la especie más 

abundante, representando el 25%, seguido de Clostridium sp con un 13%. C. beijerinckii con 

12%, C. butyricum con un 9%, Clostridium sporogenes con 5% y, por último, Clostridium 

oryzae con un 1%. La mayor diversidad de especies de Clostridium a las 72 h podría estar 

a 

b 
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relacionada al mayor consumo de CHT que se presentó a este tiempo de muestreo con 

respecto al consumo de CHT a las 24 h. Así mismo, a las 72 h hubo una mayor presencia de 

microorganismos del género Lactobacillus con alrededor de un 28% de los microorganismos 

totales lo que podría coadyuvar a la acumulación de ácido fórmico, pues es ampliamente 

reportado que las especies anaerobias facultativas como Lactobacillus propician la 

acumulación de este metabolito (Shin et al., 2010; Q. Zhang et al., 2020).  

 

 

Figura 4.25. Clasificación taxonómica a nivel especie del microbioma del RBL1. a) 24 h 

de FO; b) 72 h de FO. (40 RPM, 35 ± 2°C, pH 5.50 ± 0.05). 

a 

b 
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C. butyricum es ampliamente reportado en la literatura como productor de bioH2 bajo 

condiciones mesofílicas (Dzulkarnain et al., 2022). Es conocido por su alta tasa de 

conversión de bioH2 independientemente de la complejidad del sustrato, pues se ha reportado 

un rendimiento máximo de bioH2 de hasta 3.6 mol H2/mol de hexosa utilizando C. butyricum 

y residuos orgánicos, acercándose al máximo valor teórico de rendimiento de bioH2 (4 mol 

H2/mol de hexosa) (Kivistö et al., 2013). Otros autores han reportado un rendimiento de 1.98 

molH2/mol de glucosa y 1.5 molH2/mol de glucosa cuando se utiliza como sustrato glucosa 

pura y almidón hidrolizado, respectivamente, usando como inóculo C. butyricum (Argun et 

al., 2009; Baeyens et al., 2020). Se cree que la alta tasa de producción de bioH2 en esta 

especie se debe a la presencia del gen hydA en su genoma, el cual es encargado de codificar 

las hidrogenasas, proteínas involucradas en la producción de bioH2 a partir del metabolismo 

de monosacáridos (M. Y. Wang et al., 2008). 

Otra especie que predominó en la FO en este biorreactor fue C. beijerinckii, El cual, en 

conjunto con C. butyricum, está catalogado como uno de los anaerobios estrictos productores 

de bioH2 con mayor eficiencia, con un rendimiento teórico de hasta 4 moles por mol de 

glucosa. Sin embargo, en la práctica, estos valores siempre están por debajo de los 2 moles 

de bioH2 (Behera & Varma, 2016; Dzulkarnain et al., 2022). Esta especie es usualmente 

predominante en consorcios microbianos utilizados para la producción de bioH2 bajo 

condiciones mesofílicas. García-Depraect & León-Becerril, 2018 reportaron una 

predominancia de C. beijerinckii en un biorreactor CSTR operado a 35°C, usando como 

sustrato vinaza de tequila, obteniendo un rendimiento de 124 mL H2/gSTV. Rambabu et al., 

2021, obtuvieron un rendimiento de 215 mL H2/L utilizando esta especie en la fermentación 

de agua residual generada en la molienda de arroz bajo condiciones mesofílicas (37°C) en 

modalidad batch. Por lo que la presencia de estas dos especies en la reacción es un indicativo 

de una eficiente producción de bioH2. 

La especie de Clostridium que predominó a las 72 h en el RBL1 fue C. lundense. Si bien esta 

especie no es reportada como productora de bioH2 como las anteriormente mencionadas, es 

estudiada por su capacidad de hidrolizar lípidos, por lo que podría estar involucrada en la 

etapa de hidrólisis de la FO (Cirne et al., 2006). Al igual que todas las especies de este género, 

se encuentran en el suelo, intestino de mamíferos y rumen de bovinos. Son capaces de 
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esporular y crecen en condiciones mesofílicas a un pH de 5.5-7 (Cirne et al., 2006; Wikoff 

et al., 2009). Por otro lado, a este tiempo de muestreo se encontró la presencia de 

Lactobacillus shenzhenensi, representando un 20% del microbioma del RBL1 a las 72 h. Si 

bien, los miembros de la familia Lactobacillus no tienen la capacidad de esporular Zou et al., 

2013 tuvieron una gran presencia de estos microorganismos en el sistema al final de la FO, 

esto probablemente se deba a la característica granular del inóculo, que está formado por 

capas y, posiblemente le sirva de protección a algunas bacterias (Lirio María Reyna-Gómez, 

2021). La presencia de este microorganismo aumentó de menos del 1% a las 24 h hasta un 

20% a las 72 horas, repercutiendo en la producción de bioH2, pues la presencia de 

Lactobacillus está asociada a la inhibición de la producción de bioH2 debido a la competencia 

por el sustrato que generan con los microorganismos productores como aquellos del género 

Clostridium, sin embargo, la presencia de este microorganismo pudo coadyuvar en la 

remoción de materia orgánica, reflejándose en el mayor consumo de CHT a las 72 h 

(Dzulkarnain et al., 2022). 

La figura 4.26 muestra la clasificación taxonómica y el microbioma presente en el RBL2 a 

nivel de filo al final de la reacción (72 h). Se obtuvo un 99% de bacterias del filo Firmicutes 

en este biorreactor, ligeramente por arriba del RBL1 a las 72 h, el 1 % restante no fue 

identificado. 

 

Figura 4.26. Clasificación taxonómica a nivel filo del microbioma del RBL2 a las 72 h de 

FO. (40 RPM, 35 ± 2°C, pH 5.50 ± 0.05). 
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A nivel de género, nuevamente se encontró una gran predominancia de Clostridium, con un 

83% de presencia a las 72 h, siendo más abundantes que en el mismo tiempo en el RBL1, lo 

que indica una nula diferencia cuando el RCM es suministrado. Como se puede observar en 

la figura 4.27, la especie con mayor presencia fue C. butyricum con un 64%, seguido de C. 

beijerinckii con un 9%, Clostridium sp. con 8% y C. oryzae con apenas 1%. La presencia de 

C. butyricum impacta de manera positiva en la producción de bioH2, pues en el RBL2 se 

obtuvo un mayor volumen de bioH2 acumulado (450 mL), un 20% más que el RBL1, en el 

cual, a las 72 h, solo había un 9% de C. Butyricum. Aunado a esto, el RBL2 presentó un 

menor porcentaje de Lactobacillus, siendo tan solo 2% de Lactobacillus shenzhenensi y 2% 

de Lactobacillus sp.  

