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RESUMEN 

 

 El uso de fuentes de energía renovable se ha vuelto fundamental ante los 

desafíos globales de sostenibilidad, la crisis energética y los efectos del cambio 

climático. La producción de biocombustibles, como el bioetanol, surge como una de 

las soluciones más prometedoras, aunque enfrenta barreras relacionadas con la 

competencia por tierras agrícolas y el uso de recursos hídricos. En este contexto, el 

uso de microalgas, específicamente A. platensis (espirulina), rica en carbohidratos y 

con una rápida tasa de crecimiento, se posiciona como una alternativa viable para la 

producción de bioetanol. Este estudio se desarrolla en tres fases: en la primera, se 

evalúa la eficiencia de A platensis en la acumulación de biomasa bajo diversas 

condiciones de cultivo; la segunda fase se centra en la caracterización de los 

carbohidratos y compuestos bioactivos presentes en dicha biomasa, explorando su 

potencial para aplicaciones industriales; mientras que en la tercera fase se fermenta 

esta biomasa para obtener bioetanol. Se postula que esta cianobacteria puede 

desempeñar un rol clave en la generación de biocombustibles, contribuyendo al 

desarrollo de tecnologías más sostenibles para la producción de energía limpia y 

renovable. Este trabajo impacta positivamente en la reducción del uso de combustibles 

fósiles, además de explorar nuevas aplicaciones industriales de los bioproductos 

derivados de las microalgas. 
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ABSTRACT 

The use of renewable energy sources has become essential in the face of global 

sustainability challenges, the energy crisis, and the effects of climate change. The 

production of biofuels, such as bioethanol, has emerged as one of the most promising 

solutions, although it faces barriers related to competition for agricultural land and water 

resources. In this context, the use of microalgae, specifically A. platensis (spirulina), 

which is rich in carbohydrates and has a fast growth rate, stands as a viable alternative 

for bioethanol production. This study is developed in three phases: the first phase 

evaluates the efficiency of A. platensis in biomass accumulation under different 

cultivation conditions; the second phase focuses on the characterization of 

carbohydrates and bioactive compounds present in this biomass, exploring its potential 

for industrial applications; while the third phase involves fermenting this biomass to 

produce bioethanol. It is hypothesized that this cyanobacterium can play a key role in 

biofuel generation, contributing to the development of more sustainable technologies 

for the production of clean and renewable energy. This work positively impacts the 

reduction of fossil fuel use while exploring new industrial applications for microalgae-

derived bioproducts. 

  



 

15 

 

INTRODUCCIÓN 

La búsqueda de fuentes de energía renovable es esencial para enfrentar los 

desafíos globales de sostenibilidad, la crisis energética y los efectos del cambio 

climático. La Agencia Internacional de Energía (IEA) ha destacado la necesidad de 

diversificar las fuentes energéticas para reducir las emisiones de gases de efecto 

invernadero y promover la seguridad energética (IEA, 2020). En este contexto, la 

producción de biocombustibles, como el bioetanol, ha emergido como una solución 

prometedora, aunque enfrenta desafíos relacionados con la competencia por tierras 

agrícolas y el uso intensivo de recursos hídricos, lo que puede afectar la seguridad 

alimentaria y la sostenibilidad ambiental (Jaramillo O., 2011). 

 

La optimización de recursos y la disminución del impacto ambiental son 

fundamentales para avanzar hacia una sostenibilidad real (Arahou et al., 2021). La 

economía circular se presenta como un modelo clave en este sentido, ya que busca 

maximizar el valor de los recursos durante su ciclo de vida, promoviendo su 

reutilización y minimizando los desechos y la contaminación (Bernardo et al., 2023). 

Este enfoque es especialmente relevante en la producción de bioetanol a partir de 

microalgas, pues permite un uso eficiente de los recursos naturales y ofrece beneficios 

tanto económicos como ambientales. Las microalgas pueden cultivarse en aguas no 

aptas para la agricultura, lo que evita la competencia con cultivos alimentarios y 

contribuye a la depuración de aguas residuales (Pittman et al., 2011); además, su alto 

contenido de carbohidratos las hace idóneas para la producción de bioetanol mediante 

procesos de fermentación (Horst et al., 2011). 

 

Una de las alternativas más prometedoras en el campo de los biocombustibles 

es el uso de microalgas, específicamente A. platensis (espirulina) (Gonzalez & 

Laroche, 2021). Esta cianobacteria es rica en carbohidratos y presenta una rápida tasa 

de crecimiento, posicionándose como una opción viable para la producción de 

bioetanol (Ma’mun et al., 2024). Su cultivo resulta más sostenible en comparación con 
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los recursos agrícolas tradicionales, ya que no requiere grandes extensiones de tierra 

ni el uso de fertilizantes sintéticos (Saranraj & Sivasakthi, 2014). 

 

Las microalgas también desempeñan un papel significativo en la remediación 

ambiental, en particular en el tratamiento de aguas residuales, dada su capacidad para 

eliminar nutrientes y contaminantes (Ávila et al., 2022). Un caso de interés es el uso 

de salmuera, resultante de procesos de ósmosis inversa, la cual se caracteriza por 

altos niveles de salinidad y minerales que dificultan su reutilización en procesos 

industriales (Do et al., 2021). La integración de microalgas en sistemas de 

biorremediación de estas salmueras no solo contribuye a su purificación, sino que 

también favorece la producción de biomasa valiosa, reforzando así los principios de la 

economía circular (Ali et al., 2023). 

 

Al aprovechar recursos residuales como la salmuera de ósmosis inversa y el CO₂, 

las microalgas generan productos de alto valor añadido, como el bioetanol. Este 

enfoque promueve la sostenibilidad ambiental y ofrece beneficios económicos al 

transformar desechos en recursos útiles (Chang & sheppard., 2013). La conversión de 

microalgas, como A. platensis, en biocombustibles no solo busca mitigar la 

dependencia de los combustibles fósiles, sino también fomentar una economía más 

sostenible, ya que estas microalgas tienen la capacidad de capturar CO₂ de fuentes 

industriales y contribuir a la reducción de emisiones de gases de efecto invernadero 

(Chisti, 2007). Este proceso se alinea con los Objetivos de Desarrollo Sostenible (ODS) 

de la Organización de las Naciones Unidas, en particular con el ODS 7 ("Energía 

asequible y no contaminante"), el ODS 6 ("Agua limpia y saneamiento") y el ODS 12 

("Producción y consumo responsables") (Naciones Unidas, 2015). 

 

El tratamiento de aguas residuales mediante microalgas no solo reduce la 

contaminación, sino que también posibilita la reutilización del agua, beneficiando a las 

industrias al disminuir sus costos operativos y facilitar el cumplimiento de normativas 
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ambientales más estrictas (Al-Jabri et al., 2021). Asimismo, la relevancia de las 

microalgas radica no solo en su potencial para la producción de biocombustibles, sino 

también en su capacidad para recuperar nutrientes de las aguas residuales y mejorar 

la calidad del agua. Por ejemplo, A. platensis puede absorber nutrientes como 

nitrógeno y fósforo, elementos comunes en las aguas residuales industriales, 

contribuyendo a la reducción de la eutrofización de cuerpos de agua (Hena et al., 2018; 

Papadopoulos et al., 2022). Este proceso de biorremediación no solo ayuda a depurar 

las aguas, sino que también produce biomasa utilizable para obtener productos de alto 

valor, como biocombustibles, alimentos, fertilizantes y cosméticos (Chia et al., 2018), 

lo cual posiciona a las microalgas como una solución integral para abordar tanto 

problemas ambientales como económicos (González et al., 2008). 

 

El uso de microalgas en la producción de bioetanol y en la remediación de aguas 

residuales se presenta, asimismo, como una oportunidad estratégica para diversas 

industrias (Ahmad, 2022). Empresas del sector energético pueden beneficiarse de la 

producción de biocombustibles, mientras que aquellas en los sectores agrícola e 

industrial pueden aprovechar las propiedades nutritivas de las microalgas para 

elaborar alimentos, piensos animales o productos farmacéuticos (Niccolai et al., 2019). 

Además, la integración de sistemas de tratamiento de aguas residuales con cultivos 

de microalgas ofrece una solución rentable y ecológica para la gestión de efluentes, 

permitiendo a las industrias reducir su impacto ambiental y cumplir con normativas más 

rigurosas (Ayil et al., 2021). 

 

Este estudio se desarrolla en tres fases: en la primera se evalúa la eficiencia de 

A. platensis en la acumulación de biomasa bajo diversas condiciones de cultivo; en la 

segunda se caracteriza el contenido de carbohidratos y compuestos bioactivos 

presentes en dicha biomasa, explorando su potencial para aplicaciones industriales; y 

en la tercera se fermenta esta biomasa para obtener bioetanol. La producción de 

bioetanol a partir de A. platensis responde no solo a las necesidades energéticas, sino 
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también a la exigencia de implementar procesos más sostenibles, donde los recursos 

naturales se utilicen de manera eficiente y con menor impacto ambiental (Ayil et al., 

2021).  
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HIPÓTESIS 

La optimización de las condiciones de cultivo de Arthrospira platensis en medios 

modificados permitirá un incremento significativo en la producción de carbohidratos, 

los cuales, mediante procesos eficientes de extracción y fermentación, favorecerán 

una mayor conversión a bioetanol y la obtención de compuestos de alto valor añadido, 

promoviendo así un proceso integral sustentable y económicamente viable. 
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OBJETIVOS 

 

1.1 Objetivo General 

Desarrollar un proceso integral de cultivo, extracción y aprovechamiento de A. 

platensis para la producción de bioetanol y otros compuestos de alto valor añadido, 

maximizando la eficiencia en la obtención de productos derivados y promoviendo la 

sostenibilidad en la aplicación de la biomasa residual. 

 

1.1.1 Objetivos Específicos 

Evaluar métodos de extracción y cuantificación de carbohidratos y componentes 

de interés. 

 

Determinar las condiciones óptimas de cultivo de A. platensis en medios 

modificados para incrementar la producción de carbohidratos. 

 

Optimizar las condiciones de fermentación para la producción de bioetanol. 
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REVISIÓN DE LITERATURA 

 

2.1. La Crisis Hídrica  

La seguridad hídrica es uno de los desafíos más apremiantes del siglo XXI. El 

acceso al agua limpia y segura no solo es esencial para la salud humana, sino también 

para el desarrollo económico, la seguridad alimentaria y la sostenibilidad ambiental 

(Abou-Shady et al., 2023). Sin embargo, fenómenos como el crecimiento poblacional, 

la urbanización acelerada, el cambio climático y la mala gestión de los recursos han 

incrementado el estrés hídrico en diversas regiones del mundo, incluyendo América 

Latina y particularmente México (Hommes et al., 2020; Quiroga & CastelBlanco, 2024). 

En este contexto, el tratamiento de aguas residuales se posiciona como una 

herramienta clave para garantizar la sostenibilidad del recurso hídrico. 

Tradicionalmente, las plantas de tratamiento de aguas residuales (PTAR) han operado 

bajo un modelo lineal, cuyo objetivo principal es eliminar contaminantes antes de verter 

el agua tratada en cuerpos naturales (Rout et al., 2021). No obstante, este enfoque 

está siendo reemplazado progresivamente por un modelo circular, que no solo busca 

descontaminar el agua, sino recuperar recursos valiosos como nutrientes, energía y 

materia orgánica, transformando los residuos en insumos para nuevos procesos 

productivos (Ahmad et al., 2022). 

Este cambio de paradigma está alineado con los Objetivos de Desarrollo Sostenible 

(ODS) impulsados en el 2015 por la Organización de las Naciones Unidas (ONU). 

Entre los más destacados en materia hídrica se establecen en el cuadro 1. 
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Cuadro 1. Objetivos de Desarrollo Sostenible 

ODS Titulo Aplicación 

6 
Agua limpia y 

saneamiento 

Promoviendo la disponibilidad y la gestión 

sostenible del agua y su saneamiento. 

 

7 
Energía asequible y no 

contaminante 

Por la producción de bioenergéticos a partir 

de los subproductos generados en el 

tratamiento. 

 

11 

Ciudades y 

comunidades 

sostenibles 

Al fomentar infraestructura para reducir el 

impacto ambiental negativo en zonas 

urbanas. 

 

12 
Producción y consumo 

responsables 

Mediante la reutilización de agua y la 

valorización de residuos. 

 

13 Acción por el clima 

Al reducir emisiones de gases de efecto 

invernadero gracias a tecnologías y el 

aprovechamiento de los residuos o 

subproductos generados. 

Fuente: Naciones Unidas. (2015). Objetivos y metas de desarrollo sostenible. Recuperado el 7 de abril 

de 2025, de https://www.un.org/sustainabledevelopment/es/objetivos-de-desarrollo-sostenible/ 

La transición hacia modelos circulares en el tratamiento de aguas requiere innovación 

tecnológica, colaboración público-privada, educación ambiental y un marco normativo 

que favorezca el aprovechamiento integral de los residuos (Robak & Balcerek, 2018). 

Esta visión no solo mejora la eficiencia de los sistemas de saneamiento, sino que 

también genera beneficios económicos y sociales, especialmente en comunidades que 

enfrentan altos niveles de vulnerabilidad hídrica ante el derecho humano de acceso a 

https://www.un.org/sustainabledevelopment/es/objetivos-de-desarrollo-sostenible/
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este recurso (Larson, 2021). 

 

2.1.1. El Problema del Estrés Hídrico y la Seguridad Hídrica 

El estrés hídrico es una de las principales amenazas a la seguridad hídrica a nivel 

mundial. Se produce cuando la demanda de agua supera la cantidad disponible 

durante un periodo determinado o cuando la calidad del recurso limita su uso, ligado 

al cambio climático, el crecimiento poblacional, la expansión de las actividades 

industriales y agrícolas, y la deficiente gestión del agua (Morante et al., 2022). 

En México, el problema se agrava debido a una distribución geográfica desigual del 

recurso hídrico. Mientras que en el sur del país se presentan lluvias abundantes, el 

norte enfrenta sequías prolongadas, en algunos estados de se encuentran déficit de 

agua como Baja california donde tienen un déficit de 1,060 m3 para sustentar su 

productividad agrícolas y mantenimiento de la población (Cortés & Azuz., 2021). 

 

2.1.2. Crisis Hídrica en Nuevo León  

Entre las principales causas de la crisis hídrica en Nuevo León se encuentran la 

sobreexplotación de los recursos hídricos, la urbanización descontrolada y la falta de 

infraestructura en los municipios no metropolitanos (Arreguin et al., 2020). En 

particular, los municipios del sur del estado enfrentan mayores dificultades debido a la 

falta de inversión en redes de abastecimiento y al incremento de la demanda 

poblacional sin un aumento proporcional en la oferta de agua (Guerra et al., 2020). 

 

La creciente demanda de agua por parte de los sectores urbano-industrial ha generado 

una presión considerable sobre los cuerpos de agua superficial y los acuíferos 

subterráneos (Morante et al., 2022). Esta situación ha llevado a que diversas zonas 

agrícolas dependan del uso de aguas residuales tratadas como fuente alternativa de 

riego. Además, las pérdidas de agua por fugas en la red de distribución y la extracción 

ilegal representan un desafío significativo para garantizar un suministro eficiente y 

equitativo (Aguilar et al., 2015). 
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2.1.2.1. Estrategias gubernamentales y privadas para mitigar la crisis 

Las estrategias para mitigar la crisis incluyen el fortalecimiento de la 

infraestructura de distribución, la implementación de tecnologías alternativas para el 

tratamiento de agua y la promoción de programas de financiamiento para mejorar la 

eficiencia hídrica (Aguilar & Ramirez, 2015).  Se recomienda incrementar la macro 

medición en las fuentes de suministro y almacenamiento, así como la micro medición 

en los hogares para evitar pérdidas innecesarias (Guerra et al., 2020). 

 

Además, Servicios de Agua y Drenaje de Monterrey (SADM) se ha propuesto la 

construcción de nuevas redes de suministro en comunidades rurales y la 

implementación de campañas educativas para fomentar el uso racional del agua ante 

la crisis hídrica que ha asolado en Monterrey (SADM, 2017). La integración de 

biotecnologías en el tratamiento de aguas residuales representa una oportunidad para 

mejorar la eficiencia de los procesos, reducir el consumo energético y generar 

productos de valor agregado como biofertilizantes, biogás, compuestos bioactivos y 

biomasa para biocombustibles (Ali et al., 2022). Entre las opciones más prometedoras 

se encuentran el uso de microalgas, bacterias especializadas, y hongos filamentosos, 

que pueden absorber metales pesados, nutrientes y otros contaminantes, además de 

producir biomasa con aplicaciones comerciales (Alprol et al., 2021). 

 

Un enfoque innovador es el uso de fotobiorreactores y sistemas integrados con 

microalgas, los cuales permiten no solo purificar el agua, sino también capturar CO₂ y 

producir compuestos como el betacaroteno, lípidos y polisacáridos (Gentscheva et al., 

2023). Esta estrategia, en sinergia con los principios de la economía circular, puede 

transformar a las plantas de tratamiento en biofábricas sostenibles (Ahmad, 2022). 

 

2.1.3. Agua de Rechazo de Ósmosis Inversa 

El agua de rechazo de ósmosis inversa es un subproducto del proceso de 

filtración mediante membranas semipermeables, en el cual se retienen sales disueltas, 

materia orgánica y otros contaminantes presentes en el agua de alimentación (Malaeb 
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& Ayoub, 2011). Esta corriente concentrada representa un desafío ambiental y 

operativo, ya que su manejo inadecuado puede afectar los ecosistemas y la 

disponibilidad hídrica (Bartels  et al., 2005). 

 

2.1.3.1. ¿Qué es el rechazo de ósmosis inversa? 

El rechazo de ósmosis inversa es el volumen de agua que no atraviesa la 

membrana durante el proceso de filtración, debido a la retención de contaminantes y 

sales disueltas (Mondal & Wickramasinghe, 2008). Generalmente, esta fracción de 

agua contiene una alta concentración de solutos, lo que impide su descarga directa sin 

tratamiento previo (Al-Obaidi et al., 2020). Dependiendo de la fuente de agua y el tipo 

de membranas utilizadas, el rechazo puede representar entre el 15% y el 50% del 

volumen de agua tratada (Garud, et al., 2011). 

