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RESUMEN 
Las microalgas son una de las fuentes de biocombustibles renovables con alto potencial para 

los próximos años, debido a sus características favorables respecto a otros cultivos 

bioenergéticos. Sin embargo, aún se debe generar los conocimientos, las técnicas y la 

industrialización relacionadas, para reducir el impacto ambiental y el alto costo de la 

producción convencional de los biocombustibles a partir del aceite microalgal. El objetivo de 

este estudio fue desarrollar un proceso de transesterificación in situ por actividad lipasa 

endógena de microalgas silvestres de Costa Rica, para la producción de un precursor de 

biocombustibles alternativos. Las lipasas son enzimas naturales en las microalgas que permiten 

realizar la transesterificación de los lípidos en la biomasa húmeda, reduciendo costos de secado 

y extracción del lípido, además prescinde de catalizadores para la producción de la materia 

prima para biocombustible (esteres metílicos de ácidos grasos (FAMEs) o esteres etílicos de 

ácidos grasos FAEEs) pues las mismas enzimas de la biomasa pueden conducir esta reacción. 

El proyecto consistió en seleccionar una cepa de microalga con mayor contenido lipídico, para 

esta investigación Isochrysis galbana mostró el mayor rendimiento lipídico (6.61 mg.gDW-1), 

los lípidos producidos por la microalga fueron transformados en precursores de 

biocombustibles por medio de la reacción de transesterificación directa enzimática en la 

biomasa húmeda de Isochrysis galbana en las siguientes condiciones temperatura de 30°C, pH 

6.5 y concentración de metanol 2 M para generar los FAMEs; lográndose identificar esteres 

metílicos de ácidos grasos como el palmitato de metilo (C16:0), palmitoleato de metilo (C16:1), 

estearato de metilo (C18:0) y el linoleato de metilo (C18:2), principales componentes del 

biodiesel. Finalmente, el análisis termogravimétrico (TGA) mostró que el precursor de 

biodiesel a partir de biomasa de Isochrysis galbana presentó pérdida de masa en regiones 

similares a la del estándar de biodiesel. Esta investigación ha permitido dar un paso más en el 

campo de las bioenergías para generar biocombustibles a pequeña escala.  A futuro, los 

procesos desarrollados podrán ser escalados permitiendo maximizar los rendimientos para 

aplicarse a proyectos de gran interés (nacional e internacional) posicionando al TEC como una 

institución innovadora en el ámbito de la bioenergía alternativa. 

 

Palabras clave: Isochrysis galbana, lípidos, FAMEs, enzimas lipasas. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

ABSTRACT 
Microalgae are one of the sources of renewable biofuels with high potential for the 

coming years, due to their favorable characteristics compared to other bioenergy crops. 

However, it is still necessary to generate the knowledge, techniques, and related 

industrialization to reduce the environmental impact and high cost of conventional 

biofuel production from microalgal oil. The objective of this study was to develop an 

in-situ transesterification process using endogenous lipase activity from wild 

microalgae in Costa Rica, to produce an alternative biofuel precursor. Lipases are 

natural enzymes in microalgae that enable the transesterification of lipids in wet 

biomass, reducing drying and lipid extraction costs, and eliminating the need for 

catalysts in the production of biofuel raw materials (methyl esters of fatty acids 

(FAMEs) or ethyl esters of fatty acids FAEEs), as the biomass enzymes can catalyze 

this reaction. The project involved selecting a microalgal strain with higher lipid 

content; Isochrysis galbana showed the highest lipid yield in this research (6.61 

mg.gDW-1). The lipids produced by the microalgae were converted into biofuel 

precursors through direct enzymatic transesterification reaction in the wet biomass of 

Isochrysis galbana under the following conditions: temperature of 30°C, pH 6.5, and 

methanol concentration of 2 M to generate FAMEs. Methyl esters of fatty acids such 

as methyl palmitate (C16:0), methyl palmitoleate (C16:1), methyl stearate (C18:0), and 

methyl linoleate (C18:2), key components of biodiesel, were identified. Finally, 

thermogravimetric analysis (TGA) showed that the Isochrysis galbana biomass 

biodiesel precursor presented mass loss in regions similar to that of the biodiesel 

standard. This research has allowed progress in the field of bioenergy to produce small-

scale biofuels. In the future, the developed processes could be scaled up to maximize 

yields for implementation in highly interesting projects (national and international), 

positioning TEC as an innovative institution in the field of alternative bioenergy. 
 

Keywords: Isochrysis galbana, lípid, FAMEs, lipase enzymes. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



INTRODUCCIÓN 

 
El mundo ha sido testigo de una vertiginosa expansión demográfica, una creciente 

industrialización y aumento en los medios de transporte. Esto ha provocado un ritmo alarmante 

en el consumo de combustibles fósiles (como lo son el petróleo, el gas natural y el carbón.) y 

una drástica disminución de su disponibilidad; al punto en que en menos de medio siglo 

podríamos encontrarnos al borde de un agotamiento teórico de tales combustibles (Brindhadevi 

et al., 2021; Chhandama et al., 2021). 

 

La economía y el desarrollo de los países dependen de la disponibilidad de fuentes de energía; 

las crecientes necesidades energéticas y los problemas geopolíticos, económicos y 

medioambientales asociados a los actuales recursos energéticos fósiles exigen ampliar la 

cartera energética con fuentes nuevas y sostenibles (Mendoza et al.,2020). Ante esto han 

surgido como alternativa los biocombustibles o biocarburantes producidos a partir de materia 

y residuos orgánicos de diferentes orígenes. Los cuales se plantean además como medios para 

mitigar el efecto invernadero (Sánchez-Bayo et al., 2019; Srivastava et al.,2020). 

 

Las microalgas son fuente de una gran diversidad de metabolitos. En años recientes se han sido 

objeto de múltiples estudios con el fin de aprovecharlas como recursos para el desarrollo de 

bioproductos en el área nutricional, farmacéutica y energética. En este último sector se ha 

estudiado la viabilidad de utilizar los ácidos grasos y otros lípidos como materia prima para la 

producción de biocombustibles (Sun et al., 2020). 

 

En este contexto, las microalgas han surgido como una alternativa superior para la producción 

de biocombustibles, en comparación con las fuentes de biomasa de primera y segunda 

generación. Debido a estas dependen de cultivos que requieren grandes extensiones de tierra y 

un alto consumo de agua, poniendo en duda su sostenibilidad (El-Sheekh et al., 2022; Mulgund 

et al., 2022); las microalgas presentan ventajas significativas, ya que, poseen estructuras 

celulares simples, mayor eficiencia fotosintética y productividad (Abdoul-Latif et al., 2021). 

 

Isochrysis galbana es una especie de microalga marina. Esta se ha utilizado comúnmente como 

fuente de alimento en la industria pesquera. Sin embargo, a través de múltiples estudios se ha 



comprobado que posee un gran contenido de lípidos y ácidos grasos, lo que la vuelve un sujeto 

interesante para la producción de biocombustibles (Canovius et al., 2014, Molina- Cárdenas et 

al., 2020). Por su parte, algunas especies de Chlorella presentan la capacidad de almacenar 

abundante almidón bajo condiciones de estrés, mientras que otras sintetizan lípidos neutros en 

forma de triacilglicerol (TAG) (Dragone, 2022). En este sentido, se ha reportado que este es 

uno de los géneros que alberga a las microalgas con mayor contenido lipídico, constituyendo 

entre 10% y 67% de su peso (Udayan et al., 2022). Particularmente, Chlorella vulgaris es una 

microalga ampliamente utilizada en ensayos para la producción de biocombustibles. (Yadav et 

al., 2023) 

 

Ante esta decreciente disponibilidad de combustibles fósiles y en la búsqueda de combatir los 

efectos del cambio climático, es claro que se necesita de fuentes alternativas de combustibles, 

una de estas son los biocombustibles derivados de la biomasa microalgal. Estudios recientes se 

enfocan en la transesterificación directa enzimática de ácidos grasos presentes en la biomasa 

húmeda de microalgas, como método que permita maximizar el aprovechamiento de los 

diferentes lípidos presentes en la biomasa para obtener FAMEs O FAEEs; una de las ventajas 

que presenta es que no se utilizan catalíticos ácidos ni alcalinos, ya que el trabajo lo realizan 

las enzimas; específicamente para los efectos de este estudio se realiza con las enzimas 

endógenas presentes en la biomasa microalgal. Esta metodología permite realizar tanto la 

extracción con la transesterificación en un solo paso, no hay perdidas de lípidos polares, no hay 

costos por el catalítico y en el proceso hay ahorros de energía, como ejemplo no es necesario 

realizar el secado de la biomasa. 

 

Es por ello, que comprender el metabolismo de los ácidos grasos en las microalgas Isochrysis 

galbana y Chlorella vulgaris, y cómo estos pueden ser aprovechados como materia prima para 

el desarrollo de biocombustibles, resulta un tema trascendental a nivel biotecnológico. Para 

este fin, se planteó: 1. Determinar el rendimiento y perfil químico de los lípidos en las 

microalgas silvestres I. galbana y Chlorella sp, como punto de partida para seleccionar una de 

las cepas a continuar en estudio (para efectos de esta investigación fue seleccionada la cepa 

Isochrysis galbana). 2. Inducir el aumento productivo de lípidos y 3. Determinar la actividad 

lipasa endógena en la microalga I. galbana. 4. Establecer el protocolo para la producción de 

FAMEs in situ a partir de la microalga por la actividad de lipasa endógena (enzimas 

responsables del metabolismo de los ácidos grasos en I. galbana) para obtener una 



caracterización del perfil de lípidos esterificados y finalmente 5.  Se realizó un análisis 

termogravimétrico, este ensayo permitió evaluar las propiedades térmicas y la estabilidad del 

precursor de biocombustible a partir de biomasa microalgal. 

 

MARCO TEÓRICO 
 

Las microalgas son microorganismos fotosintéticos eficientes que cuentan con una alta tasa de 

crecimiento y productividad de biomasa (Camacho-Rodríguez et al., 2020; Chhandama et al., 

2021). Son organismos con un gran potencial biotecnológico porque son capaces de sintetizar 

una variedad de sustancias químicas únicas de valor comercial, como carotenoides, ácidos 

grasos poliinsaturados de cadena larga, ficobilinas, etc., que tienen importantes aplicaciones en 

las industrias cosmética, nutricional y farmacéutica (Sun et al., 2019; Rodríguez-España et al., 

2022). 

Isochrysis galbana es una especie de microalga fitoflagelada marrón dorada (Bustamam et al., 

2021; Gnanakani et al., 2023), haptofita del orden Chrysomonadales que se caracteriza por su 

rápido crecimiento, alta tasa de división y por ser altamente nutritiva (Picardo et al., 2013; 

Zhang et al., 2020). Comúnmente, ha sido utilizada como cebo para peces y crustáceos (Wu y 

He, 2019). Por otro lado, destaca su riqueza en ácidos grasos, así como de carotenoides y otros 

metabolitos de gran interés a nivel industrial, como la fucoxantina (Fang et al., 2020; Riccio et 

al., 2022). También, los ácidos grasos pueden ser utilizados como materia prima para el 

desarrollo de biocombustibles. Se ha reportado que I. galbana presenta una buena acumulación 

de lípidos y una elevada productividad lipídica (0,32-1,60g/L día, entre 7-40% de su biomasa 

en peso seco) por lo que ha generado interés en este sector como una respuesta alternativa al 

problema energético (Picardo et al., 2013; Sánchez et al., 2013; Song et al., 2018; Cao et 

al.,2019). Por su parte Chlorella sp, a diferencia del resto de microalgas, corresponde a un 

género de microalgas verdes que reside en ambientes tanto acuáticos como terrestres y domina 

el mercado debido a su naturaleza de ser un producto “Generalmente Reconocido como Seguro 

(GRAS, por sus siglas en inglés - "Generally Recognized as Safe") cultivo rápido y de alta 

producción de biomasa (Widyaningrum & Prianto, 2021). Se han reportado varios compuestos 

bioactivos producidos por este género, tales como ácidos grasos poliinsaturados, polisacáridos, 

pigmentos y compuestos fenólicos (Ferreira et al., 2023; Zakaria et al., 2020). Adicionalmente, 

se destaca su uso para la eliminación de moléculas orgánicas solubles y compuestos con 



nitrógeno y fósforo, provenientes de procesos industriales y aguas municipales (Dragone, 

2022). 

 

Condiciones de cultivo y requerimientos ambientales de las microalgas 

      Es bien sabido que, en el cultivo de microorganismos, las condiciones ambientales y 

nutricionales juegan un papel clave a nivel metabólico. Especialmente en el cultivo de 

microalgas autotróficas; como I. galbana o Chorela vulgaris, el crecimiento celular está 

regulado por la cantidad y calidad de los nutrientes, así mismo, la irradiancia, la temperatura, 

la salinidad y el pH (Barsanti y Gualtieri, 2014; Safi et al., 2014; Luna, 2023; Jui et al., 2024).  

Las condiciones de cultivo influyen tanto en el crecimiento como en la acumulación 

de lípidos. Es sabido que tanto la luz como la concentración de carbono son factores críticos 

en la acumulación de biomasa y procesos de biosíntesis (Sun et al., 2018; Cao et al., 2020).  La 

luz es esencial para los organismos autótrofos, desempeña un papel clave en la composición 

bioquímica y la producción de lípidos de las microalgas (Mulgund, 2022). La intensidad, la 

longitud de onda y la duración de está determinan la cantidad de energía fotónica utilizada para 

la fotosíntesis y la propagación de las microalgas (Cao et al., 2019; Chhandama et al., 2021).  

Con respecto a la longitud, el rango del espectro fotosintético de las algas se sitúa entre 400 

nm y 700 nm (Mulgund, 2022). A pesar de ello se ha visto que variaciones dentro de este rango 

pueden llegar a tener diferentes efectos en el crecimiento de las microalgas. La luz roja favorece 

un crecimiento más rápido con células más pequeñas y una menor absorción de nutrientes. La 

luz azul provoca el efecto adverso, además de promover la expresión génica (Chowdury et al., 

2020).  La longitud de luz verde puede llegar a ser beneficiosa para la acumulación de lípidos 

(Che et al., 2019). 

La intensidad lumínica afecta directamente el crecimiento y la productividad.  

Aumento en la intensidad favorece el crecimiento celular, intensidades muy bajas pueden 

producir crecimiento nulo (Alsarayreh et al., 2022). Para la mayoría de las microalgas, la 

fotosíntesis se satura entre 100 y 500 μE∙m-2 ∙s-1, aunque la productividad máxima se obtiene 

en los valores de irradiancia media (IA) cercanos a la irradiancia constante en el rango de 50 - 

100 μE∙m-2 ∙s-1 (Chowdury et al., 2020). Se ha observado que las concentraciones máximas 

de productividad lipídica de las microalgas oleaginosas se presentan a intensidades de luz 

fluctuante alta (Zhu et al., 2022).  

Las microalgas necesitan un régimen de luz/oscuridad para realizar una fotosíntesis 

productiva. La luz es necesaria para que la fase fotoquímica produzca adenosín trifosfato (ATP) 



y nicotinamida adenín dinucleótido fosfato-oxidasa (NADPH). La oscuridad es necesaria para 

que la fase bioquímica sintetice moléculas esenciales para el crecimiento (Salama et al., 2018).  

Se ha observado que en ambientes enriquecidos de CO2, se presentan mayores 

rendimientos biomasa, y una mayor saturación de los ácidos grasos sintetizados, lo que se ha 

asociado a una mayor disponibilidad de carbono para las células. (Picardo et al., 2013; 

Fernández et al., 2016).   

Por otro lado, la temperatura influye directamente en el crecimiento, la acumulación 

de lípidos y la composición de ácidos grasos (Cao et al., 2020). La tasa de crecimiento celular 

mejora con el aumento de la temperatura hasta alcanzar un rango óptimo; en microalgas este 

suele encontrarse entre los 14 °C y 35 °C (Sun et al., 2018). Para cultivos de I. galbana se 

reporta que los máximos valores de concentración de biomasa han sido obtenidos a los 14 °C 

(Aussant et al., 2018). Las altas temperaturas afectan el metabolismo y la composición lipídica 

de I. galbana, así como múltiples procesos biológicos como el ciclo de Krebs (TCA), la 

formación de ácidos orgánicos y la fotosíntesis (Su et al., 2017; Cao et al., 2020). En el caso 

de Chlorella vulgaris puede crecer en un amplio rango de temperaturas (25°C-35°C), la 

temperatura óptima para producir la máxima cantidad biomasa y lípidos fue de 30°C, con 

valores de 394 mg/L y 6.07 mg/L*d respectivamente después de 7 días de cultivo en lote 

(Mohammad et al., 2016). 

