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PREFACIO

El tema del presente trabajo de graduacién nace de mi interés por los microorganismos, en
especial de las microalgas, puesto que a lo largo de la carrera, en cursos como Microbiologia, Retos
ambientales y Bioingenieria, aprendi acerca del potencial que tienen las microalgas para producir
compuestos de interés para la humanidad de forma sostenible. Especificamente, me intereso la
capacidad que tienen las microalgas de producir aceites y cémo se pueden aprovechar para crear
biocombustibles como alternativas a los combustibles fdsiles. Ademas, dichos cursos me retaron y
me motivaron a estudiar la cinética de crecimiento de las microalgas en un fotobiorreactor a escala
laboratorio, puesto que se espera que las bases de este estudio permitan desarrollar mas

investigaciones relacionadas al escalamiento de la produccién de microalgas y sus productos.
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Quimica, por su apoyo con la entrega de materiales para la experimentacion y a los técnicos del
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Héctor Morales por su amor, apoyo y consejos durante toda mi carrera y en la elaboracion de este
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RESUMEN

Las microalgas producen aceite vegetal, el cual es una alternativa a los combustibles
fésiles. Incluso su produccion, al ser de 95 000 litros por hectérea, es de una a dos magnitudes mas
grandes que cualquier produccion a partir de otros cultivos energéticos. Sin embargo, ain no se
cuentan con estudios para entender qué condiciones generan la mayor produccion de lipidos dentro
de las microalgas y aiin no se han maximizado los procesos de lisis celular y extraccion de aceites,
para hacer que la produccién industrial de aceites sea eficiente y estos puedan ser aprovechados

como biodiésel.

En el presente trabajo se enfocé en el uso de dos fotobiorreactores de columna de burbuja
ascendente de 8 L para el cultivo de las microalgas Nannochloropsis oculata bajo distintas
concentraciones iniciales de nitrato de sodio, como fuente de nitrégeno, para evaluar cual es la que
permite producir la mayor cantidad de lipidos dentro de las microalgas. Se obtuvo que la
concentracion inicial de la fuente de nitrégeno x1.00 (0.300 g NaNOs/L) permite obtener la mayor
produccién de biomasa, siendo esta de 12.5005 g + 0.0193 g. Sin embargo, la concentracién inicial
de la fuente de nitrégeno x0.10 (0.030 g NaNOs/L) permite obtener el mayor rendimiento de
biomasa, el cual es de 72.4731 g biomasa/g NOs. A pesar de esto, no se logrd recuperar aceite
vegetal de la biomasa cosechada del cultivo de las microalgas, lo cual puede deberse a una baja
produccion de aceite y posterior pérdida en la extraccion de este. Asimismo, se desarrolld y
parametriz6 un modelo cinético, basado en el modelo de Monod, para describir el crecimiento
celular de las microalgas N. oculata y su respectivo consumo del sustrato limitante: nitrato, a
distintas concentraciones iniciales de la fuente de nitrégeno, en los fotobiorreactores de columna

de burbuja ascendente de 8 L.

Por el otro lado, se concluyd que el mejor método para inducir la disrupcion de la pared
celular de las microalgas N. oculata es el estrés mecanico inducido por la licuadora en un tiempo
total de 15 minutos, puesto que genera un porcentaje de lisis celular del 12.56 + 0.90 %. Por ultimo,
se concluyé que el mejor método para recuperar aceite vegetal es el método de solventes que utiliza
la combinacién cloroformo:metanol (2:1), ya que permite recuperar un 89.4612 + 2.2274 % del

aceite vegetal.
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ABSTRACT

Microalgae produce vegetable oil, which is an alternative to fossil fuels. Even their
production, at 95,000 liters per hectare, is one to two magnitudes greater than any production from
other energy crops. However, there are still no studies to understand what conditions generate the
greatest production of lipids within microalgae and the processes of cell lysis and oil extraction are
not yet maximized, to make the industrial production of oils efficient and take advantage of these

as biodiesel.

The present work focused on the use of two 8 L ascending bubble column photobioreactors
for the cultivation of Nannochloropsis oculata microalgae under different initial concentrations of
sodium nitrate as a nitrogen source, to evaluate which one allows producing the highest amount of
lipids within the microalgae. It was obtained that the initial concentration of the x1.00 nitrogen
source (0.300 g NaNOs/L) allows obtaining the highest biomass production, being 12.5005 g +
0.0193 g. However, the initial concentration of the nitrogen source x0.10 (0.030 g NaNOs/L) allows
obtaining the highest biomass yield, which is 72.4731 g biomass/g NOs. Despite this, it was not
possible to recover vegetable oil from the biomass harvested from the microalgae culture, which
may be due to low oil production and subsequent loss in oil extraction. Likewise, a kinetic model
was developed and parameterized, based on the Monod model, to describe the cell growth of N.
oculata microalgae and their respective consumption of the limiting substrate: nitrate, at different

initial concentrations of the nitrogen source, in the 8 L ascending bubble column photobioreactors.

On the other hand, it was concluded that the best method to induce cell wall disruption of
N. oculata microalgae is the mechanical stress induced by the blender in a total time of 15 minutes,
since it generates a cell lysis percentage of 12.56 + 0.90 %. Finally, it was concluded that the best
method to recover vegetable oil is the solvent method using the chloroform:methanol (2:1)

combination, since it allows recovering 89.4612 + 2.2274 % of the vegetable oil.
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I.  INTRODUCCION

Los biocombustibles de tercera generacion se han vuelto de gran interés, ya que representan
una alternativa a los combustibles fosiles y requieren de materia prima que no representa un peligro
para la seguridad alimentaria. Por ende, la comunidad cientifica ha enfocado sus esfuerzos en
maximizar la produccion de lipidos a partir de las microalgas y en la extraccion de dichos lipidos,
para lograr escalar el proceso de una forma eficiente y sostenible. Actualmente paises como Japon,
Espafia y Cuba ya estadn desarrollando las tecnologias para llevar a una escala industrial el
crecimiento de microalgas para la obtencion de aceites y otros productos con potencial en
agricultura, nutricion, cosmética y la creacion de biocombustibles (Moreno et al., 2016). Sin
embargo, en Guatemala aln se estan desarrollando investigaciones en esta rama, por lo que no se

cuenta con tecnologias desarrolladas para la produccion industrial de microalgas.

Las microalgas son microorganismos fotosintéticos, es decir que aprovechan la luz solar
para producir energia quimica para su metabolismo y tienen la capacidad de fijar el dioxido de
carbono (Chisti, 2007). Una de las especies mas utilizadas en la industria, debido a su alto valor
nutricional y su tolerancia a los cambios ambientales, es Nannochloropsis oculata. Estas
microalgas cuenta con el mayor contenido de acidos grasos, en especial de los triacilgliceroles
(TAG’s) lo cual las hace ideal para la produccion de biodiesel (Sanchez-Torres et al., 2008; Chisti,
2007). El contenido lipidico de las microalgas N. oculata al ser cultivadas en agua marina alcanza
un 22.7% a 29.7% del peso seco, pero bajo condiciones de privacion de nutrientes puede alcanzar
hasta un 65% o 70% del peso seco. Asimismo, su productividad lipidica puede llegar a ser de 84.0
a 142 mg/Ld (Hu, 2004; Tamburic et al., 2014). Sin embargo, la produccidn de lipidos depende en
gran medida de las condiciones de ambientales, asi como del tipo de biorreactor en el que esta
siendo cultivada la microalga. Los factores con méas impacto en la produccion de lipidos son: la
disponibilidad de nutrientes en el medio, en especial la deficiencia de nitrégeno, salinidad, fuente

e intensidad de luz, pH, temperatura y niveles de oxigeno disuelto (Bi & He, 2020).

Una de las formas que se utilizan para cultivar a las microalgas N. oculata es mediante un
fotobiorreactor de columna. Estos fotobiorreactores estan hechos en forma de columna vertical y
con materiales como vidrio transparente o acrilico. Cuentan con un sistema de burbujeo de aire en
la parte inferior, lo cual crea turbulencia para mezclar adecuadamente el medio de cultivo y lograr
la transferencia de masa de diéxido de carbono y oxigeno producido. Asimismo, las fuentes de luz
pueden ser instaladas interna o externamente para proveer una mejor distribucion de luz. Las

principales ventajas de estos reactores es que permiten una alta transferencia de masa, una baja



fotoinhibicidn y fotooxidacion, las condiciones de cultivo son altamente controlables, se obtienen
altos rendimientos de biomasa, las columnas son compactas, faciles de mantener y de bajo costo
energético. Por ende, este tipo de reactores cuentan con una alta escalabilidad para la industria
(Eriksen, 2008; Alami et al., 2020).

También es importante conocer y analizar la cinética del crecimiento celular de las
microalgas en las condiciones experimentales dentro de los fotobiorreactores de columna
ascendente. La cinética puede obtenerse al medir con el paso del tiempo la concentracién celular,
la concentracion del sustrato limitante y, de ser posible, la concentracién del producto de interés.
El andlisis permitird obtener la tasa de crecimiento celular, entre otros parametro cinéticos
importantes, como la velocidad especifica de crecimiento (u) y el espacio-tiempo (). Con esto se
puede predecir el crecimiento celular de las microalgas bajo distintos pardmetros experimentales.
Todo esto resulta til para el escalamiento de los fotobiorreactores, puesto que el tiempo de reaccion
debe permanecer constante en la nueva escala y se puede producir microalgas bajo las condiciones

gue generen los mejores rendimientos.

Cabe resaltar que se requiere de métodos de lisis celular para lograr que las células liberen
su contenido y asi extraer posteriormente los lipidos producidos dentro de las microalgas. Entre los
métodos mas utilizados para la lisis celular estan: estrés mecanico, ultrasonido, shock osmético,
termdlisis, hidrolisis acida, hidrolisis enzimatica, entre otros. Cabe resaltar que estos métodos
permiten debilitar y/o romper la pared celular de las microalgas (McMillan, Watson, Ali & Jaafar,
2013). Por el otro lado, uno de los métodos mas utilizados para la extraccion de lipidos es el Método
de Bligh & Dyer. Este consiste en utilizar una relacion 2:1 de los solventes cloroformo:metanol, lo
cual permite la formacion de una mezcla bifasica, donde los lipidos quedan en la fase del
cloroformo y los deméas compuestos en la fase del metanol (Wong et al., 2019). Una alternativa a
este método, que ha reportado buenos rendimientos, es utilizar los solventes
cloroformo:metanol:agua, en una proporcion (5.7:3:1). Ademas, el uso de solventes verdes o
amigables con el medio ambiente han tomado cada vez méas importancia, por lo que han surgido
investigaciones en donde se utiliza solventes como el n-hexano o la combinacién de hexano y etanol
(1:1). Estos generan un menor impacto ambiental a la vez que generan buenos rendimientos en la
extraccion de lipidos (De Jesus & Filho, 2020).

El presente trabajo se enfocd en el uso de dos fotobiorreactores de columna de burbuja
ascendente, con capacidad de 8 L cada uno, para la evaluacion de la produccion de lipidos
utilizando las microalgas Nannochloropsis oculata. En el apartado de objetivos se detalla los

aspectos evaluados, los cuales se llevaron a cabo segun los descrito en el apartado de metodologia
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y tomando como base los fundamentos tedricos y précticos presentados en el marco tedrico y en
antecedentes, respectivamente. En el apartado de resultados se expone los datos més relevantes
obtenidos de la experimentacion, los cuales son discutidos en el apartado de andlisis de resultados.
Por altimo, en el apartado de conclusiones se presenta, en base a dicho analisis, el modelo cinético
propuesto para predecir el crecimiento de las microalgas bajo los parametros experimentales
analizados, asi como las condiciones de cultivo, el método de lisis celular y el método de solventes

para extraer lipidos, que permiten obtener los mejores rendimientos.



Il. OBJETIVOS

A. General

Evaluar la produccién de lipidos utilizando Nannochloropsis oculata en un fotobiorreactor de
columna de burbuja ascendente, para determinar los parametros experimentales que generan los

mejores rendimientos.

B. Especificos

1. Medir la concentracion inicial de la fuente de nitrégeno en el medio de cultivo de
las microalgas Nannochloropsis oculata, para determinar la que permite obtener
una mayor produccién de lipidos, midiendo en diferentes tiempos la concentracion
celular, la concentracién de la fuente de nitrogeno y la cantidad de lipidos
obtenidos de la extraccion.

2. Generar un modelo cinético de la operacion del reactor, midiendo para diferentes
tiempos la concentracion celular y la concentracion de la fuente de nitrégeno en el
medio de cultivo, para predecir el crecimiento celular de las microalgas
Nannochloropsis oculata bajo los parametros experimentales.

3. Evaluar la lisis celular de las microalgas Nannochloropsis oculata, mediante
métodos previamente estudiados y la cuantificacion de células viables, para
determinar el mas efectivo.

4. Evaluar la extraccion de lipidos de las microalgas Nannochloropsis oculata,
mediante métodos previamente estudiados y cuantificando la cantidad de lipidos
extraidos, para determinar el que genera mejores rendimientos.



l1l. JUSTIFICACION

Desde la Revolucién Industrial, la disminucidn de los recursos naturales y el consecuente
aumento de los gases de efecto invernadero (GEI) han ido en aumento (Mureed et al., 2018). Segun
la Environmental Protection Agency (EPA), en 2017 se emitieron 50 mil millones de toneladas al
afio de GEI de fuentes antropogénicas, de los cuales el 14% eran debido al transporte
(Environmental Protection Agency, 2017). Los cientificos de todo el mundo, preocupados ante la
alarmarte situacion del planeta, han enfocado sus esfuerzos en desarrollar alternativas para un
progreso mas sostenible. Entre dichas alternativas se encuentra el desarrollo de biocombustibles
como sustitutos al petréleo y gas natural, ya que estos nuevos combustibles generan menos GEI
(Mureed et al., 2018).