 

2.1.3.2. Composición química y problemática ambiental 

El agua de rechazo de ósmosis inversa contiene concentraciones elevadas de 

sales, metales pesados, nutrientes como nitratos y fosfatos, y, en algunos casos, 

compuestos orgánicos persistentes (Arola et al., 2019). Esta composición química 

depende del tipo de fuente hídrica tratada y de las condiciones del proceso de filtración 

(Albergamo et al., 2019). El vertido no controlado del rechazo puede provocar 

problemas ambientales significativos, como la salinización del suelo y la contaminación 

de cuerpos de agua superficiales y subterráneos (Yang et al., 2019). Además, la 

presencia de contaminantes emergentes, como residuos farmacéuticos y pesticidas, 

plantea riesgos adicionales para la salud humana y la biodiversidad acuática (Vinardell 

et al., 2020). 

 

2.1.3.3. Métodos de tratamiento y reutilización del rechazo de ósmosis 

Diversos enfoques han sido desarrollados para mitigar el impacto ambiental del 

rechazo de ósmosis inversa, incluyendo tratamientos fisicoquímicos, biológicos y de 

concentración de salmuera (Kucera, 2023). Entre los métodos fisicoquímicos destacan 

la evaporación solar, la cristalización y la electrodiálisis inversa, que permiten 
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recuperar agua y minerales valiosos (Anis et al., 2019). En el caso de los tratamientos 

biológicos, el uso de biorreactores de membrana y algas para la biorremediación de 

nutrientes y contaminantes emergentes ha demostrado ser una alternativa sostenible 

(Malaeb & Ayoub, 2011). Además, estrategias de reutilización, como la incorporación 

del rechazo en procesos industriales, riego de cultivos tolerantes a la salinidad y 

generación de biogás, han sido propuestas para maximizar el aprovechamiento del 

recurso hídrico (Bartels et al., 2005). 

 

2.1.3.4. Aplicaciones en biotecnología y producción de biomasa 

El agua de rechazo de ósmosis inversa presenta un potencial significativo en 

aplicaciones biotecnológicas, especialmente en el cultivo de microorganismos 

halotolerantes y microalgas para la producción de biomasa (Mondal & 

Wickramasinghe, 2008). La utilización de este efluente en biorreactores permite el 

desarrollo de cepas adaptadas a altas concentraciones salinas, las cuales pueden ser 

empleadas en la síntesis de compuestos de alto valor agregado, como pigmentos, 

bioetanol y bioplásticos (Al-Obaidi et al., 2020). Además, la combinación de sistemas 

de ósmosis inversa con bioprocesos ha demostrado ser una estrategia eficiente para 

la mitigación de residuos líquidos y la valorización de recursos (Garud et al., 2011). En 

este contexto, el desarrollo de tecnologías híbridas para la integración de la ósmosis 

inversa con procesos biológicos podría representar una solución sostenible para el 

manejo del agua residual y la producción de biomasa en el futuro (Arola et al., 2019). 

 

2.2. Bioetanol como Alternativa Energética y Sustentable 

 

2.2.1. Importancia del Bioetanol en la Transición Energética 

El bioetanol desempeña un papel fundamental en la transición energética al ser 

una alternativa renovable que reduce la dependencia de los combustibles fósiles y 

disminuye las emisiones de gases de efecto invernadero (Susmozas et al., 2020). Su 

producción a partir de biomasa lignocelulósica permite una mayor sostenibilidad en 

comparación con los combustibles tradicionales, promoviendo la diversificación de la 
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matriz energética (Mignogna et al., 2024). Además, la implementación de tecnologías 

como la conversión de biomasa impulsada por energía solar refuerza su potencial 

como una fuente de energía limpia y eficiente (Tabah et al., 2017). 

 

2.2.1.1. Biocombustibles y su papel en la reducción de emisiones 

Los biocombustibles, en particular el bioetanol, han demostrado su efectividad en 

la reducción de emisiones de CO₂ en el sector transporte. En países como Brasil, su 

uso ha contribuido significativamente a la mitigación del impacto ambiental de los 

combustibles fósiles, lo que sugiere su viabilidad en otras regiones en transición 

energética (Carvalho et al., 2023). La evaluación del balance energético del bioetanol 

indica que su producción y uso generan menores emisiones en comparación con la 

gasolina, lo que lo convierte en una opción estratégica dentro de los modelos de 

movilidad sostenible (Swana et al., 2011). No obstante, es necesario considerar el ciclo 

de vida del bioetanol y sus implicaciones ambientales para asegurar su sostenibilidad 

a largo plazo (Malça & Freire, 2006; Fierro et al., 2019). 

 

2.2.1.2. Comparación del bioetanol con combustibles fósiles 

El bioetanol representa una alternativa renovable a los combustibles fósiles 

debido a su menor impacto ambiental y su capacidad de reducir las emisiones de 

gases de efecto invernadero (Ahmad et al., 2022). A diferencia de la gasolina y el 

diésel, su producción y combustión generan una menor huella de carbono, 

especialmente cuando se obtiene a partir de biomasa lignocelulósica (Reijnders & 

Huijbregts, 2007). En países como Turquía y la Unión Europea, se ha evaluado su 

viabilidad comercial, destacando su eficiencia en términos de conversión energética y 

su potencial para sustituir parcialmente los combustibles fósiles en el sector automotriz 

(Littlewood et al., 2014; Ozdingis & Kocar, 2018). Además, el uso de especies como el 

álamo en la producción de bioetanol refuerza su sostenibilidad al aprovechar materias 

primas de rápido crecimiento y bajo costo (Guo et al., 2015). Sin embargo, su 

implementación a gran escala requiere superar desafíos en materia de costos de 

producción y eficiencia en la conversión de biomasa (Niphadkar et al., 2018). 
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2.2.1.3. Retos y oportunidades del bioetanol en México 

Uno de los principales desafíos en la producción de bioetanol en México es la 

infraestructura y los costos de producción. La adaptación de la industria azucarera para 

la producción de bioetanol, basada en la experiencia brasileña, requiere inversiones 

significativas en tecnología y eficiencia operativa (López et al., 2021). Además, el uso 

de residuos agroindustriales como fuente de materia prima presenta una alternativa 

sostenible, pero su implementación enfrenta barreras tecnológicas y logísticas (Carrillo 

et al., 2019). 

 

En términos económicos, la integración de bioetanol de segunda generación en la 

gasolina mexicana podría mejorar la rentabilidad del sector energético y reducir la 

huella de carbono, aunque se requiere de incentivos financieros y políticas de apoyo 

para su competitividad frente a los combustibles fósiles (Bautista et al., 2021). 

Asimismo, la biomasa celulósica disponible en el país, proveniente de cultivos como el 

agave y la caña de azúcar, representa una oportunidad para incrementar la producción 

sin comprometer la seguridad alimentaria, aunque es necesario optimizar los procesos 

de conversión para mejorar los rendimientos (Hernández et al., 2019). 

 

2.2.2. Producción de Bioetanol a partir de Microalgas 

La búsqueda de fuentes de energía renovable ha cobrado relevancia en las 

últimas décadas debido a la necesidad de mitigar el cambio climático y reducir la 

dependencia de combustibles fósiles (Ma’mun et al., 2024). En este contexto, las 

microalgas han emergido como una fuente prometedora para la producción de 

biocombustibles, especialmente bioetanol (Gonzalez & Laroche, 2021). Estos 

microorganismos fotosintéticos poseen una alta eficiencia en la conversión de dióxido 

de carbono en biomasa rica en carbohidratos, lo que las hace ideales para la 

producción de bioetanol (Jaramillo, 2011). 

 

El proceso de producción de bioetanol a partir de microalgas implica la conversión 
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de sus reservas de carbohidratos, principalmente polisacáridos como el almidón y la 

celulosa, en etanol a través de procesos de fermentación (Lee et al., 2019). Además, 

las microalgas pueden contribuir a la captura de dióxido de carbono, haciéndolas aún 

más atractivas desde el punto de vista ambiental (Chanda et al., 2019). 

 

2.2.2.1. Ventajas del uso de microalgas en la producción de bioetanol 

Frente a las técnicas convencionales de producción de bioetanol, que se basan 

en materias primas como maíz o caña de azúcar, el uso de microalgas requiere menos 

recursos naturales como el agua dulce y el suelo agrícola. Asimismo, generan menos 

residuos y tienen el potencial de integrarse en sistemas de tratamiento de aguas 

residuales, lo que permite una doble funcionalidad en términos de remediación 

ambiental y producción de energía (Kumar et al., 2018). 

 

Estudios recientes han demostrado que especies como Chlorella vulgaris y A.  

platensis tienen un alto contenido de carbohidratos y pueden ser eficientemente 

convertidas en bioetanol mediante procesos optimizados de hidrólisis y fermentación 

(Muhamad et al., 2021). Además, la implementación de biorrefinerías basadas en 

microalgas permite la producción simultánea de bioetanol y otros bioproductos, 

maximizando el aprovechamiento de la biomasa y aumentando la viabilidad económica 

del proceso (Kumar & Singh, 2019). 

 

2.2.2.2. Comparación con otras fuentes de biomasa 

El bioetanol puede obtenerse a partir de diversas fuentes de biomasa, incluyendo 

residuos lignocelulósicos, cultivos energéticos y microalgas, cada una con 

características y desafíos específicos. La biomasa lignocelulósica, derivada de 

residuos agrícolas y forestales, es una de las fuentes más utilizadas debido a su 

abundancia y bajo costo; sin embargo, su conversión requiere procesos de 

pretratamiento intensivos para romper su estructura resistente (Limayem & Ricke, 

2012; Chen & Fu, 2016). Por otro lado, las microalgas han surgido como una alternativa 

prometedora debido a su alto contenido de carbohidratos y su capacidad de crecer en 
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ambientes no aptos para cultivos convencionales (Harun et al., 2010; Lakatos et al., 

2019). Estudios han demostrado que el pretratamiento ácido y enzimático de la 

biomasa microalgal mejora significativamente la eficiencia de conversión a bioetanol 

(Harun & Danquah, 2011a; Harun & Danquah, 2011b; Velazquez et al., 2018). 

 

Comparativamente, la producción de bioetanol a partir de residuos lignocelulósicos 

presenta mayores retos en términos de eficiencia energética y uso de agua, mientras 

que la microalgal ofrece ventajas en términos de sostenibilidad y menor impacto 

ambiental (Phwan et al., 2018; Tayyab et al., 2018). Sin embargo, los costos de 

producción y escalabilidad siguen siendo barreras para la implementación comercial a 

gran escala de la biomasa microalgal en comparación con fuentes más tradicionales 

(Manochio et al., 2017; Robak & Balcerek, 2018). Evaluaciones del ciclo de vida han 

resaltado la necesidad de optimizar tanto los métodos de pretratamiento como los 

procesos de fermentación para mejorar la viabilidad económica y ambiental de cada 

opción (Shakelly et al., 2023). 

 

2.2.2.3. Perspectivas en la bioeconomía y sostenibilidad del proceso 

La implementación de tecnologías basadas en microalgas para la producción de 

bioetanol y el tratamiento de aguas residuales se alinea con los principios de la 

economía circular (Mirzaei et al., 2024). Este enfoque busca maximizar la eficiencia en 

el uso de recursos y minimizar la generación de residuos, promoviendo sistemas 

sostenibles y rentables (Ansari et al., 2019). Proyectos recientes han demostrado la 

viabilidad de estas tecnologías a escala industrial, destacando su potencial para 

contribuir a la transición hacia una economía más verde y sostenible (Koyande et al., 

2021). 

 

Además de su potencial energético, las microalgas ofrecen ventajas significativas en 

el tratamiento de aguas residuales. Su capacidad para eliminar nutrientes y 

contaminantes las posiciona como una herramienta eficaz en la biorremediación 

(Aguilar et al., 2015). La integración de cultivos de microalgas en plantas de 
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tratamiento de aguas residuales no solo mejora la calidad del agua tratada, sino que 

también produce biomasa utilizable para la generación de biocombustibles. (Gonzalez 

& Laroche, 2021; Ma’mun et al., 2024) 

 

2.2.3. Métodos de Producción de Bioetanol 

El bioetanol es un biocombustible producido a partir de biomasa rica en 

carbohidratos, mediante un proceso de fermentación seguido de una destilación y 

purificación. Dependiendo de la materia prima utilizada, la producción de bioetanol se 

clasifica en primera, segunda y tercera generación. La primera generación emplea 

cultivos agrícolas como el maíz y la caña de azúcar, mientras que la segunda 

generación utiliza residuos lignocelulósicos, y la tercera generación se basa en 

microalgas (Sharma et al., 2020; Edeh, 2021). La selección del método de producción 

depende de la disponibilidad de materia prima, la eficiencia del proceso y los costos 

asociados. 

 

2.2.3.1. Etapas del proceso de producción de bioetanol 

El proceso de producción de bioetanol consta de varias etapas principales, cada 

una de ellas con un papel esencial en la conversión de biomasa en combustible 

(Gonzalez & Laroche, 2021). La primera fase es el pretratamiento de la biomasa, en la 

cual la materia prima se somete a procesos físicos, químicos o biológicos con el 

objetivo de romper su estructura lignocelulósica y hacer accesibles los carbohidratos 

presentes (Broda et al., 2022). Este paso es fundamental, ya que la biomasa 

lignocelulósica posee una estructura compleja que dificulta la extracción de azúcares 

fermentables (Toor et al., 2020). Posteriormente, se lleva a cabo la hidrólisis, proceso 

en el que los polisacáridos son descompuestos en monosacáridos fermentables 

mediante hidrólisis enzimática o ácida (Esquivel et al., 2021). La elección del método 

depende de la biomasa utilizada y de la eficiencia buscada en la liberación de azúcares 

(Rempel et al., 2021). 

 

Una vez obtenidos los azúcares fermentables, se procede a la fermentación, en la cual 
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microorganismos especializados convierten estos compuestos en bioetanol. Durante 

este proceso, factores como el tipo de microorganismo, la temperatura y el pH deben 

ser controlados para garantizar una alta eficiencia de conversión. Tras la fermentación, 

el bioetanol producido se separa del medio de cultivo mediante destilación, un proceso 

térmico que permite concentrar el bioetanol y eliminar subproductos indeseados. 

Finalmente, el biocombustible pasa por una fase de purificación, donde se eliminan las 

impurezas mediante técnicas como la deshidratación, asegurando un producto con 

alta concentración de etanol listo para su uso industrial (Bušić et al., 2018). 

 

2.2.3.2. Fermentación de carbohidratos 

La fermentación es la etapa clave en la producción de bioetanol, donde los 

microorganismos convierten los azúcares en etanol y CO2 en condiciones anaerobias 

(Vinardell et al., 2020). Dependiendo de la materia prima utilizada, los carbohidratos 

fermentables pueden provenir de almidones, azúcares simples o lignocelulosa (Chen 

& Fu, 2016). En la fermentación de primera generación, la sacarosa de la caña de 

azúcar y el almidón del maíz se hidrolizan fácilmente en glucosa y fructosa, que son 

consumidas rápidamente por levaduras como S. cerevisiae (Kumar & Singh, 2019). En 

contraste, la fermentación de biomasa lignocelulósica requiere pretratamientos más 

complejos para liberar azúcares pentosas y hexosas, que pueden ser metabolizados 

por cepas modificadas de levaduras o bacterias (Ozdinguis & Kocar, 2018). 

 

2.2.3.3. Microorganismos utilizados en la fermentación 

Diferentes microorganismos son empleados en la fermentación de los azúcares 

presentes en la biomasa para la producción de bioetanol (Ding et al., 2017). Entre 

ellos, las levaduras y las bacterias destacan por su eficiencia en la conversión de 

sustratos en etanol (Esquivel et al., 2021). S. cerevisiae es el microorganismo más 

utilizado debido a su alta tolerancia al etanol y su capacidad para fermentar la glucosa 

de manera eficiente, lo que la convierte en la opción preferida en procesos industriales 

(Robak & Balcerek, 2018). Por otro lado, Zymomonas mobilis ha ganado interés en la 

producción de bioetanol a partir de biomasa lignocelulósica, ya que presenta una 

mayor eficiencia en la conversión de azúcares como la xilosa y la arabinosa, 
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compuestos abundantes en residuos agrícolas y forestales (Panahi et al., 2022). 

 

Además de levaduras y bacterias, los hongos filamentosos han sido explorados para 

la fermentación en estado sólido, un proceso en el que el sustrato fermentable no se 

encuentra en solución líquida, sino en un medio sólido con bajo contenido de humedad. 

Estos hongos poseen la capacidad de secretar enzimas hidrolíticas que favorecen la 

descomposición de materiales lignocelulósicos, facilitando la liberación de azúcares 

fermentables y ampliando las opciones para el aprovechamiento de diversas fuentes 

de biomasa (Carrillo et al., 2019). 

 

2.2.3.4. Factores que afectan la eficiencia de producción 

La eficiencia en la producción de bioetanol depende de múltiples factores que 

influyen en el rendimiento del proceso. Uno de los aspectos clave es la composición 

de la biomasa, ya que la biomasa lignocelulósica requiere pretratamientos eficientes 

para maximizar la disponibilidad de azúcares fermentables. El tipo de pretratamiento 

utilizado puede afectar la accesibilidad de los polisacáridos y la cantidad de inhibidores 

generados, lo que repercute directamente en la fermentación. Asimismo, las 

condiciones de fermentación juegan un papel determinante, ya que parámetros como 

el pH, la temperatura y la concentración de nutrientes deben ser optimizados para 

favorecer la actividad microbiana y maximizar la producción de etanol (Susmozas et 

al., 2020). 

 

Otro factor crucial es la tolerancia de los microorganismos al etanol, ya que la 

acumulación de este compuesto en el medio de cultivo puede inhibir su crecimiento y 

disminuir la eficiencia del proceso (Phwan et al., 2019). Para superar este desafío, se 

han propuesto estrategias como la fermentación extractiva, que permite la eliminación 

continua del bioetanol producido, evitando su acumulación en concentraciones tóxicas 

(Ibrahim, 2023). Además, el desarrollo y la selección de cepas microbianas con mayor 

resistencia al etanol han demostrado ser enfoques prometedores para mejorar la 
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producción de bioetanol a nivel industrial (Harun & Danquah, 2011a; Lakatos et al., 

2019). 