El pH desempeña un rol importante en el metabolismo energético, la estructura y la 

función de los orgánulos celulares, las enzimas y las proteínas (Chhandama et al., 2021). 

Isochrysis galbana es capaz de crecer en un amplio rango de pH. Lo que se debe a su capacidad 

de transportar carbono inorgánico en presencia de altas concentraciones de CO2 y, a que es 

capaz de mantener la concentración de carbono intracelular en el rango de pH marino (Picardo 

et al., 2013). Sin embargo, algunos estudios indican que el pH óptimo es cercano al equilibrio 

en un rango entre 7,5 y 8,5, con un máximo del crecimiento al acercarse a 8 (Hinga, 2002; 

Jaiswal et al., 2020; Chhandama et al., 2021). Chlorella vulgaris mostró un máximo 

rendimiento de crecimiento y producción de lípidos en un ambiente alcalino (pH de 9 a 10) con 

una densidad celular aproximadamente de 16 Mcell/mL (Khalil et al., 2010; Gong et al., 2014). 

     La mezcla juega un papel clave en el equilibrio de gases y pH del sistema. Una turbulencia 

suficiente de los cultivos de microalgas minimiza la existencia de gradientes que pueden limitar 

el rendimiento de las células (Chowdury et al., 2020). Con respecto a la agitación, se menciona 

que la tasa óptima de agitación se encuentra en un rango entre los 50 - 400 rpm con una tasa 

de respiración de 0,2-1,0 vvm (Verma et al., 2020). Se observó que en los sistemas de cultivo 



en raceway agitados por paletas, el crecimiento diario del cultivo de Isochrysis galbana era el 

doble en comparación con el sistema sin agitación (8,8 × 10^5 y 4,0 × 10^5 células mL-1 ∙d-1). 

En Chlorellla vulgaris se observó que al ser cultivada en estanques de 2000 L se alcanzaron 

productividades de biomasa y lípidos entre 20 y 26 g/m⁻² d⁻¹ y 6.1 g/m⁻² d⁻¹ respectivamente y 

se favoreció un incremento en la proporción de ácidos grasos saturados (C14-C18) en 

comparación con los ácidos grasos obtenidos en volúmenes de 1 L (Ramírez et al., 2019). 

Específicamente para Isochrysis galbana otro factor a considerar es la salinidad, pues esta 

afecta el crecimiento, la morfología y la fisiología de las microalgas, así como la proporción 

de ácidos grasos (Nedbalová et al.., 2016; Salama et al., 2018).  Las microalgas pueden 

cultivarse en una amplia gama de medios acuáticos con diferentes niveles de salinidad 

(Zarrinmehr et al., 2019). 

 

Requerimientos nutricionales y medio de cultivo  

De igual forma los nutrientes en el medio cumplen un rol clave para el metabolismo y el 

crecimiento microbiano (Sun et al., 2018). Si bien la respuesta a nutrientes es específica a cada 

especie, se ha reportado que nutrientes como el nitrógeno, el fósforo y el hierro tienen gran 

influencia en la replicación celular y en el perfil de ácidos grasos (Fernández et al., 2016; 

Picardo et al, 2013). En cuanto al nitrógeno, este es considerado como un macronutriente 

primario en el crecimiento de las microalgas, la síntesis clorofílica y ser un componente de los 

aminoácidos, el ATP, el ADP y el material genético (Song et al., 2018; Camacho-Rodríguez, et 

al., 2020).  

 

La forma en que el nitrógeno se incluye en el medio puede llegar a tener influencia en la 

densidad celular y la concentración de lípidos. Al utilizar nitratos como fuente de nitrógeno, se 

han obtenido mayores rendimientos debido a la mayor disponibilidad en el medio (Picardo et 

al., 2013, Sun et al., 2019). Por otro lado, Fidalgo et al. (1998) y Verma et al. (2020) reportaron 

que al comparar diferentes fuentes de nitrógeno para la producción de ácido docosahexaenoico 

(DHA), la urea fue la fuente más adecuada al permitir una mayor acumulación de ácidos grasos. 

El fósforo, por su parte, es un componente esencial para procesos de almacenamiento y 

liberación de energía. El hierro y las vitaminas son elementos clave en la actividad de enzimas 

como las elongasas y las desaturasas que tienen importancia en el perfil de ácidos grasos (Das 

et al., 2006; Chen et al. 2018). La ausencia de metales traza como el molibdeno, el cobalto y 

el magnesio afecta negativamente la tasa de crecimiento (Picardo et al., 2013; Jin et al., 2020). 



La concentración de los nutrientes también tiene implicaciones en el metabolismo de las 

microalgas. Este factor ha sido considerado como el más importante para mantener una tasa de 

crecimiento alta y una biomasa elevada (Sun et al., 2018). A bajas concentraciones de nutrientes 

se presenta una posible interrupción de los patrones de desaturación y elongación, por lo que 

los ácidos grasos son más adecuados para la producción de biodiesel (Fernández et al., 2016). 

Se ha visto que la concentración de nitrógeno en el medio de cultivo repercute en el contenido 

lipídico. La presencia de nitrógeno favorece el desarrollo de biomasa, mientras que una 

depleción de este puede llegar a favorecer la expresión de enzimas asociadas a la biosíntesis de 

ácidos grasos poliinsaturados y la acumulación de lípidos en microalgas (Fernández et al., 2016; 

Verma et al., 2020). Sin embargo, una limitación de nitrógeno puede provocar daños en el 

aparato fotosintético (Babu et al., 2017; Ji et al., 2018). 

 

Mantenimiento de la cepa  

En la literatura múltiples protocolos se han descrito para la conservación y cultivo de 

microalgas. Estos suelen implicar el cultivo en Erlenmeyer sellados con Parafilm mantenidos 

en incubadora o en un cuarto de crecimiento (Zhang et al., 2020, Moran et al., 2020). 

Usualmente, los cultivos se mantienen bajo un régimen de luz de 12h luz/12h oscuridad o 18h 

luz/6h oscuridad; con un rango de intensidad lumínica de entre 5000 - 6500 lux (70-90 µmol 

fotones / m2 s aproximadamente) usando como fuente bombillas fluorescentes (Picardo et al., 

2013, Cao et al., 2020). Para el desarrollo de I. galbana se han utilizado diversidad de medios 

de cultivo para microalgas y micro autótrofos (Guillard y Ryther, 1962, Devos et al., 2006; 

Balduyck et al., 2019; Wu y He, 2019; Cao et al., 2020). Algunos autores los han enriquecido 

mediante la adición de agua marina artificial, sal marina o mezclas comerciales de nutrientes 

(Picardo et al., 2013; Fernández et al.,2016; Cao et al., 2020). También, se ha reportado la 

adición de antibióticos y un efecto promotor de las microalgas. En I. galbana se observó que 

bajas concentraciones de oxitetraciclina (OTC) y de cloranfenicol promueven el crecimiento 

(Campa-Cordova et al., 2006; Wu y He, 2019). Por otro lado, se menciona que los cultivos 

deben mantenerse bajo condiciones aerobias. Los matraces pueden ser gasificados mediante el 

uso de compresores que permitan el ingreso de aire filtrado (Picardo et al., 2013).  

 

Tipos de cultivo  

De acuerdo con la procedencia del carbono para el metabolismo de las microalgas, se suelen 

distinguir tres tipos o modos de cultivo: autotrófico, heterotrófico y mixotrófico. 



 

Cultivo autotrófico: En el modo de cultivo fotoautótrofo, las microalgas utilizan CO2 y 

NaHCO3 como fuente de carbono inorgánico para producir metabolitos orgánicos mediante 

fotosíntesis (Zhu et al., 2022). En sistemas de cultivo abierto este modo de cultivo contribuye 

a la reducción global de CO2 al consumir el CO2 atmosférico (Wayne et al., 2022). El 

metabolismo autótrofo puede dividirse en dos categorías:  fotoautótrofa, o quimioautótrofa. 

Esto de acuerdo si se utilizan como fuente de energía la luz o la oxidación de compuestos 

inorgánicos (Gharabaghi et al., 2015).  

 

Cultivo heterotrófico: En el modo heterótrofo, las microalgas asimilan moléculas orgánicas 

como la glucosa o el glicerol como fuente de carbono y/o energía (Zhu Z et al., 2022). El 

método heterotrófico puede considerarse el más viable a nivel productivo, porque se genera 

una mayor productividad de biomasa y lípidos permitiendo mayores ganancias. A pesar de ello 

cuenta con problemas importantes en la etapa de escalamiento como puede ser el riesgo de 

contaminación y el alto costo del sustrato (Wayne et al., 2018). 

 

El cultivo mixotrófico: Representa un modo especial en el cual las microalgas tienen la 

capacidad de metabolizar tanto fuentes de carbono orgánico como inorgánico utilizando 

energía solar simultáneamente (Wayne et al., 2018). Este enfoque se vislumbra como una 

estrategia ideal para la producción de lípidos en microalgas a gran escala, aprovechando las 

ventajas combinadas del cultivo fotoautotrófico y heterotrófico (Zhu et al., 2022). 

 

Sistemas de cultivo de la microalga 

Sistema de cultivo en estanque abierto: Los sistemas de estanque o de canalización son un 

sistema de cultivo que consiste en un canal cerrado expuesto al ambiente; usualmente de 0,25-

0,40 m de profundidad en el que un sistema de mezcla permite la recirculación del agua. Una 

ventaja de este sistema es que recursos como CO2, nutrientes y agua pueden ser adquiridos a 

bajo coste permitiendo reducir los costos de la producción de biocombustible de microalgas 

algas (Srivastava, et al., 2020). En estos sistemas se explota la capacidad que tienen las 

microalgas para metabolizar luz solar lo que favorece su viabilidad económica (Chhandama et 

al.,2021). 

Sistemas de cultivo cerrados (Fotobiorreactores – PBRs): Los fotobiorreactores son sistemas 

alternativos a los estanques que consisten en recipientes cerrados en los que se provee a la 



biomasa de luz y nutrientes. Un sistema de PBRs, puede consistir en un conjunto transparente 

de tubos o placas en el que se encuentra el medio y un depósito central desde el que circula el 

cultivo de microalgas (Srivastava, et al., 2020; Chhandama et al.,2021). 

Los PBRs pueden ser sistemas verticales u horizontales. Los fotobiorreactores verticales 

tienden a tener una mayor producción de biomasa, mayor eficiencia fotosintética media y las 

mayores productividades volumétricas (Wayne et al., 2018). Dentro de los modelos verticales 

se encuentran los sistemas “airlifts” y los de columna de burbuja. Una de las ventajas de este 

sistema de cultivo es que tanto el diseño como los parámetros ambientales: la temperatura, la 

intensidad luminosa y la composición del medio de cultivo, pueden manipularse para optimizar 

la productividad global de la biomasa (Camacho-Rodríguez et al., 2020). En un fotobiorreactor 

es posible generar mayores cantidades de biomasa porque la relación entre superficie y 

volumen es mayor que en los sistemas abiertos (Gharabaghi et al., 2015).  Asimismo, estos 

requieren menor espacio y permiten una rápida generación y propagación de las células 

(Chhandama et al.,2021). Sin embargo, estos sistemas pueden llegar a ser más costosos y 

requerir una mayor demanda energética. (Srivastava, et al., 2020). De igual forma, pueden 

presentar problemas como “bio-fouling”, sobrecalentamiento, y alta acumulación de oxígeno 

disuelto que resulta en la limitación del crecimiento (Narala et al., 2016) 

Una versión alternativa de los fotobiorreactores tradicionales son los biorreactores de tanque 

agitado, este sistema deriva del diseño del tanque de fermentación añadiendo una fuente de luz 

externa El reactor utiliza un agitador para promover la mezcla del medio de cultivo, 

optimizando la transferencia de calor y masa. proporciona una buena mezcla y la adición de 

aireación podría proporcionar una mejor solubilidad del gas (Wayne et al., 2018). 

 

Enfoques de cultivo por lotes, continuo y semicontinuo 

El cultivo por lotes es una estrategia en la que las microalgas se cultivan bajo condiciones 

predeterminadas en un volumen de medio específico. Es el sistema más sencillo y fiable; 

aunque presenta inconvenientes como un agotamiento acelerado de los nutrientes y 

autosombreado celular (Eldiehy et al., 2022).  

El cultivo continuo es una alternativa bien establecida y atractiva al método por lotes. El 

suministro de nutrientes, incluyendo la concentración y la fuente de los principales nutrientes, 

es una cuestión crítica para el cultivo de microalgas que contribuye significativamente a la 

productividad de la biomasa, el valor nutricional y los costos de producción (Camacho-

Rodríguez et al., 2020). 



Este tipo de enfoque suele observarse dividido en dos etapas: la primera en la que se provee al 

cultivo de abundantes nutrientes para maximizar la biomasa; y la segunda en la que se aplican 

condiciones de estrés que favorezcan la acumulación de los lípidos. Sin embargo, el factor de 

estrés escogido puede implicar un aumento en costo de producción, por lo que a nivel industrial 

se recomienda centrarse en condiciones de estrés ambiental (Zhu et al., 2022).  

 

Lípidos en I. galbana y C. vulgaris. 

En las microalgas los lípidos pueden clasificarse en neutros (acilgliceroles, esteroles, ceras, 

ácidos grasos libres) y en polares, algunos autores separan este último en glicolípidos y 

fosfolípidos) (Devos et al, 2006; Grima et al., 2013: Che et al., 2019). Los lípidos neutros, 

principalmente los triacilgliceroles (TAG), se acumulan como gotas en el citosol, mientras que 

los polares están situados en las membranas (Mimouni et al., 2018; Señorans et al., 2020). Los 

lípidos de las microalgas desempeñan tres funciones principales: (1) almacenar energía para su 

uso posterior, (2) actuar como componentes estructurales de las membranas celulares y (3) 

moléculas de señalización para la comunicación celular (Mulgund, 2022). 

Los ácidos grasos son ácidos carboxílicos de cadena larga que sirven como materia prima 

crucial para los aceites y afectan directamente a sus propiedades y funciones (Bhagea et al., 

2022). Los ácidos grasos pueden dividirse en ácidos grasos saturados y ácidos grasos 

insaturados (AGI). Los ácidos grasos que carecen de dobles enlaces carbono-carbono en la 

cadena alifática se denominan ácidos grasos saturados, que incluyen el ácido palmítico y el 

ácido esteárico, entre otros. Los ácidos grasos poli-insaturados (AGPI) son ácidos grasos de 

cadena recta con dos o más dobles enlaces. 

Dentro de los ácidos grasos se ha detectado la presencia de ácido mirístico, ácido palmítico, 

ácido palmitoleico, ácido oleico, ácido estearidónico, ácido margárico, ácido esteárico, ácido 

linoleico, ácido α-linolénico, ácido araquidónico (Señorans et al., 2020). Los ácidos grasos 

saturados y monoinsaturados representan alrededor del 80 % en peso de los ácidos grasos, a 

pesar de ello, la alta proporción de ácidos grasos poliinsaturados les confiere a los lípidos de 

las microalgas excelentes propiedades como biocombustibles a bajas temperaturas (Sánchez-

Bayo et al., 2020). 

La composición lipídica depende de múltiples factores como la especie, el tiempo o edad (fase 

de crecimiento) y las condiciones de cultivo (Grima et al., 2013; Bonfati et al., 2018). Se ha 

observado que durante la fase exponencial se favorece la acumulación de lípidos polares como 

los fosfolípidos mientras que en la estacionaria se acumulan triglicéridos (Picardo et al., 2013). 



Toda esta diversidad de compuestos saponificables de I.galbana puede ser aprovechados 

mediante la transformación en (ésteres metílicos de ácidos grasos (FAMEs) (Sánchez-Bayo et 

al., 2020), o incluso en ésteres etílicos de ácidos grasos (FAEEs) (Mendoza et al., 2020). El 

perfil lipídico de C. vulgaris está constituido principalmente por ácidos grasos de 16 y 18 

átomos de carbono (Coronado-Reyes et al., 2022), de los cuales el 70,18% corresponde a 

ácidos grasos saturados, el 16,85% representa ácidos grasos monoinsaturados y el 8,72% 

concierne a ácidos grasos poliinsaturados (Shanmugam et al., 2020). 

 

Metabolismo de los lípidos 

En las microalgas, la producción de lípidos tiene lugar principalmente en la membrana 

plasmática, las endomembranas, los cuerpos lipídicos y el cloroplasto, donde se produce la 

biosíntesis de novo de lípidos algales. En la biosíntesis de estas moléculas intervienen tres 

procesos primordiales la síntesis de novo de ácidos grasos en el cloroplasto, el ensamblaje de 

glicerolípidos en el retículo endoplásmico (RE) y el empaquetamiento final de los lípidos en 

los cuerpos oleosos (Mulgund, 2022). 