Los biocombustibles han tenido un crecimiento exponencial en el mercado, alcanzando entre
el afio 2000 y 2011 un crecimiento del 400%. Por lo que innovar en esta area podria ser rentable
(HLPE, 2013). Cabe agregar que el biodiesel se ha desarrollado a partir de fuentes alimentarias
como aceites vegetales. Sin embargo, esto representa un peligro para la salud alimentaria, por lo
que utilizar otras materias primas es indispensable; con el fin de obtener beneficios econémicos a
partir de fuentes renovables que no perjudiquen al medio ambiente, ni pongan en peligro la
alimentacion de los seres humanos (Mureed et al., 2018; Maity et al., 2014).

A raiz de esto surge el desarrollo de biocombustibles de tercera generacion, los cuales se
producen a partir del aceite de microalgas. Esta materia prima no pone en riesgo la salud
alimentaria, es una fuente renovable y se puede cultivar a bajo costo. Incluso puede aprovecharse
la biomasa residual para crear alimentos de valor (Maity et al., 2014; HLPE, 2013). Por otro lado,
se ha reportado que las microalgas producen alin méas aceites que los cultivos energéticos utilizados
para la produccién de aceite vegetal. Se estima que la produccion de biodiésel a partir de microalgas
puede alcanzar los 95 000 litros por hectarea, lo cual es de una a dos magnitudes mas grandes que

cualquier produccion a partir de otros cultivos (Ganesan et al., 2020).

Actualmente en diversos paises ya estan desarrollando las tecnologias para llevar a una escala
industrial el crecimiento de microalgas para la obtencién de aceites y otros productos con potencial
en agricultura, nutricion, cosmética y la creacion de biocombustibles (Moreno et al., 2016). Sin
embargo, en Guatemala no se cuenta con tecnologias desarrolladas para la produccion industrial de
microalgas, ya que aun se estan desarrollando investigaciones en esta rama. Especificamente, en

Universidad del Valle de Guatemala, se han llevado a cabo investigaciones para la produccion de



las microalgas Nannochloropsis oculata, ya que estas cuenta con un gran valor nutricional y con

un alto contenido de acidos grasos, lo cual las hace de interés para la industria.

A pesar de estos primeros esfuerzos, aln no se cuentan con estudios para entender qué
condiciones generan la mayor produccién de lipidos dentro de las microalgas y aln no se
maximizan los procesos de lisis celular y extraccion de aceites, para hacer que la produccion
industrial de aceites sea eficiente y estos puedan ser aprovechados como biodiésel. Es por esto que
en el presente trabajo, se propone determinar la concentracién inicial de nitrato de sodio, como
fuente de nitrégeno, que genera la mayor produccion de lipidos dentro de las microalgas N. oculata,
cultivadas en los fotobiorreactores de columna de burbuja ascendente de 8 L que se utilizan en la
Universidad del Valle de Guatemala. Ademas, se propone un modelo cinético para predecir el
crecimiento de las microalgas en distintas condiciones experimentales, un método de lisis celular
funcional y un método de extraccion de lipidos con solventes, como medios de proveer informacion

técnica necesaria en el desarrollo de dicho proceso.



IV. MARCO TEORICO

A. MICROALGAS NANNOCHLOROPSIS OCULATA

Las microalgas son microorganismos fotosintéticos, es decir que aprovechan la luz solar para
producir energia quimica para su metabolismo. Ademas, tienen la capacidad de fijar el dioxido de
carbono (Chisti, 2007). Una de las especies mas utilizadas en la industria, debido a su alto valor
nutricional y su tolerancia a los cambios ambientales, es Nannochloropsis oculata. Ademas, el
género Nannochloropsis es el que cuenta con el mayor contenido de &cidos grasos, en especial del
triacilgliceroles (TAG’s), lo cual la hace ideal para la produccion de biodiesel (Sanchez-Torres et
al., 2008; Chisti, 2007).

La especie de microalga Nannochloropsis oculata proviene de la familia Monodopsidaceae
y de la clase Eustigmatophyte. Es unicelular, su estructura se caracteriza por ser esférica o
cilindrica, alcanzado a medir los 2 a 4 um (ver Figura 1). Cabe resaltar que son microorganismos
no matiles, su estructura intercelular es bastante simple y sus cloroplastos presentan una coloracién
amarilla o verde. Otra de las caracteristicas que diferencian a esta microalga de las demas es su
contenido en clorofila “a”, pero su falta de clorofila “b” y “c”. Asimismo, cuenta con altas
concentraciones de pigmentos tales como astaxantina, zeaxantina y canthaxantina (Guiry, 2013).
Cabe agregar que el ambiente mas comun en el que puede encontrarse esta especie son en las aguas
marinas, seguido de aguas dulces y salobres (Fawley & Fawley, 2007). Por otro lado, es importante
mencionar que las microalgas se producen generalmente de forma asexual mediante biparticion y,
en el caso de las células eucariotas, demoran entre 8 a 24 horas en duplicarse (Guzman-Burneo &
Gonzélez, 2016).

Figura 1. Microalga Nannochloropsis oculata observada en microscopio.

(Daniells, 2015).



Es importante recalcar que la pared celular del género de microalgas Nannochloropsis es
gruesa y fuerte, alcanzando a medir entre 0.06 a 0.11 pum de profundidad. La pared celular se
conforma de distintas capas con diferentes composiciones y funciones. Las principales funciones
de la pared celular son proteger a la célula de presiones externas y formar barreras de transferencia
de masa para evitar la deshidratacion celular y la extraccion de biomoléculas (Zhang et al., 2019).
Por el otro lado, se ha reportado que el género Nannochloropsis cuenta con una capa interna en la
pared celular que es porosa, con subestructuras fibrosas y filamentos, que soportan presion en
ambos lados de su estructura y que conectan la capa con la membrana plasmaética. Dicha capa esta
conformada principalmente por celulosa y glucosa. Sobre esta capa se encuentra otra compuesta en
un 75% de celulosa y sobre esta se forma la capa externa de la pared celular, conformada por

algaenano.

Este compuesto es un polimero alifatico, insoluble, no hidrolizable y muy resistente, que es
responsable en gran parte de la dureza de la pared celular. Los algaenanos se conforman por cadenas
rectas de hasta 30 carbonos, altamente saturadas y unidas por enlaces éter en la posicion terminal
y en una o dos posiciones de la cadena media. Cabe agregar que sobre la capa de algaenano se
encuentran extensiones de la pared cuya composicion aln no se conoce con certeza (ver Figura 2
y 3). En sintesis, los componentes de la pared celular incluyen carbohidratos como: glucosa,
ramnosa, manosa, ribosa, xilosa, fucosa y galactosa; aminoacidos, proteinas, lipidos, carotenoides,
taninos, ligninas, celulosa, hemicelulosas, pectinas, fucanos, alginatos, ulanos, carragenanos y
liqueninas. Por ende, las humerosas barreras de la pared celular provocan que la extraccion de
biomoléculas de estas microalgas sea complicado (Zhang et al., 2019; D’Hond et al., 2017; Lee et
al., 2017).
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Las microalgas N. oculata obtienen su energia mediante la fotosintesis (ver Figura 4). Este
es un proceso metabolico en el que se convierte el dioxido de carbono en carbohidratos, oxigeno y
agua, que seran aprovechados por las microalgas para su desarrollo. Este proceso ocurre en los
cloroplastos y se divide en dos fases: fase luminosa y fase oscura (ciclo de Calvin). En términos
generales, en esta fase se requiere de 6 moléculas de agua y energia solar. Se produce 6 moléculas
de O,y se forma ATP y NADPH, los cuales son moléculas que almacenan la energia. Por el otro
el lado, en la fase oscura se requiere de 6 moléculas de dioxido de carbono y de las moléculas de
ATP y NADPH producidas en la fase anterior. Con estas se produce ADP y NADP™, las cuales se
reutilizan en la fase luminosa y, por ultimo, se produce gliceraldehido 3-fosfato (G3P), el cual es
aprovechado por las células para producir glucosa y otros carbohidratos esenciales para el
metabolismo. En sintesis, la ecuacion general que describe la fotosintesis es: 6 CO, + 6H,0 +
luz solar = C¢H;,04 + 60, (Audesirk et al., 2012).

energia de
la luz solar

cloroplasto

s %D (CeH1205

Figura 4. Fotosintesis en células vegetales.

(Audesirk et al., 2012).
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Por otro lado, los lipidos producidos por las microalgas N. oculata se pueden dividir en dos
grupos principales: lipidos polares y lipidos no polares. Los lipidos polares, como los
glicerofosfolipidos, tienen gran relevancia en la estructura celular, en distintas rutas metabdlicas y
en la respuesta ante cambios ambientales. Estos cuentan con largas cadenas de acidos grasos, las
cuales pueden transformarse para obtener acidos grasos poliinsaturados (PUFA’s), pertenecientes
a la familia de los omega-3, como acido eicosapentaenoico (EPA), &cido docosapentaenoico (DPA)
y docosahexaenoico (DHA). En cambio, los lipidos no polares, como los triacilgliceroles (TAG’s),
son importantes como reserva de energia en las células, en el metabolismo celular y en el
mantenimiento celular. Los triacilgliceroles son ésteres que se derivan del glicerol y cuentan con
acidos grasos (ver Figura 5). Estos son de gran interés para la produccion de biodiésel gracias a su
poder energético (Aratboni et al., 2019; Wade, 2017).

O

CH;—0—C~

Figura 5. Estructura quimica de un triacilglicerol.
(Wade, 2017).

La sintesis de TAG’s en las microalgas N. oculata ocurre mayormente en la fase estacionaria
del crecimiento celular y, en términos generales, se da de la forma descrita a continuacién (ver
Figura 6). En primer lugar los &cidos grasos que se requieren como precursores son sintetizados en
el cloroplasto mediante cualquiera de las dos formas: a partir del carbono fijado en la fotosintesis
0 a partir de nutrientes organicos presentes en el medio de crecimiento de la microalga. Luego, los
acidos grasos libres son exportados desde el cloroplasto al reticulo endoplasmatico, en donde son
convertidos en Acetil-CoA y luego en triacilgliceroles (TAG). Por ualtimo, los TAG son
transportados desde el reticulo endoplasmético hacia el citoplasma en cuerpos oleosos, donde se
conservan como reserva de energia. Cabe resaltar que son estas Gltimas moléculas las que se busca
optimizar su produccién para su posterior aprovechamiento, en especial en la produccion de
biodiésel (Hu et al., 2008; Durrett, Benning & Ohlrogge, 2008).
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Figura 6. Ruta metabdlica de la sintesis de lipidos en microalgas.

(Scott, 2010).

Cabe agregar que el contenido lipidico de las microalgas N. oculata al ser cultivadas en agua
marina alcanza un 22.7% a 29.7% del peso seco, pero bajo condiciones de privacion de nutrientes
puede alcanzar hasta un 65% o 70% del peso seco. Asimismo, su productividad lipidica puede
llegar a ser de 84.0 a 142 mg/Ld (Hu, 2004; Tamburic et al., 2014). Sin embargo, la produccién de
lipidos depende en gran medida de las condiciones de ambientales, asi como del tipo de biorreactor
en el que esté siendo cultivada la microalga. Los factores con mas impacto en la produccién de
lipidos son: la disponibilidad de nutrientes en el medio, en especial la deficiencia de nitrogeno,
salinidad, fuente e intensidad de luz, pH, temperatura y niveles de oxigeno disuelto (Bi & He,
2020).
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B. CONDICIONES DE CRECIMIENTO

Luz: Esta es la condicion més importante que debe controlarse para que las microalgas
realicen adecuadamente la fotosintesis y alcancen la méaxima tasa de crecimiento y produccién de
biomasa. De lo contrario, se puede inducir una fotoinhibicion y provocar la muerte de los
microorganismos (Tamburic et al., 2014). Por eso, la iluminacion debe concentrarse en las
intensidades y los fotoperiodos adecuados. Estas variables también dependeran del biorreactor
utilizado y de la profundidad del cultivo (Ganesan et al., 2020).

Las microalgas Nannochloropsis cuentan con un aparato fotosintético flexible, puesto que es
capaz de adaptarse a una amplia gama de intensidades de luz a un ritmo constante o con variacién
sinusoidal y, por el otro lado, puede adaptarse a una alta frecuencia de fluctuaciones de irradiacion
(Tamburic et al., 2014). Para optimizar el crecimiento de microalgas se puede utilizar ldmparas
fluorescentes con una radiacion de 380 a 500 nm para brindar luz azul en conjunto con radiacion
de 600 a 700 nm para brindar luz roja. Asimismo, se puede variar la intensidad luminica (Ganesan
et al., 2020). Cabe agregar que para el cultivo de Nannochloropsis son importantes los periodos de
oscuridad después de periodos de luz intensa, para permitir la reoxidacion de los transportadores
de electrones clave en el aparato fotosintético (Tamburic et al., 2014).

Temperatura: La temperatura dptima a la que crecen las microalgas y alcanzan la maxima
produccién de biomasa depende en parte al ambiente natural donde crecen. En la naturaleza, las
microalgas estan sujetas a variaciones de temperatura debido a su dependencia con la luz solar. Se
ha reportado que en sistemas de cultivo abiertos la temperatura maxima puede llegar entre 35 a 38
°C y la temperatura minima, ante la ausencia de luz solar, puede llegar entre los 15 y 20 °C. Estas
variaciones representan un reto en la optimizacién de la produccion de biomasa. Por ende, en el
laboratorio se debe controlar los rangos de temperatura de modo que se alcance la maxima
produccién de biomasa, pero cuidando de no provocar una acelerada respiracion celular por
constantes temperaturas altas (Harrison et al., 2010; Vonshak, 1997). La temperatura 6ptima a la
que crecen las microalgas Nannochloropsis sp. esta en el rango de 24 a 26 °C. Sin embargo, faltan
estudios concluyentes en donde se compare el crecimiento de Nannochloropsis sp bajo
temperaturas constantes en el laboratorio y bajo temperaturas variables en la naturaleza (Tamburic
etal., 2014).

pH: El pH debe ser al adecuado para permitir que las microalgas crezcan, de lo contrario, la
pared celular de estos microorganismos puede colapsar y afectar o detener el crecimiento. El pH

optimo al que las microalgas N. oculata se desarrollan va en el rango de 7 a 9, al igual que la
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mayoria de las algas. Sin embargo, es importante destacar que el suministro de diéxido de carbono,
asi como su consumo, determina el pH del medio de cultivo. Esto se debe a la especiacion del
dioxido de carbono en la disolucion. Si en el medio de cultivo hay més dioxido de carbono del que
las microalgas son capaces de fijar, la concentracion de iones H* aumentara en el medio y provocara
el aumento del pH. Por ende, debe controlarse el pH del medio para evitar que este lo acidifique y
provoque gue las microalgas no puedan desarrollarse (Harrison et al., 2010; Ganesan et al., 2020;
Sanchez-Torres et al., 2008).