Se identificó también la presencia de Enterococcus gallinarum en un 9%, Una bacteria del 

orden Lactobacillales, que al igual que Lactobacillus, inhibe la producción de bioH2 por 

competencia del sustrato (Bernardo Ruggeri, Tonia Tommasi, 2015; Dzulkarnain et al., 

2022), así mismo, gracias a sus características, puede propiciar la acumulación de ácido 

fórmico. Lo anterior se vio reflejado en la alta concentración de dicho metabolito, pues se 

detectó en una concentración de 12 mmol (Figura 4.22), concordando con Shin et al., 2010 

quienes asocian la acumulación de ácido fórmico con la presencia de microorganismos 

anaerobios facultativos.  

 

Figura 4.27. Clasificación taxonómica a nivel especie del microbioma del RBL2 a las72 h 

de FO. (40 RPM, 35 ± 2°C, pH 5.50 ± 0.05). 
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Para el RBL3, a nivel filo, se observó, se igual manera, una predominancia del filo Firmicutes 

con un 95% al final de la reacción (60 h), como se observa en la figura 4.28. Sin embargo, 

el 3% no fue identificado, un 1% pertenecen al filo Proteobacteria y Chloroflexi representó 

el 0.3%. 

 

Figura 4.28. Clasificación taxonómica a nivel filo del microbioma del RBL3 a las 60 h de 

FO. (40 RPM, 35 ± 2°C, pH 5.50 ± 0.05). 

El género Clostridium, al igual que en los otros dos biorreactores batch, fue predominante en 

el RBL3, con un 73% de presencia. Sin embargo, tal y como se observa en la figura 4.29, no 

se encontró un porcentaje alto de especies de Clostridium con alta eficiencia de producción 

de bioH2, pues tan solo se encontró un 1% de C. butyricum y 0.1% de C. beijerinckii. En su 

lugar, se encontró una amplia predominancia de Clostridium frigoriphilum con un 46% de 

las bacterias totales encontradas en el RBL3 a las 60 h, seguido de Clostridium sp con 15%, 

Clostridium perfringens con 4%, Clostridium estertheticum con 3% y C. oryzae con 1%.  
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Figura 4.29. Clasificación taxonómica a nivel especie del microbioma del RBL3 a las 60 h 

de FO. (40 RPM, 35 ± 2°C, pH 5.50 ± 0.05). 

De todas las especies de Clostridium encontradas a las 60 h del RBL3, solo C. butyricum está 

reportada como productora de bioH2, y tan solo tuvo una presencia del 1%  (Bando et al., 

2013), por lo que la baja producción de bioH2 en este biorreactor se podría asociar a la 

ausencia de más especies de Clostridium productoras de este gas. En su lugar, la especie 

predominante fue C. frigoriphilum, la cual, en conjunto con C. estertheticum (que tuvo una 

presencia del 3%), son reportadas como cepas tolerantes al frío, causantes de la 

descomposición de carne congelada empaquetada al vacío (Mang et al., 2021). La presencia 

de estas especies podría ser atribuida a la naturaleza del ARR empleada como sustrato en la 

codigestión, pues se preparó una solución sintética a partir de carne molida empaquetada, 

emulando las características que el agua residual generada en los rastros (Barba et al., 2018).  

La baja producción de bioH2 en el RBL3 también es atribuida a la presencia de CH4 en todos 

los tiempos de muestreo. Si bien no se detectaron especies metanogénicas en el análisis 

genético, hubo un total del 3% de bacterias no identificadas a las 60 h, por lo que en ese 

porcentaje podrían estar ubicadas ciertas especies metanogénicas. Aunado a lo anterior, un 

total del 14% de bacterias del filo Firmicutes no fueron identificadas, por lo que dentro de 

este porcentaje podrían estar presentes múltiples especies que pudieron haber contribuido al 

consumo de materia orgánica a lo largo de la FO.  
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4.5. Operación de biorreactores continuos de 3 L. 

Una vez analizados los resultados obtenidos en los biorreactores batch de 3 L, y con el 

objetivo de incrementar la producción de bioH2, se montaron 2 biorreactores continuos con 

un volumen de trabajo de 3 L (RC1 y RC2) y TRH de 6 h. Para esta etapa experimental, se 

evaluó el efecto del modo de operación del reactor aunado a la agitación del medio en la 

producción de bioH2. El RC1 fue operado con una agitación de 40 RPM, mientras que el 

RC2 se operó con una agitación de 80 RPM. 

La operación de los biorreactores continuos de 3 L se llevó a cabo durante 20 ciclos para el 

RC1 y 18 ciclos para el RC2. Así mismo, se evaluaron los parámetros fisicoquímicos 

descritos con anterioridad, así como la composición del biogás generado en cada ciclo.  

4.5.1. Producción de biogás y bioH2 

En la figura 4.30 se muestra el volumen de biogás acumulado a lo largo del proceso de FO 

en los dos biorreactores continuos empleando el método de la bureta invertida descrita en la 

figura 3.7 del capítulo 3. 
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Figura 4.30. Volumen de biogás acumulado en los diferentes ciclos a lo largo de la FO en 

los biorreactores continuos (TRH 6 h, 35 ± 2°C, pH 5.50 ± 0.05, 10% V/V RCM, 10% V/V 

inóculo tratado con CT). 

El volumen de biogás acumulado fue mayor en el RC2, alcanzando un total de 17,540 mL al 

final de la reacción (18 ciclos), valor superior al obtenido en el RC1, que obtuvo un volumen 

de biogás acumulado de 15,830 mL a los 18 ciclos y de 17,490 mL al final de la reacción (20 

ciclos). A partir de los resultados anteriormente mencionados, se puede observar una mejora 
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del 10% en la producción de biogás a los 18 ciclos del proceso cuando se trabaja a 80 RPM. 