 

2.3. Microalgas como Materia Prima para Bioetanol 

2.3.1. Producción de Bioetanol a partir de A. platensis 

La microalga A. platensis ha sido ampliamente estudiada por su potencial en la 

producción de bioetanol debido a su alto contenido de carbohidratos y facilidad de 

cultivo en diversas condiciones ambientales (Gonzalez & Laroche, 2021). Su uso como 

materia prima para biocombustibles se fundamenta en su composición química, la 

eficiencia en la acumulación de biomasa y su adaptabilidad a diferentes medios de 

cultivo (Ding et al., 2017). 

 

2.3.1.1. Morfología y fisiología de A. platensis 

A. platensis es una cianobacteria filamentosa con una estructura helicoidal 

característica. Presenta células organizadas en tricomas multicelulares que pueden 

variar en longitud y diámetro dependiendo de las condiciones ambientales y del medio 

de cultivo (Markou et al., 2023). Su metabolismo es fotosintético, con una alta 

capacidad de absorción de luz y eficiencia en la fijación de carbono, lo que la hace 

adecuada para su uso en sistemas de producción sustentables (Wu et al., 2021). 

 

2.3.1.2. Composición química y contenido de carbohidratos 

La biomasa de A. platensis contiene proteínas (50-70%), carbohidratos (15-25%) 

y lípidos (6-13%), con variaciones según las condiciones de cultivo (Ljubic et al., 2018). 

La fracción de carbohidratos, clave para la producción de bioetanol, está compuesta 

principalmente por polisacáridos como la glucosa y la ramnosa, los cuales pueden ser 

fácilmente hidrolizados y fermentados (Gonzalez & Laroche, 2021). 

 

2.3.1.3. Aplicaciones industriales y biotecnológicas 

A. platensis es utilizada en diversas industrias debido a su alta concentración de 

compuestos bioactivos (Gentscheva et al., 2023). En la industria alimentaria, se 

emplea como suplemento nutricional debido a su elevado contenido de proteínas y 
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vitaminas (Chang & Liu, 2024). En biotecnología, su biomasa se investiga para 

aplicaciones en la producción de bioetanol, cosméticos, biofertilizantes y pigmentos 

naturales (Wu et al., 2021). 

 

2.3.2. Optimización del Cultivo de A. platensis 

2.3.2.1. Factores que afectan el crecimiento y acumulación de carbohidratos 

El crecimiento y la acumulación de carbohidratos en A. platensis están 

influenciados por factores como la disponibilidad de nutrientes, la intensidad luminosa, 

la temperatura y la salinidad del medio de cultivo (Gonzalez & Laroche, 2021). La 

reducción de nitrógeno en el medio promueve una mayor acumulación de 

carbohidratos debido a la desviación del metabolismo hacia la síntesis de compuestos 

de reserva (Wu et al., 2021). 

 

2.3.2.2. Uso de agua de rechazo de ósmosis en el cultivo de microalgas 

El agua de rechazo de ósmosis inversa contiene altas concentraciones de sales 

y otros compuestos que pueden ser aprovechados en el cultivo de A. platensis  

(Gonzalez & Laroche, 2021). Investigaciones han demostrado que la microalga puede 

adaptarse a diferentes niveles de salinidad, lo que permite el uso de este tipo de agua 

como una alternativa sustentable para la producción de biomasa (Markou et al., 2023). 

 

2.3.2.3. Medios de cultivo y su influencia en la productividad 

Los medios de cultivo para A. platensis varían en composición dependiendo del 

objetivo de producción (Zarrouk, 1966). Se han desarrollado medios con diferentes 

fuentes de nitrógeno y fósforo para optimizar el crecimiento y la acumulación de 

carbohidratos (Gonzalez & Laroche, 2021). El medio Zarrouk es uno de los más 

utilizados debido a su balance de nutrientes que favorece una alta tasa de crecimiento 

(Ljubic et al., 2018). 

 

2.3.2.4. Estrategias de optimización para incrementar la biomasa 

Diversas estrategias pueden emplearse para mejorar la productividad de A. 

platensis, incluyendo la manipulación de la iluminación, el ajuste de la temperatura y 
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el uso de bioestimulantes (Braun & Colla, 2023). La implementación de sistemas de 

fotobiorreactores y la optimización de la aireación también han demostrado ser 

efectivas en la mejora de la biomasa y del contenido de carbohidratos, aumentando 

así su potencial para la producción de bioetanol (Gonzalez & Laroche, 2021). 

 

2.4. Métodos de Extracción y Cuantificación de Carbohidratos 

Los carbohidratos desempeñan un papel crucial en el metabolismo de las 

microalgas y su aprovechamiento para la producción de bioetanol ha cobrado 

relevancia en los últimos años (Harun & Danquah, 2011b; Lakatos et al., 2019). La 

extracción y cuantificación de estos compuestos requieren técnicas especializadas 

que permitan su recuperación y análisis con alta eficiencia y selectividad (Ma’mun 

et al., 2024). 

 

2.4.1. Métodos de Extracción de Carbohidratos en Microalgas 

La extracción de carbohidratos a partir de microalgas es un paso fundamental 

para su posterior utilización en la producción de biocombustibles (Chew et al., 2017). 

Existen diversos enfoques para la extracción de estos compuestos, incluyendo 

métodos químicos, enzimáticos, físicos y termoquímicos (Laurens et al., 2017, 

Hernández et al., 2019). 

 

2.4.1.1. Extracción química y enzimática 

La extracción química de carbohidratos en microalgas implica el uso de solventes 

ácidos o básicos para la ruptura de la pared celular y la liberación de polisacáridos 

(Gentscheva et al., 2023). El tratamiento ácido, por ejemplo, con ácido sulfúrico diluido, 

es un método comúnmente utilizado para la hidrólisis de la biomasa y la liberación de 

azúcares fermentables (Harun & Danquah, 2011b). Por otro lado, la extracción 

enzimática emplea enzimas como celulasas y hemicelulasas para degradar la matriz 

polisacarídica sin generar compuestos inhibidores, favoreciendo un mayor rendimiento 

en la producción de bioetanol (Velazquez et al., 2018). 

 

2.4.1.2. Métodos físicos y termoquímicos 
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Los métodos físicos de extracción incluyen la ruptura mecánica de la pared 

celular mediante ultrasonido, microondas y homogeneización a alta presión. Estas 

técnicas permiten una mayor liberación de carbohidratos al medio de extracción sin el 

uso de reactivos químicos agresivos (Phwan et al., 2018). En el caso de los métodos 

termoquímicos, el pretratamiento con vapor y la hidrólisis con ácidos diluidos han 

demostrado ser estrategias efectivas para la descomposición de la biomasa y la 

obtención de azúcares fermentables (Chen & Fu, 2016). 

 

2.4.1.3. Comparación de eficiencia entre distintos métodos 

La eficiencia de los distintos métodos de extracción varía en función del tipo de 

microalga, la composición de la pared celular y la facilidad de hidrólisis de los 

polisacáridos. En general, los métodos enzimáticos presentan una mayor selectividad 

y menor generación de productos inhibidores, pero requieren tiempos de reacción 

prolongados. Por otro lado, los métodos físicos combinados con pretratamientos 

químicos pueden incrementar el rendimiento de carbohidratos, aunque a un costo 

energético mayor (Robak & Balcerek, 2018). 

 

2.4.2. Métodos de Cuantificación de Carbohidratos 

2.4.2.1. Técnicas espectrofotométricas  

Las técnicas espectrofotométricas son ampliamente utilizadas debido a su 

facilidad de uso y bajo costo. El método del ácido 3,5-dinitrosalícílico (DNS) permite 

cuantificar azúcares reductores mediante una reacción colorimétrica (Mignogna et al., 

2024). Asimismo, el ensayo de fenol-ácido sulfúrico es empleado para la determinación 

de carbohidratos totales en muestras de biomasa algal (Susmozas et al., 2020). 

 

2.4.2.2. Cromatografía y análisis estructural 

La cromatografía de líquidos de alta eficiencia (HPLC) y la cromatografía de 

gases acoplada a espectrometría de masas (GC-MS) permiten la separación e 

identificación de los distintos azúcares presentes en las muestras de microalgas 

(BeMiller, 2017). Estas técnicas ofrecen una alta especificidad y sensibilidad en la 

cuantificación de carbohidratos (Carvalho et al., 2023). Además, el análisis estructural 



 

38 

 

mediante espectroscopia de resonancia magnética nuclear (RMN) permite caracterizar 

la composición y estructura de los polisacáridos presentes en la biomasa microalgal 

(Fierro et al., 2019). 

 

2.4.2.3. Aplicaciones de los métodos en la optimización del proceso 

La selección del método de extracción y cuantificación adecuado es crucial para 

optimizar la producción de bioetanol a partir de microalgas (Ibrahim, 2023). La 

combinación de pretratamientos eficientes con técnicas de análisis precisas permite 

maximizar el rendimiento de carbohidratos fermentables y mejorar la rentabilidad del 

proceso (Bautista et al., 2021). Investigaciones recientes han demostrado que la 

aplicación de métodos fisicoquímicos combinados con cuantificación 

espectrofotométrica y cromatográfica puede incrementar significativamente la 

eficiencia de conversión de la biomasa en bioetanol (Carrillo et al., 2019). 

 

 

2.5. Optimización de la Fermentación para la Producción de Bioetanol 

La optimización de la fermentación es un aspecto clave en la producción de 

bioetanol, ya que permite maximizar el rendimiento del producto y reducir costos 

operativos (Harun et al., 2010). Factores como la elección del microorganismo, la 

concentración de carbohidratos y los parámetros ambientales juegan un papel 

fundamental en la eficiencia del proceso (Carrillo et al., 2019; Ibrahim, 2023). 

 

2.5.1. Factores que Afectan la Fermentación  

2.5.1.1. Tipo de microorganismo y su eficiencia fermentativa  

La selección del microorganismo adecuado es crucial para una fermentación 

eficiente. Las levaduras, como S. cerevisiae, son ampliamente utilizadas debido a su 

alta tolerancia al etanol y capacidad de fermentar diversos azúcares (Robak & 

Balcerek, 2018). Sin embargo, otros microorganismos como Zymomonas mobilis han 

demostrado ser más eficientes en la conversión de ciertos carbohidratos, ofreciendo 

ventajas en términos de productividad y tolerancia a inhibidores (Ibrahim, 2023). 
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2.5.1.2. Concentración de carbohidratos y su influencia en el rendimiento 

La concentración de carbohidratos disponibles en el sustrato impacta 

directamente el rendimiento de bioetanol (Ding et al., 2017). Concentraciones 

elevadas pueden mejorar la producción, pero también aumentar la viscosidad del 

medio, dificultando la transferencia de oxígeno y nutrientes (Harun et al., 2010). 

Además, la composición del sustrato ya sea lignocelulósico, amiláceo o microalgal, 

influye en la eficiencia de conversión (Lakatos et al., 2019). 

 

2.5.1.3. Parámetros ambientales: pH, temperatura y oxigenación 

El control del pH, temperatura y oxigenación es esencial para optimizar la 

actividad microbiana. Valores de pH entre 4.0 y 5.5 son ideales para S. cerevisiae, 

mientras que otras especies pueden requerir condiciones ligeramente distintas (Harun 

& Danquah, 2011a). La temperatura óptima varía entre 30 y 37°C, dependiendo del 

microorganismo empleado (Phwan et al., 2018). En cuanto a la oxigenación, aunque 

la fermentación de bioetanol es un proceso anaerobio, la presencia de pequeñas 

cantidades de oxígeno puede mejorar la producción de biomasa y la eficiencia celular 

(Chen & Fu, 2016). 

 

2.5.2. Métodos de Optimización de la Fermentación 

2.5.2.1. Diseño de experimentos y optimización estadística 

El diseño de experimentos (DOE) y la optimización estadística permiten 

identificar las condiciones óptimas para la fermentación mediante el análisis de 

múltiples variables simultáneamente. Métodos como la superficie de respuesta (RSM) 

han sido utilizados para mejorar el rendimiento del bioetanol ajustando parámetros 

como pH, temperatura y concentración de sustratos (Tayyab et al., 2018; Susmozas 

et al., 2020). 

 

2.5.2.2. Uso de biocatalizadores y enzimas en la fermentación 

El empleo de biocatalizadores y enzimas hidrolíticas ha demostrado mejorar la 

conversión de carbohidratos en etanol (Ibrahim, 2023). En el caso de la biomasa 

lignocelulósica, la adición de celulasas y hemicelulasas facilita la degradación de 
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polímeros complejos en azúcares fermentables (Manochio et al., 2017). La 

cofermentación con múltiples enzimas también puede aumentar la eficiencia de 

conversión, reduciendo los tiempos de fermentación (Velázquez et al., 2018). 

 

2.5.2.3. Estrategias de mejora en la conversión de azúcares 

Las estrategias para mejorar la conversión de azúcares incluyen el uso de 

ingeniería genética para modificar microorganismos, la fermentación en dos etapas y 

el reciclaje de biomasa celular (Sharma et al., 2020). La adaptación de cepas a 

condiciones específicas del sustrato puede mejorar la tolerancia a inhibidores y 

aumentar la producción de bioetanol (Carvalho et al., 2023). Además, el uso de 

tecnologías emergentes, como la fermentación en sistemas continuos y la integración 

de procesos de separación in situ, ha mostrado resultados prometedores para la 

optimización del rendimiento (Mignogna et al., 2024).  
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MATERIALES Y MÉTODOS 

 

3.1. Diseño del Estudio 

 

3.1.1. Ubicación del Experimento 

Para optimizar los parámetros de crecimiento y producción de biomasa de A. 

platensis en el contexto de la desalinización del agua, se llevó a cabo un estudio en 

las instalaciones de Navistar. Este estudio se realizó utilizando la infraestructura del 

Laboratorio de Biotecnología y el Laboratorio de Biorremediación de la Facultad de 

Agronomía de la Universidad Autónoma de Nuevo León. 

 

3.1.2. Origen del Agua 

El agua utilizada en el estudio fue obtenida de un sistema de ósmosis inversa de 

rechazo para el cultivo de las microalgas. Además, se incluyó un grupo de control que 

utilizó agua destilada de laboratorios de Monterrey, con el objetivo de comparar y 

evaluar los efectos específicos de la desalinización en la producción de biomasa. 

 

3.1.3. Selección de Cepa 

Se hizo una comparación de crecimiento entre cepas de Arthrospira, se evaluó el 

crecimiento de A. platensis y A. máxima para su consideración y uso en el experimento 

considerando su tasa de crecimiento en número celular y de rendimiento de biomasa. 

 

3.1.4. obtención de las Cepas 

La cepa de A. platensis fue proporcionada por CINVESTAV y su identidad fue 

confirmada por secuenciación en el laboratorio de Vitagénesis S.A. de C.V. 

 

 

3.2. Cultivo de A. platensis 

3.2.1. Biorreactores y Condiciones de Cultivo 

Se utilizaron botellas serológicas transparentes con un volumen de trabajo total 

de 800 mL de Marca Pyrex para la generación del inoculo y pruebas de limitación de 
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nutrientes. Se transfirieron con un volumen final 40 L con diferentes tratamientos a 

biorreactores de bolsa, utilizando bolsas de marca Uline y selladas por calor (por 

triplicado) para su escalamiento. La densidad inicial de microalgas fue de 50, 000 

células por mL medidas por cámara neubauer o 0.3 g/L medida mediante densidad 

óptica (OD650). 

 

Los biorreactores se mantuvieron bajo una iluminación de 150 µmoles de luz 

blanca y a una temperatura de 25 °C. Las microalgas crecieron durante 9 días antes 

del proceso de recolección. 

 

3.2.2 Medios de Cultivo 

El medio Jourdan se preparó disolviendo sus componentes en agua destilada, 

para el crecimiento de A. platensis. En primer lugar, se pesaron los componentes 

nitrato de sodio (NaNO₃), fosfato monopotásico (KH₂PO₄), sulfato de magnesio 

heptahidratado (MgSO₄·7H₂O), sulfato de calcio dihidratado (CaSO₄·2H₂O) y cloruro 

de sodio (NaCl). Estos compuestos se incorporaron gradualmente al volumen de agua 

establecido, manteniendo agitación constante para favorecer su disolución completa. 

Posteriormente, se añadieron el cloruro de hierro (FeCl₃·6H₂O) y el ácido bórico 

(H₃BO₃), los cuales fueron previamente solubilizados en una cantidad de 100 mL de 

agua para evitar la formación de precipitados y almacenados como solución traza. 

Finalmente, se incorporó EDTA disódico (Na₂EDTA) de la misma marca, utilizado 

como agente quelante para estabilizar la disponibilidad de hierro en la solución. La 

mezcla se ajustó a un pH óptimo en el rango de 7.8 a 8 para el crecimiento de A. 

platensis, empleando hidróxido de sodio (NaOH) o ácido clorhídrico (HCl, según fuera 

necesario. Posteriormente, el medio se esterilizó en autoclave a 121 °C y 15 psi 

durante 20 minutos. Una vez enfriado, se almacenó en condiciones estériles hasta su 

uso en los cultivos experimentales. Todos los reactivos fueron adquiridos de la marca 

Control Técnico y Representaciones (CTR). 

 

3.2.3. Condiciones de estrés  

Para evaluar el efecto de diferentes condiciones de limitación nutricional sobre el 
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crecimiento de A platensis, se empleó como base de cultivo el medio Zarrouk. Este 

medio ha sido ampliamente utilizado para el cultivo de cianobacterias del género 

Espirulina, ya que proporciona una mezcla balanceada de macronutrientes y 

micronutrientes esenciales. La formulación estándar incluye nitrato de sodio como 

fuente de nitrógeno, fosfato monopotásico como fuente de fósforo, y sulfatos de sodio 

y magnesio como principales fuentes de azufre, además de otros componentes 

necesarios para el crecimiento. 