CO; + H;O « H;CO;
H,CO3 & HCO3;™ + H™
HCO;™ <« CO3t~ + HT

Figura 7. Especiacion del dioxido de carbono en disolucion.
(Harrison et al., 2010).

Nitrégeno: Este nutriente se provee generalmente como nitratos, amonio o urea. Acorde a lo
reportado por Guillard, 1975, la concentracion de la fuente de nitrogeno que debe tener el medio
de microalgas N. oculata es de 0.300 g/L. Ademas, este nutriente representa entre el 7% y 10% del
peso seco de las microalgas y es esencial para la sintesis de proteinas estructurales y entre otras
funciones de las células. Sin embargo, cuando en el medio de crecimiento este nutriente es escaso,
a pesar de que la fotosintesis continda, pero en un ritmo mas lento, el flujo de carbono se desvia de
la sintesis de proteinas y se dirige a la sintesis de lipidos o carbohidratos, puesto que se sintetizan
como reserva de energia y de carbono en las condiciones de estrés (Hu, 2004; Aléman et al., 2017).

La sintesis y acumulacion de lipidos se maximiza en medios de cultivos con bajas
concentraciones de nitrégeno. Bajo estas condiciones, los lipidos neutros, es decir, los
triacilgliceroles (TAGs) predominan en el citoplasma de las células (Hu, 2004). Ademas, la
deficiencia de nitrdgeno conlleva a la acumulacion de carotenoides secundarios y, en ocasiones,
también se disminuye el contenido de clorofila. Sin embargo, es importante resaltar que cualquier
factor de estrés al que se sometan las microalgas puede conllevar a la disminucion de la
productividad de la biomasa, a pesar de que se logre el objetivo de acumular lipidos (Aléman et al.,
2017).

Fosforo: Este nutriente también es indispensable para el correcto desarrollo de las
microalgas. Su funcién es formar diversos componentes estructurales y funcionales para el
crecimiento y diversos procesos metab6licos. Especificamente, es vital para la formacion de acidos

nucleicos y para la transferencia de energia dentro de la célula (Hu, 2004; Park et al., 2011). Cabe
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resaltar que se provee en forma de fosfato de potasio y se requiere que el medio de cultivo contenga
menos del 1% de fosforo (Park et al., 2011; Harrison et al., 2010). Por otro lado, es importante
mencionar que la deficiencia de este nutriente también provoca una deficiencia en el crecimiento
de la biomasa (Park et al., 2011). Ademas, las condiciones de estrés debido a la falta de este
nutriente, provoca que el contenido de lipidos dentro de las células aumente (Scott, 2010).

Salinidad: Este pardmetro es importante controlar para obtener la productividad de biomasa
deseada, puesto que de lo contrario, la fotosintesis en las microalgas puede verse inhibida por estrés
osmotico. Se ha observado que, a pesar de que las microalgas pueden adaptarse en un medio con
salinidad excesiva, la productividad de biomasa y, por ende, de lipidos decae debido a que la
actividad fotosintética también decae (Hu, 2004). La salinidad recomendada en el medio de cultivo
es del 20%, aunque las microalgas pueden llegar a ser bastante tolerantes, por lo que un rango del
12% al 40% de salinidad también puede ser adecuada dependiendo el objetivo del estudio (Castelld,
1993).

Didxido de carbono: La concentracién de dioxido de carbono influye en gran medida en la

tasa de crecimiento de biomasa de las algas (Razzak et al., 2015). Sin embargo, cabe mencionar
gue una limitante de esta tasa de crecimiento es la transferencia de masa de CO; en los
biorreactores. Una solucion viable es utilizar gas enriquecido con CO, para satifacer los
requerimientos de las células (Hu, 2004). Por el otro lado, el exceso de CO; en el medio también
afecta la tasa de crecimiento de biomasa. Ademas, cientificamente se ha comprobado que en un
ambientes de crecimiento con exceso de aire enrigquecido con CO; y transportado en burbujas,

favorece a la produccion de lipidos (Eloka & Inambao, 2017).

Oxigeno disuelto: Este nutriente se obtiene en el medio de cultivo mediante la fotosintesis

realizada por las microalgas. Es importante que este parametro se pueda controlar en el medio de
cultivo, de lo contrario pueden surgir diversas complicaciones en el crecimiento de las microalgas.
El primer reto puede ser que, al haber alta concentracion de oxigeno disuelto en el medio, las células
pueden utilizarlo para realizar fotorrespiracion, lo cual produce CO,. Este compuesto puede
cambiar el pH del medio y afectar el crecimiento 6ptimo de las microalgas (Alami et al., 2020). El
segundo reto puede ser que, debido a la alta concentracién O, el crecimiento celular se vea
inhibido. Esto puede deberse a que la radiacion puede conllevar a la produccion de especies
reactivas de oxigeno, las cuales pueden dafiar a las células (Alami et al., 2020). El tercer reto puede
ser que los niveles de oxigeno disuelto en el medio aumenten hasta un 200% en las horas con mayor
radiacion, puesto que las microalgas la aprovechan al méximo para realizar la fotosintesis. Sin

embargo, esta concentracion de O, puede provocar que la produccion de biomasa se reduzca un
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17% o hasta un 25% en el caso que los niveles de oxigeno disuelto lleguen a un 300% (Park et al.,
2011).

C. METODOS DE CULTIVO

Fototrdficos: Las microalgas pueden seguir distintas rutas nutricionales. La primera de ellas
es la ruta fototréfica. En esta las microalgas requieren de la luz solar y del diéxido de carbono
atmosférico como fuente de carbono. Cabe agregar que algunas especies requieren ademas iones
minerales inorganicos y/o pequefias cantidades de compuestos organicos, como las vitaminas, para
crecer adecuadamente (Razzak et al., 2015; Grobbelaar, 2004). La ventaja de esta ruta es que tanto
la luz como el CO;es obtenido del ambiente, por lo que los costos son reducidos. Sin embargo, una
desventaja es que, si las microalgas se exponen de forma prolongada a la luz solar puede haber
fotoinhibicidn y, por ende, el crecimiento celular puede verse afectado. Cabe resaltar que en este
tipo de cultivos debe cuidarse la densidad celular, puesto que si esta es muy alta, la luz solar no
llegara de forma uniforme a todo el cultivo y también puede verse afectado el crecimiento celular
(Borowitzka, 1999; Tamburic et al., 2014).

Heterotrdficos: En la ruta heterotréfica las microalgas no dependen de la luz solar para
obtener energia, en su lugar, utilizan sustratos organicos, como glucosa, acetato y glicerol, como
fuente de energia y fuente de carbono (Razzak et al., 2015; Grobbelaar, 2004). Las ventajas de esta
ruta es que, gracias a que ciertas especies de microalgas pueden crecer exclusivamente en ciertos
sustratos organicos, se pueden utilizar biorreactores cerrados para producir biomasa y
biocompuestos bajo condiciones controladas de cultivo y a un costo bajo (Grobbelaar, 2004;
Borowitzka, 1999). Sin embargo, las desventajas de esta ruta es que hay pocas especies de
microalgas, como C. protothecoides y C. vulgaris, que pueden crecer en estas condiciones.
Ademas, las fuentes organicas de carbono pueden provocar contaminacion por la presencia de otros

microorganismos en el medio (Borowitzka, 1999).

Mixotréficos: En la ruta mixotréfica las microalgas requieren de la luz solar, del didxido de
carbono y de otros compuestos orgénicos para producir energia y crecer. Bésicamente es una
combinacion entre las rutas fototroficas y heterotréficas, excepto en total oscuridad (Razzak et al.,
2015; Grobbelaar, 2004). Sin embargo, presenta ventajas sobre estas Gltimas dos rutas. La primera
es que las microalgas no dependen por completo de la luz solar, por lo que la fotoinhibicion es
minima. La segunda es que las microalgas no requieren grandes cantidades de compuestos

organicos, por lo que su cultivo es mas econdémico. La tercera es que las microalgas presentan
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mayores tasas de crecimiento y, en los periodos de oscuridad, la pérdida de biomasa es minima
(Razzak et al., 2015; Borowitzka, 1999). En la actualidad, este tipo de cultivo es ampliamente
utilizado en la industria para producir biodiésel a partir de microalgas, debido a sus maltiples
ventajas (Borowitzka, 1999).

Fotoheterotréficos: La ruta fotoheterotrofica es similar a la mixotréfica. Sin embargo, en esta

las microalgas requieren de la luz solar para poder aprovechar los compuestos organicos como
nutrientes, los cuales también van a contribuir con su crecimiento y sus requerimientos energéticos.
La desventaja de esta ruta contra la mixotréfica es evidentemente el requerimiento esencial de luz
solar, el cual puede provocar también una fotoinhibicion y afectar el crecimiento celular (Razzak
et al., 2015; Grobbelaar, 2004; Tamburic et al., 2014).

D. FOTOBIORREACTORES

Los fotobiorreactores son sistemas de cultivos en los que se aprovecha la ruta nutricional
fototrofica o mixotréfica de las microalgas. Las caracteristicas generales de estos biorreactores es
gue mas del 90% de la luz no es proporcionada de forma directa sobre el cultivo, sino que esta
atraviesa las paredes transparentes del biorreactor antes de llegar al cultivo. Por el otro lado, este
tipo de biorreactor limita el intercambio de gases y contaminantes entre la atmosfera y el medio de
cultivo, lo cual lo hace favorable para poder controlar las condiciones de crecimiento de las
microalgas (Tredici, 2004). Actualmente, las investigaciones relacionadas al cultivo de microalgas
utilizan los fotobiorreactores. Estos pueden ser disefiados como reactores tubulares, de panel plano
o de columna. Este tipo de fotobiorreactores cuentan con grandes areas superficiales, cortas

trayectorias de luz interna y pequefias zonas oscuras (Eriksen, 2008).

Fotobiorreactores tubulares: Este tipo de fotobiorreactor es considerado como uno de los més

adecuados para cultivar microalgas a gran escala en un sistema cerrado al aire libre (ver Figura 7).
Las caracteristicas técnicas de este biorreactor son: tubos hechos de vidrio transparente o pléstico,
como polipropileno, acrilico o cloruro de polivinilo, las velocidades del liquido interno puede llegar
alos 0.2y 0.5 m/s, los tubos cuentan con didmetros internos pequefios, entre los 10 a 60 mm, para
aumentar la penetracion de la luz, los tubos pueden llegar a medir cientos de metros y pueden contar
con distintas formas y orientaciones como vertical, horizontal, helicoidal e inclinado. Sin embargo,
cabe destacar que la orientacion horizontal cuenta con una relacion superficie/volumen més grande
y cuenta con el mejor angulo para aprovechar la luz que la disposicién vertical (Eriksen, 2008;
Alami et al., 2020).
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Las principales ventajas de este fotobiorreactor es que son relativamente econémicos,
cuentan con una gran superficie de iluminacion, permiten obtener buenas productividades de
biomasa y permite un mejor tiempo de residencia del aire dentro de los tubos, por lo que hay méas
dioxido de carbono disuelto (Eriksen, 2008; Alami et al., 2020). A pesar de esto, también existen
desventajas al utilizar este tipo de biorreactor. Entre estas se encuentra el hecho que, si el diametro
del tubo es muy grande, puede restringir el crecimiento de las células, debido a que la luz solar no
se provee de forma 6ptima. Por el otro lado, si los tubos son muy largos, puede provocar que no
haya una adecuada transferencia de masa, lo que hace que exista altas concentraciones de didxido
de carbono disuelto en la zona de aireacion y altas concentraciones de oxigeno disuelto en la zona
de desgasificacién, lo cual también puede inhibir la fotosintesis. Cabe agregar que este biorreactor
requiere de mucha energia, en ocasiones puede existir el agotamiento de CO,, lo cual provoca
gradientes de pH, puede haber incrustaciones, incluso las microalgas pueden crecer en las paredes
de los tubos, restringiendo asi la luz y, por ende, el crecimiento celular (Eriksen, 2008; Alami et
al., 2020).

Figura 8. Ejemplo de un fotobiorreactor tubular.
(Alami et al., 2020).

Fotobiorreactores de panel plano: Estos biorreactores son rectangulares y delgados (ver

Figura 8). Estan hechos de vidrio transparente, plexiglas, policarbonato y pelicula de luz dptica.
Las dimensiones varian segun la aplicacion, pero la altura debe ser inferior a 1.5 my el ancho debe
ser inferior a 0.1 m. Ademas, el panel no debe contar con profundidades mayores a 0.07 m para
mantener una buena distribucion de luz en todo el cultivo y una densidad celular 6ptima. Se pueden
clasificar como impulsados por bomba y por aire. Entre otras caracteristicas se puede mencionar

que constan de una alta relacion &rea superficial/volumen y con un sistema de desacoplamiento de
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gas abierto. Asimismo, el angulo de inclinacion y la distancia entre paneles es importante para
lograr buenos rendimientos de biomasa (Alami et al., 2020).

Las principales ventajas de este fotobiorreactor es que son relativamente baratos, son viables
para cultivos al aire libre, cuentan con una gran superficie de iluminacion, el recorrido de la luz es
corto, la densidad celular es 6ptima, por lo tanto no se acumula oxigeno, se obtienen altas tasas
fotosintéticas y altas tasas de produccién de biomasa. Ademas, permiten la inmovilizacion de las
algas y son faciles de limpiar (Eriksen, 2008; Alami et al., 2020). Sin embargo, entre las desventajas
de este biorreactor se encuentra que es complicado controlar la temperatura del cultivo, es dificil
escalar el sistema, puesto que aumenta la presion hidrostética y el sistema no lo puede soportar.
Ademas, las microalgas pueden sufrir de estrés hidrodinamico, dependiendo su especie, y pueden
crecer en la pared, impidiendo la correcta distribucion de luz (Alami et al., 2020).