Este resultado coincide con lo reportado por Brindhadevi et al., 2021 quienes optimizaron la 

producción de biogás duplicando las RPM de 40 a 80. 

A partir de los análisis por CG-TCD de las muestras del RC1 y RC2, se reveló que los 

productos finales predominantes fueron bioH2 (9-42%) y CO2 (58-91%). Por su parte, el 

RC1, además de bioH2 (9-21%) y CO2 (78-91%), a partir del ciclo 15, se observó presencia 

de CH4 en el intervalo de 2-30%. A partir de la descripción anterior, se puede observar en la 

figura 4.31, que la producción acumulativa de bioH2 fue superior en el RC2, con un total de 

2,314 mL al final de la reacción, en contraste con los 1,805 mL obtenidos en el RC1. Esto 

representa un incremento del 22% de producción del RC2 en contraste con el RC1, lo que 

evidencia un impacto positivo cuando se duplica la agitación de 40 a 80 RPM, concordando 

con lo reportado por Brindhadevi et al., 2021 quienes optimizaron la producción de biogás y 

bioH2 cuando operaron un biorreactor CSTR a 80 RPM. Lo anterior podría estar asociado a 

que al duplicar la agitación del medio se puede alterar el microbioma del biorreactor, pues 

para ciertas especies de bacterias consumidoras de bioH2 esta agitación propicia un estrés 

ambiental y les impide proliferar (Dzulkarnain et al., 2022). 
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Figura 4.31. Volumen de bioH2 acumulado en los diferentes ciclos a lo largo de la FO en 

los biorreactores continuos (TRH 6 h, 35 ± 2°C, pH 5.50 ± 0.05, 10% V/V RCM, 10% V/V 

inóculo tratado con CT). 



91 
 

Aunque el RC2 presentó el mayor volumen de bioH2 acumulado al final de la reacción, el 

rendimiento de bioH2 fue mayor en el RC1, pues, tal y como se observa en la figura 4.32, 

este biorreactor alcanzó valores máximos de hasta 223 mLH2/gSTV en el ciclo 13, mientras 

que el pico máximo de rendimiento para el RC2 fue en el ciclo 3, con un valor de 139 

mLH2/gSTV. Sin embargo, es más que evidente la estabilidad en el rendimiento del RC2, 

puesto que este parámetro fue constante a lo largo del proceso de FO, y se podría asociar con 

una menor variación de la tasa de carga orgánica (OLR, por sus siglas en inglés) como se 

puede observar en la figura 4.33. El rendimiento promedio del RC1 fue de 70 ± 10 

mLH2/gSTV y para el RC2 fue de 41 ± 14 mLH2/gSTV. 
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Figura 4.32. Rendimiento de bioH2 en los diferentes ciclos a lo largo de la FO en los 

biorreactores continuos (TRH 6 h, 35 ± 2°C, pH 5.50 ± 0.05, 10% V/V RCM, 10% inóculo 

tratado con CT). 
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Figura 4.33. OLR en los diferentes ciclos a lo largo de la FO en los biorreactores continuos 

(TRH 6 h, 35 ± 2°C, pH 5.50 ± 0.05, 10% V/V RCM, 10% inóculo tratado con CT). 

La OLR indica la cantidad de materia orgánica que ingresa al biorreactor e impacta 

directamente en la producción de biogás (Behera & Varma, 2016; Won & Lau, 2011). Este 

parámetro ha sido reportado como un factor más que controlar en el proceso de FO, pues 

valores muy altos o bajos de OLR resultan adversos para la producción de bioH2. Mientras 

que los valores altos podrían causar una inhibición del crecimiento microbiano debido a una 

sobrecarga del sustrato, los valores más bajos incrementan la competencia por el sustrato, 

cambiando las rutas metabólicas de los microorganismos productores de bioH2 (Del Pilar 

Anzola-Rojas et al., 2015). La OLR fue más estable en el RC2, con valores que oscilaron de 

24 a 35 gSTV/L-d, mientras que el RC1 presentó una mayor variación de 12 a 41 gSTV/L-

d. Esto podría estar relacionado con el rendimiento de bioH2, pues, como se observa en las 

dos figuras anteriores, en el caso del RC1, se observó un mejor rendimiento de bioH2 cuando 

la OLR fue más baja (ciclos 4, 5, 6, 12, 13 y 14) con una OLR de alrededor de 12 gSTV/L-

d, concordando con lo reportado por Hafez et al., 2010 quienes sugieren que la OLR indicada 

para la producción de bioH2 es de alrededor de 4 a 7 gSTV/g-d. Las variaciones erráticas de 

la OLR en el RC1 pudieron haber repercutido negativamente en el volumen acumulado de 

bioH2 de este biorreactor. 

La productividad de bioH2 se refiere a la velocidad de producción de dicho gas en el sistema 

(Bernardo Ruggeri, Tonia Tommasi, 2015). Para este caso, como se observa en la figura 
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4.34, la productividad en ambos biorreactores continuos fue similar, sin embargo, fue 

ligeramente mayor en el RC2, teniendo un promedio de 7 ± 5 mLH2/L-h, comparado con la 

productividad del RC1 que fue en promedio de 5 ± 3 mLH2/L-h.  
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Figura 4.34. Productividad de bioH2 en los diferentes ciclos a lo largo de la FO en los 

biorreactores continuos (TRH 6 h, 35 ± 2°C, pH 5.50 ± 0.05, 10% V/V RCM, 10% inóculo 

tratado con CT). 