El metabolismo de los lípidos está determinado por la actividad de varios grupos enzimáticos 

como las lipasas, enlongasas y desaturasas. Por ejemplo, la actividad de la TAG lipasa es la 

responsable de degradar lípidos neutros como el triacilglicerol (TAG) en ácidos grasos y 

diacilglicerol (Cao et al., 2020). Por otro lado, las enlongasas y desaturasas son los grupos 

responsables de definir el grado de insaturación y la longitud de la cadena de los ácidos grasos 

(Fernández et al., 2016). 

Los ácidos grasos saturados y los monoinsaturados son sintetizados de novo en el cloroplasto, 

proporcionando los sustratos necesarios para la biosíntesis de los poli-insaturados en el retículo 

endoplásmico (Fernández et al., 2016). En este proceso, los azúcares son utilizados como 

fuente para la producción de ácido pirúvico, que se convierte en acetil CoA a través del ciclo 

del ácido cítrico, siendo esta molécula usada como materia prima para la producción de lípidos 

y ácidos grasos (Verma et al., 2020). En esta ruta el acetil CoA es convertido a malonil-CoA 

por la actividad de enzimas carboxilasas. Esto da inicio a que se formen ácidos grasos saturados, 

que al atravesar una serie de reacciones de desaturación y elongación forman ácidos grasos 

insaturados. 



 

Valorización y uso de los lípidos  

Los biocarburantes son un recurso energético que captura la energía solar como energía 

química en los enlaces de materiales producidos biológicamente. Se producen a partir de 

materia orgánica y residuos como lignocelulosa seca, algas, levaduras, grasas de restaurantes, 

cereales alimentarios, cereales no alimentarios y grasas animales (Srivastava et al., 2020; Zhu 

et al., 2022). 

Los lípidos de microalgas han adquirido interés como posibles fuentes de productos nutritivos 

y materia prima en el desarrollo de biocombustibles para satisfacer la demanda de nuevas 

fuentes de combustibles (Canovius et al., 2014, Sánchez-Bayo et al., 2020). Los ácidos grasos 

saturados y mono-insaturados tienen el potencial para ser aprovechados en la producción de 

biodiesel (Fernández et al., 2016).  

Las ventajas de los biocombustibles basados en microalgas sobre los de materias primas de 

primera (soja y cultivos), y segunda generación (jatrofa) incluyen un mayor rendimiento por 

unidad de superficie, la producción de diversos productos finales de combustible (como 

biodiésel, bioetanol, biobutanol y biohidrógeno) y el potencial de crecimiento a gran escala que 

demanda menos agua que los cultivos terrestres (Langholtz et al., 2016; Salama et al.,2018). 

En especial el biodiesel sintetizado como ésteres metílicos ha sido un punto de interés porque 

cuenta con múltiples propiedades que lo convierten en una alternativa eficiente a los 

combustibles tradicionales pues es un buen lubricante y tiene un alto punto de inflamación. 

Chhandama et al., 2021). 

Al desarrollar biocombustibles se debe valorizar el residuo de biomasa generado con el fin 

solventar los costos que implica (Srivastava et al., 2020). Por ello las microalgas han resultado 

de gran atractivo pues además de ser altamente productivas, se le puede dar fácilmente a su 

biomasa un valor añadido (Blanco-Llamero et al.,2021; Zhu et al., 2022). En el caso de I. 

galbana se ha reportado que esta puede servir como materia prima para la digestión anaerobia 

y la producción de biogás. (Sánchez-Bayo et al., 2020). Por otro lado, la biomasa también 

puede utilizarse como antioxidante en el tratamiento de trastornos como la aterosclerosis y la 

diabetes (Balduyck et al., 2019). 

El cultivo de microalgas permite obtener otros bioproductos valiosos como aditivos, vitaminas, 

pigmentos, compuestos farmacéuticos y cosméticos (Allemann y Allen, 2018; Islam et al., 

2018; Chen et al., 2018; Verma et al., 2020). Isochrysis galbana representa una rica fuente de 

omega-3, concretamente ácido eicosapentaenoico (EPA) y ácido docosahexaenoico (DHA) lo 



que la hace especialmente atractiva en la industria alimentaria (Bonfati et al., 2018). De igual 

forma estos compuestos se consideran beneficiosos para la salud; el DHA es muy importante 

en la gestación, ya que es responsable del desarrollo del cerebro y de las funciones visuales del 

feto (Lemahieu et al., 2016; Balduyck et al., 2019).  

Los nutracéuticos derivados de microalgas se han convertido en una tendencia creciente en la 

industria alimentaria, esto por la propiedad que poseen los ácidos y otros metabolitos presentes 

en ellas. Por esto recientemente, I. galbana se ha comenzado a agregar como suplemento en 

alimento como galletas, pastas y yogurt (Matos et al., 2021; Moran et al., 2022; Luna, 2023). 

Dentro del área cosmética se han incorporado lípidos de microalgas en formulaciones de 

cremas y lociones para el cuidado de la piel. En I. galbana se ha estudiado la posibilidad de 

utilizar sus galactoglicéridos en formulaciones para el tratamiento de enfermedades 

inflamatorias de la piel tipo “psoriasis”. (Rodríguez-Luna et al., 2018). Asimismo, se ha visto 

que sus ácidos grasos pueden ser utilizados como nutracéutico porque presenta propiedades 

antiinflamatorias y reduce el riesgo de enfermedades cardiovasculares (Lemahieu et al., 2016, 

Bonfati et al., 2018). 

A nivel farmacéutico, Isochrysis galbana ha llamado la atención de múltiples investigadores 

porque se ha observado la capacidad antiinflamatoria de sus glicolípidos. Además, de una 

posible citotoxicidad contra células cancerosas HeLa por la presencia de betaglucanos, por lo 

que su biomasa puede tener potencial anticancerígeno contra células mieloides (Wong et al., 

2022). 

Todos estos compuestos y aplicaciones le dan un valor añadido a la producción de 

biocombustibles. Lo que implica la posibilidad de llevar a cabo una producción integrada de 

múltiples metabolitos, mejorando la viabilidad económica de la producción de biocombustibles 

a partir de I. galbana (Sun et al., 2019). 

 

Procesamiento de biomasa microalgal después del cultivo 

Recolección y almacenamiento de la biomasa 

Una vez finalizado el cultivo, la biomasa es cosechada y concentrada. Existen múltiples 

métodos para recolectar la biomasa de microalgas floculación-sedimentación, centrifugación, 

filtración y flotación, la coagulación, la electrocoagulación y métodos híbridos (Alsarayreh et 

al., 2022). 

La centrifugación es el método más ampliamente utilizado a nivel comercial dado que permite 

recuperar biomasa de alta densidad y tiene la capacidad de permitir una concentración y 



separación de microalgas de alta calidad (Wang et al., 2019; Chen et al., 2023). La 

centrifugación presenta tasas de recuperación de hasta el 90% o superiores (Alsarayreh et al., 

2022). Una vez cosechada es almacenada como biomasa húmeda o seca; esta última requiere 

que la biomasa sea filtrada y desecada en un horno a altas temperaturas para luego ser 

almacenada a temperatura bajo cero (Sun et al., 2019; Molina-Cárdenas et al., 2020). 

Uno de los problemas más comunes en el almacenamiento de la biomasa es la lipólisis. Este es 

un proceso en el que las lipasas endógenas de la microalga generan reacciones lipolíticas que 

provocan que los ácidos grasos se desprenden de las columnas vertebrales de los 

triacilgliceroles, fosfolípidos y glicolípidos, formando ácidos grasos libres. Este es un problema 

especialmente importante en la producción de biocombustibles ya que estos disminuyen la 

estabilidad de los lípidos y pueden llevar a una menor eficacia y a aumentar los costos de 

producción (Balduyck et al., 2019). 

Una forma de prevenir estas reacciones lipolíticas es mediante una inactivación temprana de 

las lipasas mediante un tratamiento de calor. En I. galbana se ha reportado que la inmersión de 

la biomasa en agua hirviendo puede reducir la actividad de las lipasas y el contenido de ácidos 

grasos libres (Balduyck et al., 2019). 

 

Extracción de los lípidos  

Pretratamientos de la biomasa y métodos de extracción 

Los lípidos pueden ser extraídos a partir de biomasa húmeda o seca. En este último, la biomasa 

recuperada se somete a un proceso de liofilización para homogeneizar la muestra. (Verma et 

al., 2020). En la extracción por vía seca se reportan mayores rendimientos, sin embargo, 

también se menciona que en la producción de biodiesel es óptimo el uso de biomasa húmeda 

porque permite recuperar mayores concentraciones de lípidos saponificables (Zarrinmehr et al., 

2019; Sánchez-Bayo et al., 2020). 

Varias especies de microalgas poseen una pared celular celulósica gruesa y rígida que puede 

reducir la bioaccesibilidad por lo que es vital realizar una disrupción celular. Este puede ser 

llevado a cabo mediante ultrasonicación o mediante el método enzimático en el que se utilizan 

una serie de lipasas y celulasas capaces de degradar polisacáridos como celulosa, manosa, 

algaenano y glicoproteínas de la pared microalgal (Lee et al., 2012; Señorans et al., 2020). 

Sin embargo, diversos autores han discutido la existencia de pared celular en I. galbana, ya que 

se han obtenido resultados indiferentes al aplicar o no métodos de disrupción previos a la 



extracción (Lemahieu et al., 2016). Otros directamente afirman que dicha microalga no posee 

una pared lo que hace especialmente sencillo el proceso de extracción (Sun et al., 2019). 

Tradicionalmente, la extracción de lípidos se ha realizado mediante el uso de disolventes 

orgánicos (Señorans et al., 2020). Este método de extracción conlleva una separación bifásica, 

en la que las moléculas no lipídicas como proteínas y carbohidratos se acumulan en una fase 

acuosa; y los lípidos neutros y polares se disuelven principalmente en una orgánica (Sánchez-

Bayo et al., 2020). 

La selección del disolvente es un factor clave para aumentar la recuperación y mantener la 

calidad de los lípidos extraídos. A nivel de microalgas para la recuperación de lípidos, suele 

utilizarse hexano o el método de “Bligh y Dyer” en el que se toma como disolvente una mezcla 

de cloroformo-metanol (Canovius et al., 2014; Balduyck et al., 2019; Sánchez-Bayo et al., 

2020). A pesar de esto en la literatura se han descrito otra diversidad de opciones como el 

isopropanol, hexano-etanol y el acetato de etilo (Lemahieu et al., 2016). Este último, tiene 

como ventaja que permite la producción conjunta de biogás y de biodiesel a partir de los 

residuos de biomasa y los lípidos extraídos de I. galbana (Sánchez-Bayo et al., 2020) 

La selección del método de extracción es importante ya que se ha observado que de acuerdo 

con la misma se pueden obtener diferencias en la composición de los ácidos grasos y lípidos 

recuperados. Una vez extraídos los ácidos grasos se realiza la transesterificación. Este es un 

proceso en el que los ácidos grasos se metilan mediante un catalizador ácido y se convierten 

directamente en ésteres metílicos de ácidos grasos (FAMEs) o ésteres etílicos de ácidos grasos 

(FAEEs) con el fin de poder ser analizados (Canovius et al., 2014; Chen et al., 2023). La 

composición lipídica se puede determinar mediante cromatografía en capa fina o cromatografía 

de gases (Balduick et al., 2019; Verma et al., 2020). 

 

Reacción de transesterificación. 

 

El biodiésel, también llamado éster metílico o etílico de ácido graso (FAME o FAEE) por sus 

siglas en inglés, es un biocombustible producido por la transesterificación química de ácidos 

grasos (Demirel, 2018; Velasco, 2017). Actualmente se estudian fuentes alternativas de 

biocombustibles y las microalgas son una de las fuentes más promisorias. Su estudio para el 

sector bioenergético inició en 1950, y la generación de tecnologías se aceleró a partir del 2008, 

tanto en América, Europa y China; se estima que estos países han invertido cerca de 450 

millones de dólares en investigación en los últimos 10 años (Newswire, 2015; Su et al., 2017), 

alcanzando una curva de aprendizaje sobre estas tecnologías que permitirá, al 2035, la 



comercialización del biocombustible a partir de microalgas a un precio competente respecto al 

combustible fósil (Hubert et al., 2016). 

En las microalgas y otras fuentes, los ácidos grasos se pueden encontrar en la forma de 

triacilgliceroles (ligadas a una molécula de glicerol), por lo que, se cataliza la disociación de 

los FAMEs o FAEEs del glicerol con hidróxidos solubles en el alcohol (NaOH, KOH); sin 

embargo, se obtienen materias primas con menor calidad (mayor contenido de agua, ácidos 

grasos libres y jabones), con un costo alto de producción y generación de residuos 

contaminantes. La producción de FAMEs o FAEEs emplea los lípidos que han sido extraídos 

de la biomasa en pasos anteriores con solventes como alcohol y metanol, entre otros, con una 

elevada huella de carbono en el proceso (Demirel, 2018; Mata et al.,2010). Como alternativa 

al proceso convencional, muchas investigaciones a partir del 2001 se han enfocado en catalizar 

la reacción directamente en la biomasa húmeda, tratando de encontrar catalizadores eficientes 

en medios acuosos, entre ellos la reacción enzimática con lipasas del tipo acil-transferasas, que 

ha sido una de las mejores alternativas estudiadas, con el inconveniente del costo de las enzimas 

comerciales (Cuadro 1). (Kareem et al., 2017)  

 

Cuadro 1. Comparación de la catálisis alcalina y enzimática en la producción de FAME. 

Catálisis Temperatura Agua Rendimiento Purificación Jabón Costo 

Alcalina  60-70 °C  Interfiere  Normal  Lavados   Se produce  Bajo  

Enzimática  30-40 °C  No influye  Alto  Ninguna  No produce  Alto 

 

Recientemente se investigan procesos de transesterificación de los lípidos microalgales, 

empleando lipasas fúngicas y bacterianas, entre otras, para obtener biocombustibles. En un 

estudio emplearon una cepa de Chlorella sp. que contenía 41% de lípidos, para producir FAME 

utilizando un método de extracción con carbonato de dimetilo (DMC) y Novozyma 435, 

obteniendo un 37 % de rendimiento y menos de 1 % de glicerol residual. Rendimientos de 

hasta 90% y ausencia de glicerol se obtuvieron con la microalga Aurantiochytrium sp. 

empleando lipasas exógenas (Kim et al., 2016). 

Aún más interesante que el uso de enzimas comerciales, se han descrito recientes 

investigaciones que explotan especies de microalgas con alta actividad de lipasas endógena, 

que posterior a la cosecha de la biomasa, podrían catalizar la reacción de transesterificación in 

situ, sin importar que la biomasa presente un grado de humedad de hasta 20%, por lo que los 

procesos de secado, extracción de los lípidos y recuperación del solvente de extracción son 



obviados y el costo de producción de los biocombustibles se reduce hasta un 40% respecto al 

proceso tradicional (Guldhe et al., 2015). 

Una alta producción de lípidos y alta actividad lipasa endógena son dos factores que 

debe cumplir la cepa de microalga a emplear para un proceso productivo de FAME o FAEE 

(Rodríguez et al., 2016). Isochrysis galbana y Chlorella sp. se han propuesto como materia 

prima para la industria de biodiesel y recientemente se informa sobre alta actividad lipolíticas 

endógena que potencia el uso de estas cepas en aplicaciones biotecnológicas bioenergéticas 

novedosas (Hubert et al., 2017; Qi et al., 2019). 

Las variables para tomar en cuenta en la reacción enzimática endógena es la fase de 

reacción, donde la enzima soluble en agua debe entrar en una fase tipo emulsión donde pueda 

acceder el sustrato lipídico. Para maximizar el contacto enzima sustrato, se induce la disrupción 

de la pared celular de las microalgas mediante ultrasonido o microondas, choques osmóticos, 

entre otras técnicas (Skorupskaite et al., 2016). Las temperaturas ideales reportadas para la 

reacción no deben sobrepasar los 40 °C y deben ser mayores a 20 °C para que la reacción 

suceda eficientemente, y como en la catálisis tradicional, el pH debe ser inferior a 6.5 y mayor 

a 5. La concentración de alcohol debe guardar una relación con la cantidad de sustrato y enzima, 

pues concentraciones mayores a la relación molar alcohol y aceite 1:5 se traducen en la 

inactivación del enzima responsable del proceso (Guldhe et al., 2015; Kareem et al., 2017). 