Figura 9. Ejemplo de fotobiorreactor de panel plano.
(Alami et al., 2020).

Fotobiorreactores de columna: Estos fotobiorreactores estan hechos en forma de columna

vertical y con materiales como vidrio transparente o acrilico (ver Figura 9). Tienen una estructura
rigida y los didmetros varian entre los 15 y 20 cm. Por lo general, cuentan con un sistema de
burbujeo de gas en la parte inferior, el cual permite convertir el gas de entrada en pequefas burbujas
que se elevan. Ademas, estas burbujas crean turbulencia para mezclar adecuadamente el medio de
cultivo y lograr la transferencia de masa de dioxido de carbono y oxigeno producido. Asimismo,
las fuentes de luz pueden ser instaladas internamente para proveer una mejor distribucion de luz
(Eriksen, 2008; Alami et al., 2020).
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Las ventajas de utilizar este biorreactor son que las burbujas ejercen poco esfuerzo cortante,
por lo que hay poco dafio celular, la mezcla obtenida es eficiente, lo que permite tener una alta
transferencia de masa y una baja fotoinhibicion y fotooxidacion. Asimismo, las condiciones de
cultivo son altamente controlables y se obtienen altos rendimientos de biomasa. Cabe agregar que
las columnas son compactas, faciles de mantener y limpiar, de bajo costo energético y cuentan con
una alta escalabilidad. Esto Gltimo se puede lograr al multiplicar los biorreactores de columna
(Eriksen, 2008; Alami et al., 2020). Sin embargo, entre las desventajas de este biorreactor se puede
mencionar que cuentan con una baja superficie de irradiacion y pueden ser costosos por el tipo de
material con el que se construyen. En el caso de las columnas muy altas, se pueden generar
gradientes de didxido de carbono, lo cual provoca gradientes de pH y la escases de este recurso.
Asimismo, el tiempo de residencia del oxigeno puede aumentar y causar la inhibicion del
crecimiento celular. En el caso de columnas con didmetros mayores a los 20 cm provocan que se
forme una zona de oscuridad en el medio de la columna, si esta no cuenta con iluminacion interna,
por lo que el crecimiento celular puede verse afectado y disminuir la produccion de biomasa
(Eriksen, 2008; Alami et al., 2020).

U R

l

Figura 10. Ejemplo de fotobiorreactor de columna.

(Alami et al., 2020).
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E. COSECHA DE BIOMASA

Una vez el cultivo de microalgas ha llegado a la fase estacionaria, se puede esperar un par de
dias mas en esta fase para que las microalgas sinteticen mas TAG’s y asi recuperar una mayor
cantidad de estos lipidos. Debe procurarse de no llegar a la fase de muerte celular para evitar que
estos lipidos se degraden (Scott, 2010). Por ende, una vez se desee detener el cultivo de microalgas,
se debe proceder a la recuperacién de los productos de interés, que en este caso son los lipidos.
Para eso, primero se debe recuperar la biomasa producida en los reactores. Luego, se debe secar la
biomasa para separarla por completo de los residuos del medio de cultivo. Posteriormente, se puede
realizar el tratamiento de lisis celular a la biomasa seca para que las células liberen su contenido y,

por ultimo, se puede recuperar los lipidos con solventes (Chua & Schenk, 2017).

Uno de los métodos maés utilizados para recuperar la biomasa del medio de cultivo es la
centrifugacion. Este método puede definirse como un método fisico de deshidratacion, el cual
depende de la generacion de una fuerza centrifuga, la cual actGa radialmente y acelera el
movimiento y separacion de las particulas en funcion de una diferencia de densidades entre dichas
particulas y el medio en el que se encuentran. La fuerza centrifuga hace que las particulas mas
densas se desplacen hacia el exterior y las particulas menos densas hacia el interior. Con este
método se puede concentrar la biomasa en el fondo y el medio de cultivo como sobrenadante, con
una alta eficiencia, en poco tiempo y sin necesidad de afiadir quimicos. Sin embargo, cabe resaltar
que este proceso puede requerir mucha energia y, por otro lado, debe realizarse adecuadamente
para no inducir la lisis celular de las microalgas debido a la fuerza centrifuga y a las colisiones que
las células pueden tener en el proceso. Es por esto que se recomienda utilizar pocas revoluciones
por minutos en la centrifugacion y en menos tiempo para prevenir la lisis celular (Najjar & Abu-
Shamleh, 2020).

El secado simplemente consiste en remover el agua de la biomasa, lo cual es necesario, ya sea
para su almacenaje, o para utilizarla en los deméas procesos para recuperar los productos de interés
como los lipidos. En general, la biomasa himeda contiene hasta mas del 80% de humedad. Por eso,
se requiere de energia para evaporar el agua de la biomasa, lo cual puede llegar a ser costoso.
Ademas, se debe procurar que la muestra de biomasa himeda sea colocada de tal manera que no
se formen capas gruesas donde el calor ya no pueda penetrar. Uno de los métodos mas
convencionales para lograr el secado es el secado al sol. Sin embargo, conforme la biomasa
contiene mas humedad, el proceso resulta poco eficiente, pues se requiere mas tiempo para lograr

el secado. Por lo tanto, resulta conveniente utilizar técnicas artificiales de secado como un tambor
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rotatorio, flujo cruzado de secado, secado en bandejas, secado al vacio, horno, entre otros. El secado
utilizando horno resulta simple y eficiente. El proceso se puede utilizar variando las temperaturas
a las que se realizard el secado y el tiempo del proceso, siempre cuidando de no utilizar temperaturas
elevadas para evitar la oxidacion de los lipidos que se desean recuperar (Mallick, Bagchi, Koley &
Singh, 2016).

F. METODOS DE LISIS CELULAR

Para poder aprovechar los lipidos producidos en el interior celular de las microalgas
Nannochloropsis oculata, primero se requiere de un pretratamiento celular, en donde se induzca la
lisis celular para que las células liberen su contenido en el medio, el cual serd recuperado
posteriormente para su aprovechamiento. Los métodos de lisis celular son diversos y pueden
clasificarse en: métodos fisicos, métodos quimicos y métodos biol6gicos.

Entre los métodos fisicos se encuentran los siguientes:

Estrés mecénico: Uno de los métodos més utilizados en la industria para lograr la lisis celular

de los microorganismos y que estos liberen su contenido intracelular es el estrés mecanico. Esto se
debe a que se mantinene una alta efectividad de lisis celular y se consume poca energia. Una forma
de lograr dicho estrés es utilizando una licuadora o cualquier equipo que permita lograr un
cizallamiento sélido. Al utilizar dichos equipos, la lisis celular se logra gracias al contacto fisico de
las cuchillas afiladas, que giran a alta velocidad, contra las células de los microorganismos.
Ademas, se logra una disrupcion celular extra, gracias a que el mezclado a alta velocidad da lugar
a que las células colisionen unas con otras y contra las paredes del recipiente en el que se de a cabo
dicho procedimiento (McMillan, Watson, Ali & Jaafar, 2013). Se considera que este método es
rapido, altamente eficiente, de bajo costo operacional y altamente escalable (Lee, Cho, Chang &
Oh, 2017).

Ultrasonido: Al utilizar ultrasonido para la lisis celular de las microalgas en el medio de
cultivo, se da lugar a la formacion de burbujas pequefias de cavitacién en el liquido donde se esta
dando el proceso y que rodea a las células. Estas burbujas, al explotar, transmiten la energia cinética
a las células. Esto induce a la lisis celular, debido a que se genera una elevada tensiéon de
cizallamiento en las paredes celulares. Ademas, se da un aumento repentino de la temperatura de
forma localizada, lo cual también contibuye en cierta manera a la disrupcion de la pared celular de

los microorganismos. Cabe resaltar que el continuo movimiento del liquido también favorece a que
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las células colisionen entre si y expulsen su contenido (McMillan, Watson, Ali & Jaafar, 2013).
Este método se considera simple, altamente reproducible y eficiente (Lee, Cho, Chang & Oh, 2017).

Termdlisis: El tratamiento térmico provoca que las células de las microalgas se desintegren
mediante el calor o el frio, ya sea por altas temperaturas (> 100 °C), temperaturas medias (50 °C —
100 °C) o temperaturas de congelacion (< 0°C). En el caso del método por congelacidn, se realizan
diversos ciclos de congelacion-descongelacion, consiguiendo la disrupcion celular debido a la
formacidn de cristales de hielo y a la expansion celular debido al descongelamiento. Por el otro
lado, también se puede llevar a cabo una liofilizacion, en donde se aplica una presion de 1 kPa 'y
temperaturas menores a los 40°C, a las microalgas previamente congeladas. En este caso, las
paredes celulares se vuelven porosas debido a la formacion de cristales de hielo, los cuales se
subliman en la liofilizacion. Por ultimo, al aplicar temperaturas medias o altas, se puede conseguir
uno de los métodos de lisis celular més eficaces. En este método el calor ayuda a romper los enlaces
de hidrogeno de la pared celular, provocando asi cambios estructurales en esta. Asimismo, los
carbohidratos y proteinas que conforman la pared celular se despolimerizan en monémeros,
provocan asi la lisis celular (D’Hondt et al., 2017). En general, estos métodos pueden ser altamente
rentables, ademas que no utilizan ningdn quimico (Lee, Cho, Chang & Oh, 2017).

Entre los métodos quimicos se encuentran los siguientes:

Shock osmético: La presion osmotica puede alterar o romper la pared celular de las

microalgas mediante un aumento o disminucion de la concentracion de sales en el medio acuoso.
Es decir, se cambia el equilibrio de la presion osmotica entre el interior y el exterior celular. Por lo
general se logra agregando sales al medio. Cuando la concentracidon de sales es mayor en el exterior
que en el interior celular, las células sufren de estrés hiper-osmético. En este caso, las células se
contraen, dafiando asi la pared celular, mientras los fluidos del interior celular se difunden hacia el
exterior. Por el otro lado, cuando la concentracion de sales es menor en el exterior, los fluidos se
difunden al interior celular para balancear la presion osmotica, provocando que las células se
expandan o revienten cuando el estrés hipo-osmotico es muy alto. Cabe resaltar que es el método
hipo-osmético el que se utiliza comunmente para liberar el contenido intracelular de las microalgas
Ranjith, Hanumantha & Arumugam, 2015). Este método se considera como un método simple,
eficiente, ecoldgico y rentable a comparacion de otros métodos de lisis celular (Lee, Cho, Chang
& Oh, 2017).

Hidrdlisis quimica: Para lograr la lisis celular de las microalgas a través de la hidrdlisis

quimica, se pueden utilizar diversos acidos como el acido clorhidrico, acido fosférico y acido

23



sulfarico. Al agregar cualquiera de estos acidos al medio donde se encuentran las microalgas, se
dard lugar al cambio del pH. Este disminuira de tal manera que provocara cambios en la estructura
de la pared celular de las microalgas. Estos cambios se deberan a que los polisacéridos que
componen la pared celular se pueden llegar a degradar por la alta oxidacion debido al cambio del
pH. Ademas, los enlaces entre los polisacaridos se veran debilitados y la pared celular se expandera.
Cabe resaltar que las proteinas presenten en la pared celular también se desnaturalizaran y esto
afectard alin mas a la estructura de la pared. En conjunto, esto hara que la pared celular se debilite
y se rompa, permitiendo de esta manera que las células puedan liberar su contenido (Phyo, Gu &
Hong, 2019). Este método es eficiente y relativamente barato a comparacién de otros quimicos
utilizados, pero requiere de altos cuidados operacionales, como equipo de proteccion, materiales

resistentes y tratamiento de aguas adecuado (Lee, Cho, Chang & Oh, 2017).
Entre los métodos bioldgicos se encuentra el siguiente:

Hidrdlisis enzimatica: La utilizacion de enzimas como método previo para la extraccién de

lipidos es utilizada por diversos autores, gracias a que permite extraer facilmente estas
biomoléculas. Cabe resaltar que las enzimas a utilizar dependeran de la composicion de la pared
celular de los microorganismos oleosos. Entre las enzimas mas utilizadas estan las celulasas,
hemicelulasas, amilasas, pectinasas, entre otras. Este método es favorable gracias a la especificidad
para desintegrar la pared celular de las microalgas, la temperatura de funcionamiento, el corto
tiempo y su bajo requerimiento energético (Patel, Mikes & Matsakas, 2018). Sin embargo, la
desventaja de este método radica en que la actividad enzimatica puede verse afectada por la
concentracion de sustrato, el pH, la temperatura, la composicion de los aceites, entre otros (Salazar,
2012).

G. EXTRACCION DE LIPIDOS

Una vez terminado el tratamiento para inducir la lisis celular en las microalgas, se requiere
extraer los lipidos del medio para su posterior purificacion y aprovechamiento, ya sea con la
biomasa seca 0 hiumeda. EI método utilizado para lograrlo es la extraccion con solventes, también
conocido como extraccion liquido-liquido. Este consiste en la separacion de la sustancia de interés
mediante la adicion de un disolvente a la solucion. El disolvente debe ser inmiscible o parcialmente
inmiscible en la solucién donde se encuentra la sustancia de interés, pero dicha sustancia debe ser
lo mas miscible posible en el disolvente agregado, con el fin de lograr su separacién del medio

original. En este caso, los lipidos deben ser miscibles en los solventes agregados al medio, pero
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dichos solventes deben ser inmiscibles en el medio para lograr separar los lipidos de los otros
componentes celulares y del medio donde se encuentra (Treybal, 1981).

Otra de las caracteristicas con las que los solventes a utilizar deben contar es tener una alta
volatilidad, con el fin de requerir poca energia en la destilacion simple para poder evaporarse facil
y rapido para recuperar los lipidos de interés (Zhang et al., 2019). La destilacion simple consiste
en transferir energia al sistema para que los solventes volatiles se evaporen y se cree asi dos fases:
una liquida donde se encuentran los lipidos y una gaseosa donde se encuentran los solventes
utilizados. Posteriormente, los gases son condensados para recuperarlos en una nueva fase liquida,

la cual puede reutilizarse. De esta forma se logra la recuperacion de los lipidos (Treybal, 1981).