Los resultados de rendimiento de los biorreactores continuos fueron inferiores a los 

biorreactores batch. Sin embargo, la producción de biogás, la acumulación de bioH2 y la 

productividad fue mayor cuando la FO fue llevada a cabo en modo continuo, pues en ambos 

biorreactores continuos se obtuvieron más de 1800 mL de bioH2 al final del proceso, 

resultando más eficiente cuando la agitación del medio fue de 80 RPM, pues como reporta 

Brindhadevi et al., 2021, la agitación del medio influye de manera considerable en la 

producción de biogás y bioH2, ya que un déficit o un exceso de agitación resultan 

perjudiciales para el proceso. Un estudio realizado por Garcia-Peña et al., 2013 presentó un 

rendimiento de 60 mLH2/gSTV y una productividad de 1.58 mLH2/L-h utilizando residuos 

de frutas y vegetales como sustrato utilizando un inóculo con la misma naturaleza a la del 

presente trabajo (LGA tratado con CT). Por otro lado, Reyna-Gómez, 2021 reportó un 

rendimiento de 25 mLH2/gSTV y una productividad de 2.6 mLH2/L-h utilizando una 

codigestión de cáscara de frutas y lodos primarios como sustrato usando LGA con CT como 

inóculo. Los resultados obtenidos en el presente trabajo son ligeramente superiores a los 

resultados de los anteriores trabajos. Sin embargo, se han reportado rendimientos de 91 
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mLH2/gDQO y productividades de 102 mLH2/L-h utilizando una codigestión de nejayote 

con vinaza de tequila operando biorreactores batch con características similares a las del 

presente trabajo (35°C, pH 5.50) (García-Depraect et al., 2017).  

4.5.2. Monitoreo de parámetros fisicoquímicos y consumo de sustratos 

Al igual que con los microrreactores y biorreactores batch, en los biorreactores continuos 

también fueron monitoreados el pH, CHT, DQO, ST y STV a lo largo de la reacción en cada 

ciclo.  

En la figura 4.35 se presentan los resultados de pH durante la operación continua de los 

biorreactores RC1 y RC2. Al igual que en los biorreactores batch, se utilizó el software del 

biorreactor Biostat A para controlar este parámetro, teniendo valores controlados de 5.50 ± 

0.05. En el caso del RC1 se observaron los valores más bajos de pH en los ciclos 2, 9 y 18, 

sin embargo, nunca se salió del intervalo, por lo que dichas variaciones no propiciaron 

cambios importantes en la producción de bioH2. 
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Figura 4.35. Valor de pH en los diferentes ciclos a lo largo de la FO en los biorreactores 

continuos (TRH 6 h, 35 ± 2°C, pH 5.50 ± 0.05, 10% V/V RCM, 10% V/V inóculo tratado 

con CT). 

En la figura 4.36 se presentan los resultados de consumo de CHT durante la operación 

continua de los biorreactores RC1 y RC2. Se observó un comportamiento similar entre ambos 

biorreactores continuos, presentando un intervalo de 40% de consumo de CHT en los 

primeros ciclos y posterior incremento de consumo a lo largo de los siguientes ciclos, 
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obteniendo un consumo final del 77% y del 65% para el RC1 y RC2, respectivamente. Estos 

valores representan un consumo más alto de CHT comparado con lo obtenido en los 

biorreactores batch cuyo inóculo se trató con CT (RBL1 y RBL2), en donde se observó una 

remoción de CHT del 37% y 23% respectivamente, al final de la reacción, lo que nos indica 

que operar el biorreactor de manera continua propicia el consumo de carbohidratos totales, 

duplicando el porcentaje de remoción en contraste con la operación batch. 

Comparado con otros trabajos, Méndez, 2021 reportó una remoción de CHT del 96% después 

de 36 h de FO utilizando una codigestión de suero de queso con agua residual de la industria 

cervecera y LGA con CT como inóculo. El alto porcentaje de remoción puede deberse a que 

el sustrato que se utilizó como fuente de carbohidratos (suero de queso) es rico en lactosa, un 

disacárido conformado por una molécula de glucosa y una de galactosa (Grenov et al., 2016) 

pues, al no ser un azúcar complejo, las bacterias pueden fermentar dicha molécula más 

fácilmente. Sin embargo, un estudio en un biorreactor UASB realizado por Del Angel-Acosta 

et al., 2021 empleando una codigestión de nejayote y agua residual de cervecería y LGA con 

CT como inóculo, reportaron una remoción de CHT del 68% después de 122 h concordando 

con los resultados obtenidos en el presente trabajo. 
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Figura 4.36. Consumo de CHT en los diferentes ciclos a lo largo de la FO en los 

biorreactores continuos (TRH 6 h, 35 ± 2°C, pH 5.50 ± 0.05, 10% V/V RCM, 10% V/V 

inóculo tratado con CT). 
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En la figura 4.37 se puede observar la evolución del porcentaje de remoción de DQO durante 

la operación continua de los biorreactores RC1 y RC2. Al igual que en los resultados de CHT, 

nuevamente se aprecia un comportamiento similar en ambos biorreactores continuos, con un 

porcentaje de remoción promedio en el intervalo de 37-44 ± 9%, siendo dichos porcentajes 

de remoción de DQO ligeramente superiores al porcentaje de DQO removido obtenido en 

los biorreactores batch de la sección 4.4.2, que fue en promedio 32%, 28% y 30% para el 

RBL1, RBL2 y RBL3, respectivamente. A partir del análisis de literatura, Del Angel-Acosta 

et al., 2021 obtuvieron una remoción de apenas el 17% de DQO utilizando una codigestión 

de nejayote y agua residual de la industria cervecera en un sistema cuyo pH inicial fue de 5.8 

a 35°C utilizando LGA con CT como inóculo. Mientras que, García-Depraect et al., 2017 

reportaron una remoción de DQO del 23% después de 140 h de FO utilizando una codigestión 

de nejayote con vinaza de tequila bajo condiciones similares a las del presente estudio (35°C, 

pH 5.50, LGA con CT como inóculo). La remoción de DQO en el presente trabajo fue mayor, 

llegando alrededor de 44% en el RC2, esto se podría deber a que se utilizó un ajuste de la 

relación de C/N en el presente trabajo y, a diferencia de la literatura anteriormente citada, no 

se trabajó con relaciones de sustratos. Esto demuestra que la remoción de DQO no solo 

depende de la codigestión de sustratos, sino de la correcta relación de nutrientes que puede 

propiciarse ajustando el balance de la relación C/N (Arantes et al., 2020). 
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Figura 4.37. Consumo de DQO en los diferentes ciclos a lo largo de la FO en los 

biorreactores continuos (TRH 6 h, 35 ± 2°C, pH 5.50 ± 0.05, 10% V/V RCM, 10% V/V 

inóculo tratado con CT). 