 

Métodos de caracterización de lípidos  

La caracterización de la fracción lipídica tiene el fin de evaluar la recuperación total de lípidos 

y el diferente fraccionamiento de lípidos polares y no polares de extractos de microalgas 

(Señorans et al., 2020). Generalmente, estos análisis se llevan a cabo mediante técnicas 

cromatográficas, en los que los componentes se separan físicamente y se distribuyen entre dos 

fases (De Almeida et al., 2013).   

En el caso de los lípidos estos suelen separarse y cuantificarse mediante cromatografía de gases 

(GC) (Sun et al., 2018) Una ventaja de usar esta técnica es que permite obtener información 

sobre la composición de los ácidos grasos al caracterizar ésteres alcohólicos volátiles y hace 

uso de estándares auténticos relativamente baratos (Breuer et al., 2013; Pourseyed et al., 2020).  

La GC cuenta con la facilidad de unidades de detección de ionización de llama (FID)o captura 

de electrones (Kiani et al., 2022). El FID es una herramienta robusta altamente sensible y con 

respuesta lineal en la detección de compuestos orgánicos como los ácidos grasos. Se destaca 

por su costo y mantenimiento mínimos. El FID funciona mediante la detección de cationes de 



hidrocarburos producidos dentro de una llama de hidrógeno a la salida de la columna de GC 

(Spanjers et al., 2017).  

Otras dos plataformas analíticas comunes son la espectroscopia de resonancia magnética 

nuclear (RMN) y la cromatografía líquida (LC) (Fernández et al., 2016). A pesar de ello, la GC 

se considera una técnica más sensible y robusta; además de que la LC tiene menos éxito en la 

cuantificación de ácidos grasos debido a la ausencia de cromóforos o grupos funcionales 

fluorescentes (Zhang et al., 2015). Otras técnicas de análisis y caracterización involucran el 

uso de tinciones como el Rojo de Nilo para determinar el contenido total de lípidos y los lípidos 

neutros por medio de microscopía de EPI fluorescencia (Roopnarain et al., 2015; Moran et al., 

2022), el uso de un densitómetro para determinar el porcentaje relativo a cada clase de lípidos 

o identificar el peso relativo de estos mediante cromatografía analítica en capa fina (TLC) 

(Fernández et al., 2016).



METODOLOGÍA 
 

Objetivo general: Desarrollar un proceso de transesterificación directa por actividad lipasa endógena de 

microalgas silvestres de Costa Rica para la producción de ésteres metílicos de ácidos grasos, como materia 

prima para biocombustibles. 

 

1. Determinar el rendimiento y perfil químico de los lípidos en las microalgas silvestres 

Isochrysis galbana y Chlorella vulgaris. 

 

Se estudiaron dos microalgas de tipo silvestre, Isochrysis galbana y Chlorella vulgaris procedentes de la 

colección del laboratorio de microalgas del ITCR y del laboratorio de bio-emprendimiento del Centro de 

Investigación en Biotecnología (CIB) respectivamente. Estas cepas fueron sometidas a una primera ronda 

de selección para la identificación de aquella que presentase el mayor potencial de síntesis de lípidos. Los 

inóculos de Isochrysis galbana y de Chlorella vulgaris se mantuvieron en Erlenmeyers de 250 mL a 2L con 

medio F/2 y BG11 a luz continua, respectivamente. 

 

  
 

Figura 1. Inóculos de Isochrysis galbana y Chlorella vulgaris en Erlenmeyer de 250 mL, 1000 mL y 2000 

mL con volumen de cultivo de 25 mL, 100 mL y 200 mL respectivamente, en agitación a 120 rpm, para 

facilitar la aireación y mezcla de nutrientes. 

 

1.1.1. Cultivar y cosechar la microalga a nivel de laboratorio. 

 



El cultivo de I. galbana y C. vulgaris se realizó en un biorreactor tipo tanque agitado (Aplikkon 

Biotechnologies-Z310110011, Holanda) de 15 L al cual se le colocaron luces led de forma de espiral externa. 

Este se llevó a un sesenta por ciento de su capacidad con agua destilada y se autoclavó con el equipo 

(Tuttnauer-T-MAX-12 SP-2H, Holanda) a 121 ° C por 30 min sin secado.  

Para el crecimiento de I. galbana y C. vulgaris se prepararon 1.8 L de un medio F/2 suplementado con sales, 

en una proporción 1:2 y medio BG11 respectivamente. Los biorreactores se inocularon de forma 

independiente con 1.5 L de inóculo de I. galbana y C. vulgaris respectivamente, añadidos con una bomba 

peristáltica (Figura 2). El cultivo se mantuvo bajo condiciones controladas de laboratorio 25 ±1°C, pH 6,5 

± 0,5 bajo agitación mediante dos agitadores tipo propela marina a velocidades de 100 rpm (Cuadro 2). 

Cuadro 2. Condiciones de cultivo de las microalgas Isochrysis galbana y Chlorella vulgaris. 

Temperatura pH Oxígeno disuelto Velocidad 

25 °C 6.5 2 ppm 100 rpm 

 

 

 

b 

a 



 
 

Figura 2. Cultivos de Isochrysis galbana adaptados al biorreactor Applikon Biotechnology de 15 L con luz 

a una longitud de onda conocida. Las fotografías ilustran: (a) Pantalla principal del biorreactor L1 B15 09 

donde se monitorean los parámetros de control del cultivo como pH, oxígeno disuelto, densidad celular, 

temperatura. (b) Cultivo Isochrysis galbana en fase final. (c)  Cultivo de Isochrysis galbana en el sistema 

acoplado completo de equipo de control y fotobiorreactor Applikon Biotechnology de 15 L.  

 

Nota: Las microlagas Isochrysis galbana y Chlorella vulgaris fueron cultivadas de forma separada, en el 

mismo tipo de sistema y condiciones. 

 

Las microalgas se cosecharon y recolectaron en galones a las 648 horas de cultivo. La biomasa obtenida se 

centrifugó en un equipo (Roto Silenta 630RS, Hettich Zentrifugen Alemania) a 3000 RFC con el fin de 

concentrar la biomasa, este paso se repitió dos veces. 

c 



 

 

Figura 3. Cosecha de la biomasa de Isochrysis galbana por centrifugación. Volumen final obtenido del 

biorreactor Applikon Biotechnology de 15 L.   

 

Nota: Las microlagas Isochrysis galbana y Chlorella vulgaris fueron cosechadas de forma separada, en el 

mismo tipo de centrifuga y condiciones. 

 
1.2. Cuantificar el rendimiento lipídico de las microalgas Isochrysis galbana y Chlorella 

vulgaris.  

 

Se determinó la cantidad de los lípidos totales de la biomasa húmeda recuperada mediante el método de 

Folch (Figura 4), por triplicado. Para ello, se agregaron 3 ml de biomasa en viales previamente lavados y 

pesados y se les agregaron 12,5 mL de una mezcla de cloroformo- metanol 2:1. Las muestras se mantuvieron 

en agitación a 30 °C durante 24 horas. Transcurrido este tiempo, las muestras se trasladaron a recipientes 

para centrifugación tipo Falcon y se realizó un lavado con agua ultrapura con KCl 0,8 a los viales para 

recuperar el residuo.  

Al contenido de los Falcon se les añadió un volumen de 5 mL de agua ultrapura con KCl, se agitó 

manualmente y se colocó en centrifuga a 3000 RCF durante 5 minutos. Se descartó el sobrenadante y se 

trasvasó la fase orgánica inferior a viales limpios y previamente pesados. Todo esto se realizó por duplicado 

a fin de que se realizarán al menos dos lavados al contenido de los Falcon. Finalmente, los nuevos viales se 

dejaron colocados en cámara a fin de que se secara el contenido de estos. 

 



 
 

 

Figura 4 (a). Ensayo preliminar para la extracción de lípidos totales (Temperatura 30°C, agitación constante 

a 500 rpm por 24 h) por el método de Folch. (b). Extracciones a partir de biomasa de microalgas en 

cloroformo/metanol (en proporción 2/1 respectivamente). 

 

1.3. Implementar un método de cuantificación esteres metílicos de ácidos grasos mediante 

cromatografía de gases. 

 

El Centro Nacional De Innovaciones Biotecnológicas (CENIBiot) cuenta con diversos equipos químico-

analíticos en su centro de investigación, entre ellos un cromatógrafo de gases, sin embargo, no se cuenta 

con una metodología para identificar y cuantificar esteres metílicos de ácidos grasos, por lo que se 

implementó dicha metodología mediante cromatografía de gases (Figura 5).  

 

 
  

 

Figura 5. (a) Sistema de Cromatografía de Gases Thermo Scientific Trace 1300 (GC-FID). (b) 

automuestreador y (c) ubicación de la columna de gases y columna de gases en color cobre. 
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Previo a la identificación y cuantificación de los lípidos presentes en la biomasa microalgal, se realizaron 

inyecciones de esteres metílicos de ácidos grasos patrón, con una mezcla de concentración conocida para 

verificar el tiempo de retención de cada analito bajo las condiciones propuestas a continuación en el cuadro 

3: 

 

Cuadro 3. Condiciones cromatográficas empleadas como base para implementar el método de 

identificación y cuantificación de los lípidos por cromatografía de gases en el CENIBiot. 

 

Parámetro  Condición  

Autoinyector  

Volumen de inyección  0.8 µL  

Lavados con muestra  2 veces  

Lavado con disolvente  2 veces  

Columna  

SPTM-2560 Supelco 37  100 m x 0.25 m x 0.2 µm  

Fase estacionaria  Poli (biscianopropilsiloxano)  

Temperatura 1  200 °C  

Tiempo de equilibrio  3 °C/min 100-200 °C, 3 min  

  0.50 °C/min 200-240 °C, 10 min  

Detector de FID  

Temperatura  250 °C  

Velocidad de muestreo  8 ms  

SPL1  

Temperatura  225 °C  

Modo  Split 200  

Presión  195,2 kPa  

Flujo total  53.8 mL/minuto  

Flujo de la columna  0.75 mL/minuto  

Velocidad lineal  15.2 cm/s  

Flujo de purga  3.0 mL/minuto  

Make up  75 kPa  

Nitrógeno  65 kPa  

Aire  60 kPa 

 

Una vez estandarizado el método, se corrieron las muestras para afinar detalles técnicos y emplear dicho 

método en la caracterización posterior de los lípidos microalgales. 

 



1.4. Implementar un protocolo de extracción y de lípidos en la microalga seleccionada con 

solventes. 

 

1.4.1. Extracción por solventes. 

 

Extracción cloroformo / metanol 

Para la preparación de muestras, se procedió a hervir 500 µL de biomasa húmeda, seguido por la adición 

de 500 µL de cloroformo/metanol. La mezcla fue agitada vigorosamente durante un minuto. Posteriormente, 

se llevó a cabo una centrifugación a 16000 rpm por 10 minutos a 4°C. La fase inferior resultante fue 

transferida a un nuevo vial. Seguidamente, se realizó una segunda extracción del pellet utilizando 500 µL 

de cloroformo/metanol (CHCl:MeOH) (Figura 6). 

 

 
 

Figura 6. (a) Estudiante asistente Daniela Lai |realizando extracciones de lípidos de biomasa húmeda de la 

microalga Chlorella vulgaris. (b) Lotes de extractos de lípidos para ser analizados por la metodología de 

cromatografía de gases. 

 

Extracción con hexano de lípidos neutros 

Para la preparación de muestras, se procedió a hervir 500 µL de biomasa húmeda, seguido por la adición 

de 500 µL de cloroformo/metanol. La mezcla fue agitada vigorosamente durante un minuto. Posteriormente, 

se llevó a cabo una centrifugación a 16000 rpm por 10 minutos a 4°C. La fase inferior resultante fue 

transferida a un nuevo vial. Seguidamente, se realizó una segunda extracción del pellet utilizando 500 µL 

de Hexano. 

 

a b 



1.5. Caracterizar la fracción lipídica de la de las microalgas I. galbana y Chlorella sp, mediante 

cromatografía de gases. 

 

1.5.1. Cromatografía de gases. 

 

El análisis se realizó en el cromatógrafo de gases con el que cuenta el CENIBiot (Figura 2), según las 

condiciones implementadas en la actividad 1.2. Los ésteres metílicos de ácidos grasos obtenidos se 

inyectaron en el cromatógrafo de gases para su identificación y cuantificación. Los fragmentos se analizaron 

en su totalidad pico a pico y se consideraron solo aquellos ácidos grasos saturados e insaturados y esteres 

metílicos de ácidos grasos. 

 

2. Inducir el aumento productivo de lípidos en la cepa seleccionada 

 

2.1. Inducir el aumento productivo de lípidos en la cepa seleccionada. 

 

La cepa seleccionada con mayor contenido lipídico fue cultivada bajo condiciones de estrés para la 

inducción de una mayor producción de lípidos. Este ensayo se realizó en el CENIBiot. La microalga se 

mantuvo en condiciones de crecimiento estándar y se tomaron como referencia los principales parámetros 

de cultivo obtenidos de la publicación “Efectos de la longitud de onda de luz, el fotoperiodo y la salinidad 

en los parámetros de producción de Isochrysis galbana” (Ramírez et al., 2023). Para este caso específico 

se utilizó la combinación de los factores de luz constante de 24 h y salinidad de 28 ppm, los cuales 

permitieron alcanzar la mayor densidad celular. 

La inducción de producción de lípidos (o estrés nutricional) en microalgas se realizó mediante la reducción 

o limitación de nitrógeno en el medio de cultivo, por lo que se preparó medio de cultivo modificado y 

reducido en la fuente de nitrógeno, conteniendo 50%, de la concentración original. El cultivo de la 

microalga se realizó en condiciones de laboratorio descritas en el objetivo 1. Se tomaron muestreos cada 

24 horas. La acumulación de lípidos en las microalgas se indujo en condiciones de fotoperiodo (o estrés 

por fotoperiodo) de 24 h luz blanca constante en el cultivo microalgal. Por su parte, la adaptación metabólica 

en la microalga Isochrysis galbana se indujo a una salinidad de 28 ppm. 

 



Conteo celular y medición de absorbancia por espectrofotometría. Durante un periodo de 672 horas, se 

recolectaron 10 mL de muestra del biorreactor de 15 L en el que se realizó el cultivo de I. galbana; a partir 

del cual se realizó un recuento de células en un hemocitómetro Thoma (0,100 mm de profundidad y 0,0025 

mm2) bajo un microscopio óptico de luz (Motic -BA310, China).  Además, se midió la absorbancia de la 

muestra por triplicado a 680 nm en un espectrofotómetro (Perkin- Lambda 35 UV/VIS, USA). 

 

Peso seco. Para cuantificar el peso seco se dispensaron 2 mL de biomasa húmeda en tres cápsulas de 

porcelana previamente pesados. Las muestras se colocaron en un horno estufa (Isotemp 750 Programmable 

Draft Furnace, Fisher Scientific, USA) a 103°C durante 24 horas. Cumplido este periodo se dejaron en un 

desecador para que los recipientes se enfriaran y las muestras no recuperarán humedad. Se pesaron las 

cápsulas utilizando una balanza analítica (Mettler toledo- AB204S, Suiza) y se determinó el peso seco por 

diferencia.  

 

3. Determinar la actividad lipasa endógena en la cepa seleccionada de microalga 

 

3.1. Evaluar la actividad lipasa endógena de la cepa con mayor rendimiento lipídico. 

 

La biomasa de las microalgas se cosechó por centrifugación y a continuación se llevó a cabo un ensayo de 

inactivación de enzimas por un proceso de escaldado a 100 °C por 5 min por convección en baño maría. El 

propósito de este paso fue inhibir la acción enzimática endógena en las muestras para la posterior extracción 

de la fracción lipídica en diferentes tiempos posteriores a la cosecha. 

 

3.2. Generar un perfil químico por cromatografía de gases de los lípidos de la microalga 

seleccionada bajo los mejores parámetros de producción de lípidos y mayor actividad 

lipasa endógena. 

 

El análisis se realizó en el cromatógrafo de gases con que cuenta el CENIBiot, según las condiciones 

implementadas en la actividad 1.2. Los ésteres metílicos de ácidos grasos obtenidos se inyectaron en el 

cromatógrafo de gases para su identificación y cuantificación.  Los fragmentos se analizaron en su totalidad 

pico a pico y se consideraron solo aquellos ácidos grasos saturados e insaturados y esteres metílicos de 

ácidos grasos. 

 

3.3. Confirmación del perfil químico de los lípidos por cromatografía en espectrometría de 

masas de alta resolución. 



 

El análisis se realizó en el espectrómetro de masas de alta resolución (Orbitrap) del Centro de Investigación 

en Productos Naturales (CIPRONA) de la Universidad de Costa Rica (UCR), según las condiciones 

implementadas en la actividad 1.2. Los ésteres metílicos de ácidos grasos obtenidos se inyectaron en el 

cromatógrafo de gases para su identificación y cuantificación.  Los fragmentos se analizaron en su totalidad 

pico a pico y se consideraron solo aquellos ácidos grasos saturados e insaturados y esteres metílicos de 

ácidos grasos. 