La hidrofobicidad de los solventes puede caracterizarse por el valor del Logaritmo de P, el cual
es el coeficiente de particion de cierto solvente en una mezcla de octanol y agua. Los solventes que
cuentan con un valor de Log P < 0 se consideran solventes relativamente hidrofilicos, en cambio,
los que cuentan con un valor de Log P > 0 se consideran como solvente hidrofobicos (ver Figura
9) (Zhang et al., 2019).
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Figura 11. Coeficientes de particion en una mezcla de octanol/agua para distintos solventes.

(Zhang et al., 2019).
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Cabe resaltar que, una vez que las microalgas han sufrido de lisis celular, se espera que la
membrana plasmatica de sus células esté expuesta al medio completa o parcialmente rota, de forma
gue los solventes agregados puedan actuar directamente sobre ellas. Estos solventes pueden actuar
de distinta forma sobre la bicapa fosfolipidica de la membrana plasmatica, dependiendo del valor
del Log P con el que se caracterizan los solventes. Los solventes que son relativamente hidrofilicos
interacttan fuertemente con los grupos funcionales que conforman la cabeza de los fosfolipidos
(ver Figura 10a). En cambio, los solventes hidrofébicos se acumulan dentro de la membrana
plasmatica (ver Figura 10b). La interaccion de ambos tipos de solventes con la membrana
plasmatica puede provocar la formacién de canales de poros o fases interdigitadas. Estas estructuras
afectan las propiedades de barrera de las membranas y puede provocar su ruptura, en caso no haya
sido lograda totalmente con la lisis celular. Por el otro lado, gracias a la afinidad de los solventes
con los lipidos hidrofébicos, los lipidos liberados al medio, luego de la lisis celular, migraran a
dicha fase y su recuperacion sera mas facil. Si los lipidos no han sido liberados, de igual forma los
solventes podran ingresar al interior celular y favoreceran la migracién de los lipidos a la fase con
el solvente (Zhang et al., 2019).

LI
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Poro Fase interdigitada Poro

Figura 12. Estructuras de la membrana plasmatica de Nannochloropsis sp. en presencia de
solventes hidrofilicos (a) e hidrofébicos (b).

(Zhang et al., 2019).

Uno de los métodos mas utilizados para la extraccion de lipidos es el Método de Bligh & Dyer.
Este consiste en utilizar una relacion 2:1 de cloroformo:metanol, la cual permite la formacion de
una mezcla bifésica. El metanol, el cual es polar, permite romper los enlaces de hidrogeno entre los
lipidos y las proteinas, tras afiadir cloroformo como el disolvente orgénico apolar. Los lipidos
quedan en la fase del cloroformo y los deméas compuestos en la fase del metanol (Wong et al.,
2019). Cabe resaltar que la principal desventaja de este método es que dichos solventes no suelen

ser amigables con el medio ambiente, por lo que se sugiere utilizar otros métodos con solventes
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menos contaminantes (Wong et al., 2019). A pesar de esto, existen distintas modificaciones a este
método, con el fin de lograr que la extraccion de lipidos sea més eficiente y se utilice menos de
estos solventes que no favorecen al medio ambiente. Entre dichas modificaciones al método se
encuentra la mezcla de solventes cloroformo:metanol:agua en una proporcion 5.7:3:1. Se ha
reportado que la adicion de agua favorece a la formacion de fases para la extraccion eficiente de

lipidos de los demés productos celulares (Chatsungnoen & Chisti, 2016).

Otro de los métodos de extraccidn de lipidos con solventes es utilizar n-hexano, pues actla
como disolvente de las grasas, es barato y puede reutilizarse. Este solvente se puede utilizar en
combinacion de otros como etanol y diclorometano, con el fin de formar mezclas bifésicas y
mejorar la extraccion de lipidos (Zhang et al., 2019). Cabe resaltar que ademas de la combinacion
de hexano:etanol, se ha reportado el uso de hexano:isopropanol como solventes verdes para ser una
alternativa al cloroformo:metanol. El uso de estos solventes verdes o amigables con el medio
ambiente han tomado cada vez mas importancia en la investigacion para la extraccion de lipidos,
puesto que generan un menor impacto ambiental a la vez que generan buenos rendimientos en la
extraccion de lipidos (De Jesus & Filho, 2020).

H. METODO DE FLUORESCENCIA PARA EL CONTEO
CELULAR DE MICROALGAS

Para cuantificar la cantidad de células presentes en el cultivo de microalgas se puede utilizar el
método de fluorescencia del equipo MUSE®. EI MUSE® es un analizador de células que utiliza una
tecnologia de deteccion fluorescente miniaturizada y la tecnologia microcapilar para analizar
cuantitativamente las células en suspension y las células adherentes que tienen un tamafio de 2 a
60 um de diametro. Esta tecnologia permite obtener analisis con altos rendimientos y evalla hasta
3 parametro celulares: tamafio celular y la presencia de 2 colores, rojo y amarillo. Para lograr el
analisis solo se debe ingresar al equipo una muestra de 1 mL del medio de cultivo. Esta entrara en
contacto con el capilar y un l&ser verde se emitira en el capilar para cuantificar las células presentes
en la muestra. Con el laser se podré detectar a las células por su color verde caracteristico y su
tamafio. Ademas, el equipo podréa cuantificar las células totales, las células viables y el porcentaje
de viabilidad. Incluso es capaz de reportar la presencia de desechos celulares (Millipore Sigma,
2016).
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l. METODO COLORIMETRICO PARA LA CUANTIFICACION
DE NITRATOS

Para cuantificar los nitratos presentes en una muestra es posible utilizar el método colorimétrico
del equipo HACH DR 890. El fundamento de este método es utilizar el cadmio metalico para
reducir los nitratos presentes en la muestra a nitritos. Los iones nitrito reacciona en un medio acido
con el acido sulfanilico para formar una sal intermedia de diazonio, la cual se acopla al &cido
gentisico para formar un producto de color ambar. La intensidad de este color es directamente
proporcional a la concentracion de nitratos en la muestra. Por ende, una vez la muestra, de 10 mL
maximo, ha reaccionado con todos los reactivos y se ha tornado del color &mbar, se puede analizar

con un colorimetro para determinar la concentracion de nitratos en la muestra (HACH, 2009).

J.  ESPECTROSCOPIA INFRARROJA (IR)

La espectroscopia infrarroja es un tipo de espectroscopia de absorcion que cuantifica la luz que
es absorbida por un compuesto en funcion de la longitud de onda de la luz. En este caso cuantifica
la interaccion entra la radiacion infrarroja y el compuesto de interés. Esta metodologia se utiliza
ampliamente para la identificacion de sustancia quimicas o grupos funcionales, sin dafiar a la
muestra en analisis. Por ejemplo, se puede utilizar para identificar la presencia de triacilgliceroles
en una muestra. Su funcionamiento se basa en que un espectrofotémetro produce el espectro
infrarrojo, lo irradia hacia la muestra y mide la cantidad de luz que es transmitida en funcion de la
longitud de onda, para luego graficar dichos resultados que se conocen como el espectro infrarrojo.
Cabe resaltar que los espectrofotdmetros infrarrojos operan en la region infrarroja del espectro,
justo debajo de las frecuencias de luz visible y por encima de las frecuencias mas altas de
microondas. Las longitudes de onda a la que operan van desde 2.5x10* cm hasta 25x10*cm (Wade,
2017).

Cabe resaltar que casi todas las moléculas son capaces de absorber la radiacion infrarroja, a
excepcion de las moléculas diatdmicas como el O, y H.. Por lo tanto, el espectro infrarrojo de
sustancias quimicas que cuentan con diversos tipos de atomos es muy complejo debido a la gran
variedad de vibraciones posibles que se pueden generar al absorber el haz de luz infrarrojo. A pesar
de esto, las bandas de absorcién que se registran en el espectro infrarrojo son caracteristicas para
ciertos grupos funcionales, por lo que se puede decir que cada sustancia quimica cuenta con una

huella dactilar que facilita su identificacion (Wade, 2017).
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En general, el espectro infrarrojo se divide en dos partes. La primera se conoce como la huella
dactilar del compuesto, que va desde los 600 a 1400 cm™ (nimero de onda) y la segunda parte va
desde los 1400 a 4000 cm™. En la regién de la huella dactilar se registran todas las vibraciones
complejas que son caracteristicas de cada compuesto. En la segunda region los picos del espectro
infrarrojo provienen de las vibraciones de los enlaces presentes en los grupos funcionales. En la
Figura 13 se resumen las frecuencias de estiramiento (picos de absorbancia) de los grupos
funcionales mas relevantes. Este resumen permite analizar e interpretar de forma facil el espectro

infrarrojo de cualquier compuesto (Wade, 2017).

Cabe agregar que los grupos carbonilo que estan presentes en los ésteres presentan en el
espectro infrarrojo un pico de absorbancia muy intenso alrededor de los 1735 cm™. Los enlaces
carbono-hidrégeno y carbono-carbono, comunes en las cadenas saturadas de los acidos grasos,
presentan una absorbancia a 2800-3000 cm y alrededor de los 1200 cm, respectivamente. Por
otro lado, los ésteres muestran un estiramiento del enlace carbono-oxigeno entre 1000 y 1200 cm™*
(Wade, 2017).
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Figura 13. Resumen de las frecuencias de estiramiento IR

(Wade, 2017).
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K. CINETICA DEL CRECIMIENTO CELULAR

El crecimiento de las microalgas dentro de los fotobiorreactores tendrd un comportamiento
caracteristico, el cual puede ser predecible y cuantificable. Al conocer la concentracién celular con
el tiempo se puede realizar una curva del crecimiento celular y esta puede contar con 6 etapas

caracteristicas.

La primera es la fase de adaptacién (ver Figura 12.A). En esta, las microalgas se adaptan al
medio, sintetizan enzimas y &cidos nucleicos necesarios para el crecimiento y las células aumentan
su tamafio y se preparan para reproducirse. EI crecimiento se ve como un periodo casi plano en la
gréafica, puesto que el cambio de la concentracion celular es cero. El tiempo que tarde en culminar
esta fase va a depender de la concentracion del indculo, la edad de las células en dicho indculo, la
composicion del cultivo y las condiciones ambientales a las que se estd sometiendo el cultivo
(Tortora, Funke y Case, 2007; Lee, 2009). La segunda fase es la aceleracion (ver Figura 12.B). En
esta, la concentracion celular comienza a incrementar y la tasa de division celular incrementa hasta
alcanzar un punto maximo. El crecimiento celular se ve como un incremento pequefio en la curva
(Lee, 2009).

La tercera fase es la exponencial (ver Figura 12.C). En esta, la concentracion celular incrementa
exponencialmente conforme las células comienzan a dividirse. La tasa de crecimiento incrementa
en esta fase, sin embargo, la tasa de divisidn celular se mantiene constante en un valor méaximo.
Ademas, se sintetizan aminoacidos y nucle6tidos necesarios para la etapa. El crecimiento se
observa como una recta exponencial en la grafica (Tortora, Funke y Case, 2007; Lee, 2009). La
cuarta fase es la desaceleracion (ver Figura 12.D). Esta se da después que la tasa de crecimiento
alcanza el maximo, puesto gue le sigue una desaceleracion de la tasa de crecimiento y de la tasa de
division celular. El crecimiento se observa como una curva que tiende a un comportamiento
constante (Lee, 2009).

La quinta fase es la estacionaria (ver Figura 12.E), donde la cantidad de células que se
reproduce se iguala a la cantidad de células que mueren, por lo que la cantidad de células alcanzara
un valor maximo. Esto se debe a que los nutrientes se comienzan a agotar y por la presencia de
productos toxicos derivados del metabolismo celular, lo cual limitara el crecimiento celular. El
crecimiento nuevamente se observa como un periodo plano en la gréafica (Tortora, Funke y Case,
2007; Lee, 2009). La sexta y Ultima fase es la de muerte celular (ver Figura 12.F). En esta, los

nutrientes limitantes se agotan y las células comienzan a morir en mayor proporcion, por lo que la
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cantidad de células viables disminuye exponencialmente. Esto se observa como un declive en la
gréafica (Tortora, Funke y Case, 2007; Lee, 2009).
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Figura 14. Representacion de la curva de crecimiento de microorganismos como las microalgas.
A: fase de adaptacidn; B: fase de aceleracion; C: fase de crecimiento exponencial; D: fase de
desaceleracion; E: fase estacionaria; F: fase de muerte.

(Lee, 2009).

Por otro lado, cada curva de crecimiento cuenta con constantes que son indispensables para
definirla. Las principales son la velocidad de crecimiento (rn), la velocidad de crecimiento
especifica (), la tasa de division celular (3). La velocidad de crecimiento indica como cambia la
concentracion celular en el tiempo, la velocidad de crecimiento especifica indica la cantidad de
células que se pueden reproducir a partir de una célula en una unidad de tiempo. En cambio, la tasa
de division celular indica el tiempo que le toma a una célula producirse. Estas constantes permiten
analizar la capacidad de los microorganismos para reproducirse y la velocidad a la que lo hacen.
Ademas, permiten diferenciar entre especies de microorganismos, puesto que cada uno cuenta con

un valor diferente por constante (Tortora, Funke y Case, 2007; Lee, 2009).

La velocidad de crecimiento puede expresarse con la siguiente ecuacion:

Ecuacion 1. Velocidad de crecimiento celular.
(Lee, 2009).

En donde Ch es la concentracion celular expresada como nimero de células en una unidad de
volumen, p la velocidad de crecimiento especifica expresada en unidades de [tiempo]? y dt el

cambio en el tiempo (Lee, 2009).
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La velocidad de crecimiento especifica puede expresarse con la siguiente ecuacion:

1 dG, _dnGy
C, dt dt

Ecuacion 2. Velocidad de crecimiento celular especifica.
(Lee, 2009).