La figura 4.38 ilustra el consumo de ST y STV en los diferentes ciclos de los biorreactores 

continuos. En cuanto a los ST, el RC1 y RC2 tuvieron consumos similares que oscilaron del 

10 al 45%, siguiendo con el patrón observado en la remoción de DQO y CHT, donde el 

consumo es mayor en los sistemas continuos que en los batch, posiblemente debido a una 

mejor adaptación de los microorganismos al sistema (Bernardo Ruggeri, Tonia Tommasi, 

2015), lo anterior se vio reflejado en la producción de biogás, pues fue mayor en los sistemas 

continuos que en los batch. Lo mismo se observó con los STV, en donde el RC1 y RC2 

tuvieron una remoción del 13 al 54% a lo largo de la FO, valores considerablemente más 

altos que en los biorreactores batch, en donde, cuando se empleó inóculo tratado con CT, se 

removió un máximo del 30% se STV (a las 48 h del RBL1). Comparado con la literatura, si 

bien no existen reportes previos del consumo de ST y STV en la codigestión NEJ-ARR, se 

obtuvieron valores muy similares a los reportados en el trabajo de Méndez, 2021 donde la 

remoción promedio fue de 20% y 40% de ST y STV, respectivamente, utilizando una 

codigestión de suero de queso y agua residual de la industria cervecera con LGA tratado con 

CT como inóculo en un sistema continuo operado a un TRH de 9 horas bajo condiciones 

similares a las del presente trabajo (35°C, pH inicial de 5.50).  

 

Figura 4.38. a) Consumo de ST en los diferentes ciclos a lo largo de la FO en los 

biorreactores continuos; b) Consumo de STV en los diferentes ciclos a lo largo de la FO en 

a b 
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los biorreactores continuos (TRH 6 h, 35 ± 2°C, pH 5.50 ± 0.05, 10% V/V RCM, 10% V/V 

inóculo tratado con CT). 

4.5.3. Producción de ácidos grasos volátiles (AGVs) 

Tal como en los experimentos pasados (microrreactores y biorreactores batch), se hizo uso 

de la CG-FID para identificar los AGVs producidos a lo largo de la reacción. La figura 4.39 

muestra la evolución de los subproductos generados en el RC1 durante la operación continua 

en los ciclos 7, 10 y 14. En este caso, nuevamente se observa una predominancia del ácido 

acético (11-18 mmol), seguido de ácido fórmico (7-11 mmol), ácido propiónico (3-8 mmol) 

y, finalmente, trazas de ácido butírico. Remarcando la predominancia del ácido acético en 

los tres ciclos muestreados. Sin embargo, en el ciclo 10 se encontró una alta concentración 

de ácido propiónico de alrededor de 8 mmol, esto se vio reflejado negativamente en la 

producción de bioH2, pues en dicho ciclo se obtuvo la composición más baja, con tan solo 

un 9% de bioH2 presente en el biogás generado, aunado a lo anterior, en este ciclo se obtuvo 

la mayor acumulación de AGVs en los tres ciclos muestreados, este factor podría también 

contribuir a la baja producción de bioH2 observada en este ciclo (Liang et al., 2020). Lo 

anterior hace evidencia a la presencia de la fermentación tipo propionato descrita en el punto 

4.3.1, influyendo de manera negativa en la producción de bioH2 pues es ampliamente 

reportado que dicha fermentación consume el hidrógeno producido durante la FO (Bernardo 

Ruggeri, Tonia Tommasi, 2015). A diferencia de los biorreactores batch de 3 L, en la 

operación continua de los biorreactores RC1 y RC2 hubo una producción casi nula de ácido 

butírico y una alta concentración de ácido propiónico. Lo anterior posiblemente se deba al 

modo de operación del biorreactor, pues a diferencia de la operación batch, en la operación 

continua se introducía sustrato nuevo constantemente (a un TRH de 6 h) lo que podría 

propiciar el aumento en la concentración de oxígeno disuelto ocasionando una 

microaereación del medio alterando el microbioma del sistema (Dzulkarnain et al., 2022; J. 

Wang & Yin, 2019). 

Esta tendencia fue reportada por Cruz-López et al., 2022 quienes obtuvieron una 

predominancia de ácido acético en un biorreactor continuo operado a un HRT de 9 horas 

utilizando una codigestión de suero de queso con agua residual de cervecería. Sin embargo, 

en dicho estudio, en el ciclo 10 se observó la concentración más alta de ácido propiónico con 
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valores de 550 mg/L. Pese a lo anterior, el ácido acético predominó en los tres ciclos 

muestreados, por lo que la producción de bioH2 fue continua. 

 

Figura 4.39. Concentración en mmol de AGVs en diferentes ciclos a lo largo de la FO en 

el RC1. (TRH 6 h, 40 RPM, 35 ± 2°C, pH 5.50 ± 0.0510% V/V RCM, 10% V/V inóculo 

tratado con CT). 

En la figura 4.40 muestra la producción de AGVs en el RC2 en los ciclos 2, 8, 13, 16 y 18. 

Para este experimento, nuevamente se observa una clara predominancia del ácido acético 

(11-16 mmol), seguido de ácido fórmico (7-9 mmol), ácido propiónico (4-5 mmol) y, 

finalmente, trazas de ácido butírico. Al ser el ácido acético el principal subproducto, la 

producción de bioH2 fue constante (Bernardo Ruggeri, Tonia Tommasi, 2015).  