 
4. Establecer el protocolo para la producción de FAME in situ a partir de microalgas por la 

actividad de lipasa endógena 

 

La correlación obtenida entre la composición lipídica, la actividad lipasa de la cepa seleccionada y de las 

condiciones de cultivo, orientó la estrategia hacia las condiciones de proceso de transesterificación in situ 

de la cepa seleccionada, lo que permitió identificar la producción de FAMEs obtenida (percusor para la 

futura generación de biocombustibles). 

 

4.1. Desarrollar el experimento de transesterificación in situ. 

 

4.1.1. Transesterificación de los lípidos in situ. 

 

Para seleccionar las mejores condiciones de los procesos enzimáticos endógenos in situ se emplearon los 

métodos de disrupción celular descritos en el punto 1.4. El disolvente empleado fue metanol grado analítico 

(Cuadro 4). 

 

Cuadro 4. Condiciones de reacción a estudiados en el proceso de producción de FAME in situ por actividad 

lipasa endógena en biomasa microalgal. 

Condición  Valor 

Temperatura (°C)  30 

pH  6.5  

Concentración de alcohol (mol lípido: mol 

alcohol)  

1:3  

 



Cada reacción fue establecida por triplicado y se realizaron muestreos continuos para determinar la cinética 

de producción de FAMEs. Cada muestra fue congelada a -80 °C para la posterior extracción de la fracción 

orgánica e identificación de FAME, según la metodología desarrollada en el punto 1.5. 

 

4.2. Identificación de los FAMEs producidos de la cepa seleccionada. 

 

Según las metodologías de extracción de lípidos desarrolladas en el punto 1.3, los FAME producidos 

mediante transesterificación in situ fueron extraídos y se identificaron los diferentes ácidos grasos 

esterificados producidos por esta metodología. 

 

5. Determinar la calidad del precursor de biocombustible producido versus la calidad 

de muestras comerciales. 

 

Por la naturaleza del precursor de biocombustible a partir de biomasa microalgal y por la cantidad 

insuficiente obtenida de este para realizar los ensayos de cuantificación y comparación con un 

biodiesel comercial, se modificó el procedimiento para la determinación de la calidad del precursor 

de biocombustible producido versus la calidad de biodiesel comercial; evaluándose la calidad 

únicamente del precursor de biocombustible producido de la biomasa de I. galbana mediante un 

análisis termogravimétrico. 

 

5.1. Análisis termogravimétrico (TGA). 

 

 

El análisis se realizó en un analizador termogravimétrico. El analizador termogravimétrico mide 

continuamente la masa mientras la temperatura de la muestra cambia con el tiempo. La masa, la temperatura 

y el tiempo en el análisis termogravimétrico son las mediciones de base. El analizador termogravimétrico 

utilizado consiste en una balanza de precisión con una bandeja donde es colocada la muestra, la cual es 

ubicada dentro de un horno a una temperatura de control programable. La temperatura aumenta a una 

velocidad constante para incurrir en una reacción térmica. Los datos termogravimétricos recolectados de la 

reacción térmica se compilaron en un gráfico de porcentaje de masa inicial en función de la temperatura o 

el tiempo. El resultado de TGA se utilizó para la caracterización del precursor del biocombustible a partir 

de biomasa microalgas a través del análisis de patrones de descomposición característicos.  

 

 

https://es.wikipedia.org/w/index.php?title=Analizador_termogravim%C3%A9trico&action=edit&redlink=1


RESULTADOS 
 

 
1. Determinar el rendimiento y perfil químico de los lípidos en las microalgas silvestres I. 

galbana y Chlorella sp. 

  

1.1. Cuantificar el rendimiento lipídico de las microalgas Isochrysis galbana y Chlorella vulgaris.  

 

Realizada la cosecha del cultivo se procedió a concentrar la biomasa por centrifugación. A partir de la 

biomasa de cada una de las microalgas se procedió a determinar por medio del método de Folch modificado 

(1957) la cantidad de lípidos totales (mg. gDW-1) presentes en estas biomasas. En el cuadro 5, se observan 

los datos obtenidos de muestras analizadas por triplicado y los parámetros utilizados en el método de 

concentración de la biomasa. 

 

Cuadro 5. Cuantificación del rendimiento lipídico de la biomasa de las microalgas I. galbana y C. vulgaris. 

 

Nombre de la microalga silvestres C.vulgaris I.galbana 

Concentración de la biomasa al final del cultivo 
0,98 0,60 

(gDW.L-1) 

Lípidos (mg. gDW-1) 5,75  6.61 

Método de concentración Centrifugación 5000 rcf * 20 min 

Concentración de la biomasa después de concentración                

(gDW.L-1) 
50 68 

 

 

La cuantificación de los lípidos totales de la biomasa de microalgas se llevó a cabo utilizando un 

protocolo modificado del método de Folch (1957). La extracción de lípidos se realizó con una 

mezcla de cloroformo/metanol (2:1 v/v) que contiene 0,1 mg/mL de hidroxitolueno butilado 

(BHT) para evitar que se oxiden los lípidos (Figura 7). 

 



 
 
Figura 7. Protocolo de extracción de lípidos totales de biomasa húmeda de las microalgas Isochrysis 

galbana y Chlorella vulgaris basado en el método de Folch modificado (1957). 

 
1.2. Implementar un método de identificación esteres metílicos de ácidos grasos mediante 

cromatografía de gases. 

 

Paralelamente a la determinación del rendimiento lipídico de las microalgas en estudio, se investigó y 

diseño un método de identificación esteres metílicos de ácidos grasos, con el fin de ser ensayado en el 

cromatógrafo de gases Trace 1300 Thermo Scientific del CENIBiot. En el cuadro 6, se observan los 

parámetros y la condición de cada uno de estos a ser utilizados en la identificación y cuantificación esteres 

metílicos de ácidos grasos. 

 
Cuadro 6. Método de identificación y cuantificación de esteres metílicos de ácidos grasos mediante 

cromatografía de gases. 

 

Parámetro  Condición  

Autoinyector  

Volumen de inyección  0.8 µL  

Lavados con muestra  2 veces  

Lavado con disolvente  2 veces  

Columna  

SPTM-2560 Supelco 37  100 m x 0.25 m x 0.2 µm  

Fase estacionaria  Poli (biscianopropilsiloxano)  

Temperatura 1  200 °C  

8g de biomasa 

húmeda 

Agregar 20mL de 

solvente 

cloroformo:metanol 

(2:1 v/v) 

Agitar 

manualmente 

Lavar 2 veces con 

agua ultrapura con 

KCl 

Agitar 

500 rpm 

30°C 

24 horas 

Centrifugar  

3000 rpm 

5 minutos 

4 °C 

Recuperar fase 

inferior en un vial 

tarado 

Evaporar 

disolvente bajo 

cámara de 

extracción de gases 

Pesar 



Tiempo de equilibrio  3 °C/min 100-200 °C, 3 min  

  0.50 °C/min 200-240 °C, 10 min  

Detector de FID  

Temperatura  250 °C  

Velocidad de muestreo  8 ms  

SPL1  

Temperatura  225 °C  

Modo  Split 200  

Presión  195,2 kPa  

Flujo total  53.8 mL/minuto  

Flujo de la columna  0.75 mL/minuto  

Velocidad lineal  15.2 cm/s  

Flujo de purga  3.0 mL/minuto  

Make up  75 kPa  

Nitrógeno  65 kPa  

Aire  60 Pa 

 

 
1.3. Implementar un protocolo de extracción de lípidos en la microalga seleccionada con solventes.  

 

Los protocolos de extracción utilizados en la microalga seleccionada Isochrysis galbana fueron; una 

extracción con una mezcla de cloroformo/metanol (2:1 v/v) para lípidos totales y una extracción 

con hexano para lípidos neutros. En la siguiente figura se observa el proceso de extracción con 

cloroformo/metanol (2:1 v/v) (Figura 8). 

 

 

 

Hervir 500 µL de 

biomasa húmeda 

Agregar 500 µL 

cloroformo:metanol 

(2:1 v/v) 

Transferir fase 

inferior resultante 

a un nuevo vial 

Centrifugar a 

16000 rpm por 10 

minutos a 4°C 

Agitar 

vigorosamente 

durante un minuto 

Realizar una 

segunda extracción 

al pellet utilizando 

500 µL de 

cloroformo/metanol 

Recuperar fase 

inferior en el vial 

utilizado 

anteriormente.  

Congelar a -80°C 

 

Analizar 



Figura 8. Protocolo de extracción de lípidos totales de la biomasa húmeda de la microalga Isochrysis 

galbana con una mezcla de cloroformo/metanol (2:1 v/v) para extracción de lípidos totales. 

 

En la siguiente figura se observa el proceso de extracción con hexano (Figura 9). 

 

 

 

Figura 9. Protocolo de extracción de lípidos totales de la biomasa húmeda de la microalga Isochrysis 

galbana con una mezcla de cloroformo/metanol (2:1 v/v) para extracción de lípidos neutros. 

 

1.4. Caracterizar la fracción lipídica de las microalgas I. galbana y Chlorella vulgaris, mediante 

cromatografía de gases.  

 

Al realizarse la caracterización de la fracción lipídica de las microalgas I. galbana y C. vulgaris.se evidencio 

la presencia de ácidos grasos de 18 carbonos en la biomasa de estas microalgas, específicamente se 

observaron el ácido oleico, el ácido linoleico, el ácido linoeláidico y el ácido gamma Linolénico (Cuadro 

7).  

 

Cuadro 7. Caracterización de la fracción lipídica de las microalgas I. galbana y C. vulgaris. 

 

 Ácidos grasos de 18 carbonos 

Nombre 

común 

Ácido oleico Ácido linoleico Ácido linoeláidico 

(Trans) 

Ácido gamma Linolénico 

Símbolo 18:1 Δ9 18:2 Δ9,12 18:2 Δ9E,12E 18:3 Δ6,9,12 

Chlorella 

Vulgaris 

Ausente Presente Presente Presente 

Hervir 500 µL de 

biomasa húmeda 

Agregar 500 µL 

cloroformo:metanol 

(2:1 v/v) 

Transferir fase 

inferior resultante 

a un nuevo vial 

Centrifugar a 

16000 rpm por 10 

minutos a 4°C 

Agitar 

vigorosamente 

durante un minuto 

Realizar una 

segunda 

extracción al 

pellet utilizando 

500 µL de hexano 

Recuperar fase 

inferior en el vial 

utilizado 

anteriormente.  

Congelar a -80°C 

 

Analizar 

https://es.wikipedia.org/wiki/%C3%81cido_gamma-linol%C3%A9nico
https://es.wikipedia.org/wiki/%C3%81cido_gamma-linol%C3%A9nico


Isochrysis 

Galbana 

Presente Presente Presente Presente 

 

 

2. Inducir el aumento productivo de lípidos en la cepa seleccionada 

2.1. Inducir el aumento productivo de lípidos en la cepa seleccionada 

 

En la figura 10 se observa el crecimiento celular del cultivo de I. galbana en un biorreactor cerrado 

de 15 L en medio de cultivo F/2 en condición de reducción de fuente de nitrógeno, a 28 ppm de 

salinidad y luz constante. La biomasa fue cultivada en forma autotrófica y la concentración celular 

máxima alcanzada fue de 1,0 x 108 cél/mL y la densidad óptica máxima fue de 2,1 a 680 nm por 

un periodo de 27 días. 

 

 

Figura 10. Concentración celular y densidad óptica a 680 nm del cultivo de I. galbana   en un 

biorreactor 15 L a 25 ± 1 °C. iluminación constante, pH 6,5±0.5, en medio F/2 durante 27 días 

(648 h). 

3. Determinar la actividad lipasa endógena en la cepa seleccionada de microalga 

3.1. Evaluar la actividad lipasa endógena de la cepa con mayor rendimiento lipídico.  

 

La biomasa de la microalga I. galbana fue la que presento mayor rendimiento lipídico, por tanto, 

se determinó la actividad lipasa endógena en esta biomasa. Para su determinación los tres valores 

más importantes a tomar en cuanta son el pH, la concentración de etanol y la temperatura; los 

valores optimizados se presentan en el cuadro 8. 



Cuadro 8. Parámetros optimizados para la determinación de la actividad lipasa endógena en la 

biomasa de la microalga I. galbana. 

 

Buffer for reaction 200 mM Phosphate buffer (pH 6.5) 

Ethanol (M) in the reaction medium 2 

Temperature (°C) for reaction 30 

 

 
3.2.Generar un perfil químico por cromatografía de gases de los lípidos de la microalga 

seleccionada bajo los mejores parámetros de producción de lípidos y mayor actividad 

lipasa endógena. 

 

Cuadro 9. Perfil de ésteres metílicos de ácidos grasos (FAMEs) determinados mediante análisis por 

cromatografía de gases de una transesterificación in situ por medio de catálisis enzimática de I. galbana. 

 
Éster metílico de ácidos grasos Fórmula 

molecular 

Tiempo de 

retención GC (min) 

Tiempo de retención 

estándar (min) 

Octanoato de metilo (C8:0) C9H18O2  16.81 16.41 

Decanoato de metilo (C10:0) C11H22O2  21.49 21.13 

Miristato de metilo (C14:0) C15H30O2  31.01 31.39 

Miristoleato de metilo (C14:1) C15H28O2 33.31 33.38 

Palmitato de metilo (C16:0) C17H34O2  35.09 36.10 

Palmitoleato de metilo (C16:1) C17H32O2 37.04 37.70 

Estearato de metilo (C18:0) C19H38O2  40.85 40.70 

Linoleato de metilo (C18:2) C19H34O2 44.20 44.39 

Metil cis-5, 8, 11, 14, 17 

eicosapentaenoato (C20:5) 

C21H32O 52.91 53.70 

Metil cis-4, 7, 10, 13, 16, 19-

docosahexaenoato (C22:6) 

C22H32O 61.94 59.29 

 

 

 



 

Figura 11. Cromatograma de la reacción de la transesterificación enzimática a los 0 min, 15 min, 

30 min, 1h, 2h, 4h y 6h.  

 
 

Figura 12. Confirmación por espectrometría de masa de alta resolución de la reacción de la 

transesterificación enzimática a los 0 min, 15 min, 30 min, 1h, 2h, 4h y 6h.  

 

                                               



4. Establecer el protocolo para la producción de FAME in situ a partir de microalga 

seleccionada por la actividad de lipasa endógena. 

 

4.1. Desarrollar el experimento de transesterificación in situ 

 
Cuadro 10. Resumen de las condiciones, métodos y técnica utilizadas para la realización de la 

transesterificación in situ con las enzimas lipasas endógenas de I.galbana. 

 

Nombre de la cepa  I.galbana 

Biomass concentration at the end of cultivation (gDW.L-1) 0,60 

Lípidos (mg.gDW-1) 6,16 

Método de concentración  Centrifugación 3000 xg 

Concentración de biomasa después de la concentración 

(gDW.L-1) 
68,0 

Concentración de biomasa en el medio de reacción (g.L-1) 25 

Volumen de reacción (mL) 11 

Tampón para la reacción 200 mM Tampon fosfato (pH 6.5) 

Etanol (M) en el medio de reacción. 2 

Temperatura (°C) para la reacción 30 

Disolventes para extracción de lípidos (volumen 

extraído/volumen de disolvente) 

500 µL extracto / 500 µL 

CHCl3/MeOH - 500 µL Hexano 

Técnica analítica GC-FID* 

 

 

4.2. Caracterizar la producción de FAMEs de la cepa seleccionada 

 
Cuadro 11. Ésteres metílicos de ácidos grasos identificados por cromatografía de gases como producto de 

la transesterificación in situ con las enzimas lipasas endógenas de I.galbana. 

 
Éster metílico de ácidos grasos 

Octanoato de metilo (C8:0) 

Decanoato de metilo (C10:0) 

Miristato de metilo (C14:0) 

Miristoleato de metilo (C14:1) 

Palmitato de etilo (C16:0 

Palmitoleato de metilo (C16:1) 

Estearato de metilo (C18:0) 

Linoleato de metilo (C18:2) 



Metil cis-5, 8, 11, 14, 17 eicosapentaenoato (C20:5) 

Metil cis-4, 7, 10, 13, 16, 19-docosahexaenoato (C22:6) 

 
5. Determinar la calidad del precursor de biocombustible producido versus la calidad de 

muestras comerciales 

 

5.1. Análisis termogravimétrico  

 
Figura 13. Termograma de la muestra de Biodiesel .  

 



 

Figura 12. Termograma de la muestra del precursor de biocombustible de Isochrysis galvana .  