 

El experimento contempló cinco tratamientos distintos de acuerdo con el posible 

estrés por nutrientes que mencionan los autores Gonzalez & Laroche (2021) que 

pueden incurrir en la cepa. El primero (T1) correspondió al control, en el cual se utilizó 

el medio Jourdan completo, sin modificaciones. El segundo tratamiento (T2) consistió 

en una carencia múltiple de nutrientes, suprimiéndose del medio original las fuentes 

de nitrógeno, fósforo y azufre. Los tratamientos T3, T4 y T5 fueron diseñados para 

evaluar la deficiencia individual de cada uno de estos elementos. En el T3 se eliminó 

la fuente de nitrógeno (NaNO₃); en el T4, el fósforo (KH₂PO₄); y en el T5, los 

compuestos que aportan azufre (Na₂SO₄ y MgSO₄·7H₂O). 

 

Cada tratamiento se preparó en matraces Erlenmeyer de 1 litro, conteniendo 700 

mL de medio de cultivo correspondiente, previamente esterilizado. Se ajustó el pH de 

todos los medios a un valor inicial de 9.5 antes de la inoculación, en concordancia con 

las condiciones óptimas para el desarrollo de A. platensis. La inoculación se realizó 

con una biomasa previamente adaptada, ajustando una densidad óptica inicial de 0.3 

a 680 nm (DO₆₈₀) 0 50,000 células por mL medidas por cámara neubauer en todos los 

casos para garantizar condiciones homogéneas de inicio. 

 

Los cultivos se mantuvieron bajo condiciones estandarizadas y controladas en 

una cámara de cultivo con temperatura constante de 25 ± 2 °C y un fotoperiodo de 12 

horas luz y 12 horas oscuridad. La iluminación fue proporcionada por lámparas LED 

blancas con una intensidad promedio de 150 µmol m⁻² s⁻¹. La agitación se realizó 

manualmente dos veces al día para asegurar una distribución homogénea de la 
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biomasa y de los nutrientes. El tiempo total del experimento fue de 9 días, durante los 

cuales se tomaron muestras cada 24 horas para evaluar el crecimiento mediante 

mediciones de densidad óptica (DO₆₈₀), así como para el posterior análisis de 

parámetros bioquímicos como el contenido de azúcares, proteínas y pigmentos. 

 

 

3.3. Caracterización del Agua 

La caracterización del agua se llevó a cabo siguiendo las metodologías 

establecidas en el Standard Methods for the Examination of Water and Wastewater 

(American Public Health Association et al., 2022). Para ello, se realizaron mediciones 

de diversos parámetros fisicoquímicos con el objetivo de evaluar la calidad del agua 

analizada.  

 

3.3.1. Cloruros 

La determinación de cloruros en el agua se realiza mediante el método 

argentométrico, utilizando nitrato de plata (AgNO₃) como titulante y cromato de potasio 

(K₂CrO₄) como indicador. Este método se basa en la precipitación del ion cloruro (Cl⁻) 

como cloruro de plata (AgCl), un compuesto insoluble. La formación del precipitado 

continúa hasta que todos los iones cloruro han reaccionado; en ese momento, el 

exceso de nitrato de plata reacciona con el indicador, produciendo un cambio de color 

rojizo debido a la formación de cromato de plata (Ag₂CrO₄), señalando el punto final 

de la titulación.  

 

3.3.2. Cloro Residual 

La cuantificación del cloro residual, tanto libre como combinado, se realiza 

utilizando el método colorimétrico con DPD (N, N-dietil-p-fenilendiamina). Este reactivo 

reacciona con el cloro presente en el agua para formar un compuesto rosado cuya 

intensidad puede ser medida espectrofotométricamente.  

 

3.3.3. Dureza 

La dureza total del agua, asociada principalmente a la presencia de iones de 
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calcio (Ca²⁺) y magnesio (Mg²⁺), se determina por titulación con EDTA (ácido 

etilendiaminotetraacético). Esta sustancia forma complejos estables con los cationes 

de calcio y magnesio. El procedimiento incluye el uso del indicador negro de eriocromo 

T, que cambia de color de vino a azul en el punto final de la titulación, indicando que 

todos los iones metálicos han sido complejados.  

 

3.3.4. Alcalinidad 

La alcalinidad se evalúa mediante titulación con una solución estándar de ácido 

fuerte, generalmente ácido sulfúrico (H₂SO₄) o ácido clorhídrico (HCl). Este 

procedimiento permite determinar la capacidad del agua para neutralizar ácidos, lo que 

está directamente relacionado con la presencia de bicarbonatos, carbonatos y, en 

menor medida, hidróxidos. La medición incluye la identificación de puntos finales a 

distintos valores de pH (4.5 o 8.3), dependiendo del tipo de alcalinidad que se desee 

cuantificar.  

 

3.3.5. Sulfatos 

La determinación de sulfatos (SO₄²⁻) se realiza frecuentemente por turbidimetría, 

utilizando cloruro de bario (BaCl₂) para precipitar el sulfato como sulfato de bario 

(BaSO₄). La turbidez generada por esta reacción es proporcional a la concentración 

de sulfatos en la muestra y se midió espectrofotométricamente. 

 

3.3.6. Ortofosfatos 

La cuantificación de ortofosfatos (PO₄³⁻) se lleva a cabo mediante un método 

colorimétrico basado en la reacción del ion fosfato con molibdato de amonio en medio 

ácido, formando un complejo de color azul (azul de molibdeno). Este complejo es 

reducido por agentes como el ácido ascórbico, y su intensidad se midió 

espectrofotométricamente.  

 

3.3.7. Nitratos 

Los nitratos (NO₃⁻) se determinan por espectrofotometría, empleando un proceso 

en el cual el nitrato es reducido a nitrito mediante una columna de cadmio o mediante 
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reactivos reductores. Posteriormente, el nitrito reacciona con sulfanilamida y NEDA 

(ácido naftiletilendiamina) para formar un compuesto azoico rosado, cuya absorbancia 

se midió espectrofotométricamente.  

 

3.3.8. Nitritos 

La medición de nitritos (NO₂⁻) se realiza de forma directa mediante un método 

colorimétrico que implica la formación de un colorante azoico tras la reacción con 

sulfanilamida y ácido N-1-naftiletilendiamina dihidrocloruro (NEDA), en condiciones 

ácidas. Este compuesto coloreado es proporcional a la concentración de nitritos y se 

midió espectrofotométricamente.  

 

3.4. Caracterización de Compuestos de Interés 

3.4.1. Extracción de Biomasa 

La biomasa fue extraída bajo condiciones estandarizadas del laboratorio 

mediante centrifugación a 6000 rpm/min para separar el material del medio de cultivo. 

Posteriormente, se determinó el peso seco de la biomasa tras un secado en horno a 

35 °C durante 24 horas. 

 

3.4.2. Análisis Bioquímicos 

En esta sección se describen los métodos empleados para determinar el contenido de 

azúcares y prolina, así como la actividad enzimática de A. platensis, incluyendo 

superóxido dismutasa (SOD), peroxidasa (POD), ascorbato peroxidasa (APX) y 

catalasa (CAT). Estos análisis permiten evaluar la respuesta bioquímica de la 

microalga ante condiciones específicas de cultivo y estrés, así como su potencial como 

fuente de compuestos de interés industrial. 

 

3.4.2.1. Determinación del Contenido Total de Azúcares 

El contenido total de azúcares fue determinado por método dubois según la 

metodología descrita por Acosta (2020) con modificaciones. Se tomaron 2 mL del 

extracto de la biomasa de A. platensis, a los cuales se les añadieron 1 mL de fenol al 

5%. Posteriormente, se agregaron 5 mL de ácido sulfúrico concentrado. La mezcla fue 
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dejada en reposo durante 10 minutos a temperatura ambiente y, posteriormente, 

incubada en un baño maría a 30 °C durante 20 minutos. La absorbancia fue medida a 

490 nm para hexosas y 480 nm para pentosas. El contenido total de azúcares se 

calculó utilizando una curva de calibración basada en glucosa y los resultados fueron 

expresados en µg/g de biomasa seca. 

 

3.4.2.2. Determinación del Contenido de Azúcares reductores 

La cuantificación de azúcares reductores se realizó siguiendo el método de ácido 

3,5-dinitrosalicílico (DNS) descrito por Acosta (2020), adaptado para extractos de 

microalgas. Se mezclaron 1 mL del extracto de microalgas con 1 mL de reactivo DNS. 

La mezcla se calentó en un baño maría a 100 °C durante 5 minutos para permitir la 

reacción. Después de enfriar a temperatura ambiente, se añadió 1 mL de tartrato de 

sodio y potasio (Rochelle) al 40% para estabilizar el color. La absorbancia se midió a 

540 nm. La concentración de azúcares reductores se determinó mediante una curva 

estándar construida con soluciones de glucosa de concentraciones conocidas, 

expresándose los resultados en mg/g de biomasa seca. 

 

3.4.2.3. Determinación de Pigmentos 

Los pigmentos fotosintéticos fueron analizados considerando la metodología de 

Acosta (2020) con modificaciones, incluyendo clorofila a (chl a), clorofila b (chl b) y 

carotenoides totales, se extrajeron de 100 mg de biomasa fresca en 10 mL de acetona 

fría al 80% (v/v), mediante agitación nocturna. Las muestras se centrifugaron 10 

minutos a 12,000 rpm. Las absorbancias se midieron a 663, 646 y 470 nm. Las 

concentraciones se calcularon con las ecuaciones 1 a 4 de acuerdo con el 

procedimiento mencionado de Acosta (2020): 

 

Clorofila a (µg/mL) = 12.21 × A663 - 2.81 × A646    (1) 

 

Ecuación 2: 

Clorofila b (µg/mL) = 20.13 × A646 - 5.03 × A663     (2) 
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Ecuación 3: 

Clorofila Total (µg/mL) = chl a + chl b      (3) 

 

Ecuación 4: 

Carotenoides totales (µg/mL) = (1000 × A470 - 3.27 × [chl a] - 104 × [chl b]) 

/ 229           (4) 

 

3.4.2.2. Determinación del Contenido de Prolina 

El análisis del contenido de prolina libre se realizó con base en el protocolo de 

Carillo & Gibon (2011) con modificaciones. Se colocó 1 mL del extracto de biomasa en 

un tubo de 15 mL, al cual se le agregaron lentamente 2 mL de la mezcla reactiva 

compuesta por ninhidrina al 1% (p/v) en agua destilada al 40% (v/v) y ácido acético al 

60% (v/v). La mezcla fue calentada en un baño de agua a 100 °C durante 15 minutos. 

Posteriormente, la solución fue enfriada a 20 °C por 10 minutos. Se retiró la esfera de 

vidrio y se adicionaron 5 mL de tolueno. La mezcla fue agitada en vórtex durante 15 

segundos y se dejó incubar en oscuridad a temperatura ambiente durante 90 minutos. 

La fase superior fue recuperada y su absorbancia se midió a 520 nm. El contenido de 

prolina libre fue cuantificado mediante una curva de calibración basada en L-prolina 

(Sigma Aldrich) y expresado en µmol/g de biomasa seca. 

 

3.4.2.3. Ensayos de Actividad Enzimática 

El extracto enzimático fue obtenido siguiendo el protocolo descrito por Elavarthi 

& Martin (2010). Se tomaron 0.3 g de biomasa de A. platensis, los cuales fueron 

resuspendidos en 1 mL de solución de homogeneización compuesta por KPO4 50 mM 

a pH 7, EDTA 0.1 mM y polivinilpirrolidona (PVP) al 1% (p/v). La mezcla fue sometida 

a agitación en vórtex durante 30 segundos y centrifugada a 13,200 rpm durante 5 

minutos. El sobrenadante fue utilizado para la determinación de la actividad de las 

enzimas superóxido dismutasa (SOD), peroxidasa (POD), ascorbato peroxidasa (APX) 

y catalasa (CAT). 

 

3.4.2.4. Actividad de Superóxido Dismutasa (SOD) 
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La actividad de la SOD fue medida espectrofotométricamente de acuerdo con la 

metodología reportada de Magnani et al. (2000) y Marklund & Marklund (1974), 

utilizando pirogalol como sustrato. La mezcla de reacción estuvo compuesta por 50 µL 

de extracto proteico, 1000 µL de tampón Tris-EDTA-Na2 (pH 8.2, 23 mmol/L, 3.3 

mmol/L) y 1000 µL de pirogalol (0.2 mmol/L). La absorbancia fue medida a 480 nm. La 

actividad de SOD fue expresada en U/mg de proteína, donde 1 U de SOD se definió 

como la cantidad necesaria para inhibir en un 50% la autooxidación del pirogalol. 

 

3.4.2.5. Actividad de Peroxidasa (POD) 

La actividad de POD fue determinada según lo descrito por García et al. (2019), 

utilizando pirogalol como sustrato. La mezcla de reacción tuvo un volumen final de 3 

mL e incluyó 15 µL de extracto proteico, 2.5 mL de tampón fosfato (pH 6, 100 mmol/L), 

320 µL de pirogalol al 5% y 165 µL de H2O2 a 0.147 mmol/L. La reacción se inició con 

la adición de H2O2 y la absorbancia fue medida a 420 nm cada 30 segundos durante 

1 minuto. La actividad de POD fue definida como la cantidad de enzima necesaria para 

inhibir la autooxidación del pirogalol en un 50%. 

 

3.4.2.6. Actividad de Ascorbato Peroxidasa (APX) 

La actividad de APX fue determinada según lo descrito por García et al. (2019), 

mediante la disminución de la absorbancia a 290 nm debido a la oxidación del 

ascorbato. La mezcla de reacción estuvo compuesta por 15 µL de extracto proteico, 

885 µL de tampón fosfato (pH 6, 50 mmol/L), 50 µL de ácido ascórbico 10 mmol/L y 50 

µL de H2O2 a 10 mmol/L. La actividad de APX se expresó como la cantidad de enzima 

capaz de oxidar 1 mmol de ascorbato por minuto. 

 

3.4.2.7. Actividad de Catalasa (CAT) 

La actividad de la catalasa fue determinada según lo reportado por García et al. 

(2019), mediante la disminución de la absorbancia a 240 nm debido a la 

descomposición de H2O2. La mezcla de reacción incluyó 15 µL de extracto proteico, 

965 µL de tampón fosfato (pH 6, 50 mmol/L) y 20 µL de H2O2 a 0.5 mol/L en un volumen 

final de 1 mL. La actividad específica de todas las enzimas fue expresada en unidades 
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de proteína mg-1, y la concentración de proteína se determinó según el método 

establecido por Bradford (1976) utilizando Albúmina de Suero Bovino (BSA) como 

estándar. 

 

 

3.4.3. Métodos de Extracción e Hidrólisis 

3.4.3.1. Hidrólisis con Ácidos 

La biomasa de A. platensis se obtuvo mediante filtración, luego de un proceso de 

floculación y asentamiento durante 30 minutos. Posteriormente, se resuspendió en 

agua desionizada hasta alcanzar una concentración del 0.01%. Para su tratamiento, 

se emplearon diferentes ácidos inorgánicos, incluyendo ácido sulfúrico (H₂SO₄), ácido 

nítrico (HNO₃), ácido clorhídrico (HCl) y una mezcla de ácidos en relación 1:1:1 en 

concentraciones de 0.5 N, 1 N y 2.5 N (Esquivel et al., 2021; Ma’mun et al., 2024). 

 

3.4.3.2. Extracción Asistida por Microondas (MAE) 

 

Se aplicó el método de Extracción e Hidrólisis Asistida por Microondas (MAE) 

basado en Juin et al. (2015), utilizando un equipo MARS X. Se realizaron hidrólisis con 

ácidos en concentraciones de 0.5 M, 1 M y 2.5 M a temperaturas (T) de 40 y 80 °C, 

con tiempos de reacción de 15 a 60 minutos. 

 

3.4.3.3. Extracción Asistida por Ultrasonido 

La biomasa en suspensión se sometió a sonicación en baño ultrasónico (US) o 

con sonda durante 10 segundos a 10 minutos. Para evitar el sobrecalentamiento, se 

utilizó un baño de hielo y ciclos de pulso de 30 y 60 segundos (Zou et al., 2013; Carreira 

et al., 2021; Martins et al., 2025). 

 

3.5. Fermentación de la Biomasa 

3.5.1. Preparación de la Biomasa 

Siguiendo metodologías de Esquivel et al. (2021) y Phwan et al. (2019) la 

biomasa recolectada fue filtrada y lavada cuidadosamente con agua destilada para 
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eliminar impurezas y contaminantes superficiales que pudieran interferir en los 

procesos posteriores. A continuación, se agregó ácido sulfúrico a una concentración 

de 2.5 N para llevar a cabo una digestión química que favorece la descomposición de 

componentes celulares complejos y facilita la liberación de metabolitos. 

Posteriormente, la biomasa acidificada fue sometida a un proceso de ruptura celular 

mediante sonicación, utilizando un equipo con potencia de 1800 W durante 1 minuto. 

Esta técnica mecánica genera cavitación y fuerzas de cizallamiento que permiten 

desintegrar las paredes celulares y mejorar la extracción de compuestos intracelulares. 

Finalmente, después del tratamiento por sonicación, se ajustó el pH de la mezcla a 4.5 

para estabilizar el medio y optimizar las condiciones para los procesos posteriores. 

 

3.5.2. Cultivo de Saccharomyces cerevisiae 

Con base a Phwan et al. (2019), en el experimento se utilizó la cepa S. cerevisiae 

spp. y se preparó un medio de cultivo a base de Agar M.R.S., el cual se formuló 

disolviendo en 1 litro de agua destilada los siguientes componentes: 10 g de peptona, 

10 g de extracto de carne, 5 g de extracto de levadura, 20 g de glucosa, 1 mL de 

monoleato de sorbitán, 2 g de fosfato dipotásico, 5 g de acetato de sodio, 2 g de citrato 

de amonio, 0.2 g de sulfato de magnesio, 0.05 g de sulfato de manganeso. 

Posteriormente, el medio fue esterilizado en matraces mediante autoclave para su 

posterior uso. Todas las etapas del cultivo se llevaron a cabo en condiciones asépticas 

dentro de una cámara de flujo laminar con luz UV para evitar cualquier tipo de 

contaminación. Tras la preparación del medio, las levaduras fueron incubadas a 32 °C 

durante 24 horas con el fin de asegurar su desarrollo antes de ser utilizadas como 

inóculo en el proceso de producción de bioetanol. 