La tasa de division celular puede expresarse con la siguiente ecuacion:

5= dlog, C,
dt
Ecuacion 3. Tasa de division celular.
(Lee, 2009).

Por lo tanto, la velocidad de crecimiento especifica también puede expresarse con la

siguiente ecuacion:

= dInC, —n2 d log, G
dt dt

]:5]112

Ecuacion 4. Velocidad de crecimiento celular especifica expresada con la tasa de division celular.

(Lee, 2009).

L. MODELOS CINETICOS MATEMATICOS

Modelo de Monod: Este modelo se utiliza ampliamente para expresar el efecto que tiene la

concentracion del sustrato limitante sobre la velocidad de crecimiento especifica (l). Se caracteriza
por expresar como la velocidad de crecimiento especifico aumenta con la concentracién del sustrato
limitante. Su expresion empirica estd basada en la forma de ecuacion que normalmente se asocia a

la cinética enzimética. El modelo de Monod se expresa con la siguiente ecuacion:

:M

gy e

Ecuacion 5. Modelo de Monod: velocidad de crecimiento celular especifica
(Lee, 2009).
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En donde pmaxes la velocidad méxima especifica de crecimiento, Cses la concentracion del
sustrato limitante en el medio de cultivo y Ks es un parametro constante que expresa la afinidad al
sustrato limitante. El valor de Ks es igual a la concentracion del sustrato limitante cuando la
velocidad especifica de crecimiento cuenta con un valor igual a la mitad de su méximo valor (Lee,
2009).

Cabe resaltar que el modelo de Monod es una simplificacién del complicado mecanismo
del crecimiento celular como resultado de todas las reacciones bioquimicas que conforman el
metabolismo celular. Por ende, describe adecuadamente la cinética de las fermentaciones
microbianas cuando las concentraciones de los inhibidores en el medio son bajas. Ademas, de
acuerdo con la expresion del modelo, un incremento en la concentracion del sustrato una vez que
 alcanza el valor de pmax N0 afectara la velocidad de crecimiento especifica, por lo que el valor de
esta variable tendera a ser constante (ver Figura 15) (Lee, 2009).
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Figura 15. Dependencia de la velocidad especifica de crecimiento en la concentracién del sustrato
limitante.

(Lee, 2009).
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Modelo de Contoi: Este modelo es una variacion del modelo de Monod. Se caracteriza por

considerar como la concentracion de células en el medio afecta directamente al crecimiento celular.
Ademas, se utiliza ampliamente en sistemas donde la concentracion celular es alta y se da la
produccion de metabolitos o inhibidores que resultan toxicos para la célula. EI modelo de Contoi

se expresa como la siguiente ecuacion:

— Nmux (‘S
KX +Cs

Ecuacion 6. Modelo de Contoi: velocidad de crecimiento celular especifica.
(Lee, 2009).

En donde X es la concentracion celular y las demas variables son las mismas que se

describen en el modelo de Monod (Lee, 2009).

Modelo de Moser: Este modelo es una mejor al modelo de Monod. Se caracteriza por incluir el

parametro n, donde n > 1, para representar los datos experimentales con un mejor ajuste. Se utiliza
como una buena aproximacién cuando la composicion celular es independiente del tiempo, cuando
el crecimiento celular es balanceado o cuando la composicidn celular es no es relevante a escala

industrial. EI modelo de Moser se expresa como la siguiente ecuacion:

IS‘.H
Ks+ 5"

l“‘ = l“"HI.I'.IJ.' *

Ecuacion 7. Modelo de Moser: velocidad de crecimiento celular especifica.
(Lee, 2009).

En donde las variables son las mismas que se describen en el modelo de Monod (Lee,
2009).
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V. ANTECEDENTES

Estudios recopilados en Hu, 2004, indican que la sintesis y acumulacion de lipidos se
maximiza en medios de cultivos con bajas concentraciones de nitrégeno. Ademas, indican que los
lipidos neutros, es decir, los triacilgliceroles (TAGSs) predominan en el citoplasma de las células.
En el estudio de Rodolfi y colaboradores, 2009, se logré que las microalgas Nannochloropsis sp.
alcanzaran un 60% de contenido de lipidos bajo condiciones de baja concentracion de nitrégeno
(1.25%) y fosforo, combinado con altas intensidades de luz. Al compararlo con el 22.7% y 29.7%
de lipidos que normalmente se encuentra en las células, evidentemente en el estudio se logr6 que
la sintesis de lipidos aumentara (Hu, 2004; Tamburic et al., 2014). Por el otro lado, en el estudio
de Wei & Huang, 2017, se cultivé la microalga N. oculata en condiciones deficientes de nitrégeno.
Este nutriente se encontraba a una concentracion de 12.32 mg N/mL. El resultado obtenido fue que
los TAGs aumentaron de 8.85% a un 78.16% respecto al peso seco de la microalga. En el estudio
de Rodolfi y colaboradores, 2009, se logr6 que las microalgas Nannochloropsis sp. aumentaran en
un 50% su contenido de acidos grasos bajo condiciones de altas intensidades de luz y escasez de

nitrégeno y fésforo (menos del 1%).

Asimismo, diversos estudios sugieren que el contenido de lipidos y acidos grasos
poliinsaturados, entre los cuales se encuentra el acido eicosapentaenoico (EPA), esta inversamente
relacionado con la intensidad luminica utilizada para optimizar el crecimiento (Hu, 2004). En la
revision bibliografica de Hu, 2004, se expone que un estudio encontré que las células de
Nannochloropsis presentan un alto contenido de lipidos y de EPA conforme se alcanzan las
condiciones de saturacion de luz a un nivel de radiacién de 290 pmol/m?s. Por el otro lado, en el
estudio de Pal y colaboradores, 2011, se evalud el efecto del nitrégeno, intensidad de luz y salinidad
sobre la produccion de lipidos en las microalgas N. oculata. Se encontrd que en el medio de cultivo
con suficiente nitrogeno, el efecto del aumento de la intensidad de luz y de la salinidad fue un
aumento en el peso seco de las microalgas y en la cantidad de lipidos, gracias a una mejor formacién
de TAGs, los cuales representaron el 25% de la biomasa. Cabe resaltar que el medio de cultivo tuvo

por 7 dias una intensidad de luz de 700 pmol de fotones /m2 sy 40 g de cloruro de sodio/L.

En el estudio de Razzak y colaboradores, 2015, se analiz6 distintas proporciones de CO, y
aire en un medio de cultivo de agua sintética en donde crecieron N. oculata. Cabe resaltar que las
microalgas se cultivaron en condiciones mixotroficas y en un fotobiorreactor semi-batch. Se
encontrd que en una proporcion del 8% de CO, permitio la mayor razon de crecimiento de las

microalgas y la mayor productividad, la cual fue de 0.088 g de biomasa/Ld. Por otro lado, en el
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estudio de Eloka & Inambao, 2017, se encontrd que, en comparacion con el CO, atmosférico, el
cultivo de diversas especies de microalgas demostraron un mayor crecimiento con la adicion de un
1% (v/v) de CO.. Asimismo, se encontrd que la tasa de crecimiento fue un 60% mayor en la fase
logaritmica gracias a este enriquecimiento y se resalté que el CO,impulsa la produccion de biomasa
y de lipidos en las microalgas.

En la tesis de Aguilera, Carolyn, aprobada en el afio 2021, para optar al grado académico de
Licenciado en Ingenieria Quimica de la Universidad del Valle de Guatemala, se implementd un
reactor abierto tipo raceway de 20 L a escala laboratorio para el cultivo de microalgas para la
produccién de aceite. Con los resultados obtenidos se determiné que las condiciones de un ciclo
de exposicion solar mixto, una velocidad de aireacion de 0.08 m/Lsy una salinidad del 2% (m/v),
permiten alcanzar rendimientos de biomasa y de aceite respecto al consumo del sustrato limitante,
el cual es nitrégeno en forma de nitratos, con valores de 2.78x1013 células/mol NaNO; y
1.40x103 g aceite/mol NaNOs, respectivamente. Ademas, se propuso un modelo cinético de
Contoi que describe el crecimiento celular y el consumo del sustrato limitante en el sistema
reactivo empleado a escala laboratorio. Dicho modelo toma en cuenta la influencia de la luz y la

velocidad de aire en el medio. EI modelo cinético propuesto fue el siguiente:
ksE ‘ cs A,
a
o= ( 5 )+L *(Pmax )*( 344 )_I_N
k,CNg + k:E K ;CN + CS a, +azA,

Ecuacion 8. Modelo cinético de Contoi propuesto por Aguilera, 2021.

En donde p es la velocidad de crecimiento especifica, umax la velocidad méaxima de
crecimiento especifica, CN la concentracién celular, CS la concentracion del sustrato limitante, Ks
la constante de afinidad al sustrato, E la intensidad luminica a la que fue expuesto el medio de
cultivo, L el modificador empleado para representar la dificultad de la luz para atravesar el medio
de cultivo, N el modificador empleado para representar los problemas asociados a la transferencia
de masa, A4 el flujo de aire al que fue expuesto el medio de cultivo, a2 y a3 son las constantes
asociadas al efecto de la variacion de la velocidad de aireacion, k4 y k5 son las constantes asociadas
al efecto de la variacion de la intensidad luminica y donde k e i son exponentes a los que se elevan

los términos que indican el efecto de la intensidad luminica y el flujo de aire, respectivamente.

En la tesis de Leong, Ka-jon, aprobada en el afio 2021, para optar al grado académico de
Licenciado en Ingenieria en Biotecnologia Industrial de la Universidad del Valle de Guatemala, se
implement6 un fotorreactor tubular de 8 L con columna de burbujas en el Laboratorio de Procesos

Bioindustriales de la Universidad del Valle de Guatemala. Para dicho fotorreactor se construy6 un
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manual para estandarizar los pasos de arranque, instrucciones de operacién, partes,
recomendaciones y limpieza del equipo. Ademas, se establecid los tiempos de iluminacion en
funcion al rendimiento de produccion de microorganismos para maximizar el crecimiento de
Nannochloropsis oculata en condiciones controladas. Se obtuvo que bajo las condiciones de una
aireacion constante de 1.18x10* m®s (15.00 ft3/h), temperatura constante de 20°C, concentracion
inicial x1 del medio f/2 guillard y un ciclo 8:16, es decir 8 horas de luz y 16 horas de oscuridad, se
alcanzé la mayor produccion de biomasa. Asimismo, se propuso un modelo cinético de Contoi que
describe el crecimiento celular en funcién al consumo del sustrato limitante, dejando constante las
condiciones de cultivo mencionadas y variando los ciclos de luz/oscuridad. EI modelo cinético

propuesto fue el siguiente:

dCn _ ( Mmax * (ESEF—R} T C'Sf) ) . ( ki*E )
dt Ks+CN + (Csy_py — Csf)) \kz+ky*E

Ecuacion 9. Modelo cinético de Contoi propuesto por Leong, 2021.

dc . . , . .
En donde d—tn es la velocidad de crecimiento especifica, pmax la velocidad maxima de

crecimiento especifica, CN la concentracion celular, CS.n la concentracion del sustrato limitante
segun el tiempo de fermentacion, CSf la concentracion final del sustrato limitante, Ks la constante
de afinidad al sustrato, E la intensidad luminica a la que fue expuesto el medio de cultivo, n el
ajuste del modelo cinético de Monod, t el tiempo en dias y donde k1 y k2 son las constantes

asociadas a la intensidad luminica.

En el estudio de Gharagozloo y colaboradores, 2014, se analizé y model6 el crecimiento de
Nannochloropsis salina en laboratorio, invernadero y en reactores tipo raceway. Para el modelo
del crecimiento celular se consideré la influencia de la disponibilidad de nutrientes en el medio,
por lo que se utilizé el modelo de Monod, el cual se expresé como la siguiente ecuacion:

fv) =

1

Kf-f(—i—v

Ecuacion 10. Modelo de Monod propuesto por Gharagozloo y colaboradores, 2014.
En donde f(v) es la velocidad especifica de crecimiento, v es la concentracion de nutrientes y
Kx"es la constante de afinidad al sustrato.
En dicho estudio se expone que el crecimiento de las microalgas analizadas se modelé bajo una

concentracién limitada de los siguiente nutrientes: amonio disuelto (NH,), nitrato (NOs), fosfato
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(PO.) y didxido de carbono (COy). Por lo que la velocidad especifica de crecimiento se model6 con

la siguiente ecuacion:

flv) = min( NH4 + NOs PO, €O, )

K", +NHs + NO3 K% + P04’ K% + CO,

Ecuacion 11. Modelo de Monod final propuesto por Gharagozloo y colaboradores, 2014.

En donde Kn", Ke"y Kc" son las constantes de afinidad al NHs y NOz, POsy CO»,
respectivamente.

Cabe agregar que los resultados de dicho estudio revelan que dicho modelo predice el
crecimiento de las microalgas analizadas en sistemas con una escala variable e identifica las causas
que provocan una reduccién en la productividad de biomasa. Ademas, se resalta que aplicar este
modelo facilita la optimizacion del disefio de reactores del tipo de laguna abierta y mejora la
seleccion de las cepas a utilizar en dichos reactores.

En el estudio de McMillan, Watson, Ali y Jaafar, publicado en el afio 2012, se evaluaron
distintos métodos a escala laboratorio para la lisis celular de las microalgas Nannochloropsis
oculata. Los métodos evaluados fueron: tratamiento con laser, tratamiento con microondas, estrés
mecanico por cizallamiento, termolisis y tratamiento con ultrasonido. Estos fueron aplicados, con
sus respectivas condiciones, a distintas muestras del cultivo de microalgas a una concentracion de
1.8 * 108 células/mL. Para analizar la lisis celular se tomaron muestras de 30 pL y para cuantificarla
se utiliz6 un microscopio de cambo brillante Leitz Wetzlar. Se determind que el mayor porcentaje
de lisis celular se logro con el tratamiento laser, con un valor medio de 96.53 + 0.92%. El segundo
tratamiento con mayor porcentaje de lisis celular fue el tratamiento con microondas con un valor
medio de 94.92 + 1.38%, seguido del estrés mecanico por cizallamiento con un valor medio de
92.95 + 0.97%, seguido de la termolisis con valor medio de 87.72 + 1.82% y seguido de ultimo por
el ultrasonido con un valor medio de 67.66 + 1.97%. Cabe resaltar que el estrés mecanico por
cizallamiento se realizd utilizando una batidora de mano de 120W (modelo XB982, Asda, Reino
Unido) a 3000 rpm por 6 minutos. Por el otro lado, el tratamiento con ultrasonido se realizd

utilizando el equipo Langford Electronics Ltd., Reino Unido, de 40 W por 20 minutos.