 

DISCUSIÓN Y CONCLUSIONES 
 

Autores como Sukarni et al (2018) y Nalder et al. (2015), reportaron resultados de 1,0 x 107 y 1,9 x 107 

respectivamente cuando cultivaron Isochrysis en medio F/2; cabe señalar que los autores realizaron los 

cultivos por períodos de 8 y 17 días respectivamente. Además, los inóculos utilizados en ambos estudios 

presentaban concentraciones de 3,0 x 106 y 4,2 x 106 cel/mL respectivamente; las cuales fueron menores a 

la que se utilizó en este estudio 6,5 x 106 cel/mL. Posiblemente por el tipo de biorreactor cerrado y las 

condiciones de cultivo establecidas, es que se obtuvo una concentración celular mayor por un periodo más 

largo de tiempo. 

 

Otro estudio reportó densidades máximas de 1,2 × 107 cél/mL al cultivar Isochrysis sp. en medio estándar 

Walne en condiciones de 25 ± 1 °C. iluminación constante (aproximadamente 1540 lux equivalentes a 30,7 

μmol/ m2s), pH 6,5 ± 0,5 similares a la establecidas en esta investigación (Tan et al., 2021). 

Comparativamente con el resultado obtenido (1,0 x 108 cél/mL), la concentración es mayor bajo las mismas 

condiciones; sin embargo, la diferencia por esta misma condición puede atribuirse a la composición de los 

medios de cultivo. Dentro del medio Walne se incluye una serie de elementos que sirven como fuentes de 



elementos como molibdeno, boro y cobre, pero no cuenta con la diversidad de vitaminas que posee el medio 

F/2 biotina, tiamina y B12 (González et al., 2023).  

 

Ha sido documentado que la producción de la biomasa y la acumulación de lípidos son procesos antagónicos, 

pues estos requieren de altas concentraciones de nitrógeno y de una deficiencia del mismo respectivamente. 

Luna (2023) ha reportado que al cultivar microalgas autotróficas en medio F/2 se provoca un agotamiento 

del nitrógeno y por ende una fase de crecimiento lento. Esto se debe a que la única fuente de nitrógeno en 

el medio F/2 son los nitratos; y se ha observado que las microalgas asimilan dicha forma de nitrógeno de 

forma lenta y continua.  

 

Por otra parte, con respecto a la absorbancia, se obtuvo una máxima de 2,1 a 680 nm a los 27 días, asociada 

a una densidad celular de 1,0 x 108 cel/mL (Fig.1). Estudios han reportado absorbancias de 2,8 al alcanzar 

densidades de 1,7 x 107 cel/mL (Hotos et al., 2023) y de 2,0 al alcanzar una densidad de 1,9 x 107 cél/ mL 

cuando se realiza la cosecha del cultivo (Gnouma et al., 2017). Esto significa que en este estudio se obtuvo 

una absorbancia similar a las mencionadas por Hotos et al. (2023) y Gnouma et al. (2017) que se relaciona 

con la concentración celular obtenida al cosechar la biomasa de I. galbana para esta investigación.  

Realizada la cosecha del cultivo se procedió a concentrar la biomasa por centrifugación (5000 rcf). A partir 

de esta biomasa se procedió a determinar por medio de la prueba de peso seco la productividad de la 

biomasa concentrada. En el cuadro 1, se observan los datos obtenidos por triplicado para este análisis. 

 

Se analizó la productividad de la biomasa de I. galbana mediante peso seco. Se obtuvo un valor promedio 

de 0,14 g correspondiente a una productividad de 0,68 g/L. Este valor se asemeja a otros reportados 

igualmente en cultivos autotróficos de I. galbana; Picardo et al. (2013) y Zheng et al. (2022) determinaron 

productividades aproximadas de 0,52 g/L, dato reportado para condiciones y medio de cultivo similares a 

las utilizadas en este estudio.  

 

La biomasa está directamente afectada por las condiciones ambientales y nutricionales a las que se somete 

el cultivo microalgal. Alkhamis y Qin (2013) obtuvieron 0,11 g/L al realizar un cultivo fototrófico por 10 

días, un valor seis veces menor al obtenido en este estudio, comparativamente si este cultivo se extendiera 

a 30 días podría haber triplicado su concentración, sin embargo, aun así, estaría por debajo de la 

concentración en g/L obtenida en este estudio que es aproximadamente el doble (0,68 g/L.) en 27 días.  

 

Con respecto a la influencia de la luz, algunos estudios en microalgas han observado que la densidad celular 

incrementa y que la fuente lumínica impacta en esto. Chowdury et al. (2020) compararon la densidad de un 



cultivo al utilizar luces led semejantes a las utilizadas en este estudio, contra luces fluorescentes. 

Determinaron al final de la etapa exponencial una densidad de 6,7 x 107 y 7,9 x 107 cel/mL al utilizar luces 

LED blancas y fluorescentes respectivamente. A pesar de la diferencia significativa en los resultados de 

dicho estudio, los LED presentan ciertas ventajas como su tamaño más pequeño que permite una mayor 

disipación del calor, una vida útil más larga y una longitud de onda más estrecha (Kwan et al., 2020).  

 

A través del resultado obtenido también es posible comparar los diferentes sistemas de cultivo y su 

rendimiento. Se ha visto que al cultivar I. galbana en sistemas abiertos como el de canales, la productividad 

de la biomasa ronda los 0,06 g/L por día (Kusmayadi et al., 2020). Bajo el periodo de cultivo llevado a cabo 

en este estudio, el valor de productividad sería aproximadamente de 1,32 g/L. Sin embargo, la construcción 

de los canales implica la necesidad de extensión de terreno y de materiales como cemento y plástico, además 

de problemas importantes de sedimentación y contaminación, los cuales son solventados en sistemas 

cerrados pese a su costo (Kusmayadi et al., 2020).  

 

Extracción de lípidos totales por método de Folch y reacciones de transesterificación química y 

enzimática  

La biomasa de I. galbana se caracteriza por un alto contenido en lípidos (20-30% en peso seco), lo que hace 

de esta especie un candidato prometedor para la producción de biocombustibles a escala industrial 

(Zarrinmehr et al., 2019). Se extrajo el contenido lipídico de la biomasa de I. galbana por medio de la 

técnica de Folch. La eficacia de este método depende de la existencia de sales minerales en el extracto crudo 

y requiere el uso de grandes volúmenes de disolvente (Ali et al., 2021). En este estudio se obtuvieron 6,16 

mg*gDW-1 de lípidos totales, lo que representaría aproximadamente menos del 1% de lípidos totales en 

esta biomasa, lo que es significativamente inferior a los reportado por otros autores. Sin embargo, esto lleva 

a plantear el reto de estudiar condiciones de cultivo que permitan mejorar la acumulación de lípidos, y a 

partir de ello desarrollar una nueva estrategia de cultivo.  

La productividad de lípidos está más influenciada por el rendimiento de lípidos que por la productividad de 

biomasa (Roopnarain et al., 2015). Las mayores productividades de lípidos se obtuvieron durante la fase 

estacionaria temprana y disminuyeron hacia la fase estacionaria tardía, cuando los lípidos dejaron de 

acumularse (Roopnarain et al., 2015; Verma et al., 2020).  

Para la variante T-Iso de I. galbana se ha reportado que el contenido de ácidos grasos de mayor a menor 

corresponde a poliinsaturados, saturados y monoinsaturados. Algunos estudios han hecho hincapié en el 

primer grupo, reportando contenidos entre el 22-36% (Cao et al., 2019; Zarrinmehr et al., 2019; Putra et 

al., 2022). Sin embargo, otros autores reportan contenidos ínfimos de este grupo, inclusive del 2% (Putra 

et al., 2022; Chen et al., 2023).  



Para la preparación de las muestras de la biomasa concentrada de I. galbana para las reacciones de 

transesterificación química y enzimática. Se utilizó buffer fosfato a un pH de 6.5 a una concentración de 

200 mM, a 2 M de etanol y a una temperatura de 30 ℃. Se tomaron 500 μL del extracto, a los cuales se les 

realizó una extracción cloroformo- metanol 2:1, posteriormente las muestras fueron secadas al vacío, se 

resuspendieron en hexano. Se les agregó MSTFA, pirimidina y se les realizó la derivatización, para 

analizarlas posteriormente en el GC-FID. Se realizaron reacciones enzimáticas por periodos de 0 min, 15 

min, 30 min, 1 h, 2 h, 4 h y 6 h; con el fin de observar el comportamiento de los picos con respecto al 

tiempo. Por su parte la transesterificación química, lo que busca es que se dé un consumo total de los lípidos 

que en teoría equivalen al 100% de los lípidos presentes en la muestra de biomasa de I. galbana.  

 

Caracterización de la fracción lipídica de Isochrysis galbana por cromatografía de gases. 

Como se describió anteriormente mediante un proceso de transesterificación los ácidos grasos pueden ser 

convertidos en FAMEs o FAEEs para ser aprovechados como biodiesel, pero también para su análisis y 

caracterización (Camacho-Rodríguez et al., 2020). En el caso de este estudio se realizó una 

transesterificación in situ en biomasa húmeda, lo que implica la extracción directa de los lípidos sin llevar 

a cabo una desecación previa de la biomasa. Este proceso representa una ventaja a nivel de costos ya que 

se reduce el gasto energético y el tiempo requerido (Ali et al., 2021). A nivel industrial esto puede resultar 

muy atractivo ya que el factor energético es de los mayores detractores en la producción de biocombustibles 

a partir de microalgas (Chaos-Hernández et al., 2023).  

En el cuadro 9 se observa una aproximación a un posible perfil de FAMEs generado por medio de 

cromatografía de gases con detección por ionización de llama (CG-FID). Perfil de ésteres metílicos de 

ácidos grasos (FAMEs) determinados mediante análisis por cromatografía de gases de una 

transesterificación in situ por medio de catálisis enzimática de I. galbana. 

En la figura 11 se observa el cromatograma de la reacción de la transesterificación enzimática a los 0 min, 

15 min, 30 min, 1 h, 2 h, 4 h y 6 h realizada a la biomasa húmeda de Isochrysis galbana pH 6,5, lux 

constantes. La información presentada en el cuadro 9 fue obtenida a partir de los cromatogramas 

ejemplificados en la figura 11 , donde se muestran los tiempos de retención en los que se representan los 

picos. Cabe señalar que este análisis, se realiza como un aproximado de los posibles compuestos 

identificados. Se habla de un aproximado por diversas limitaciones acontecidas en la generación y análisis 

de los cromatogramas. En primer lugar, se utilizó un kit de 37 FAMEs, pero en los cromatogramas obtenidos 

por GC-FID sólo se observaron 31 picos; por tanto, no se puede determinar qué compuestos específicos no 

se lograron visualizar. Esto implico que en la identificación de los posibles analitos se usara como base el 

hecho de que los compuestos eluyen en orden ascendente de punto de ebullición, lo que proporciona una 

idea general de la composición de la muestra. Es por esto por lo que para confirmar la identidad de los 



FAME observados, es necesario un análisis más detallado en el que se apliquen técnicas como GC-MS/LC-

MS o utilizando patrones individuales de los FAMEs en GC-FID. Figura 11. Cromatograma de la reacción 

de la transesterificación enzimática a los 0 min, 15 min, 30 min, 1 h, 2 h, 4 h y 6 h. El fin de realizar loa 

muestreos y cromatogramas a diferentes horas, fue para observar si conforme avanzaba el tiempo se daba 

un cambio en el perfil de los ésteres metílicos; sin embargo, como se mencionó en la metodología, por la 

naturaleza del precursor de biocombustible a partir de biomasa microalgal y por la cantidad insuficiente 

obtenida de este no fue posible realizar los ensayos de cuantificación.  Sin embargo, por medio del análisis 

de los posibles FAMEs generado por catálisis enzimática de las lipasas endógenas de I. galbana, se realiza 

una aproximación de la posible presencia de los siguientes compuestos: octanoato de metilo (C8:0), 

decanoato de metilo (C10:0), miristato de metilo (C14:0), miristoleato de metilo (C14:1), palmitato de etilo 

(C16:0), palmitoleato de metilo (C16:1), estearato de metilo (C18:0), linoleato de metilo (C18:2), metil cis-

5, 8, 11, 14, 17 eicosapentaenoato (C20:5) y metil cis-4, 7, 10, 13, 16, 19-docosahexaenoato (C22:6). A 

partir de esta aproximación se presume que en las muestras de biomasa analizadas se encontraran ácidos 

grasos como ácido caproico, ácido cáprico, ácido mirístico, ácido miristoleico, ácido palmítico, ácido 

palmitoleico, ácido esteárico, ácido linoleico, ácido eicosapentaenoico (EPA) y ácido docosahexaenoico 

(DHA).  

Al evaluar este perfil es posible observar que la mayor parte de los presuntos ácidos grasos encontrados 

corresponden a saturados. Siendo únicamente el ácido palmitoleico (C16:1) y el miristoleico (C14:1) 

monoinsaturados; y los ácidos linolénico (C18:2), eicosapentaenoico (C20:5) y docosahexaenoico (C22:6) 

poliinsaturados.  

Algunos estudios han observado un perfil similar al aparentemente observado dónde la fracción de posibles 

ácidos grasos es mayoritariamente saturada. Se ha reportado que al utilizar etanol/n-hexano como parte de 

la transesterificación la presencia de ácido 9-octadecenoico, el ácido hexadecanoico, el ácido tetradecanoico, 

y el ácido octadecanoico, pero solo se encontraron unos pocos ácidos grasos poliinsaturados, como el ácido 

9,12,15-octadecatrienoico, el ácido 9,12-octadecadienoico y el ácido docosahexaenoico (Yu et al., 2010). 

Otro perfil estudiado es el de la cepa T-Iso de I. galbana en el cual se encontró la presencia de múltiples 

ácidos grasos: C14:0, C16:0, C16:1, C18:1, C18:2, C18:4 y C22:6, sin embargo, tan solo el ácido mirístico 

(C14:0) y el palmítico, dos de los ácidos saturados supuestos en en este estudio, están presentes en 

abundancia (Nalder et al., 2015; Gnouma et al., 2017)  

La naturaleza del catalizador de la reacción es un factor a tener en cuenta pues es determinante en la 

composición de la mezcla de FAMEs o FAEEs. Un ácido graso exclusivo para la catálisis alcalina es el 

ácido linolénico (C18:3), para la ácida, el ácido mirístico (C14: 0) y el ácido miristoleico (C14: 1) (Medina 

et al., 2019). En este estudio son las lipasas endógenas de Isochrysis las responsables de facilitar el proceso 

de transesterificación y a partir de lo presuntamente observado permite la obtención de ambas moléculas. 



El ácido linoleico es especialmente importante en la producción de biocombustibles. Se ha descrito que una 

alta concentración de ácido linoleico, oleico y esteárico favorecen el proceso de oxidación del biodiesel y 

de otros biocombustibles (Campuzano-Duque y Cardeño-López., 2020).  

Por otro lado, se ha reportado que en el uso de catalizadores químicos tanto ácidos como básicos, los ácidos 

grasos más abundantes son el ácido palmítico (C16: 0), el palmitoleico (C16: 1), el oleico (C18: 1) y el 

linolénico (C18: 3). (Medina et al., 2019). Esto se asemeja a la aproximación de los compuestos generados 

en los cromatogramas donde las mayores señales corresponden a sus formas esterificadas palmitato de 

metilo (C16:0) y palmitoleato de metilo (C16:1), seguidas por el DHA y el EPA. Sin embargo, el presunto 

ácido linoleico no se observó de manera tan abundante y del oleico no se pudo observar su posible presencia. 

Esto podría deberse a la ausencia del analito dentro del estándar de FAMEs Supelco 37 que se utilizó para 

llevar a cabo el análisis.  

Aunque el DHA y el EPA no son foco de interés en esta investigación, Isochrysis galbana ha sido descrita 

en múltiples ocasiones como una microalga rica ácidos grasos poliinsaturados (Gnanakani et al., 2023). 

Diferentes autores mencionan que la fracción lipídica de I. galbana contiene cantidades sustanciales de 

ácidos grasos poliinsaturados omega-3 de cadena larga, en particular EPA y DHA, que se consideran 

compuestos beneficiosos para la salud. (Balduyck et al., 2019). Bousquet et al. (1994) determinaron la 

composición del grupo de ácidos grasos de I. galbana como 28% ácidos grasos saturados, 23 % mono 

insaturados y 49% poliinsaturados. Hubert et al. (2019) observaron un perfil de 8 ácidos grasos destacando 

que un ácido poliinsaturado como el ácido docosahexaenoico (C22:6-DHA) representan el 13,5% de los 

ácidos grasos totales en I. galbana (Hubert et al., 2019).  