 

3.5.3. Tratamientos y Condiciones de Fermentación  

En el presente estudio, la biomasa de A. platensis fue sometida procesos 

mencionados previamente de hidrolización utilizando ácido sulfúrico (H₂SO₄) a una 

concentración de 2.5 N. Para asegurar una efectiva liberación de los componentes 

solubles, el proceso de hidrolización se llevó a cabo a una temperatura controlada y 

se aplicó un tratamiento ultrasónico a 1800 W durante 1 minuto, con el fin de mejorar 
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la penetración del ácido y facilitar la ruptura de las estructuras celulares de la biomasa. 

 

Una vez realizada la hidrolización, se procedió a establecer las condiciones de 

fermentación, tomando en cuenta los factores de optimización definidos previamente 

en el Cuadro 2. Estos factores incluyeron un rango de tiempo de fermentación de 2 a 

6 días, para evaluar el efecto de la duración sobre la producción de bioetanol. 

Asimismo, el sustrato utilizado consistió en biomasa de A. platensis en 

concentraciones variables de 5 a 15 g/L, mientras que el porcentaje de inóculo se 

ajustó entre 5 y 15% en relación con el volumen (P/V) (Phwan et al., 2019). 

 

El proceso de fermentación se llevó a cabo en frascos de 500 mL con un volumen 

de 400 mL de medio, equipados con válvulas de aireación para permitir la salida de 

gases durante la fermentación. Durante este proceso, el pH se ajustó en un rango de 

4.5, condición que se ha reportado como óptima para el crecimiento de la cepa utilizada 

y la posterior producción de bioetanol. Todos los frascos se mantuvieron en una 

incubadora a una temperatura constante de 32 °C (Phwan et al., 2019). 

 

Cuadro 2. Factores de optimización. 

Factor Nivel bajo Nivel intermedio Nivel Alto 

Biomasa (g/L) 5 (-1)  10 ( 0) 15 (+1) 

% Inoculo (p/v) 5 (-1)  10 ( 0) 15 (+1)  

Tiempo (días) 2 (-1)  4 ( 0) 6 (+1) 

 

La matriz experimental empleada incluyó 15 corridas experimentales con 

combinaciones específicas de los tres factores, representadas en niveles reales 

conforme al cuadro 3. 

 

3.6. Métodos Analíticos 



 

53 

 

3.6.1. Cuantificación de Azúcares y Etanol 

Para la determinación de azúcares totales presentes en la biomasa de A. 

platensis, se empleó el método colorimétrico de fenol-ácido sulfúrico, el cual permite 

detectar carbohidratos de cadena corta, media y larga mediante la reacción con grupos 

hidroxilo, produciendo un complejo coloreado que se cuantifica 

espectrofotométricamente. En el caso de los azúcares reductores, se utilizó el método 

reportado por Miller (1959), basado en el reactivo de ácido dinitrosalicílico (DNS), que 

detecta azúcares capaces de reducir iones cúpricos en solución alcalina, formando un 

compuesto colorido cuyo nivel de absorbancia es proporcional a la concentración de 

estos monosacáridos y disacáridos reductores (como glucosa, maltosa o lactosa). 

Estos métodos resultan fundamentales para evaluar el potencial de conversión de los 

carbohidratos a productos fermentables como el bioetanol. 

 

3.6.2. Reacción de Conversión de Hexosas a Bioetanol Teórico 

La fermentación alcohólica de hexosas, autores como Pilarski et al. (2021), 

Lakatos et al. (2019) y Onyeaka (2022) nos establecen como la glucosa (C₆H₁₂O₆), se 

describe mediante la ecuación química 5. 

 

C₆H₁₂O₆ → 2 CH₃CH₂OH + 2 CO₂      (5) 

 

Esta ecuación implica que a partir de 1 mol de glucosa (180 g) se generan 2 

moles de etanol (92 g en total, dado que cada mol de etanol pesa 46 g) y 2 moles de 

dióxido de carbono (88 g). Por tanto, el rendimiento teórico de conversión de glucosa 

a etanol es del 51.1% en peso, suponiendo una eficiencia completa del proceso y 

ausencia de productos secundarios Pilarski et al. (2021). Este valor constituye un 

parámetro de referencia clave para estimar el aprovechamiento energético de los 

carbohidratos extraídos de la biomasa, especialmente en aplicaciones orientadas a la 

producción de biocombustibles (Pilarski et al., 2021; Ma’mun et al., 2024). Al comparar 

las concentraciones de azúcares totales y reductores obtenidas experimentalmente 

con este rendimiento teórico, es posible inferir la eficiencia potencial del proceso de 

fermentación, así como ajustar condiciones para maximizar la conversión de sustratos 
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disponibles en productos de valor. 

 

 

3.6.3. Análisis de Superficie y Optimización Experimental 

Se utilizó un análisis de superficie de respuesta (RSM) con el modelo Box-

Behnken, empleando el paquete estadístico Minitab, para evaluar la interacción de 

nutrientes y su efecto en la composición de la biomasa de A. platensis. Este enfoque 

permitió identificar las condiciones óptimas para la producción de carbohidratos, 

lípidos, proteínas y biomoléculas de interés, mediante la variación controlada de 

nutrientes en el medio de cultivo. Además, se empleó este análisis para evaluar las 

condiciones de fermentación, permitiendo optimizar parámetros como la concentración 

de nutrientes y las condiciones durante el proceso de fermentación. 

 

3.6.4. Diseño Experimental 

se llevó a cabo un diseño experimental orientado a evaluar el impacto de la 

omisión selectiva de nutrientes esenciales nitrógeno (N), fósforo (P) y azufre (S) sobre 

la composición bioquímica de la biomasa de A. platensis, particularmente en la 

liberación de azúcares reductores y totales hacia el medio de cultivo (Gonzalez & 

Laroche, 2021). Este enfoque se basó en la inducción de condiciones de estrés 

nutricional como estrategia para estimular la excreción de metabolitos carbonados, que 

podrían ser aprovechados en procesos de producción de bioproductos o bioenergía. 

Para ello, se establecieron diferentes tratamientos de cultivo con limitaciones 

específicas: (T2) sin nitrógeno, fósforo ni azufre (NPS); (T3) sin nitrógeno (N); y (T4) 

sin fósforo (P). Estas condiciones fueron comparadas con medios completos para 

observar la variación en la excreción de azúcares. Una vez alcanzada una fase 

estacionaria o de estrés evidente en el cultivo, la biomasa fue extraída y se analizaron 

los niveles de azúcares reductores y totales disueltos en el medio residual mediante 

métodos colorimétricos. 

 

3.6.4.1. Diseño experimental para la evaluación multifactorial de la producción 

de bioetanol en A. platensis 
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Para optimizar las condiciones de cultivo y evaluar el efecto combinado de 

variables clave en la producción de azúcares reductores y otros metabolitos de interés 

a partir de la biomasa de A. platensis, se diseñó un experimento multifactorial mediante 

el software Design Expert 12. Se seleccionaron tres factores independientes marcados 

en el cuadro 2 concentración de biomasa (Factor A), Días (Factor B) y % de inoculo 

(Factor C), cada uno evaluado en tres niveles codificados como bajo (–1), medio (0) y 

alto (+1). Esta estrategia experimental permite explorar tanto efectos principales como 

interacciones cuadráticas y bilineales entre los factores, bajo un diseño estadístico del 

tipo Box-Behnken, lo cual facilita la construcción de modelos de segundo orden. 
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Cuadro 3. Tratamientos y sus condiciones establecidas por Desing Expert 

Tratamiento Biomasa (g/L) Tiempo (días) % Inoculo (p/v) 

1 15 6 10 

2 5 4 15 

3 10 2 15 

4 10 6 15 

5 10 2 5 

6 5 4 5 

7 15 4 15 

8 15 4 5 

9 10 6 5 

10 5 2 10 

11 5 6 10 

12 10 4 10 

13 10 4 10 

14 15 2 10 

15 10 4 10 

 

 

Este diseño permitió modelar el sistema y ajustar una superficie de respuesta 

para la variable dependiente (por ejemplo, concentración de azúcares disueltos en el 

medio post-cultivo). Las repeticiones del punto central (corridas 12, 13 y 15) ofrecen 

una estimación de la variabilidad experimental y permiten verificar la linealidad del 

modelo. 

 

La aplicación de este enfoque experimental responde a la necesidad de 

identificar condiciones óptimas para maximizar la liberación de compuestos 
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carbonados por parte de la microalga bajo estrés nutricional, buscando un equilibrio 

entre la limitación de nutrientes y la producción de biomoléculas de interés. El uso de 

herramientas como Design Expert permite la generación de modelos predictivos y 

análisis de varianza (ANOVA) para determinar la significancia de cada factor e 

interacción, contribuyendo al desarrollo de procesos biotecnológicos más eficientes y 

escalables. 
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RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

 

4.1. Extracción de Azúcares 

 

4.1.1. Extracción y cuantificación de azúcares totales 

Los resultados indican que la combinación de tratamiento ácido con mezcla de 

ácidos y sonicación a potencia máxima durante 60 segundos (US 60 s, potencia 100 

%) fue el método más eficiente para la obtención de azúcares totales, alcanzando un 

rendimiento de 441 ± 26 mg/g de biomasa, seguido del tratamiento con H₂SO₄ bajo la 

misma condición (274 ± 31 mg/g). Esto sugiere que la disrupción celular asistida por 

ultrasonido mejora sustancialmente la liberación de carbohidratos estructurales de A. 

platensis, especialmente cuando se utiliza una combinación de ácidos, lo cual puede 

deberse a un efecto sinérgico de hidrólisis que rompe eficazmente las paredes 

celulares ricas en polisacáridos. 

 

Por otro lado, los tratamientos térmicos por microondas, tanto a 40 °C como a 80 

°C, mostraron una menor eficiencia en la extracción de azúcares totales, 

independientemente del ácido utilizado. Los valores oscilaron entre 12 y 45 mg/g, lo 

cual sugiere que, si bien el calentamiento puede facilitar la descomposición parcial de 

los componentes de la biomasa, no tiene la misma capacidad de disrupción física que 

la sonicación. Cabe destacar que el HNO₃ no se utilizó bajo condiciones de sonicación, 

probablemente por razones de seguridad o reactividad, lo cual limita la comparación 

directa con otros ácidos en ese conjunto experimental.  
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Cuadro 4. Efecto de los tratamientos ácidos, sonicación y microondas en la obtención 

de azúcares totales. 

 

Potencia 

 50 % 

Potencia 

100 % T 40 °C T 80 °C 

mg/g de 

biomasa US 30 s US 60 s M 15 min  M 120min  M 15 min  M 120 min  

HCl 65±7.7c 77±3.2c 25±1.2b 26±2.7b 44±2.1 a 44±2.3 a 

H2SO4 187±15b 274±31b 32±1.4 a 34±4.5 a 41±.6b 40±.6b 

HNO3 * * 12±.8c 14±1.9c 42±1.2ab 42±1.3 ab 

Mezcla ácidos 255±23.1 a 441±26a 14±1.1c 16±1.4c 45±1.2 a 45±1.2 a 

 

4.1.2. Extracción y Cuantificación de Azúcares Reductores 

En cuanto a la extracción de azúcares reductores, se observa un comportamiento 

distinto al de los azúcares totales. En este caso, el tratamiento térmico con H₂SO₄ y 

HNO₃ a 80°C (M 15 min) generó los valores más altos, 6.9 ± 0.01 y 6.5 ± 0.02 mg/g, 

respectivamente. Este resultado sugiere que, bajo condiciones térmicas, estos ácidos 

promueven la hidrólisis de los polisacáridos hasta azúcares simples, posiblemente 

debido a su alta capacidad oxidante o despolimerizante. A diferencia del caso anterior, 

aquí los tratamientos por microondas parecen ser más eficaces que la sonicación para 

la obtención de azúcares reductores. 

 

No obstante, la mezcla de ácidos que resultó ser altamente efectiva para liberar 

azúcares totales bajo sonicación no mostró un efecto similar para los azúcares 

reductores. Su rendimiento fue inferior (entre 2.23 y 4.28 mg/g), lo cual puede atribuirse 

a una hidrólisis incompleta o a la formación de compuestos intermedios que no 

reaccionan con los métodos de detección de azúcares reductores. Esto evidencia la 

necesidad de diferenciar entre estrategias orientadas a obtener 

oligosacáridos/polisacáridos (azúcares totales) y aquellas dirigidas a liberar 

monosacáridos (azúcares reductores). 
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Cuadro 5. Efecto de los tratamientos ácidos, sonicación y microondas en la obtención de 

azúcares reductores 

 

Potencia  

50 % 

Potencia  

100 % T 40 °C T 80 °C 

mg/g de 

biomasa US 30 s US 60 s M 15 min  M 120 min  M 15 min  M 120 min  

HCl 2.226±0.22b 2.47±0.01b 1.9±0.01b 1.76±0.22b 2.2±0.03b 2.10±0.03b 

H2SO4 2.87±0.12ab 3.19±0.01ab 3.51±0.01a 4.18±0.12a 6.9±0.01a 6.64±0.01a 

HNO3 1.9±0.05c 2.11±0.005b 3.78±0.005a 4.26±0.05a 6.5±0.02a 6.27±0.02a 

Mezcla ácidos 3.85±0.1a 4.28±0.07a 2.28±0.07ab 2.23±0.1ab 2.7±0.02ab 2.65±0.02ab 

 

4.2 Efecto de la Calidad del Agua y Deficiencias de Nutrientes 

4.2.1. Caracterización del Agua de Osmosis de Rechazo 

Los resultados obtenidos del análisis fisicoquímico del agua de rechazo de 

ósmosis inversa (OR) (cuadro 6) evidencian una marcada concentración de diversos 

compuestos, derivada del proceso mismo de separación por membranas. En primer 

lugar, los sólidos disueltos totales (SDT) alcanzaron un valor de 1451 ± 432 mg/mL, 

superando el límite establecido por la NOM-127-SSA1-2021 (Secretaría de Salud, 

2021), que es de 1000 mg/mL. Este incremento es característico del flujo de rechazo, 

ya que en él se acumulan los solutos que no atraviesan la membrana, y representa un 

obstáculo para su posible reutilización directa (Ansari et al., 2019). 

 

La salinidad, aunque no se encuentra regulada por la normativa mexicana, 

registró valores de 1480 ± 433 mg/mL y un porcentaje de 0.12 ± 0.01 %, indicando una 

elevada presencia de sales, coherente con el alto valor de SDT. Este comportamiento 

también se refleja en la conductividad eléctrica, que fue de 2366.6 ± 15 µS, lo cual 

refuerza la presencia de una alta carga iónica. Aunque este parámetro no tiene un 

límite en la normativa vigente, su magnitud está muy por encima de los valores 

recomendados para aguas destinadas a riego o procesos sensibles a la conductividad 

(Calhoun et al., 2021). 
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La alcalinidad fue de 1500 ± 250 mg/L como CaCO₃, un valor significativamente 

elevado que sugiere una alta capacidad del agua para neutralizar ácidos. Esta 

característica podría interferir con procesos industriales o biológicos que requieren 

condiciones específicas de pH y, al mismo tiempo, puede ofrecer una oportunidad para 

procesos que requieran medios alcalinos, como algunos cultivos de microalgas 

halotolerantes (Sahle et al., 2019). 

 

En cuanto al pH, el agua de rechazo mostró un valor de 8.17 ± 0.076, dentro del 

rango permitido por la NOM 127 SSA1 2021 (6.5–8.5), lo que indica que, a pesar de 

su alta carga de sales, el agua no presenta una acidez ni alcalinidad extrema. Esto es 

relevante, ya que facilita su manejo y tratamiento en procesos biotecnológicos o 

fisicoquímicos (Vinardell et al., 2020). 

 

Uno de los parámetros más críticos fue la dureza total, con un valor de 1073.3 ± 

50.3 mg/L CaCO₃, lo cual más que duplica el límite normativo de 500 mg/L. Este 

resultado confirma que el agua de rechazo concentra de manera considerable los 

iones calcio y magnesio, responsables de la formación de incrustaciones en sistemas 

hidráulicos y térmicos, lo que podría limitar severamente su reutilización sin tratamiento 

previo (Mondal et al., 2022).Por otro lado, los niveles de nitratos se mantuvieron bajos, 

con un valor de 1.3 ± 0.06 mg/L, muy por debajo del límite de 10 mg/L establecido por 

la norma. Esto indica que no hay una contaminación significativa por compuestos 

nitrogenados, lo cual podría facilitar su potencial uso agrícola o biológico (Kapoore 

et al., 2021). 

 

En conjunto, estos resultados confirman que el agua de rechazo de ósmosis 

inversa presenta una composición significativamente distinta a la del agua potable o 

incluso de uso común, con concentraciones elevadas de sólidos, sales y dureza, 

aunque con pH y nitratos dentro de rangos aceptables. Estos hallazgos respaldan la 

necesidad de implementar tratamientos específicos si se busca reutilizar este recurso, 

así como el potencial de estrategias biotecnológicas como el cultivo de microalgas 

tolerantes a ambientes salinos para su valorización (Arahou et al., 2021). 
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Cuadro 6. Resultados de los análisis de agua de osmosis de rechazo  

Análisis Unidades NOM 127 SSA1 2021* AyD 2023** Agua OR 

Sólidos disueltos totales mg/mL 1000 335.7 1451 ± 432 

Salinidad mg/mL NA NA 1480 ± 433 

Salinidad % NA NA 0.12 ± 0.01 

Conductividad µS NA NA 2366.6 ± 15 

Alcalinidad mg/L CaCO₃ NA NA 1500 ± 250 

pH - 6.5 – 8.5 7 8.17 ± 0.076 

Dureza Total mg/L CaCO₃ 500 290.1 1073.3 ± 50.3 

Nitratos mg/L 10 0.629 1.3 ± 0.06 

Fuente: *Secretaría de Salud. (2021). Agua para uso y consumo humano. Límites permisibles de calidad y tratamientos a que debe someterse el 

agua para su potabilización (NOM-127-SSA1-2021). Diario Oficial de la Federación. 

https://www.dof.gob.mx/nota_detalle.php?codigo=5656237&fecha=10/01/2022#gsc.tab=0 

**Laboratorio Central de Calidad de Aguas. Agua y Drenaje de Monterrey. Nuevo León. (s. f.). Calidad del agua suministrada a traves de la red 

durante el primer semestre del 2023. 