 

Figura 4.40. Concentración en mmol de AGVs en diferentes ciclos a lo largo de la FO en 

el RC2. (TRH 6 h, 80 RPM, 35 ± 2°C, pH 5.50 ± 0.05). 
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Comparando la producción de AGVs en los biorreactores de 3 L operados de manera batch 

y continua se puede observar que en los biorreactores batch tratados con CT (RBL1 y RBL2) 

la producción de ácido acético fue mayor que en los dos biorreactores continuos (RC1 y RC2) 

(15-27 mmol vs 11-18 mmol, respectivamente), lo que se vio reflejado en la cantidad de 

bioH2 en biogás, pues en los biorreactores batch osciló de 20-66% en contraste con los 

biorreactores continuos que fue de 9-42%. Sin embargo, la naturaleza continua del RC1 y 

RC2 permitió una mejor producción de bioH2 pues esta fue constante y, la cantidad de biogás 

generada fue mayor que en los sistemas batch. Otra diferencia entre ambos sistemas fue la 

cantidad de ácido propiónico, en donde fue ligeramente mayor en los sistemas continuos (3-

8 mmol) que en los sistemas batch (1-3 mmol) repercutiendo nuevamente de manera negativa 

en la cantidad de bioH2 en biogás. En cuanto a la producción de ácido butírico y ácido 

fórmico, los dos modos de operación resultaron ser similares. Pese lo anterior, se logró una 

eficiente producción de bioH2 en ambos sistemas, mejorando sustancialmente cuando el 

biorreactor fue operado de manera continua, pues esto permitió una mayor generación de 

biogás y, por ende, de bioH2. 

4.5.4. Análisis de la diversidad microbiana de los biorreactores continuos de 3 L 

Con el objetivo de conocer el microbioma presente en ambos biorreactores continuos, se 

realizó la extracción de ácidos nucleicos de muestras tomadas a diferentes ciclos para 

posteriormente ser secuenciadas utilizando la plataforma Miseq Illumina, como se efectuó 

con las muestras de los biorreactores batch. 

Para el RC1 se analizó el microbioma de los ciclos 7 y 14, debido a que en el ciclo 7 hubo 

uno de los más altos consumos de CHT en todos los ciclos de la reacción (75%), y el ciclo 

14 que fue el ciclo donde mayor producción de bioH2 hubo (17% de bioH2 en biogás, 131 

mL de bioH2 producido en el ciclo). Por otro lado, el microbioma del RC2 fue analizado en 

los ciclos 8, 13 y 16, ya que en el ciclo 8 hubo un mayor consumo de CHT (72%) aunado de 

la mayor producción de bioH2 (13% en biogás, 184 mL producidos en el ciclo), el ciclo 13 

fue en donde mayor consumo de CHT hubo (87%) y el ciclo 16 se obtuvo una de las mejores 

producciones de bioH2 (12% de presencia en biogás, 110 mL generados en el ciclo). 

La figura 4.41 muestra el microbioma a nivel filo presente en el RC1 en el ciclo 7 y 14. 

Respectivamente, se identificó el 93 y el 92% de las secuencias, y, al igual que en los 
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biorreactores batch, el filo Firmicutes fue predominante en ambos ciclos de la reacción 

llevada cabo en el RC1 con valores del 90-91%. 

 

Figura 4.41. Clasificación taxonómica a nivel filo del microbioma del RC1. a) ciclo 7 de la 

FO; b) ciclo 14 de la FO. (TRH 6 h, 40 RPM, 35 ± 2°C, pH 5.50 ± 0.05). 

En el ciclo 7 del RC1 se observó un 1% de presencia del filo Proteobacteria, este filo, como 

se mencionó con anterioridad, se encarga de a hidrólisis de azúcares y en la etapa de 

acidogénesis, convirtiendo azúcares en AGVs (Dzulkarnain et al., 2022; Lirio María Reyna-

Gómez, 2021). En el ciclo 14, hubo una presencia del 1% del filo Actinobacteria, el cual no 

había tenido presencia en los biorreactores batch y, en el ciclo 7, solo había aparecido en un 

0.8%. En el ciclo 14, la especie Pseudoclavibacter soli, fue la predominante del filo 

Actinobacteria, con una presencia del 30% de todas las bacterias de este filo. P. soli es 

a 
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reportada por su capacidad hidrolítica, por lo que puede contribuir en la primera etapa de la 

FO (Kim & Jung, 2009). 

En la figura 4.42 se muestra la diversidad microbiana a nivel de especie en el RC1 en el ciclo 

7 y 14. Como se puede observar, hubo una predominancia del género Clostridium del 59% y 

62%, respectivamente. En el ciclo 7 se observa un 47% de Clostridium sp seguido de un 5% 

de C. frigoriphilum, 4% de C. oryzae, 1% de C. butyricum, 1% de C. beijerinckii y 1% de 

Clostridium carboxidivorans. Esta última especie de Clostridium no había sido identificada 

previamente en los otros biorreactores, además, es considerada como una bacteria 

acetogénica, por lo que participa en la tercera etapa de la FO. Su metabolismo propicia la 

formación de acetato, etanol, butirato y butanol (Liou et al., 2005). Gracias a dichas 

características se le considera como una bacteria productora de bioH2, aunque no con las 

eficiencias de C. butyricum, C. acetobutyricum y C. beijerinckii (Harrison, 2011). En cuanto 

al ciclo 14, Se obtuvo una menor diversidad en las especies de Clostridium, encontrándose 

solamente Clostridium sp y C. oryzae en un 97 y 3%, respectivamente. Sin embargo, la mayor 

proporción tanto del género Clostridium dentro de todos los microorganismos identificados, 

como de Clostridium sp dentro de los microorganismos pertenecientes a este género, pudo 

haber propiciado una mayor producción de bioH2, debido a que en este ciclo se obtuvo la 

mayor producción de dicho gas, con una presencia del 17% en el biogás generado y una 

producción de 131 mL en este ciclo.  
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Figura 4.42. Clasificación taxonómica a nivel especie del microbioma del RC1. a) ciclo 7 

de la FO; b) ciclo 14 de la FO. (TRH 6 h, 40 RPM, 35 ± 2°C, pH 5.50 ± 0.05). 