El perfil de ácidos grasos de las microalgas I. galbana puede variar mucho en función de las condiciones 

de cultivo y de la fase de crecimiento en el momento de la recolección de la biomasa (Bonfati et al., 2018). 

Variables como el pH, la temperatura y el catalizador de la reacción han sido descritos como factores 

determinantes en el perfil lipídico de las microalgas. Se ha reportado que en condiciones de pH neutras o 

ligeramente alcalinas se presenta mayor productividad de lípidos neutros; sin embargo, esto no fue posible 

confirmarlo en el presente estudio. Alkhamis et al. (2022) reportaron que bajo un pH 10 las productividades 

de lípidos totales y neutros eran respectivamente 14,4% y 5,2%, pH 6 13,8% y 4,6%; mientras que en pH 

8 los valores prácticamente se duplicaron para ambos aspectos (26,9% y 9,3%).  

La composición de ácidos grasos de las microalgas varía en función de factores ambientales como la 

disponibilidad de nutrientes y el estado de la biomasa. Fernández et al. (2016) al cultivar I. galbana en 

medio marino enriquecido con un suplemento comercial, a un fotoperiodo 18/6 h luz/oscuridad; un 70% de 

los ácidos grasos detectados fueron ácido mirístico (C14:0), esteárico monoinsaturado (C18:1), el SDA y 

el DHA. Otro grupo de investigadores analizaron materia congelada de I. galbana y observaron que el ácido 

graso saturado más presente era el ácido mirístico (14:0), el ácido oleico (18:1 ω9) que representaba más 



de la mitad de los AG monoinsaturados y linoleico era el más representativo de los PUFAs (Bonfati et al., 

2018). Al comparar estos resultados con las aproximaciones obtenidas se presentan claras diferencias 

relacionadas al protocolo de cultivo, por ejemplo, al no introducirse ningún tipo de suplemento o vitamina 

en este, se pudo haber visto limitada la actividad metabólica de enzimas como las desaturasas por lo que se 

detectaron una mayor diversidad de posibles ésteres metílicos de ácidos grasos saturados (Chen et al., 2023). 

 

Para este estudio, la cuantificación de ésteres metílicos de ácidos grasos (FAMEs) resultó ser un reto debido 

a la insuficiencia de las muestras recolectadas. A pesar del esfuerzo para obtener muestras representativas, 

el volumen y la disponibilidad limitada de las muestras no permitieron realizar un análisis cuantitativo de 

los FAMEs. Esta dificultad técnica impactó en la capacidad de este estudio para proporcionar datos 

cuantitativos específicos sobre la cantidad de esteres metílicos de ácidos grasos en las muestras. Uno de los 

logros alcanzados es que se confirmó o validó la identificación de los compuestos en el espectrómetro de 

masas de alta resolución; sin embargo, debido a la cantidad insuficiente de muestras, tampoco por este 

método fue posible llevar a cabo su cuantificación. 

 

Cabe mencionar que algunas de las causas que pudieron haber afectado el no poder efectuarse la 

cuantificación de FAMEs, se encuentra que el protocolo para la cuantificación ésteres metílicos de ácidos 

grasos por cromatografía de gases se realizó para llevarse a cabo utilizando helio (también el protocolo de 

Supelco 37 recomienda utilizar Helio); sin embargo, debido a la disponibilidad limitada de recursos, se optó 

por utilizar nitrógeno. Es por ello y como se mencionó en el párrafo anterior que fue necesario confirmar 

la identificación de los compuestos mediante espectrometría de masas, ya que el CENIBiot no logró validar 

estadísticamente el protocolo de cromatografía de gases. 

 

Además, por la razón mencionada en párrafos anteriores (debido a la insuficiencia de las muestras 

disponibles) no fue posible determinar la calidad del precursor de biocombustible producido en 

comparación con muestras comerciales. A pesar del esfuerzo para recolectar muestras representativas, las 

limitaciones en el tamaño y calidad de las muestras impidieron realizar una comparación adecuada de la 

calidad del biocombustible. Esta limitación técnica no permitió proporcionar datos comparativos 

significativos entre el biocombustible producido y las muestras comerciales disponibles. Dado lo anterior 

se decidió realizar un análisis termogravimétrico, este enfoque permitió evaluar las propiedades térmicas y 

la estabilidad del precursor de biocombustible producido, proporcionando información valiosa sobre su 

composición y comportamiento térmico en ausencia de datos comparativos directos con muestras 

comerciales; los resultados obtenidos evidencian que el precursor de biocombustible a partir de la biomasa 

de Isochrysis galbana presenta regiones en donde hay pérdida de masa en rangos de temperatura similares 



al del estándar de biodiesel (200 a 300°C). Además, se presentan pérdidas de masa a temperatura superiores 

por lo que se requiere realizar operaciones para eliminar estos compuestos los cuales corresponden a restos 

de pared de la célula.  

Finalmente, en el cuadro 12 se resumen los principales resultados de esta investigación, en este se observa 

en su conjunto el proceso de producción del precursor de biocombustible, desde la etapa de “upstream” 

hasta la etapa de “dowstream”.y comparación con un biodiesel comercial, se modificó el procedimiento 

para la determinación de la calidad del precursor de biocombustible producido versus la calidad de biodiesel 

comercial; evaluándose la calidad únicamente del precursor de biocombustible producido de la biomasa de 

I. galbana mediante un análisis termogravimétrico. 

 

Cuadro 12. Resumen de las mejores condiciones y parámetros para la producción del precursor de 

biocombustible a partir de la biomasa de la microalga autóctona Isochrysis galbana. 

 

Condiciones de cultivo y 

requerimientos ambientales de las 

microalgas 

Temperatura 30°C 

pH 7,0 

Oxígeno disuelto 2 ppm 

Luz constante 24 h 

Requerimientos nutricionales y 

medio de cultivo 

F/2 

Salinidad 28 ppm 

Nitrógeno reducido al 50% 

Tipo de cultivo Autotrófico 

Sistemas de cultivo de la microalga Fotobiorreactor – PBR 

Enfoques de cultivo por lotes, 

continuo y semicontinuo 

Continuo 

Valorización y uso de los lípidos Biocombustibles (específicamente biodiesel) 

Procesamiento de biomasa 

microalgal después del cultivo 

Centrifugación 

Extracción de los lípidos totales Folch (cloroformo/metanol) 

Reacción de transesterificación / 

Solventes 

Transesterificación directa enzimática en biomasa 

húmeda a temperatura de 30°C, pH 6.5 y 

concentración de metanol 2 M 

(cloroformo/metanol) y hexano 

Caracterización de los lípidos Cromatografía de gases 

Confirmación ésteres metílicos Espectrometría de masas de alta resolución 

Análisis termogravimétrico (TGA) Termogramas de las Muestras de Biodiesel, 

Precursor de Biodiesel de Chlorella e Isocrysis  

 

 

CONCLUSIONES 
 

Como investigadores debemos buscar soluciones sostenibles y viables al problema energético, como los 

biocombustibles, en especial los de tercera generación. Isochrysis galbana es una microalga prometedora 



en este sentido por su rendimiento; las condiciones de cultivo y requerimientos ambientales ideales fueron 

temperatura 30°C, pH 7,0, oxígeno disuelto 2 ppm, luz contante las 24 h y el tipo de cultivo autotrófico  y 

continuo, en medio de cultivo F/2, a una salinidad de 28 ppm y en nitrógeno reducido al 50% en un sistema 

cerrado, el fotobiorreactor de 15 L, se alcanzó una densidad máxima de 1,0 x 108 cél/mL y una absorbancia 

de 2,1 a 680 nm, lo que significó una productividad de 0,68 g/L en un volumen total de cultivo de 12L. 

 

Por otro lado, sería interesante evaluar otros métodos de cultivo como el mixotrófico con glicerol o el 

híbrido de dos fases. Este ha sido descrito como una alternativa sumamente útil para mejorar tanto el 

rendimiento de la biomasa como la acumulación de lípidos  

Se comentó en la sección de literatura los efectos de distintas longitudes de onda en el crecimiento de 

microalgas. Por lo que la productividad obtenida (0,68 g/L) se puede utilizar como un parámetro de 

comparación del crecimiento bajo luz blanca contra otras longitudes como la luz azul y roja 

 

Hasta la fecha uno de los mejores métodos para extracción de los lípidos totales es el de Folch; con el cual 

nivel de lípidos se observó un rendimiento de 6,16 mg*gDW-1 de lípidos totales. Al analizar esta fracción 

se identificaron diez posibles ésteres de ácidos grasos: ácido caproico, ácido cáprico, ácido mirístico, ácido 

miristoleico, ácido palmítico, ácido palmitoleico, ácido esteárico, ácido linoleico, ácido eicosapentaenoico 

(EPA) y ácido docosahexaenoico (DHA). Con esto se observa que aprovechar las enzimas endógenas de I. 

galbana como catalizadoras del proceso permite recuperar un perfil de ácidos grasos complejo y con 

presencia de moléculas con muchas aplicaciones a nivel farmacológico y nutricional como el EPA y DHA.  

 

Un punto crítico en la metodología es el proceso de extracción. Es por ello que el llevar a cabo una serie de 

pretratamientos de tipo ultrasónico y enzimático pueden ser de suma utilidad para mejorar los rendimientos. 

Blanco Llamero et al. (2021) al aplicar una combinación de estos en diferentes microalgas incluyendo 

N.gaditana e I. galbana observaron un rendimiento de lípidos mayores hasta en un cien por ciento en 

comparación con métodos donde no se realizaron pretratamientos a las muestras de biomasa. Sin embargo, 

debe contemplarse que este proceso influye sobre todos los métodos posteriores y el coste global del 

biocombustible 

 

Por primera vez en el país se utilizó la metodología de transesterificación directa enzimática con lipasas 

endógenas, a temperatura de 30°C, pH 6.5 y concentración de metanol 2 M. Además, por primera vez en el 

país la metodología se utiliza con especies de microalgas autóctonas y a nivel mundial es la primera vez 

que esta metodología se utiliza con una especie de microalga marina. Pueden utilizarse otras 



recomendaciones de solventes que faciliten la obtención de un mayor volumen del precursor del 

biocombustible. 

 

Si es posible contar con un patrón internos (no fue adquirirlos durante la pandemia los proveedores no se 

comprometían a importar este tipo de reactivo) para comprobar la identificación y cuantificación de los 

FAMEs. Además, el uso de otras técnicas como la espectrometría de masas, podrían servir como un 

complemento para la identificación y caracterización de los ácidos grasos. Para el perfil de estos basándose 

en la literatura sería sugerible llevar a cabo extracciones a lo largo del crecimiento del cultivo con el fin de 

poder visualizar cómo evoluciona la concentración de ciertos lípidos de interés como el oleico, linoleico y 

linolénico.  

 

RECOMENDACIONES 
 

Como recomendación para futuras investigaciones enfocadas en temas afines a la lipidómica de I. galbana 

es llevar a cabo volúmenes de cultivo que permiten obtener cantidades suficientes de biomasa, para que 

este no sea un factor limitante para poder llevar a cabo las distintas pruebas de biomasa y lípidos. Se 

recomienda un enfoque más riguroso en la recolección de muestras y una mayor atención a la calidad y 

cantidad de las muestras obtenidas. Algunas publicaciones recomiendan contar con alrededor de 15 mg de 

de biomasa húmeda, solo para el análisis de ácidos grasos por extracción con disolventes y cromatografía 

GC (De Almeida et al., 2011). 
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ANEXOS 

En los anexos que se presentan a continuación se evidencian las actividades que se han trabajado en el 

proyecto hasta diciembre del 2023. 

 

Anexo 1 Protocolos relacionados con el medio de cultivo, conteo celular y determinación de peso 

seco de los cultivos de microalgas. 

 

Nombre del procedimiento 

Preparación del Medio de Cultivo BG11 

 

I. OBJETIVO: Preparar el medio de cultivo BG11 el cual es una solución que contiene los 

nutrientes necesarios para permitir, en condiciones favorables de pH y temperatura el 

crecimiento de microalgas. 

 

II. ALCANCE: Aportar los micronutrientes y macronutrientes en las concentraciones ideales que 

le permitan a las células crecer y mantenerse en un estado metabólico idóneo. 

 

III. NORMATIVA Y CRITERIOS APLICABLES N/A 

 

IV. TÉRMINOS Y DEFINICIONES: Medio de cultivo. Micronutrientes. Macronutrientes 

 

V. RESPONSABLES: Karla Meneses Montero. 

 

VI. DOCUMENTOS ASOCIADOS N/A 

 

VII. MATERIALES, EQUIPOS Y SISTEMAS 

 

Macronutrientes Micronutrientes Equipos/Utensilios 

Agua ultrapura 

NaNO3 

K2HPO4 . 3H2O 

MgSO4 . 7H2O 

CaCl2. 2H2O 

Citric Acid 

Ammonium Ferric 

Citrate 

Trace Metals 

H3BO3 

MnCl2 . 4H2O 

ZnSO4 . 7H2O 

Na2MoO4 . 2H2O 

CuSO4 . 5H2O 

Co(NO3)2 . 6H2O 

 

Balanza analítica 

Balanza granataria 

Probetas 

Beakers 

Botellas de 250 ml, 1 

L y 2 L 



MgNa2EDTA . 

H2O 

Na2CO3 

 

VIII. FASES DEL PROCEDIMIENTO 

 

Medio de cultivo BG11 (Allen and Stainer 1968, Rippka et al. 1979) 

Número Componente Solución Stock (g.L-1 

dH2o) 

Adicción por litro de medio de 

cultivo 

1 NaNO3  1,5 g 

2 K2HPO4 . 3H2O 40 1 ml 

3 MgSO4 . 7H2O 75 1 ml 

4 CaCl2. 2H2O 36 1 ml 

5 Citric Acid 6 1 ml 

6 Ammonium Ferric Citrate 6 1 ml 

7 MgNa2EDTA . H2O 1 1 ml 

8 Na2CO3 1 1 ml 

9 Elementos traza  1 ml 

 

Elementos traza 

Número Metal Adicción por litro de agua bidestilada 

1 H3BO3 2,86 g 

2 MnCl2 . 4H2O 1,81 g 

3 ZnSO4 . 7H2O 0,22 g 

4 Na2MoO4 . 2H2O 0,39 g 

5 CuSO4 . 5H2O 0,08 g 

6 Co(NO3)2 . 6H2O 0,05 g 

 

Preparación de la solución de cultivo: Añada los productos químicos y las soluciones madre indicados 

anteriormente a 1000 ml de agua bidestilada. Ajustar el pH a 7,4 con NaOH y autoclavar. 

 

 

Nombre del procedimiento 

Recuento de células 

 

I. OBJETIVO: Determinar la concentración de células microalgales en un cultivo. 

 

II. ALCANCE: Obtener conteos celulares precisos, consistentes y rápidos de cultivos 

microalgales. 

 

III. NORMATIVA Y CRITERIOS APLICABLES: N/A 

 

IV. TÉRMINOS Y DEFINICIONES: Concentración celular. Cámara de Neubauer. 

 

V. RESPONSABLES: Karla Meneses Montero. 

 

VI. DOCUMENTOS ASOCIADOS: N/A 

 

VII. MATERIALES, EQUIPOS Y SISTEMAS 



 

Material Equipo 

Muestra del cultivo microalgal Cámara de Neubauer 

Cubre objetos 

 

VIII. FASES DEL PROCEDIMIENTO 

 

a. Recuento de células grandes  

 
Figura 1. Cuadricula de la cámara de Neubauer, donde se señalan los 4 cuadrados grandes. 

 

b. Las células de microalgales se contabilizan utilizando una cámara de Neubauer. 

c. Las células en un estadio de mayor tamaño se contabilizan en los cuadrados grandes, 

señalados con una L mayúscula en color azul en la figura 1. 

d. De la muestra del cultivo de microalgas se transfirieren 10 μL a la una cámara de Neubauer. 

e. La fórmula utilizada para calcular la concentración celular por mililitro es:  

 

Concentración celular (célula/mL) = Número de células totales contadas x 10 000 / Número de cuadrados  

 

b. Recuento de células pequeñas 



 
Figura 1. Cuadricula de la cámara de Neubauer, donde se señalan los 5 cuadrados pequeños en diagonal 

del cuadrado central. 

 
a. Las células de microalgales se contabilizan utilizando una cámara de Neubauer. 

b. Las células en un estadio de menor tamaño se contabilizan en los cuadrados pequeños, 

señalados con una X mayúscula en color azul en la figura 2. 

c. De la muestra del cultivo de microalgas se transfirieren 10 μL a la una cámara de Neubauer. 

d. La fórmula utilizada para calcular la concentración celular por mililitro es:  

 

Concentración celular (célula/mL) = Número de células totales contadas x 200 000 

 

 

 
Nombre del procedimiento 

Determinación del peso seco 

 

I. OBJETIVO: Determinar el peso seco de la biomasa de microalgas. 

 

II. ALCANCE: Esta técnica permite determinar el peso de las células cuando todo el contenido 

de agua es removido. 