 

 

https://www.dof.gob.mx/nota_detalle.php?codigo=5656237&fecha=10/01/2022#gsc.tab=0
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4.2.2. Selección de Cepa para su uso 

Se compararon el uso de las cepas A. platensis y A. máxima evaluando tanto su 

número de células, así como, su rendimiento en biomasa. La figura 1 y 2 muestra el 

impacto de su crecimiento en la absorbancia y número de células sobresaliendo A. 

maxima en esta figura, autores como Milia et al. (2022) y Blanco et al. (2022), se 

observan comportamientos de mayor absorbancia y crecimiento similares a los 

obtenidos. Sin embargo, en la Figura 3, se observó una mayor biomasa obtenida en 

A. platensis al igual que los resultados de Milia et al. (2022), haciendo énfasis en el 

impacto también del crecimiento y características o afinidades que tiene la microalga, 

por lo que se puede aprovechar más esta misma biomasa para la extracción de sus 

componentes y rendimiento en g/L obtenidos, así como, mayor aprovechamiento 

(Blanco et al., 2022; Milia et al., 2022; Mirzaei et al., 2024; Thangsiri et al., 2024). 

 

 

Figura 1. Absorbancias obtenidas a una longitud de 680nm entre las cepas A. 
platensis y A. máxima. 
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Figura 2. Numero de células (valor multiplicado por 10000) obtenidas entre las 

cepas A. platensis y A. máxima. 

 

 

Figura 3. Biomasas en (g/L) obtenidas entre las cepas A. platensis y A. máxima. 
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y tres tratamientos con deficiencias individuales de nitrógeno (T3), fósforo (T4) y azufre 

(T5). 

 

Cuadro 7. Efecto en la composición por limitación de nutrientes (mg/g de biomasa). 

Tratamientos T1 T2 T3 T4 T5 

Azucares totales 242±12d 416±19a 310±9b 238±19 d 265±6c 

Proteína 632±7 a 121±1 d 233±2 c 356±6 b 335±3 b 

Prolina 0.032±0.002 d 0.156±0.013 a 0.128±0.010 b 0.061±0.003 c 0.042±0.001 d 

Clorofila A 3.2±0.1 a 0.2±.02 d N/Q 2.4±.02 b 1.7±.03 c 

Clorofila B 2.24±.02 a 0.15±.01 d N/Q 1.8±.03 b 1.29±0.1 c 

C. Totales 5.44±0.05 a 0.34±0.01 c N/Q 4.08±0.01 b 2.89±0.03 b 

Carotenoides 4±0.1 c 49±1.2 a 42±2.7 a 7±1.1 b 6±0.5 b 

 

4.2.3.1. Efecto sobre los azúcares totales. 

 La limitación de nutrientes influyó notablemente en la acumulación de azúcares. 

El tratamiento con carencia múltiple (T2) presentó el valor más alto (416 ± 19 mg/g), 

seguido por la deficiencia de nitrógeno (T3, 310 ± 9 mg/g). Esto sugiere que la falta de 

nutrientes, especialmente nitrógeno, induce un aumento en la síntesis o acumulación 

de carbohidratos, posiblemente como reserva energética ante condiciones de estrés. 

Los tratamientos con deficiencia de fósforo (T4) y azufre (T5) mostraron valores 

similares al control, indicando que estos nutrientes tienen menor impacto en el 

metabolismo de azúcares. 

 

4.2.3.2. Impacto en el contenido de proteínas. 

El control (T1) registró la mayor concentración de proteínas (632 ± 7 mg/g), 

mientras que la carencia múltiple (T2) redujo drásticamente este valor (121 ± 1 

mg/g). Las deficiencias individuales de nitrógeno (T3), fósforo (T4) y azufre (T5) 

también disminuyeron la producción de proteínas, aunque en menor medida. 
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Esto era esperable, ya que el nitrógeno es un componente esencial de los 

aminoácidos, y su ausencia limita directamente la síntesis proteica. 

 

 

4.2.3.3. Prolina como indicador de estrés. 

La prolina, un aminoácido asociado con respuestas al estrés, aumentó 

significativamente en los tratamientos con limitación nutricional. La carencia múltiple 

(T2) mostró el valor más alto (0.156 ± 0.013 mg/g), seguido por la deficiencia de 

nitrógeno (T3, 0.128 ± 0.010 mg/g). Esto refuerza la idea de que la falta de nutrientes 

induce estrés metabólico en el organismo, llevando a la acumulación de compuestos 

protectores como la prolina. 

 

4.2.3.4. Cambios en los pigmentos fotosintéticos. 

Las clorofilas A y B, así como las clorofilas totales, se vieron severamente 

afectadas por la limitación de nutrientes. El control (T1) presentó los valores más altos, 

mientras que la carencia múltiple (T2) causó una fuerte disminución. La deficiencia de 

nitrógeno (T3) hizo que los niveles de clorofila fueran no cuantificables (N/Q), lo que 

indica que este nutriente es crítico para la fotosíntesis. En contraste, los carotenoides 

aumentaron en los tratamientos con limitaciones, especialmente en T2 (49 ± 1.2 mg/g) 

y T3 (42 ± 2.7 mg/g). Este incremento podría deberse a un mecanismo de protección 

contra el estrés oxidativo generado por la falta de nutrientes. 

 

Los autores Gonzalez & Laroche (2021) destaca que la producción de 

carbohidratos como el glucógeno en A. platensis puede ser significativamente 

estimulada bajo condiciones de estrés nutricional o ambiental. Estas respuestas 

adaptativas permiten la reorientación del metabolismo celular hacia la acumulación de 

compuestos energéticos de reserva, lo cual resulta particularmente atractivo para 

procesos biotecnológicos como la producción de bioetanol (Yao et al., 2017; Gonzalez 

& Laroche, 2021) .  
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4.2.4. Deficiencia de Nitrógeno 

La privación de nitrógeno es una de las estrategias más efectivas para inducir la 

acumulación de carbohidratos, especialmente glucógeno, en A. platensis. Bajo esta 

condición, el carbono fijado fotosintéticamente deja de emplearse en la síntesis de 

proteínas y se redirige hacia la producción de lípidos y carbohidratos (Rubio et al., 

2021). Se ha documentado que el contenido de glucógeno puede alcanzar hasta un 

63.2% del peso seco, mientras que el contenido proteico disminuye drásticamente. 

Además, se observa una reorganización metabólica generalizada, incluyendo 

reducciones en aminoácidos libres y aumentos en ácidos orgánicos como 2-

cetoglutarato y succinato (Chentir et al., 2018). Esta condición no solo altera la 

composición celular, sino que puede mantener la productividad de biomasa, debido a 

la menor demanda energética del metabolismo de carbohidratos respecto al de 

proteínas (Yao et al., 2017). 

 

4.2.5. Deficiencia de Fósforo 

El fósforo regula directamente la síntesis de glucógeno mediante la enzima ADP-

glucosa pirofosforilasa, la cual es inhibida por el fosfato inorgánico (Pi) (Ballicora et al., 

2003). Al reducir el Pi, se estimula la producción de ADP-glucosa, precursor del 

glucógeno. Diversos estudios han demostrado que la reacción enzimática de la ADP-

glucosa pirofosforilasa se desglosa en la ecuación 7.  

 

ATP + Glucosa-1-fosfato ↔ ADP-Glucosa + pirofosfato inorgánico (Pi). (7) 

 

Esta reacción enzimática en cianobacterias está regulada positivamente por el 3-

fosfoglicerato (3-PGA) y es inhibida por el Pi (Markou, 2012). Si la concentración de 

fósforo inorgánico es baja, se estimula la síntesis de glucógeno, como se muestra 

porque una reducción del fósforo en el medio puede duplicar o incluso triplicar la 

cantidad de carbohidratos acumulados sin afectar significativamente la biomasa. Por 

ejemplo, una disminución de la concentración de fosfato de 0.5 a 0.25 g/L incrementó 

los carbohidratos totales en un 300% (El-Shouny et al., 2024). Esta estrategia es 

particularmente interesante para maximizar el rendimiento sin comprometer la 
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productividad celular y al mismo tiempo aumentar el rendimiento de la producción de 

bioetanol. 

 

4.2.6. Deficiencia de Azufre 

El azufre es esencial para la biosíntesis de aminoácidos y lípidos, por lo que su 

ausencia afecta directamente la síntesis de proteínas, no obstante, esta deficiencia 

también induce la acumulación de carbohidratos (cheng & He, 2014). Estudios 

transcriptómicos han mostrado una disminución en la expresión de genes relacionados 

con la síntesis proteica y un aumento en aquellos involucrados en el metabolismo de 

carbohidratos (Kumaresan et al., 2017). Reducciones de hasta un 100% en sulfato de 

potasio (K₂SO₄) han resultado en incrementos del 380% en carbohidratos totales, sin 

impacto significativo en la biomasa (El-Shouny et al., 2024). Aunque se observa una 

disminución en la productividad de lípidos y proteínas, la reorientación metabólica 

puede ser aprovechada para fines energéticos como la producción de bioetanol. 

 

4.2.7. Efecto de la Salinidad 

El aumento de la salinidad genera un estrés osmótico que A. platensis compensa 

mediante la producción de solutos compatibles como trehalosa, glucosil-glicerol y 

glucosil-glicerato (Gonzalez & Laroche, 2021). Estos compuestos no solo estabilizan 

la célula, sino que también incrementan el contenido total de carbohidratos (Chentir et 

al., 2018).  

 

Autores como Chentir et al. (2018) que concentraciones crecientes de NaCl 

(hasta 40 g/L) aumentan tanto los carbohidratos como los lípidos en las células. 

Además, existe evidencia de que la salinidad puede modificar la expresión génica a 

través de señales intracelulares como el AMP cíclico, lo cual podría activar rutas 

metabólicas que favorecen la acumulación de glucógeno (Trewawas et al., 2002; 

Yoshikawa et al., 2015). 

 

4.2.8. Estrategias Combinadas de Estrés 

Diversos tipos de estrés pueden emplearse para incrementar el contenido de 
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glucógeno en la biomasa de Arthrospira. Aunque la cantidad de investigaciones al 

respecto aún es limitada, algunos autores han experimentado con la combinación de 

dos condiciones estresantes con el fin de potenciar aún más la acumulación de 

glucógeno. Por ejemplo, Aikawa et al. (2012) propusieron el uso simultáneo de una 

alta intensidad lumínica junto con la depleción de nitrógeno. Esta estrategia les 

permitió alcanzar un contenido de glucógeno superior al 65% del PS de la biomasa, 

en comparación con el 18% PS registrado en el grupo control y el 45% PS obtenido al 

aplicar únicamente la depleción de nitrógeno. 

 

Asimismo, se ha reportado que la combinación de estrés por falta de nitrógeno y 

estrés osmótico puede influir en la cantidad total de biomasa generada. Sin embargo, 

esta posible reducción en el rendimiento global se compensa con un aumento 

considerable en la acumulación de glucógeno al finalizar el cultivo. En este sentido, 

Ding et al. (2017) documentaron un incremento del 61.5% en el contenido total de 

carbohidratos en A. platensis al aplicar depleción de nitrógeno junto con una elevada 

concentración de dióxido de carbono (15% de CO₂). Además, observaron un aumento 

aún más notable del 228.6% al combinar la depleción de nitrógeno con un estrés 

osmótico moderado (0.5 M de NaCl), alcanzando un 58% PS en contenido total de 

carbohidratos en comparación con el cultivo control, el cual no recibió adición de CO₂ 

ni NaCl. 

 

4.2.9. Presencia de Azúcares Reductores y Totales en el Medio 

Los resultados de los tratamientos T2, T3 y T4 en el medio líquido, después de 

la extracción de la biomasa de A. platensis, reflejan diferencias significativas en la 

concentración de azúcares reductores y totales disueltos, como se muestra en los 

Cuadros 8 y 9. Estos valores sugieren que las condiciones de extracción y la limitación 

de nutrientes afectan la composición de los metabolitos disueltos en el medio. 

 

En contraste, el tratamiento T4, que muestra la menor concentración de estos 

compuestos (18.72 ± 0.07 mg/L), podría estar asociado a una menor exposición al 

estrés celular, una recuperación rápida del microambiente intracelular, o incluso a un 
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tipo de estrés que favorezca la retención de carbohidratos en la célula. Esta diferencia 

sugiere que no solo la eficiencia de disrupción física o química es determinante, sino 

también la capacidad del tratamiento para inducir mecanismos celulares de defensa 

que involucran la secreción de metabolitos carbonados al medio, fenómeno que puede 

ser aprovechado industrialmente para facilitar la recolección de azúcares sin 

necesidad de un proceso intensivo de separación de biomasa. 

 

Cuadro 8. Presencia de azúcares 

totales disueltos en el medio. 

Tratamiento mg/L 

T2  608.955±80a 

T3  561.556±45b 

T4 254.35±62c 

 

 

En cuanto a los azúcares reductores disueltos (Cuadro 9), el tratamiento T2 (sin 

nitrógeno, fósforo y azufre) mostró la mayor concentración, alcanzando 41.01 ± 0.5 

mg/L, seguido por el tratamiento T3 (sin nitrógeno) con 31.97 ± 0.13 mg/L, y el 

tratamiento T4 (sin fósforo) con 18.72 ± 0.07 mg/L. Estas concentraciones indican que 

la eliminación de múltiples nutrientes promueve la liberación de azúcares reductores 

al medio. Esto concuerda con estudios previos que sugieren que el estrés nutricional 

incrementa la liberación de metabolitos específicos, como los azúcares reductores, 

posiblemente debido a mecanismos de respuesta celular al estrés azúcares totales 

disueltos (Cuadro 8), el tratamiento T2 también presentó la mayor concentración, con 

608.95 ± 80 mg/L. El tratamiento T3 mostró una concentración ligeramente inferior 

(561.56 ± 45 mg/L), mientras que T4 presentó la menor concentración, con 254.35 ± 

62 mg/L. Este patrón sugiere que la combinación de deficiencias nutricionales 

intensifica la excreción de azúcares totales en comparación con la limitación de un solo 

nutriente, como se ha reportado en la literatura sobre el metabolismo de estrés en 

microalgas. 
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Cuadro 9. Presencia de azúcares 

reductores disueltos en el medio. 

Tratamiento mg/L 

T2  41.01±0.5a 

T3  31.97±0.13ab 

T4/ 18.72±0.07b 

 

Los resultados de los tratamientos T2, T3 y T4 en el medio líquido, después de 

la extracción de la biomasa de A. platensis, reflejan diferencias significativas en la 

concentración de azúcares reductores y totales disueltos, como se muestra en los 

Cuadros 3 y 4. Estos valores sugieren que las condiciones de extracción y la limitación 

de nutrientes afectan la composición de los metabolitos disueltos en el medio. 

 

Además, se observó un cambio en el color y la turbidez del medio después de la 

extracción de la biomasa en estos tratamientos, lo cual puede deberse a la presencia 

de compuestos extracelulares liberados como respuesta al estrés nutricional. Este 

fenómeno ha sido documentado en estudios sobre microalgas, donde el cambio en la 

coloración del medio se asocia con la acumulación de metabolitos secundarios y 

azúcares.  
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4.3. Estadísticas de Optimización   

4.3.1. Modelo Cuadrático de Predicción 

El análisis de varianza (ANOVA) para el modelo cuadrático (Cuadro 10) indica 

que el modelo general es estadísticamente significativo (F = 16.11; p = 0.0035), lo que 

sugiere que al menos uno de los términos incluidos tiene un efecto real sobre la 

respuesta (producción de bioetanol teórico en g/L) y que la variabilidad explicada por 

el modelo es mucho mayor que la atribuible al error aleatorio. Los términos individuales 

Biomasa (A), Días (B), Inóculo (C) y el término cuadrático C² presentan valores de p 

menores a 0.05, lo cual los identifica como efectos significativos en la respuesta. El 

término cuadrático C², con p = 0.049, refuerza la presencia de una curvatura importante 

en el factor de inóculo, lo que sugiere la existencia de un punto óptimo. 

 

La concentración de biomasa algal fue un parámetro que destaco para autores 

como El-Mekkawi et al. (2019) identifican un rango óptimo entre 90 y 100 g/L para 

maximizar la producción de bioetanol. Concentraciones por encima de este rango no 

necesariamente mejoran el rendimiento, debido a posibles efectos de inhibición o 

limitaciones en la capacidad metabólica del inóculo. 

 

Por otro lado, las interacciones AB, AC y BC, así como los términos cuadráticos 

A² y B², no son estadísticamente significativos (p > 0.05), indicando que no contribuyen 

de manera sustancial al modelo en el contexto actual. Sin embargo, se suelen 

mantener si son necesarios para respetar la jerarquía del modelo. 

 

El tiempo de fermentación mostró un efecto positivo sobre la producción de 

bioetanol hasta cierto límite. De acuerdo con el autor El-Mekkawi et al. (2019), un rango 

de 24 a 50 horas favorece la producción cuando se combina con niveles adecuados 

de biomasa e inóculo. Sin embargo, tiempos prolongados pueden llevar a una 

disminución en el rendimiento debido a la acumulación de etanol y su efecto inhibitorio 

sobre la levadura (Silva et al., 2018). 

 

El-Mekkawi et al. (2019) reportan que el volumen de levadura tiene una influencia 
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decisiva en la producción de bioetanol, siendo un valor central de 32.5 % v/v óptimo 

para alcanzar concentraciones de hasta 18.5 g/L. Se observó que volúmenes bajos 

como los de este experimento requieren tiempos de fermentación mayores para 

compensar la baja actividad fermentativa, como también lo mencionan El-Dalatony et 

al. (2016) y Silva et al. (2018). 