Cabe mencionar nuevamente que en la tesis de Aguilera, Carolyn, 2021, se utilizé la hidrolisis
quimica con &cido clorhidrico 0.5 M para realizar la lisis celular de las microalgas utilizadas en el
estudio. La biomasa recolectada de las microalgas fue molida con un pistilo y luego tratada con
acido clorhidrico 0.5 M a una velocidad de 500 rpm por 1 hora. Cabe resaltar que la relacién

utilizada fue de 150 mL de HCI 0.5 M por cada 10 gramos de biomasa seca. El procedimiento
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anterior fue aplicado a la biomasa obtenida bajo las condiciones de mayor rendimiento como se
mencionan anteriormente. Luego, la recuperacion del aceite producido por las microalgas se realizd
utilizando la mezcla de solventes cloroformo:metanol (2:1) en una proporcion de 20 gramos de
solvente por cada gramo de biomasa hidrolizada. Con esto, se logrd la recuperacion de 1.40*103 g
de aceite por cada mol de nitrato de sodio.

En el estudio de Kumari & Kumar, 2019, utilizaron biomasa obtenida a partir de microalgas a
la cual le extrajeron productos celulares y lipidos para producir biodiesel, mediante un método de
Folch modificado. Utilizaron metanol, cloformo y cloruro de sodio 1 M. En la fase del cloformo
recuperaron los lipidos, en la fase del metanol recuperaron &cido acético, &cido butirico, DMSO,
glicerol, glucosa, fructosa, entre otros carbohidratos. Cabe resaltar que las fases obtenidas de la
extraccion liquido-liquido fueron analizadas en espectroscopia infrarroja (IR) para analizar los
compuestos recuperados en cada una. Por otro lado, en el estudio de Cavonius, Carlsson &
Undeland, 2014, se buscaba cuantificar lo acidos grasos totales en diferentes especies de
microalgas, utilizando varios métodos de extraccion de lipidos. Utilizando el método de Bligh &
Dyer, en donde se emplea la mezcla de solventes cloroforomo:metanol (2:1), se logré extraer 830
mg de 4cidos grasos/gramo de biomasa de las microalgas N. oculata (83% p/p).

En el estudio de Chatsungnoen & Chisti, 2016, se buscaba optimizar la extraccién de aceite de
la biomasa de Nannochloropsis sp. Se utiliz6 1 g de biomasa seca y 33 mL de la mezcla de solventes
cloroformo:metanol:agua. Se encontrd que la mezcla de estos solventes en una proporcion 5.7:3:1
presenta mejoras significativas al método de Bligh & Dyer, ya que se logré extraer mas del 96%
(p/p) de aceite de la biomasa. En el estudio de Hanupurti & Kristiawan, 2014, se buscaba extraer
aceites de la biomasa de Nannochloropsis sp., para lo cual utilizaron la mezcla de solventes
etanol:hexano (1:1). Se reporta que se logré extraer 63.59% (p/p) de aceites respecto al peso seco

de la biomasa.
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VI. METODOLOGIA

1. Preparacion del medio de cultivo Guillard f/2 modificado
Materiales y equipo:
e Estufa con agitacion
e Balanza analitica Pioneer OHAUS
e Refrigeradora
e Autoclave Tuttnauer 2840ELV
e 5 Erlenmeyer de 250 mL
e 4 Erlenmeyerde2L
e 1Beakerde5L
e 5 agitadores magnéticos
e Biotina
e Tiamina HCI
e Sulfato de cobre
e Sulfato de zinc heptahidratado
e Cloruro de cobalto hexahidratado
e Cloruro de manganeso tetrahidratado
e Nitrato de sodio
o Fosfato dipotasico
e Papel aluminio

e Filtrode 2 um

Procedimiento:
Preparacién del medio concentrado de cultivo Guillard f/2 modificado:

1. En un beaker de 5 L previamente esterilizado, agregar 43.35 mL de la
solucion de fosfato dipotésico preparada.

2. Agregar al mismo beaker del paso 1 45 mL de la solucion de trazas de
metal preparada.

3. Agregar 4888.2 mL de agua destilada al beaker del paso 1.

4. Agregar al mismo beaker del paso 1 un agitador magnético esterilizado y
tapar el beaker con aluminio.

5. Trasladar el beaker a una estufa y establecer la agitacion al nivel 8 por 5

minutos.
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10.

Trasladar el beaker al autoclave, configurar el sistema con el programa
para autoclavear medios liquidos y cerrar la puerta.

Al término del proceso, utilizar guantes especiales para manipular el
equipo Yy retirar el beaker con el medio.

Trasladar el beaker a la estufa del paso 5y esperar que se tempere.
Agregar al medio del beaker 22.5 mL de la solucion de vitaminas preda
utilizando un filtro de 2 um.

Agitar el medio en el nivel 8 por 5 minutos y al terminar trasladar el
medio preparado a un envase de plastico previamente esterilizado con

cloro al 10% y etanol al 70%.

Preparacién de la solucion de nitrato de sodio 0.25 M:

1.
2.

Pesar 21.2487 gramos de nitrato de sodio en la balanza analitica.
Trasladar la cantidad pesada a un Erlenmeyer de 2 L previamente
esterilizado.

Agregar 1 L de agua destilada, medida con probeta de 1 L, al Erlenmeyer
del paso anterior.

Agregar un agitador magnético esterilizado al medio y tapar el
Erlenmeyer con aluminio.

Trasladar el Erlenmeyer a una estufa y establecer la agitacion al nivel 8.

Agitar la solucion por 5 minutos y al terminar llevar a refrigeracion.

Preparacion de la solucion de fosfato dipotésico:

1.
2.

Pesar 1.2500 gramos de fosfato dipotasico en la balanza analitica.
Trasladar la cantidad pesada a un Erlenmeyer de 250 mL previamente
esterilizado.

Agregar 250 mL de agua destilada, medida con probeta de 1 L, al
Erlenmeyer del paso anterior.

Agregar un agitador magnético esterilizado al medio y tapar el
Erlenmeyer con aluminio.

Trasladar el Erlenmeyer a una estufa y establecer la agitacion al nivel 8.

Agitar la solucién por 5 minutos y al terminar llevar a refrigeracion.
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Preparacion de la solucion de trazas de metal:

1.
2.

10.
11.
12.

13.
14.

15.
16.

Pesar 0.502 gramos de sulfato de cobre en la balanza analitica.
Trasladar la cantidad pesada a un Erlenmeyer de 250 mL previamente
esterilizado.

Agregar 80 mL de agua destilada, medida con probeta de 50 mL, al
Erlenmeyer del paso anterior.

Agregar un agitador magnético esterilizado al medio y tapar el
Erlenmeyer con aluminio.

Trasladar el Erlenmeyer a una estufa y establecer la agitacion al nivel 8.
Agitar la solucién por 5 minutos y retirar el Erlenmeyer de la estufa.
Repetir el procedimiento del 1 al 6 con 1.76 gramos de sulfato de zinc
heptahidratado, 0.8 gramos cloruro de cobalto hexahidratado y 14.4
gramos de cloruro de manganeso tetrahidratado.

Pesar 1.90 gramos de cloruro férrico en la balanza analitica.

Trasladar la cantidad pesada a un Erlenmeyer de 2 L previamente
esterilizado.

Pesar 3.93 gramos de EDTA disddico en la balanza analitica.

Trasladar la cantidad pesada al Erlenmeyer de 2 L.

Trasladar con micropipeta 1 mL de cada una de las soluciones
preparadas anteriormente: sulfato de cobre, sulfato de zinc
heptahidratado, cloruro de cobalto hexahidratado y cloruro de
manganeso tetrahidratado.

Aforar el Erlenmeyer de 2 L con 1 L de agua destilada.

Agregar un agitador magnético esterilizado al medio y tapar el
Erlenmeyer con aluminio.

Trasladar el Erlenmeyer a una estufa y establecer la agitacion al nivel 8.
Agitar la solucién por 5 minutos, retirar el Erlenmeyer de la estufa y

refrigerar.

Preparacion de la solucion de vitaminas:

1.
2.

Pesar 1 gramo de biotina en la balanza analitica.
Trasladar la cantidad pesada a un Erlenmeyer de 2 L previamente

esterilizado.
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3. Agregar 1 L de agua destilada, medida con probetade 1 L, al Erlenmeyer
del paso anterior.

4. Agregar un agitador magnético esterilizado al medio y tapar Erlenmeyer
con aluminio.

5. Trasladar el Erlenmeyer a una estufa y establecer la agitacion al nivel 8.

6. Agitar la solucién por 5 minutos y retirar el Erlenmeyer de la estufa.

7. Pesar 0.200 gramos de Tiamina HCI y trasladarlos a un Erlenmeyer de
2 L previamente esterilizado.

8. Agregar con micropipeta 1 mL de la solucién de biotina realizada
anteriormente al Erlenmeyer del paso anterior.

9. Aforar el Erlenmeyer a 1 L con agua destilada.

10. Trasladar el Erlenmeyer a una estufa y establecer la agitacion al nivel 8.

11. Agitar por 5 minutos, retirar el Erlenmeyer de la estufa y refrigerar.

2. Preparacion del indculo inicial

Materiales y equipo:

Cultivo de microalgas obtenido del tanque de laguna abierta de la Universidad
del Valle de Guatemala

Camara de Neubauer

Medio /2 Guillard original

Pipeta de 5 mL

Pipeta pasteur

Puntas de pipeta

2 Erlenmeyer de 500 mL

1 probeta de 500 mL

1 probeta de 50 mL

1 beaker de 250 mL

3 tubos de ensayo de 5 mL con rosca
Estufa

Microscopio LEICA DM500

2 agitadores magnéticos

Papel aluminio

Cinta adhesiva
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Marcador

Kimwipes

Procedimiento:

1.

10.

11.
12.
13.

14.
15.

16.

17.

18.
19.

Tomar 3 muestras de 5 mL con tubos de ensayo con rosca del cultivo del
reactor abierto tipo laguna de la Universidad Del Valle de Guatemala.
Colocar el cubreobjetos sobre la camara de Neubauer.

Con una pipeta Pasteur transferir muestra del cultivo recuperado a la cAmara
de Neubauer, procurando de llenar ambos pozos de la cdmara.

Colocar la cdmara en el microscopio y ajustar el lente a 10x.

Analizar la morfologia de las microalgas y verificar si hay presencia de otros
microorganismos.

Limpiar la cdmara de Neubauer con agua y jabdn y secar con un Kimwipe.
Repetir el procedimiento desde el paso 1 para las otras 2 muestras recuperadas
del medio de cultivo.

Si los resultados son favorables para la presencia en mayor porcentaje de las
microalgas N. oculata, proceder a recuperar cultivo de microalgas del tanque
de laguna abierta de la Universidad Del Valle de Guatemala con un beaker de
250 mL previamente esterilizado.

Esterilizar etanol 2 Erlenmeyer de 500 mL y etiquetar como “1”y “2”.

Con una probeta previamente esterilizada de 500 mL medir 440 mL de agua
destilada.

Transferir el agua destilada al Erlenmeyer 1.

Repetir el procedimiento del paso 2 y 3 con Erlenmeyer 2.

Con la pipeta medir 10 mL del medio /2 Guillard original y transferir al
Erlenmeyer 1y repetir con el Erlenmeyer 2.

Agregar un agitador magnético a cada solucion.

Trasladar los Erlenmeyer a una estufa y configurar la agitacion a un nivel 5
por 5 minutos.

Medir con la probeta de 50 mL previamente esterilizada 50 mL del cultivo de
microalgas recuperado anteriormente.

Configurar la agitacion de las estufas a un nivel 3.

Transferir los 50 mL del cultivo de microalgas al Erlenmeyer 1.

Agitar la solucién hasta conseguir un medio homogéneo.
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20.

21.

22.

23.

24.

25.

26.

27.

28.

Repetir el procedimiento desde el paso 9 para el Erlenmeyer 2.

Rotular los Erlenmeyer como “Cultivo de microalgas” y tapar con aluminio.
Trasladar los Erlenmeyer al frente de las luces led rojas y dejar crecer las
microalgas por 1 semana.

Agitar 1 vez al dia por 20 segundos el medio de cultivo para favorecer el
crecimiento.

Al cabo de la semana, transferir el cultivo de microalgas de ambos Erlenmeyer
a un reactor cada uno, los cuales cuenten con un volumen final de 5 L con
medio de cultivo f/2 modificado con una concentracion de 0.150 g de
NaNOs/L.

Dejar crecer las microalgas por 3 semanas para poder utilizarlas como indculos
para la experimentacion.

Monitorear diariamente el crecimiento celular con el equipo Muse® y el
consumo de nitratos con el equipo HACH DR 890.
Al término de las 3 semanas retirar el cultivo de los reactores y transferir cada

uno a un envase de plastico previamente esterilizado.

Los cultivos de microalgas deberan ser refrigerados a 5°C.

3. Preparacion del indculo para la experimentacion

Materiales y equipo:

Cultivo de microalgas obtenido previamente en medio de cultivo con una
concentracién de 0.300 g de NaNOs/L.

2 Erlenmeyer de 500 mL

1 probeta de 500 mL

Papel aluminio

Cinta adhesiva

Marcador

Procedimiento:

Esterilizar con etanol 2 Erlenmeyer de 500 mL y etiquetar como “1”y “2”.
Con una probeta previamente esterilizada de 500 mL medir 500 mL de cultivo
de microalgas con una concentracion de 0.3 g de NaNOs/L, previamente

obtenido y en refrigeracion.
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Transferir los 500 mL de cultivo de microalgas al Erlenmeyer 1, tapar con
papel aluminio e identificar debidamente con cinta adhesiva.