En el ciclo 7 hubo un total de 5% de bacterias de la familia Ruminococcaceae, en donde un 

80% de las bacterias pertenecientes a esta familia identificada, pertenece a la especie 

Ethanoligenens sp. Esta especie, al igual que las demás especies pertenecientes a su género, 

son frecuentemente reportadas como productoras de bioH2 (Dzulkarnain et al., 2022) con 

una producción máxima de 2.6 molH2/mol de sustrato (Behera & Varma, 2016), además, 

tienen una gran capacidad hidrolítica, lo cual incrementa la eficiencia en cuanto a la remoción 

de CHT , concordando con el alto consumo de dichas moléculas en este ciclo (Dzulkarnain 

et al., 2022). Además, se identificó un 11% de microorganismos totales pertenecientes al 

a 
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orden Lactobacillales, de este orden, 59% correspondía a la familia Leuconostocacae, siendo 

Leuconostoc sp. la especie predominante de esta familia. Otra familia predominante de este 

orden fue Lactobacillaceae, con una gran predominancia de las especies Lactobacillus 

oligofermentans y Lactobacillus casei, con una presencia del 17 y 8% de la familia, 

respectivamente. La presencia de estos microorganismos no es favorable para la producción 

de bioH2, pues inhiben la producción de este gas gracias a la competencia por el sustrato con 

las bacterias productoras de bioH2 (Dzulkarnain et al., 2022). Sin embargo, los 

microorganismos del orden Lactobacillales son ampliamente reportados como 

microorganismos encargados del metabolismo de carbohidratos, gracias a las enzimas que 

estos sintetizan como la fructoquinasa, lactato deshidrogenasa y la glucosa-6-fosfato 

deshidrogenasa (Mazareli et al., 2020). Lo anterior coincide con la alta concentración de 

ácido fórmico presente en el biorreactor en el ciclo 7, pues los microorganismos del género 

Lactobacillus, al ser anaerobios facultativos, son ampliamente reportados como productores 

de dicho metabolito (Shin et al., 2010; Q. Zhang et al., 2020). 

A diferencia del ciclo 7, en el ciclo 14, no hubo presencia de microorganismos del orden 

Lactobacillales, solo hubo un 62% de microorganismos de la familia Clostridiaceae y un 5% 

de la familia Ruminococcaceae, el resto de bacterias no lograron ser identificadas. La 

ausencia de Lactobacillales en este ciclo se vio reflejado en la producción de bioH2, siendo 

el ciclo donde más bioH2 se produjo y en la generación de ácido fórmico, pues en dicho ciclo 

la concentración de este metabolito fue menor. Aunado a esto, pese a que la diversidad de 

Clostridium fue menor en este ciclo, hubo una mayor presencia del género.  

La figura 4.43 muestra la diversidad microbiana presente en el RC2 en los ciclos 8, 13 y 16. 

El filo Firmicutes fue el predominante en los 3 ciclos muestreados, con una presencia del 

91%, 89% y 95%, respectivamente. En el ciclo 8 hubo un 8% de bacterias sin identificar, en 

el ciclo 13 un 9% y en el ciclo 16 un 3% de bacterias sin identificar. Así mismo en los tres 

ciclos se observó una ligera presencia de bacterias del filo Proteobacteria, con una presencia 

del 0.3-0.9%, concordando con los resultados obtenidos en el RC1 y en los biorreactores 

batch. 
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Figura 4.43. Clasificación taxonómica a nivel filo del microbioma del RC2. a) ciclo 8 de la 

FO; b) ciclo 13 de la FO; c) ciclo 16 de la FO (TRH 6 h, 80 RPM, 35 ± 2°C, pH 5.50 ± 

0.05). 

La diversidad microbiana del RC2 a nivel de especie se muestra en la figura 4.44, como se 

puede apreciar, en los 3 ciclos de muestreo hubo un gran porcentaje de bacterias del filo 

Firmicutes sin ser identificadas (42-55%), además de un considerable porcentaje de bacterias 

sin identificar (3-9%). En el ciclo 8 se obtuvo la mayor cantidad y diversidad de especies del 

género Clostridium, pues este género representó un 31% del total de bacterias identificadas, 

con un 80% de Clostridium sp, seguido de C. beijerinckii con un 11%, 5% de C. oryzae, 1% 

de C. carboxidivorans y tan solo un 0.8% de C. butyricum. Para el ciclo 13, la presencia de 

Clostridium en el RC2 disminuyó al 24%, además, la diversidad de especies de este género 

también se vio disminuida, pues solo se logró detectar C. oryzae en un 18% y C. beijerinckii 

en un 4% con una presencia de Clostridium sp del 78%. Estas especies siguieron presentes 

hasta el ciclo 16, correspondiente al último muestreo del microbioma. Sin embargo, la 

a b 

c 



106 
 

presencia del género bajó hasta el 21% de todos los géneros de bacterias identificados. En 

este ciclo se encontró un 94% de Clostridium sp, 5% de C. oryzae y solo un 0.8% de C. 

beijerinckii. 

 

Figura 4.44. Clasificación taxonómica a nivel especie del microbioma del RC2. a) ciclo 8 

de la FO; b) ciclo 13 de la FO; c) ciclo 16 de la FO (TRH 6 h, 80 RPM, 35 ± 2°C, pH 5.50 

± 0.05). 

En el ciclo 8 se encontró la presencia de la familia Ruminococcaceae en un 2%, siendo 

Ethanoligenens sp la especie predominante de esta familia, siendo únicamente encontrada en 

los biorreactores operados de manera continua. Además, en este ciclo se tuvo la presencia de 

la familia Lachnospiraceae en un 2%. Los microorganismos pertenecientes a esta familia son 

anaerobios obligados y capaces de formar esporas, así mismo, tienen la capacidad de 

fermentar polisacáridos a ácidos grasos como butirato y acetato, además de etanol (Boutard 

et al., 2014). Las especies de esta familia encontradas en el ciclo 8 del RC2 fueron 

Syntrophococcus sp, representando un 52% de la familia, Lachoclostridium con un 3% y un 

45% de microorganismos de esta familia que no pudieron ser identificados. Los 
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microorganismos del género Syntrophococcus son anaerobios estrictos, y tienen la capacidad 

de hidrolizar compuestos complejos como lignina, ya que actúan como catalizadores para la 

degradación de sustratos en conjunto con las bacterias fermentativas (Valdez-Vazquez et al., 

2017). La presencia de este género podría explicar el alto consumo de CHT que hubo en este 

ciclo.  