 

 

Un aspecto crítico es el resultado del ajuste del modelo, ya que el valor del Falta 

de Ajuste es también estadísticamente significativo (F = 35.25; p = 0.0277), lo cual 

indica que el modelo no logra capturar adecuadamente todas las tendencias de los 

datos experimentales. Idealmente, la falta de ajuste no debe ser significativa, ya que 

un Falta de Ajuste significativo sugiere que el modelo no representa bien la realidad 

experimental, posiblemente por efectos no modelados o errores sistemáticos. 
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Cuadro 10. Análisis de varianza para modelo cuadrático 

Response 1: Bioetanol estimado g/L 

Fuente 
Suma de 

cuadrados 
df 

Media 

cuadrada 
F-value p-value   

modelo 0.4424 9 0.0492 16.11 0.0035  

A-Biomasa 0.1821 1 0.1821 59.69 0.0006  

B-Días 0.1343 1 0.1343 44.02 0.0012  

C-Inoculo 0.0738 1 0.0738 24.19 0.0044  

AB 0.0087 1 0.0087 2.84 0.1526  

AC 0.0142 1 0.0142 4.67 0.0832  

BC 0.0001 1 0.0001 0.0167 0.9021  

A² 0.0045 1 0.0045 1.49 0.2771  

B² 0.0082 1 0.0082 2.7 0.1612  

C² 0.0203 1 0.0203 6.66 0.0494  

Residual 0.0153 5 0.0031      

Falta de ajuste 0.015 3 0.005 35.25 0.0277  

Error Pure  0.0003 2 0.0001      

Cor Total 0.4577 14        
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Las interacciones entre estos tres factores son críticas. El-Mekkawi et al. (2019) 

muestran que la combinación óptima se encuentra en el intervalo de 90–100 g/L de 

biomasa, 15–20 % v/v de levadura, y 40–50 horas de fermentación. Esta combinación 

balancea adecuadamente la cantidad de sustrato disponible, la capacidad fermentativa 

de la levadura y el tiempo necesario para completar la conversión, lo cual fue validado 

mediante el uso del software Design-Expert. 

 

Aunque el modelo cuadrático ajusta bien la mayoría de los términos principales y 

explica una proporción significativa de la variabilidad, la presencia de un Falta de 

Ajuste significativo sugiere que se deben considerar modificaciones al modelo, como 

agregar puntos de diseño adicionales, replantear algunos términos o explorar 

transformaciones de la respuesta. 

 

4.3.2. Estadísticas de Ajuste 

 

Las estadísticas de ajuste del modelo (cuadro 11) muestran un desempeño 

globalmente aceptable para describir la variable respuesta "etanol teórico g/L". El valor 

de desviación estándar (Std. Dev.) de 0.0552 indica que el error de predicción 

promedio es bajo. El coeficiente de determinación (R²) es de 0.9667, lo que significa 

que el 96.67% de la variabilidad observada en los datos puede ser explicada por el 

modelo. Sin embargo, el R² ajustado, que corrige el R² según el número de términos 

del modelo y la cantidad de datos, es de 0.9067, lo cual sigue siendo alto y sugiere un 

buen ajuste general. 

 

Por otro lado, el R² predicho tiene un valor de 0.4753, notablemente menor que 

el R² ajustado, lo que indica que el modelo no predice con la misma eficacia que 

describe los datos observados. Este descenso puede deberse a sobreajuste 

(overfitting) o a una variabilidad no capturada por el modelo. 

 

El coeficiente de variación (C.V.) del 8.22% muestra que la dispersión relativa de 

los datos es baja, lo cual respalda la precisión del modelo. Finalmente, el valor de 
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precisión Adeq (13.0414) supera ampliamente el umbral mínimo de 4, lo que sugiere 

que el modelo tiene una señal adecuada en relación con el ruido experimental y puede 

ser utilizado para navegar el espacio de diseño con confianza.  

 

Cuadro 11. Estadísticas de ajuste  

Estadística Valor 

Dev. Est. 0.0552 

media 0.6719 

C.V. % 8.22 

R² 0.9667 

R² Ajustada 0.9067 

R² Predicha 0.4753 

Adeq precisión 13.0414 

 

4.3.3. Coeficientes  

Los coeficientes estimados del modelo en términos de factores codificados 

(Cuadro 12) indican cómo cada variable influye en la respuesta de etanol teórico (g/L), 

considerando que los demás factores se mantienen constantes. El intercepto del 

modelo es 0.7553, lo cual representa la media de la respuesta cuando todos los 

factores están en su nivel codificado cero (nivel medio experimental). 

 

Los coeficientes lineales para los factores principales muestran un efecto positivo 

y estadísticamente significativo, dado que los intervalos de confianza al 95% no 

incluyen el valor cero: Biomasa (A) tiene el mayor efecto con un coeficiente de 0.1509, 

seguido por Días (B) con 0.1296 e Inóculo (C) con 0.0960. Esto sugiere que aumentos 

en cualquiera de estos factores contribuyen a un incremento en la producción de etanol 

dentro del rango experimental considerado. 
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Los efectos de interacción AB y AC son positivos pero sus intervalos de confianza 

abarcan el cero, lo cual indica que estas interacciones no son estadísticamente 

significativas al 95%. El efecto BC también es pequeño y no significativo. En cuanto a 

los términos cuadráticos (A², B², C²), todos presentan coeficientes negativos, lo que 

sugiere una posible curvatura descendente en la respuesta, es decir, hay un punto 

óptimo en los niveles de los factores más allá del cual la producción de etanol 

disminuye. En particular, C² (inóculo) tiene un intervalo de confianza cuyo límite 

superior apenas incluye el cero, indicando una curvatura significativa en ese factor. 

 

Finalmente, los valores de inflación de la varianza (VIF) son cercanos a 1 en 

todos los casos, lo que confirma que no hay problemas de multicolinealidad entre los 

factores del modelo y que las estimaciones de los coeficientes son estables y 

confiables. 

 

4.3.4. Ecuación Cuadrática Generada  

La ecuación cuadrática 6 fue obtenida de la Cuadro 12 para estimar la producción 

teórica de bioetanol (g/L) a partir de la biomasa de A. platensis, esta se define como la 

siguiente. 

 

Bioetanol teórico (g/L) = 0.7554 + 0.1509A + 0.1296B + 0.0960C + 0.0466AB + 

0.0597AC + 0.0036BC − 0.0350A2 − 0.0472B2 − 0.0742C2     (6) 
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Cuadro 12. Coeficientes estimados del modelo 

Factor 
Coeficientes 

estimados 
df Standard Error 95% CI Low 95% CI High VIF 

Intercepto 0.7554 1 0.0319 0.6734 0.8373  

A-Biomasa 0.1509 1 0.0195 0.1007 0.2011 1 

B-Días 0.1296 1 0.0195 0.0794 0.1798 1 

C-Inoculo 0.096 1 0.0195 0.0458 0.1462 1 

AB 0.0466 1 0.0276 -0.0244 0.1176 1 

AC 0.0597 1 0.0276 -0.0113 0.1306 1 

BC 0.0036 1 0.0276 -0.0674 0.0746 1 

A² -0.035 1 0.0287 -0.1089 0.0388 1.01 

B² -0.0472 1 0.0287 -0.1211 0.0266 1.01 

C² -0.0742 1 0.0287 -0.148 -0.0003 1.01 
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4.3.5. Bioetanol Estimado y Predicho 

En el Cuadro 13 se presenta el rendimiento estimado de bioetanol en función de 

los azúcares totales (AT) consumidos durante el proceso de fermentación. Para cada 

tratamiento se calcularon tanto el valor estequiométrico teórico de bioetanol como el 

valor predicho experimentalmente, lo cual permitió analizar la eficiencia del proceso y 

la validez del modelo de predicción utilizado. La diferencia entre ambos valores refleja 

el grado de ajuste entre la teoría y la práctica, así como la influencia de factores 

bioquímicos o ambientales que pudieron alterar el rendimiento esperado. 

 

Se observa que los tratamientos con mayor consumo de azúcares tienden a tener 

un valor estequiométrico de bioetanol más elevado, lo que es coherente con la relación 

molar entre los azúcares y el etanol producido en procesos fermentativos. Sin 

embargo, esta tendencia no siempre se refleja con la misma claridad en los valores de 

bioetanol predicho, lo cual indica que existen otros factores que afectan la conversión 

efectiva de azúcares a etanol. Por ejemplo, el tratamiento 13, con un consumo de 1.92 

g/L de azúcares, mostró un valor estequiométrico de 0.99 g/L y un valor predicho de 

0.7684 g/L, lo que implica una diferencia de 0.21 g/L. Este tipo de diferencias se 

consideran razonables dentro de un margen de variabilidad experimental. 

 

Por otro lado, se identificaron varios tratamientos con discrepancias importantes 

entre el valor estequiométrico y el valor predicho, tanto positivas como negativas. En 

el tratamiento 3, por ejemplo, el valor de bioetanol predicho fue de .65332 g/L, muy por 

encima del valor estequiométrico de 0.43 g/L.  

 

Asimismo, algunos tratamientos mostraron valores predichos superiores al valor 

estequiométrico, como es el caso de los tratamientos 1, 4, 7, 11, 12 y 15. Estos 

resultados, aunque menores en magnitud que el del tratamiento 3, también podrían 

indicar una sobreestimación del modelo de predicción o la presencia de fuentes 

adicionales de carbono no contabilizadas inicialmente. Alternativamente, podrían 

reflejar imprecisiones en la cuantificación de los azúcares consumidos o del bioetanol 

generado. 
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En contraste, otros tratamientos como el 2, 8, 9, 10, 13 y 14 presentaron 

diferencias menores entre el bioetanol predicho y el teórico (±0.1 a ± 0.22 g/L), lo que 

sugiere que el modelo de predicción es más confiable bajo ciertas condiciones. Estos 

tratamientos podrían servir como referencia para optimizar las variables del proceso, 

ya que presentan una mayor concordancia entre los datos experimentales y los valores 

teóricos. 
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Cuadro 13. Rendimiento estimado de Bioetanol en base a los azucares consumidos 

Tratamiento 
AT consumidos 

(g/L) 

Bioetanol 

estequiométrico (g/L) 

Bioetanol predicho 

(g/L) 

Diferencia entre bioetanol esteq y 

predicho (g/L) 

1 1.261±0.02 0.64±0.01 0.9113 -0.26 

2 1.11±0.01 0.57±0.01 0.5925 -0.02 

3 0.83±0.04 0.43±0.03 .65332 -0.1 

4 0.81±0.02 0.41±0.03 0.7612 -0.34 

5 1.28±0.12 0.66±0.09 0.4768 0.17 

6 1.49±0.3 0.76±0.05 0.6476 0.22 

7 1.57±0.7 0.80±0.05 1.0194 -0.21 

8 1.45±0.7 0.74±0.03 0.6056 0.13 

9 1.48±0.1 0.76±0.08 0.6488 0.1 

10 1.18±0.09 0.60±0.07 0.43037 0.17 

11 0.92±0.03 0.47±0.02 0.63637 -0.16 

12 1.21±0.11 0.62±0.08 0.7984 -0.17 

13 1.92±0.07 0.99±0.03 0.7684 0.21 

14 2.010.04 1.03±0.02 0.8927 0.13 

15 1.18±0.13 0.61±0.09 0.7984 -0.19 
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4.4. Condiciones Optimizadas  

El modelo de optimización presentado muestra los resultados de un proceso 

multifactorial diseñado para maximizar la producción de bioetanol a partir de biomasa. 

Los valores óptimos obtenidos en la Figura 4 para las variables clave fueron 14.0233 

g/L de biomasa (A), 13.4067 g/L de inóculo (C) y 5.79693 días de fermentación (B), 

logrando una deseabilidad perfecta (1.000). Este indicador refleja que la combinación 

de estas condiciones satisface de manera ideal los criterios de optimización 

establecidos, equilibrando eficientemente los factores involucrados para alcanzar el 

objetivo deseado. 

 

   

Figura 4. Rampas de optimización con las mejores condiciones para la 
fermentación, resultado 1 de 100 con una deseabilidad de .93. 

 

4.4.1. Producción Teórica de Bioetanol y Métricas Secundarias. 

Bajo las condiciones optimizadas, el modelo predice una producción teórica de 

bioetanol de 1.03189 g/L. Este valor representa la máxima concentración alcanzable 

según las variables ajustadas. Además, se observan dos valores numéricos 

adicionales (0.412 y 1.02727), los cuales podrían corresponder a métricas secundarias 

relacionadas con la eficiencia del proceso, como ratios de conversión o coeficientes 

de rendimiento. Sin embargo, su interpretación exacta requiere del contexto específico 

del diseño experimental y las ecuaciones utilizadas en el modelo. 
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4.4.2. Análisis de la Solución Óptima 

El resultado "Solución 1 out of 100" indica que, de un total de 100 combinaciones 

evaluadas, la solución presentada fue identificada como la óptima. Esto sugiere que el 

algoritmo de optimización, posiblemente basado en métodos de superficie de 

respuesta o algoritmos genéticos, exploró un amplio espacio de posibilidades antes de 

converger en esta configuración. La precisión de los valores decimales refleja un ajuste 

matemático riguroso, aunque es importante destacar que los modelos teóricos pueden 

no considerar todas las variables prácticas, como inhibiciones metabólicas o 

condiciones ambientales fluctuantes. 

 

Los resultados demuestran que es posible alcanzar una producción eficiente de 

bioetanol bajo las condiciones especificadas (El-Mekkawi et al., 2019). No obstante, 

se recomienda validar experimentalmente estos parámetros para confirmar su 

aplicabilidad en un entorno real (Barera & Forlani, 2023). Futuros estudios podrían 

explorar el impacto de otros factores no incluidos en el modelo, como la pureza del 

sustrato o la presencia de inhibidores, con el fin de optimizar aún más el proceso 

(Gonzalez & Laroche, 2021). La combinación de modelos teóricos y experimentación 

práctica resulta esencial para garantizar la escalabilidad y viabilidad del sistema de 

producción (El-Mekkawi et al., 2019). 

 

4.4.3. Superficie de Respuesta en la producción de bioetanol 

El-Mekkawi et al. (2019) destaca que el mérito de usar la metodología de 

superficie de respuesta radica en la posibilidad de estudiar más de un parámetro de 

forma simultánea. Cabe destacar que la selección de los parámetros y sus valores 

dentro de un rango adecuado depende de su efecto significativamente alto sobre la 

producción de bioetanol, así como de la influencia que ejercen entre sí. No cabe duda 

de que una alta biomasa algal requiere un volumen igualmente alto de levadura (% 

v/v) y un tiempo adecuado para maximizar la producción de bioetanol. No obstante, 

una elevada concentración de bioetanol puede provocar la degradación de la levadura, 

lo cual puede ocurrir tanto por procesos prolongados como por concentraciones 

excesivas de biomasa algal (Markou et al., 2013; Ho et al., 2013; Ashokkumar et al., 
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2015). 

 

4.4.3.1. Análisis de la superficie de respuesta 3D para la optimización de 

bioetanol en función a la biomasa y días 

El gráfico de superficie tridimensional (Figura 5) presenta un modelo predictivo 

que relaciona tres variables fundamentales en el proceso de producción de bioetanol: 

la concentración de biomasa (A), el tiempo de fermentación (B) y el rendimiento teórico 

de bioetanol. El eje X representa la concentración de biomasa en gramos por litro, el 

eje Y muestra el tiempo de fermentación en días, mientras que el eje Z indica la 

concentración teórica de bioetanol obtenido, expresada en gramos por litro. La 

gradación de colores en la superficie ilustra claramente las variaciones en el 

rendimiento según las diferentes combinaciones de los factores estudiados. 

 

 

Figura 5. Gráfico 3D de la mayor interacción entre la Biomasa en g/L y los días 
de fermentación. 
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4.4.3.2. Relación entre Variables y Eficiencia del Proceso 

El rendimiento de bioetanol mostró una clara dependencia de la interacción entre 

la concentración de biomasa y el tiempo de fermentación, revelando un 

comportamiento sinérgico entre ambos factores. Los valores más altos de producción, 

cercanos a 1.1 g/L, se alcanzaron al combinar concentraciones elevadas de biomasa, 

en un rango de 9 a 15 g/L, con tiempos de fermentación intermedios, entre 5 y 9 días. 

Este patrón sugiere la existencia de una región óptima dentro de la superficie de 

respuesta, en la que las condiciones del sistema favorecen la máxima eficiencia en la 

conversión de azúcares a etanol. 

 

La interacción entre la concentración de biomasa algal y el volumen de inóculo 

es fundamental para el rendimiento del proceso. Según El-Mekkawi et al. (2019), 

cuando se utiliza una biomasa elevada (90–100 g/L), se requiere un volumen 

adecuado de levadura (alrededor de 15–20 % v/v) para asegurar una fermentación 

eficiente. Si la biomasa es alta pero el inóculo es bajo, la capacidad de conversión se 

ve limitada por la insuficiencia de microorganismos activos, lo que reduce la producción 

de bioetanol. Por otro lado, un exceso de levadura sin suficiente sustrato también 

puede ser ineficiente, ya que el metabolismo celular no se ve plenamente 

aprovechado. 

 

No obstante, cuando el tiempo de fermentación se extiende más allá de los 11 

días, se observa una disminución en el rendimiento, lo cual podría atribuirse a la 

acumulación de metabolitos inhibitorios o al agotamiento de los nutrientes disponibles. 

Estos efectos negativos reflejan los límites fisiológicos del sistema y destacan la 

importancia de controlar cuidadosamente la duración del proceso. 

 

Los resultados obtenidos a través del análisis de superficie de respuesta aportan 

información clave para el diseño y optimización de procesos fermentativos. La 

identificación de la zona óptima, definida por concentraciones de biomasa entre 9 y 15 

g/L y tiempos de fermentación entre 5 y 9 días, ofrece una guía útil para establecer 

parámetros operativos que favorezcan una mayor productividad. Sin embargo, es 



 

86 

 

importante señalar que estos valores representan predicciones teóricas, por lo que su 

validación experimental es fundamental. 