 

III. NORMATIVA Y CRITERIOS APLICABLES: N/A 

 

IV. TÉRMINOS Y DEFINICIONES: Peso seco 

 

V. RESPONSABLES: Karla Meneses Montero. 

 

VI. DOCUMENTOS ASOCIADOS N/A 

 



VII. MATERIALES, EQUIPOS Y SISTEMAS 

 

Material Equipo 

Muestra del cultivo microalgal 

Agua ultrapura 

Centrífuga 

Estufa 

 

VIII. FASES DEL PROCEDIMIENTO 

a. El peso seco de la biomasa se determina tras el lavado de las células del cultivo. 

Se concentran 8 mL de muestra del cultivo por centrifugación a 3000 xg durante 5 

min. 

b. El sobrenadante se descarta y se sustituye por agua ultrapura para el lavado. La 

muestra se agita antes de realizar una segunda centrifugación en las mismas 

condiciones.  

c. El sobrenadante se desecha de nuevo y se sustituye por agua ultrapura. Se agita la 

muestra antes de una tercera centrifugación en las mismas condiciones.  

d. Se descarta el sobrenadante y se recoge el pellet celular con una pequeña cantidad 

de agua ultrapura, se colocó en una placa adaptada y se determina el peso seco de 

la biomasa tras secar la biomasa hasta un peso constante en una estufa a 105°C 

durante 24 horas. 

 

 

 
Anexo 2 Protocolos relacionados con la extracción de lípidos de la cosecha de biomasa de los 

cultivos de microalgas. 

 

Nombre del procedimiento 

Extracción de Folch modificada para la cuantificación de lípidos totales (g.gDW-1) 

 

I. OBJETIVO: Cuantificar los lípidos totales de la biomasa de microalgas. 

 

II. ALCANCE: La extracción de Folch es útil para la extracción de lípidos totales sin alterar su 

calidad ni cantidad. 

 

III. NORMATIVA Y CRITERIOS APLICABLES: N/A 

 

IV. TÉRMINOS Y DEFINICIONES: Hidroxitolueno butilado (BHT). Cloroformo. Metanol. 

 

V. RESPONSABLES: Karla Meneses Montero. 

 

VI. DOCUMENTOS ASOCIADOS: N/A 

 

VII. MATERIALES, EQUIPOS Y SISTEMAS 

 

Material Equipo 

Muestra de biomasa de microalgas 

Mezcla cloroformo/metanol 2:1 con 0,1g de 

BHT 

Agua ultrapura con 0,8% de KCl 

Probeta o pipeta 

Agitador rotatorio 

Balanza granataria 

Viales de tornillo 

 



 

VIII. FASES DEL PROCEDIMIENTO 

a. El contenido de lípidos totales en la biomasa se determina utilizando un protocolo 

modificado del método de Folch, Lees y Stanley (1957). La extracción de lípidos 

se realiza con una mezcla de cloroformo/metanol (2:1 v/v) que contiene 0,1 mg/mL 

de hidroxitolueno butilado (BHT).   

b. Se mezclan 2 g de muestra de biomasa (gDW/L) con 5 mL del disolvente durante 

24 horas a 30°C bajo agitación con un agitador rotatorio a 500 rpm.  

c. A continuación, la mezcla se lavó dos veces con agua ultrapura que contenía 0,8% 

de KCl. 

d. Después se realiza una agitación manual seguida de centrifugación a 3000 xg 

durante 5 min a 4°C. 

e. La fase orgánica inferior se recupera en un vial de tornillo previamente tarado, y 

el disolvente se evapora bajo flujo de nitrógeno.  

f. El contenido total de lípidos (expresado como gramo de lípidos por g de peso seco 

de la biomasa: (g.gDW-1) corresponde a la masa ponderada en el vial y reportada 

a los 2 g de biomasa utilizados. 

 

 

 
Nombre del procedimiento 

Extracción con cloroformo/metanol 

 

I. OBJETIVO: Extraer lípidos totales de las biomasas de microalgas. 

 

II. ALCANCE: Este método se utiliza para el análisis de lípidos totales en las biomasas. 

 

III. NORMATIVA Y CRITERIOS APLICABLES: N/A 

 

IX. TÉRMINOS Y DEFINICIONES: Hidroxitolueno butilado (BHT). Cloroformo. Metanol. 

 

IV. RESPONSABLES: Karla Meneses Montero. 

 

V. DOCUMENTOS ASOCIADOS: N/A 

 

VI. MATERIALES, EQUIPOS Y SISTEMAS 

 

Material Equipo 

Muestra de biomasa de microalgas 

Mezcla cloroformo/metanol 2:1 con 0,1g de 

BHT 

 

Probeta o pipeta 

Agitador rotatorio 

Balanza granataria 

Viales de tornillo 

Micropipeta de 100µL y 1000 µL y punta 

 

VII. FASES DEL PROCEDIMIENTO 

a. Los lípidos totales de las muestras se extraen con cloroformo:metanol 

(CHCl3:MeOH 2:1 v/v) añadido con 0,1 mg/mL de BHT.  



b. Después, se añaden 800 µL de CHCl3:MeOH (2:1) a las muestras, que se agitan 

manualmente durante 1 min. 

c. A continuación, las muestras se centrifugan a 16000 xg durante 10 min a 4°C. 

d.  La fase orgánica (capa inferior) se recoge en un nuevo vial. El pellet restante se 

re-extrae con 500 µl de CHCl3:MeOH y se centrifuga de nuevo como se ha 

indicado anteriormente y la nueva fase orgánica se transfiere al mismo vial para su 

posterior análisis. Realizar las extracciones por triplicado. 

Anexo 3 Protocolos reaccionados con la preparación de muestras, curva de calibración y 

condiciones para el análisis de muestras en el cromatógrafo de gases (GC). 

 

Nombre del procedimiento 

Extracción con hexano 

 

I. OBJETIVO: Extraer FFA y FAEE de las biomasas de microalgas. 

 

II. ALCANCE: Este método se utilizó para el análisis de FFA y FAEE en las biomasas. 

 

III. NORMATIVA Y CRITERIOS APLICABLES: N/A 

 

IV. TÉRMINOS Y DEFINICIONES: Ácido graso láurico (C12 FA). Éster etílico del ácido 

láurico (C12 EE). Flujo de nitrógeno 

 

V. RESPONSABLES: Karla Meneses Montero. 

 

VI. DOCUMENTOS ASOCIADOS: Procedimiento código 02. 

 

VII. MATERIALES, EQUIPOS Y SISTEMAS 

 

Material Equipo 

Muestra de biomasa de microalgas 

Mezcla de metanol: ácido sulfúrico 14:1 

Hexano 

 

Centrífuga 

Falcón 

Viales 

Micropipeta de 100µL y 1000µL y puntas 

 

VIII. FASES DEL PROCEDIMIENTO 

a. Los lípidos neutros de las muestras se extrajen con hexano.  

b. Después, se añaden 25 µL de una mezcla de ácido graso láurico (C12 FA) y éster etílico 

del ácido láurico (C12 EE), a 2,5 µmol/mL, como estándar interno para las 

extracciones.  

c. A continuación, se añaden 75 µl de una mezcla de metanol y ácido sulfúrico (14:1) y 

500 µl de hexano.  

d. Las muestras se agitan horizontalmente durante 10 minutos y se centrifugan a 16000 

xg durante 10 minutos a 4°C.  

e. La fase orgánica (capa superior) se recogió en un nuevo vial. El pellet restante se re-

extrae con 500 µl de hexano y se centrifugó de nuevo como se ha indicado 

anteriormente, y la fase orgánica se transfirie al mismo vial.  

f. Las muestras secas se resuspenden en 50 µl de hexano para su posterior análisis por 

GC-FID. Realizar las extracciones por triplicado. 



 

 

 

Nombre del procedimiento 

Curva de calibración GC-FID utilizando mezclas de ésteres etílicos y ácidos grasos. 

 

I. OBJETIVO: Determinar la concentración de una sustancia (analito - ésteres etílicos y ácidos 

grasos) en una muestra de biomasa de microalgas. 

 

II. ALCANCE: Entender la respuesta instrumental de un analito (ésteres etílicos y ácidos grasos) 

y para predecir la concentración del analito en una muestra de biomasa de microalgas. 

 

III. NORMATIVA Y CRITERIOS APLICABLES: N/A 

 

IV. TÉRMINOS Y DEFINICIONES: Cromatografía de gases acoplada a un detector de 

ionización de llama (GC-FID). Ésteres etílicos y ácidos grasos. Sililación. Derivatización. 

 

V. RESPONSABLES: Karla Meneses Montero. 

 

VI. DOCUMENTOS ASOCIADOS: Procedimiento código 01 y 02. 

 

VII. MATERIALES, EQUIPOS Y SISTEMAS 

 

Equipo 

Cromatógrafo de gases acoplada a un detector de ionización 

 

 

VIII. FASES DEL PROCEDIMIENTO 

a. Se realizan curvas de calibración utilizando mezclas de ésteres etílicos y ácidos grasos 

de C10, C14, C15, C16, C16:1, C18, C18:1 y C18:2 dentro de un rango de 

concentración de 0 a 1000 nmol/mL) preparadas según el mismo protocolo que para 

las reacciones enzimáticas.  

 

 
Nombre del procedimiento 

Análisis por cromatografía de gases acoplada a un detector de ionización de llama (GC-FID) 

 

I. OBJETIVO: Cuantificar e identificar los ácidos grasos libres y los ésteres etílicos de los ácidos 

grasos. 

 

II. ALCANCE: La cromatografía de gases acoplada a un detector de ionización de llama (GC-

FID) se utiliza para el análisis de los lípidos.  

 

III. NORMATIVA Y CRITERIOS APLICABLES: N/A 

 

IV. TÉRMINOS Y DEFINICIONES: N-metil-N-trimetilsilil-trifluoroacetamida (MSTFA). 

Cromatografía de gases acoplada a un detector de ionización de llama (GC-FID). Sililación 

 

V. RESPONSABLES: Karla Meneses Montero. 



 

VI. DOCUMENTOS ASOCIADOS: Procedimiento código 02. 

 

VII. MATERIALES, EQUIPOS Y SISTEMAS 

 

Material Equipo 

Muestras de la extracción con hexano 

N-metil-N-trimetilsilil-

trifluoroacetamida 

Piridina 

Cromatógrafo de gases acoplada a un 

detector de ionización 

 

 

VIII. FASES DEL PROCEDIMIENTO 

a. Las muestras procedentes de la extracción con hexano se derivatizan por sililación con 

N-metil-N-trimetilsilil-trifluoroacetamida (MSTFA) para mejorar la volatilidad de las 

muestras para ser analizadas por cromatografía de gases (GC).  

b. Para ello, se añaden 25 µl de N-metil-N-trimetilsilil-trifluoroacetamida (MSTFA) y 25 

µl de piridina (catalizador) a 50 µl de la fase orgánica (extracto de hexano) y se incuban 

a 50 °C durante 20 min en un baño de agua.  

c. Los análisis GC se realizan con un cromatógrafo equipado con un sistema de muestreo 

automático, un inyector programable por temperatura (PTV) con división de flujo, un 

FID y una columna capilar de fase de sílice fundida recubierta de poliimida para 

análisis a alta temperatura. 

d. La señal se registra y analiza con el software del equipo.  

e. Los parámetros analíticos son los siguientes Caudal de helio (fase móvil): 1 mL∙min-

1, relación de división: 5; temperaturas analizadas: Inyector: gradiente de 290 a 400°C 

(200°C∙min-1) y retención de 36,45 min a 400°C, Horno: gradiente de 150 a 230°C 

(5°C∙min-1), luego de 230 a 250°C (2°C∙min-1), luego, de 250 a 390°C (35°C∙min-1) 

y retención de 5 min a 400°C; detector FID: 400°C; Volumen de inyección de la 

muestra: 0,5 µL. 

f. Los resultados se expresaron como la media de 3 repeticiones experimentales 

independientes ± desviación estándar. 

 

Anexo 4 Imagen del protocolo de la extracción directa de lípidos y esterificación de ácidos grasos.  

 



 
 

 
 

 

Anexo 5 Análisis de lípidos preliminares de la biomasa de la microalga Isochrysis galbana 

 

 

 

 

 
 

 



Anexo 6 Publicación científica relacionada con el cultivo y el aumento de la densidad celular en 

cultivos de Isochrysis galvana. 

 

Efectos de la longitud de onda de luz, el fotoperiodo y la salinidad en la cinética de crecimiento de 

Isochrysis galvana. 
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Resumen 

Introducción: La producción de Isochrysis galvana en los criaderos de ostras es de suma importancia, de 

la calidad nutricional de esta microalga dependerá que las larvas obtengan los nutrientes necesarios para su 

desarrollo óptimo. El desarrollo de esta actividad en Costa Rica está en crecimiento para ello se requiere 

optimizar la producción de esta microalga por medio de la optimización de los reactores de cultivo esto 

para producir mayor cantidad y calidad de biomasa. Objetivo: Medir el efecto que tienen las variables de 

longitud de onda de luz, fotoperiodo y salinidad en la cinética de crecimiento de Isochrysis galvana. 

Métodos: El estudio se realizó de marzo a junio del 2021, se aplicaron 2 colores de luces LED (Blanca y 

azul) se realizaron 2 bioensayos con las longitudes de onda de luz azul y blanca, en cada longitud de onda 

de luz se probaron 3 fotoperiodos 16h:8h, 12h:12 h y 24h(L/O), en cada fotoperiodo se probaron 4 

salinidades (32ppm, 30ppm, 28ppm y 25ppm). Cada salinidad se trabajó por triplicado para un total de 12 

unidades experimentales por fotoperiodo cada una con capacidad de 5.5 litros. N= 72. Resultados: Después 

de 12 días de cultivo se observó que la mayor densidad celular de se alcanzó en el tratamiento de luz azul 

con irradiación constante 24h y salinidad de 28ppm, El fotoperiodo de 12h:12h (L/0) no tuvo en buen 

crecimiento en ninguna de las longitudes de onda de luz empleadas. En cuanto a la producción de biomasa 

se determinó que el tratamiento de luz azul, fotoperiodo 16L:8O y salinidad de 30ppm fue el que tuvo un 

mayor peso de la biomasa seca.  Discusión: El bioensayo permitió determinar que hay un efecto positivo 

de los factores de salinidad, color de luz y fotoperiodo sobre el aumento de la densidad celular en cultivos 

de Isochrysis galvana. La combinación de factores de luz azul con irradiación constante 24h y salinidad de 

28ppm permitieron alcanzar la mayor densidad celular en el cultivo esto por el efecto directo de estos 

factores en la tasa de fotosíntesis al mejorar la eficiencia de los pigmentos fotosintéticos para capturar 

electrones. 

 

Anexo 7 Publicación científica relacionada con el cultivo, perfil bioquímico y optimización de 

parámetros para mejorar el crecimiento y la producción de lípidos en Isochrysis galvana. 

 

Reviewing Isochrysis galbana for biofuel production: cultivation, biochemical profile and optimized 

parameters for enhanced growth and lipids production. 
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Abstract 

Isochrysis galbana has been the subject of study in terms of its biological characteristics. Its genome has 

recently been sequenced, which has allowed the identification of its genes and a better understanding of its 

biology. The combination of the inherent biochemical characteristics of I. galbana with the optimization of 

cultivation conditions represents a crucial aspect in the production of biofuels, where both cultivation 

conditions and processing systems play a fundamental role. The processing of microalgal biomass from I. 

galbana involves a series of critical steps for efficiently obtaining the desired lipids for biofuel production. 

Centrifugation stands out as the most used method commercially and the storage of harvested biomass is 

crucial to avoid lipolysis since / given that affect the efficiency and production costs of biofuels. Through 

the collection and evaluation of data from previous research, specific cultivation conditions can be 

identified that improve the growth rate, lipid production, and lipid content of I. galbana, then optimized 

cultivation of I. galbana for biofuel production represents a significant area of research and development 

in the field of renewable energies. Finally, molecular, and genetic strategies represent a promising direction 

for enhancing lipid accumulation in I. galbana, a microalga of great interest in the bioenergy industry. The 

combined use of genetic and molecular techniques with optimized cultivation parameters promises to boost 

the growth and lipid production of this microalga, opening new opportunities in the future bioenergy 

industry. 

 

Keywords: bioenergy, microalgae, culture conditions, green technologies, biodiesel. 
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