Para el ciclo 13 se incrementó la presencia de la familia Ruminococcaceae a un 4% de todas 

las bacterias identificadas, siendo nuevamente Ethanoligenens el género predominante de 

esta familia, coadyuvando a la degradación de CHT, que para este ciclo fue la mayor 

reportada en todo el proceso de FO del RC2 con un 87% de CHT degradados.  

Por último, en el ciclo 16 se incrementó a un 5% la presencia de la familia Ruminococcaceae. 

Además, la familia Lachnospiraceae volvió a aparecer en un 2% del total de bacterias 

identificadas. Para este ciclo, además de Lachoclostridium con un 10% de presencia de los 

microorganismos correspondientes a la familia Lachnospiraceae, también hubo presencia de 

Clostridium saccharolyticum en un 6% del total de la familia. C. saccharolyticum es 

reportada por encontrarse en muestras de lodo granular anaerobio, además de ser un 

microorganismo productor de bioH2 como la gran mayoría de las bacterias del género 

Clostridium, siendo este gas uno de los productos generados en la fermentación de sustratos, 

en conjunto con CO2, ácido acético y etanol (Murray et al., 1982). La presencia de esta última 

especie solo logró ser identificada en este ciclo del RC2, por lo que pudo haber propiciado 

una mayor producción de bioH2 en conjunto con Clostridium sp, C. oryzae y C. beijerinckii 

identificadas, siendo este ciclo uno de los más eficientes en cuanto a la producción de bioH2.  
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Conclusiones 

Con base en lo observado en los experimentos realizados, se concluye que es posible la 

producción de bioH2 a partir de la codigestión de NEJ-ARR a través del proceso de FO 

utilizando consorcios microbianos como inoculo.  

El pretratamiento por sonoquímica de los sustratos resultó ser eficiente, incrementando en un 

58% aproximadamente el contenido de azúcares reductores, favoreciendo de esta manera, la 

fermentación de azúcares simples.  

La producción de bioH2 se vio favorecida cuando se llevó a cabo el proceso de FO a una 

relación C/N 30 de los sustratos, empleando CT como método de pretratamiento del inóculo, 

puesto que, cuando se utilizó radiación UV como pretratamiento del inóculo, hubo presencia 

de metano, impactando negativamente en la producción de bioH2. 

El escalamiento a 3L del proceso fue posible utilizando un biorreactor Biostat A marca 

Sartorius Stedim Biotech, replicando las condiciones del grupo de microrreactores más 

eficientes en la producción de bioH2 (C/N 30 CT), teniendo un rendimiento máximo de 196 

mLH2/gSTV con un volumen acumulativo de 450 mL de bioH2 en un sistema batch. 

La adición del medio RCM tuvo un impacto positivo solamente en las primeras 24 h de la 

FO en la producción de bioH2 en los biorreactores batch, pues el RBL2 (biorreactor sin RCM) 

tuvo una mejor producción y rendimiento al final del proceso (72 h).  

La operación continua del biorreactor resultó ser la más eficiente en cuanto a la producción 

de bioH2 y consumo de materia orgánica, pues cuando el biorreactor se operó de esta manera, 

se obtuvo un volumen máximo de bioH2 acumulado de 2314 mL, una remoción máxima de 

CHT del 87% y una remoción de DQO de hasta el 94%. 

Los AGVs generados a lo largo del proceso en los sistemas batch y continuos difirieron, ya 

que cuando el biorreactor se operó en modo batch, hubo una mayor acumulación de ácido 

acético (15-27 mmol) en contraste con los 11-18 mmol obtenidos en los sistemas continuos. 

Así mismo, en los sistemas continuos hubo una mayor presencia de ácido propiónico (3-8 

mmol) en contraste con los biorreactores batch cuya concentración de ácido propiónico osciló 

de 1-3 mmol. Lo anterior se vio reflejado en la composición de bioH2 presente en biogás, que 

fue superior en los sistemas batch (20-66%). Sin embargo, pese a la menor presencia del gas 
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deseado en los biorreactores RC1 y RC2 (9-42%), su naturaleza continua permitió una mayor 

producción acumulativa de biogás y, por consiguiente, de bioH2, haciendo más atractiva la 

operación continua del biorreactor.  

Se concluye que la agitación del medio tiene un impacto positivo en la producción de bioH2, 

pues en el RC2 se obtuvo aproximadamente 600 mL más que en el RC1, incrementando la 

agitación de 40 RPM a 80 RPM.  

La proliferación de microorganismos productores de bioH2 como aquellos del género 

Clostridium (21-87% del total de microorganismos) fue posible mediante el control de 

parámetros como temperatura, relación C/N, pH, agitación, TRH, método de pretratamiento 

del inóculo y manteniendo las condiciones anaerobias del biorreactor. Encontrándose una 

gran predominancia de las especies C. butyricum, C. beijerinckii y C. oryzae las cuales son 

ampliamente reportadas como eficientes productoras de bioH2, viéndose una relación entre 

su porcentaje de presencia con la producción de bioH2, pues, cuando dichas especies se 

encontraron en mayor cantidad, mayor fue la producción de bioH2. 
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5.1. Recomendaciones 

Se recomienda buscar estrategias con el objetivo de que las especies de Clostridium con alta 

eficiencia en la producción de bioH2, como C. butyricum, C. beijerinckii, C. oryzae y C. 

acetobutyricum tengan gran prevalencia durante todo el proceso de FO en sistemas 

continuos, para así asegurar una robustez del proceso, obteniendo grandes cantidades de 

bioH2 de manera continua. 

Así mismo, se recomienda realizar una aclimatación previa del inóculo, alimentándolo 

continuamente con la codigestión a ser empleada con el objetivo de adaptar a los 

microorganismos a dicha fuente de nutrientes y, de esta manera, propiciar un crecimiento 

más rápido en el sistema.  

Por último, se recomienda el uso de herramientas de ingeniería genética con el objetivo de 

realizar una transgénesis del gen hydA de Clostridium y transferirlos a especies de fácil 

crecimiento como Escherichia coli, para de esta manera hacer más atractivo el proceso a 

escala industrial.  
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5.2. Productos obtenidos 
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