 

4.4.4.1. Diagrama de Superficie de Respuesta para la Producción de Bioetanol en 

función a la biomasa y el inoculo 

La Figura 6 muestra un gráfico tridimensional que establece una relación 

multivariable entre tres parámetros fundamentales en el proceso de producción de 

bioetanol: la concentración de biomasa (A) expresada en g/L, el porcentaje de inóculo 

(C) y el rendimiento teórico de bioetanol (en g/L). Este tipo de representación gráfica 

permite visualizar de manera integral cómo la interacción entre estos factores afecta 

el rendimiento del proceso de fermentación. 

 

Figura 6. Gráfico 3D de la mayor interacción entre la Biomasa en g/L y el % de 
inoculo en relación al volumen Final. 



 

87 

 

4.4.4.2. Análisis de las Variables y su Impacto en el Rendimiento 

Se observa que el rendimiento de bioetanol presenta una marcada dependencia 

de la concentración de biomasa y del porcentaje de inóculo utilizado. Los valores más 

elevados de producción (1.0-1.1 g/L) se alcanzan cuando se combinan 

concentraciones de biomasa entre 9-13 g/L con porcentajes de inóculo del 11-15%. 

Este comportamiento sugiere la existencia de un rango óptimo donde ambos factores 

actúan sinérgicamente para maximizar la producción. Particularmente notable es el 

incremento en el rendimiento cuando se supera el umbral de 7 g/L de biomasa y 9% 

de inóculo, mostrando una clara relación no lineal entre estas variables y la producción. 

 

El tiempo de fermentación interactúa directamente con la concentración de 

biomasa algal. Como lo indica El-Mekkawi et al. (2019), cuando se trabaja con niveles 

moderados a altos de biomasa (65–100 g/L), se requiere un tiempo mínimo de 40 horas 

para alcanzar una conversión adecuada. A medida que se incrementa la biomasa, 

también aumenta la demanda de tiempo para permitir que la levadura metabolice el 

sustrato disponible. Sin embargo, si el tiempo se extiende demasiado, pueden 

acumularse productos secundarios, como etanol en altas concentraciones, que inhiben 

la actividad de la levadura. 

 

4.4.4.3. Identificación de Zonas Óptimas de Operación 

El análisis de la superficie de respuesta permitió identificar tres regiones 

diferenciadas en cuanto al rendimiento de bioetanol en función de la concentración de 

biomasa y el porcentaje de inóculo. Estas regiones ofrecen una visión clara sobre 

cómo varían los resultados según los niveles de estos factores. 

 

Se identificó una zona de bajo rendimiento, con valores comprendidos entre 0.4 

y 0.6 g/L de bioetanol. Esta región se caracteriza por la presencia de bajas 

concentraciones de biomasa, menores a 7 g/L, y porcentajes reducidos de inóculo, 

inferiores al 9%. Las condiciones en esta zona no resultan óptimas para el proceso 
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fermentativo, lo que limita significativamente la producción de etanol. 

 

Posteriormente, se reconoció una zona de transición, con rendimientos que 

oscilan entre 0.7 y 0.9 g/L. En esta región, se observó que pequeños incrementos tanto 

en la concentración de biomasa como en el porcentaje de inóculo generan mejoras 

notables en el rendimiento, lo cual sugiere una mayor sensibilidad del sistema a 

cambios en estos parámetros. Esta fase es clave para entender la dinámica del 

proceso y encontrar condiciones más eficientes. 

 

Finalmente, se detectó una meseta de máxima producción, con valores que van 

de 1.0 a 1.1 g/L de bioetanol. Esta zona se alcanza al combinar concentraciones 

medias-altas de biomasa e inóculo, indicando que existe una combinación óptima de 

ambos factores donde el sistema alcanza su máximo rendimiento sin que aumentos 

adicionales generen mejoras sustanciales. 

 

Los resultados demuestran que el proceso responde positivamente al aumento 

de ambos parámetros, pero solo hasta ciertos límites. Una vez alcanzada la meseta 

de máxima producción, incrementos adicionales en la biomasa o el inóculo no generan 

mejoras significativas en el rendimiento, lo que podría indicar la aparición de 

fenómenos de inhibición o limitaciones en la transferencia de nutrientes. Es importante 

destacar que estos valores representan predicciones teóricas que deben ser validadas 

experimentalmente, considerando además otros parámetros operacionales como pH, 

temperatura y tiempo de fermentación. 

 

4.4.5. Análisis de la Superficie de Respuesta para la Producción de Bioetanol en 

Función del Inóculo y Tiempo de Fermentación 

La Figura 7 destaca una relación funcional entre tres variables críticas en el 

proceso de fermentación: el porcentaje de inóculo (C), el tiempo de fermentación 

expresado en días (B) y el rendimiento teórico de bioetanol (g/L). Esta representación 

gráfica permite visualizar de manera integral cómo la interacción entre estos factores 
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afecta la productividad del proceso biotecnológico. 

 

 

Figura 7. Gráfico 3D de la mayor interacción entre el % de inoculo (p/v) y los días 
de fermentación. 

 

4.4.5.1. Relación entre Variables y Eficiencia del Proceso 

Se observa una clara dependencia del rendimiento de bioetanol respecto a la 

interacción entre el porcentaje de inóculo y el tiempo de fermentación. Los valores 

máximos de producción (1.0-1.1 g/L) se alcanzan cuando se combinan porcentajes de 

inóculo entre 11-15% con tiempos de fermentación de 4-6 días. Este comportamiento 

evidencia la existencia de un punto óptimo donde ambos parámetros actúan 

sinérgicamente para maximizar la conversión del sustrato. Particularmente notable es 

el incremento significativo en el rendimiento cuando se supera el umbral de 9% de 
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inóculo y 3 días de fermentación, mostrando una relación no lineal entre estas 

variables. 

 

El-Mekkawi et al. (2019) observaron que valores bajos de inóculo (15–20 % v/v) 

requieren tiempos de fermentación más prolongados (hasta 72 horas) para alcanzar 

niveles de bioetanol similares a los obtenidos con inóculos más altos. Esto se debe a 

que una menor densidad celular inicial retrasa la fase exponencial de crecimiento y 

fermentación. En cambio, cuando se emplea un inóculo más alto, la fermentación 

puede alcanzar su máximo rendimiento en menor tiempo, lo que optimiza la eficiencia 

del proceso. Sin embargo, este equilibrio debe ajustarse cuidadosamente para evitar 

que altas concentraciones de etanol generen un efecto de autoinhibición sobre la 

levadura (Silva et al., 2018). 

 

4.4.5.2. Identificación de Regiones de Operación Óptima 

El análisis detallado de la superficie de respuesta permitió distinguir tres zonas 

características que describen el comportamiento del sistema de producción de 

bioetanol en función del porcentaje de inóculo y el tiempo de fermentación. Estas 

regiones reflejan cómo la combinación de ambos factores incide directamente en el 

rendimiento del proceso. 

 

En primer lugar, se identificó una región de bajo rendimiento, con valores entre 

0.4 y 0.6 g/L de bioetanol. Esta zona se asocia a porcentajes de inóculo inferiores al 

7% y a tiempos de fermentación reducidos, menores a tres días. Bajo estas 

condiciones, el sistema no cuenta con la suficiente masa microbiana ni con el tiempo 

necesario para completar una fermentación eficiente, lo que limita considerablemente 

la producción de etanol. 
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En segundo lugar, se delimitó una zona de transición, en la que el rendimiento 

mejora progresivamente, alcanzando valores de entre 0.7 y 0.9 g/L. En esta región, 

incrementos moderados tanto en el porcentaje de inóculo como en el tiempo de 

fermentación resultan en mejoras sustanciales en la producción. Este comportamiento 

indica una mayor eficiencia en el uso de los sustratos y una actividad microbiana más 

favorable, probablemente debido a un mejor equilibrio entre la cantidad de inóculo y el 

tiempo disponible para la conversión de azúcares en etanol. 

 

Finalmente, se identificó una meseta de máxima productividad, con rendimientos 

que oscilan entre 1.0 y 1.1 g/L de bioetanol. Esta zona se alcanza al utilizar porcentajes 

de inóculo entre 11% y 15%, combinados con tiempos de fermentación de 4 a 6 días. 

En esta etapa, el sistema parece llegar a su límite de eficiencia, ya que aumentos 

adicionales en los factores no generan mejoras significativas en la producción. Esto 

sugiere la existencia de un punto óptimo en el que se maximiza la conversión sin 

incurrir en excesos que podrían generar pérdidas de recursos o inhibición del proceso. 

 

Los resultados demuestran que el proceso responde positivamente al aumento 

tanto del inóculo como del tiempo de fermentación, pero solo hasta ciertos límites 

operacionales. La meseta observada sugiere que tiempos de fermentación superiores 

a 6 días no generan mejoras significativas en el rendimiento, posiblemente debido a 

fenómenos de inhibición por acumulación de productos o agotamiento de nutrientes. 

Es fundamental considerar que estos valores representan predicciones teóricas que 

requieren validación experimental, incorporando además el análisis de otros 

parámetros críticos como la concentración de sustrato, pH y temperatura de operación. 

 

4.4.6. Análisis de la Gráfica de Valores Predichos vs. Valores Reales 

El gráfico de dispersión (Figura 8) que compara los valores predichos por el 

modelo teórico con los valores reales obtenidos experimentalmente muestra una 

relación directa entre ambas variables, representada mediante puntos distribuidos a lo 
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largo de la diagonal ideal. La escala en ambos ejes, que varía de 0.4 a 1.1 g/L, 

corresponde a los valores de concentración de bioetanol obtenidos en el estudio. La 

proximidad de los puntos a la línea de 45 grados indica un buen ajuste del modelo 

predictivo, ya que los valores predichos se aproximan significativamente a los valores 

observados experimentalmente. Este comportamiento sugiere que el modelo 

matemático desarrollado tiene una capacidad adecuada para estimar la producción de 

bioetanol bajo las condiciones evaluadas. 

 

 

Figura 8. Gráfico de la relación entre los valores predichos y obtenidos 

 

4.4.6.1. Evaluación de la Precisión del Modelo Predictivo 
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Dentro de los resultados que nos da Desing expert nos establece la distribución 

de los puntos en el gráfico permite identificar algunos aspectos importantes sobre la 

confiabilidad del modelo. La mayoría de los valores se agrupan cerca de la línea 

diagonal, lo que demuestra una correlación positiva entre las predicciones y los 

resultados reales. Sin embargo, se observan ligeras desviaciones en ciertos puntos, 

particularmente en los rangos extremos de concentración (tanto en los valores más 

bajos como en los más altos). Estas discrepancias podrían atribuirse a factores no 

considerados en el modelo teórico, como variaciones en las condiciones 

experimentales, la presencia de inhibidores no contemplados o posibles errores en las 

mediciones. A pesar de estas pequeñas diferencias, el modelo en su conjunto muestra 

un comportamiento satisfactorio, capaz de predecir con aceptable precisión los 

rendimientos de bioetanol. 

 

4.4.6.2. Implicaciones y Consideraciones para la Validación del Modelo 

Desing Expert destaca que los resultados obtenidos en este análisis comparativo 

respaldan la utilidad del modelo predictivo para estimar la producción de bioetanol bajo 

condiciones controladas. La buena correspondencia entre los valores predichos y 

reales valida la adecuada selección de parámetros y variables en el desarrollo del 

modelo teórico. No obstante, las desviaciones observadas en algunos puntos destacan 

la importancia de considerar posibles fuentes de error y la necesidad de incorporar 

ajustes que mejoren la precisión en futuras iteraciones del modelo.  

 

4.4.7. Interpretación del Gráfico Normal de Residuales 

El gráfico presentado como Figura 9 corresponde a un análisis de normalidad de 

los residuales estudentizados externamente, el programa de Desing Expert menciona 

herramienta fundamental para validar los supuestos del modelo de regresión empleado 

en el estudio. La distribución de los puntos muestra los residuales ordenados frente a 

los valores esperados bajo una distribución normal teórica, lo que permite evaluar el 

cumplimiento del supuesto de normalidad en los errores del modelo. 
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Figura 9. Gráfico de la mayor interacción entre los residuales externamente 
estudentizados 

 

4.4.7.1. Análisis de la Distribución de Residuales 

Se observa que la mayoría de los puntos se distribuyen cercanos a la línea central 

(valor 0.00), con valores que oscilan principalmente entre -5.00 y 5.00 en la escala de 

residuales estudentizados. Esta concentración alrededor del cero indica que el modelo 

tiene un buen ajuste general, ya que los errores son pequeños y aleatorios en su 

mayoría. Sin embargo, la presencia de algunos puntos que alcanzan valores entre -

10.00 y 10.00 sugiere la existencia de posibles valores atípicos u observaciones 

influyentes en los datos. Estos puntos extremos podrían corresponder a mediciones 

experimentales con desviaciones significativas del comportamiento predicho por el 

modelo. 

 

4.4.7.2 Evaluación del Supuesto de Normalidad 

La disposición de los residuales en relación con la línea de normalidad teórica 
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permite evaluar el cumplimiento de este supuesto clave. En este caso, si bien la 

mayoría de los puntos siguen aproximadamente una tendencia lineal, la presencia de 

desviaciones en los extremos (especialmente en los valores más altos y bajos) podría 

indicar una ligera desviación de la normalidad perfecta. Esta situación es común en 

datos experimentales y no necesariamente invalida el modelo, pero sugiere la 

conveniencia de realizar pruebas estadísticas complementarias (como Shapiro-Wilk o 

Kolmogórov-Smirnov) para cuantificar el grado de desviación de la normalidad de 

acuerdo con literatura del Instituto nacional de estándares y tecnología (National 

Institute of Standards and Technology, s.f. a; National Institute of Standards and 

Technology, s.f. b). 
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CONCLUSIONES 

Este estudio confirma que las condiciones nutricionales y los métodos de 

extracción aplicados, tienen una influencia determinante sobre la producción de 

biomasa y la liberación de compuestos valiosos en A platensis. La disponibilidad de 

nutrientes clave como nitrógeno, fósforo y azufre resultó esencial para el crecimiento 

celular, mientras que su supresión simultánea generó un mayor nivel de estrés 

fisiológico, reduciendo la acumulación de biomasa, pero favoreciendo la liberación de 

compuestos solubles, en particular azúcares. 

 

Los tratamientos de extracción mostraron diferencias relevantes en cuanto a 

eficiencia: la sonicación de alta potencia fue más eficaz para recuperar azúcares 

totales, mientras que los microondas a altas temperaturas facilitaron la liberación de 

azúcares reductores. Estos resultados permiten orientar las condiciones de extracción 

según el tipo de compuesto objetivo. Además, se observaron cambios en la turbidez y 

coloración del medio post-extracción, lo que sugiere una secreción activa de 

exopolisacáridos y metabolitos secundarios como respuesta adaptativa al estrés, lo 

cual refuerza la viabilidad de utilizar estrategias de cultivo con limitación de nutrientes 

para incrementar el rendimiento de compuestos de valor añadido. 

 

El efecto de la deficiencia de N, P y S sobre la fisiología de la microalga, 

demostrando que dichas condiciones pueden ser aprovechadas para optimizar 

procesos productivos mediante la recuperación directa de azúcares solubles, 

reduciendo así la necesidad de métodos intensivos de disrupción celular y purificación. 

Esta estrategia representa una ventaja significativa para aplicaciones industriales, 

especialmente en bioenergía y biotecnología. 

 

El modelo cuadrático propuesto es significativo para explicar la producción 

teórica de bioetanol, destacando la influencia del contenido de biomasa como el 

principal factor (A y A²). No obstante, se identificó una falta de ajuste significativa, lo 

cual sugiere que podrían existir otros factores no considerados en el modelo actual, 

por lo que se recomienda continuar con ajustes y validaciones para una mejor 
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representación del sistema.  

 

Para el modelo de optimización, se utilizaron las condiciones donde se evaluaron 

los parámetros A, B y C en condiciones “en rango”, sin embargo, para mayor 

evaluación y parámetros con más variación al momento de optimizar, se puede 

considerar diferentes efectos de estos para minimizar los factores y obtener otros 

resultados. 

 

Para el modelo de optimización se utilizaron condiciones en las que los 

parámetros A, B y C se evaluaron dentro de su rango operativo. No obstante, con el 

fin de ampliar la evaluación y explorar una mayor variabilidad en dichos parámetros, 

es posible considerar distintos efectos durante el proceso de optimización. Esto 

permitiría minimizar ciertos factores y obtener resultados alternativos 

 

Estos hallazgos sientan las bases para el desarrollo de bioprocesos más 

eficientes, sustentables y orientados a la valorización integral de A. platensis y abren 

posibilidades para la implementación con otras cepas de microalgas. 
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RECOMENDACIONES 

 

Se enfatiza ampliar las pruebas de remediación ambiental utilizando A. platensis 

y otras microalgas halotolerantes, con diferentes tipos de efluentes provenientes de 

sistemas de ósmosis inversa, especialmente aquellos más concentrados en sales y 

compuestos inorgánicos. Es fundamental realizar ensayos tanto en condiciones 

controladas como en campo, para evaluar su eficacia real en contextos variables y con 

fluctuaciones ambientales. Esto permitirá validar su aplicabilidad en escenarios reales, 

identificando los límites de tolerancia y eficiencia en la reducción de dureza, además 

de abrir la posibilidad de escalar el proceso a nivel industrial. 

 

Se sugiere establecer una línea de investigación enfocada en el estudio del estrés 

abiótico (salino, lumínico, térmico, entre otros) sobre A. platensis y otras microalgas 

potenciales, con énfasis en los cambios inducidos en la composición bioquímica de la 

biomasa (lípidos, carbohidratos, proteínas y metabolitos secundarios). Esta evaluación 

permitiría identificar condiciones de cultivo óptimas para maximizar la acumulación de 

compuestos de interés industrial, así como comprender mejor la resiliencia de las 

cepas seleccionadas ante cambios ambientales. 

 

Para los procesos de fermentación orientados a la producción de bioetanol a 

partir de biomasa microalgal, se recomienda incorporar más variables de seguimiento 

como la medición de gases generados durante el proceso (CO₂, H₂), temperatura 

interna del sistema, pH en distintas fases, así como probar diferentes cepas de 

levaduras o incluso bacterias fermentadoras. También se sugiere explorar la 

adaptación o estrés inducido en las cepas fermentadoras para seleccionar aquellas 

con mayor resistencia a las concentraciones crecientes de bioetanol.  
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