Repetir el procedimiento desde el paso 2 para el Erlenmeyer 2.

Trasladar los Erlenmeyer al lado de los fotobiorreactores para que el cultivo
reciba la luz roja y dejarlos por 24 horas antes de transferirlos al nuevo cultivo

de microalgas.

4. Cultivo en fotobiorreactores, variando la concentracién de nitrégeno, manteniendo

constante el tiempo de iluminacion, la intensidad de iluminacion, el pH, la salinidad

y el flujo de aire

Materiales y equipo:

Fotobiorreactores de columna de 8 L BioVantage (incluyendo los compresores
y la estructura de metal)

Microscopio LEICA DM500

2 barras de luces led roja de 1500 lumenes

4 pinzas universales

Agua destilada

1 probeta de 500 mL

1 probeta de 100 mL

1 probetade 1 L

Estufa

Agitador magnético

Balanza analitica Pioneer OHAUS

Tubos Eppendorf

In6culos preparados en el apartado 3

Medio de cultivo /2 modificado preparado en el apartado 1
Solucion de nitrato de sodio 0.25 M preparada en el apartado 1

Sal de pecera marca Prodac

Procedimiento:

1.

Esterilizar ambos fotobiorreactores, realizando lavadas con jabon y agua, cloro
al 10%, etanol al 70% y agua destilada. Posteriormente secar totalmente con
papel, colocar en la mesa de trabajo y etiquetar como ‘“Reactor 1” y “Reactor
27
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10.

11.
12.

13.

14.

15.

16.

17.

Lavar los difusores de aire con agua y restregar con un cepillo de dientes.
Luego secar con papel y ajustarlos en su lugar en los fotobiorreactores.
Colocar las barras de luces led una enfrente de cada fotobiorreactor sujetadas
con pinzas en la estructura de metal de los fotobiorreactores.

Esterilizar un beaker de 5 L, agregar un agitador magnético, colocar sobre una
estufa y establecer el nivel de agitacién a 7.

Medir con la probeta de 1 L previamente esterilizada 1 L de agua destilada y
transferir al beaker de 5 L. El procedimiento se debe repetir hasta agregar
3.804L.

Medir 100 g de sal de pecera en una balanza analitica, colocandolos en un
recipiente liviano de plastico. Luego trasladar al beaker de 5 L.

Medir con la probeta de 500 mL previamente esterilizada 111.11 mL del medio
de cultivo concentrado /2 Guillard modificado y vertir sobre el beaker de 5 L.
Medir con la probeta de 100 mL previamente esterilizada 70.6 mL de nitrato
de sodio 0.25 M, para que el medio tenga una concentracion de 0.3 g de
NaNOs/L, y vertir sobre el beaker de 5 L.

Agitar la soluciéon por 5 minutos y al terminar trasladar a uno de los
fotobiorreactores

Encender el compresor de aire del fotobiorreactor y ajustar el flujo a
1.18x10* m%/s (15.00 ft3/h).

Lavar el beaker de 5 L con agua y jabon y secar con papel.

Repetir el procedimiento desde el paso 4 para agregar el medio de cultivo al
segundo fotobiorreactor.

Agregar los indculos de 500 mL preparados en el paso 3 a cada uno de los
fotobiorreactores.

Conectar las luces led a una regleta conectada a la fuente de poder con un
temporizador. Ajustar el temporizador para que las luces funcionen por 8
horas, encendiendo a las 11 am y apagandose a las 7 pm.

Dejar los fotobiorreactores fermentando por 3 semanas.

Al final de la fermentacién, tomar una muestra de las células presentes en el
cultivo mediante un eppendorf de 1.5 mL.

La muestra debe trasladarse a un microscopio para observar las caracteristicas
morfoldgicas de las células que crecieron en los reactores y analizar si estas

coincidian con las esperadas para la especie N. oculata.
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18. Repetir todo el procedimiento para las concentraciones iniciales de nitratos de

0.15 g de NaNOs/L, 0.075 g de NaNOs/L y 0.03 g de NaNOs/L. Para eso se
debe agregar 35.30 mL, 17.65 mL y 7.06 mL de la solucion de nitrato de sodio
0.25 M, respectivamente. Cabe resaltar que en cada caso se debe aforar con el
agua destilada hasta llegar a un volumen final de 5 L.

5. Toma de muestras y medicion de pH, salinidad y temperatura

Materiales y equipo:

2 beakers de 50 mL

Potenciometro PCSTestr 35 — Multi Parameter
Medidor de bolsillo de salinidad ATAGO.
Tubos eppendorf de 1.5 mL

Piseta de agua destilada

KimWipes

Procedimiento:

Abrir la valvula de un fotobiorreactor y llenar con 2 mL del cultivo del reactor
un beaker de 50 mL previamiente esterilizado. Esto con el fin de vaciar la
valvula con el medio de cultivo que haya quedado estancado en ella desde el
dia anterior.

Desenroscar los seguros de la parte superior del fotobiorreactor y vertir
nuevamente dentro del fotobiorreactor los 2 mL recuperados.

Abrir nuevamente la valvula del reactor y llenar un tubo eppendorf de 1.5 mL
previamente esterilizado con el medio de cultivo.

El eppendorf debe ser etiquetado con la fecha, el nimero de muestra de la
experimentacion y el nimero del reactor del que se tomd la muestra. Por
ejemplo: 25/07/2022 “1.1”.

Abrir nuevamente la valvula del reactor y llenar con 25 mL de medio de cultivo
un beaker de 50 mL previamente esterilizado.

Limpiar con agua destilada y secar con KimWipes el potenciometro y el
medidor de salinidad.

Vertir 1 mL del medio de cultivo sobre el medidor de salinidad y presionar el
boton “Start” para encender el equipo e iniciar la lectura. Al terminar anotar

los valores de salinidad y temperatura que brinda el equipo.
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10.

11.

12.

13.

14,

Voltear con cuidado el medidor de salinidad sobre el eppendorf para recuperar
el volumen del medio de cultivo.

Lavar con agua destilada y secar con KimWipes el medidor de salinidad.
Medir el pH de la muestra obtenida en el beaker del paso 4. Anotar la medida
hasta que esta se estabilice.

Devolver al reactor el volumen de medio de cultivo recuperado en el beaker
del paso 4 y enroscar nuevamente los seguros de la parte superior del
fotobiorreactor.

Lavar con agua destilada y secar con KimWipes el potenciémetro.

Repetir todo el procedimiento con el medio de cultivo del segundo
fotobiorreactor.

Los 2 eppendorf con muestra reservarlos para realizar el conteo celular y la

cuantificacion de nitratos.

6. Conteo celular y analisis de viabilidad en analizador de células Muse®

Materiales y equipo:

Contador de células Muse®

Vortex

1 micropipeta de 100 a 1000 pL

Puntas de micropipeta

Piseta de cloro

Piseta de agua destilada

Recipiente con Guava ICF

Procedimiento:

1.

o ok~ w DN

Encender el equipo Muse®.

Seleccionar la cuenta personal e ingresar el PIN de acceso.

Seleccionar la opcion “Muse System Cleaning”

Seleccionar la opcidn “Complete System Clean”

Seleccionar la opcion “Run Complete Clean”

Cuando el brazo que va al capilar baje del equipo, retirar el tubo con agua
destilada y colocar una nuevo lleno de Guava ICF.

Seleccionar la opcion “Run” y esperar a que el equipo termine el

procedimiento.
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10.
11.

12.

13.

14.

15.

16.

17.

18.

19.

20.

Cuando el brazo que va al capilar baje nuevamente, retirar el tubo con Guava
ICF y colocar uno nuevo con agua destilada fresca.

Seleccionar la opcion “Continue” y esperar a que el equipo termine el
procedimiento.

Al terminar el equipo seleccionar la opcion “Finish”.

Seleccionar la opcion “Home”, luego “Count & Viability” y luego el archivo
donde corresponde guardar la muestra a analizar.

Seleccionar la opcion “Next Run” y esperar a que baje el brazo que va al
capilar para retirar el tubo de agua destilada.

Con ayuda de la micropipeta, transferir 1 mL de muestra, de cada eppendorf
de las muestras recolectadas de la fermentacion, a un respectivo tubo de ensayo
utilizado para el MUSE, previamente limpio.

Si la muestra esta muy concentrada, transferir solo 0.1 mL de muestra a los
tubos de ensayo, aforar a 1 mL con agua destilada y homogenizar la muestra
con ayuda del vortex, cuidando de afectar las células.

Colocar un tubo con muestra de fermentacion en el brazo del MUSE, subir
hasta su posicion en el capilar y seleccionar la opcion “Continue”.

Colocar el nombre de la muestra, el volumen original de la muestra y el factor
de dilucién empleado y seleccionar la opcion “Continue”.

Al terminar el andlisis del conteo celular, anotar el resultado y regresar la
muestra al eppendorf si esta no es diluida.

Repetir el mismo procedimiento para analizar la otra muestra de la
fermentacion.

Al terminar el dltimo analisis repetir el protocolo de limpieza “Complete
System Clean” y dejar un tubo con agua destilada dentro del equipo.
Seleccionar la opcion “Essential Tools”, luego la opcion “Power Options” y

por ultimo la opcion “Power Off”.

7. Determinacion de la concentracion de nitratos con el equipo HACH DR 890

Materiales y equipo:
Equipo HACH DR 890

Vortex

Pipeta de 1 mL

Puntas de pipeta

50



e Caja de KimWipes®
e Sobres NitraVer 5

e Pipeta de agua destilada

Procedimiento:

10.

11.
12.
13.

14.

15.
16.

Buscar el método para cuantificar nitratos en el rango mas alto (0-500 mg/L)
en el manual del equipo HACH DR 890.

Transferir 1 mL de la muestra de fermentacién al tubo del equipo HACH y
aforar a 10 mL con agua destilada.

Homogenizar la muestra con el vortex y limpiar con un kimwipe para eliminar
suciedad de las paredes.

Encender el equipo HACH DR 890 presionando el boton correspondiente.
Presionar el boton “PRGM 77, luego presionar los botones “TIME 57,
“STORE 17y “ENTER”.

Colocar el tubo de ensayo con la muestra dentro del equipo, colocar la tapadera
y presionar el boton “ZERO” para tomar el blanco de la medicion.

Retirar el tubo del equipo, retirar su tapadera, abrir un sobre de NitraVer5,
vertir el contenido sobre la muestra dentro del tubo y cerrar el tubo.

Presionar el boton “TIMER” y esperar a que aparezca el temporizador de 1
minuto.

Presionar el boton “ENTER” y homogenizar la mezcla del tubo con el vortex.
Al acabar el tiempo, dejar de mezclar la muestra, presionar nuevamente el
boton “TIMER” y “ENTER” y dejar reposar la muestra por los 5 minutos del
temporizador.

Al terminar, limpiar el tubo nuevamente con un Kimwipe.

Trasladar el tubo de ensayo al equipo HACH DR 890 y colocar la tapadera.
Presionar el boton “READ” y esperar a que el equipo muestre la concentracion
de nitratos de la muestra para anotarla.

Retirar el tubo del equipo y vertir su contenido en el envase de desechos del
equipo.

Lavar el tubo con agua y jabdn y secar con papel.

Repetir el mismo procedimiento para la otra muestra de fermentacion.
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8. Determinacion del modelo matematico que describe el crecimiento celular y el

consumo de nitratos a distintas concentraciones con el software Berkeley Madonna

Materiales y equipo:

e Computadora

e Software Berkeley Madonna

e Microsoft Excel

Procedimiento:

1.

10.

En una nueva hoja de calculo de Excel se colocar en la primera columna los
dias de fermentacion y en la segunda columna la concentracion celular, en
células/mL, de cada dia obtenido del analizador MUSE.
Guardar el archivo como .CSV y con el nombre correspondiente de la
fermentacion en analisis.
En un nuevo archivo de Excel repetir el procedimiento del paso 1y 2 para los
dias de fermentacion y la concentracion de nitratos en g/mL.
Abrir el software Berkeley Madonna.
Presionar las opciones “File” y “New”.
En la columna izquierda del archivo igualar el “STARTTIME” a 0 y el
“STOPTIME” a 21, puesto que las fermentaciones duraran 21 dias. Por tltimo,
se definir el “DT” como 0.02.
En la columna izquierda del archivo escribir las ecuaciones a iterar las cuales
deben ser:

o U= (umax*(S-Sf))/(Ks+(S-Sf))

o RX=u*X

e RS=RX/Yx
Definir la concentracion final de sustrato acorde a lo reportado en la
fermentacion. En la fermenetacion x1.00 definir como Sf= 0.00008878.
Definir las siguientes variables con nimeros arbitrarios: a, b1, b2, b3, b4, c.
Estas se definen como los pardmetros cinéticos para los dias de fermentacion
en dias habiles.
Definir las siguientes variables con numeros arbitrarios: w, bf, z. Estas se
definen como los parametros cinéticos para los dias de fermentacién en fines

de semana.
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11. Los pardmetros cinéticos se deben definir por intervalos de tiempo de la
siguiente manera:
e umax = IF TIME <3 THEN a ELSE IF TIME < 6 THEN w ELSE IF
TIME < 10 THEN a ELSE IF TIME < 13 THEN w ELSE IF TIME <
17 THEN a ELSE IF TIME < 20 THEN w ELSE a
e Yx=IF TIME <3 THEN bl ELSE IF TIME < 6 THEN bf ELSE IF
TIME < 10 THEN b2 ELSE IF TIME < 13 THEN bf ELSE IF TIME
<17 THEN b3 ELSE IF TIME < 20 THEN bf ELSE b4
e Ks=IFTIME <3 THENCcELSE IF TIME <6 THEN z ELSE IF TIME
< 10 THEN c ELSE IF TIME < 13 THEN z ELSE IF TIME < 17
THEN c ELSE IF TIME < 20 THEN z ELSE ¢
12. Definir los valores iniciales de X y S acorde a lo reportado en la fermentacion.
En la fermentacion x1.00 se debe definir INIT X = 45100 y INIT S=0.000291.
13. Por ultimo se debe escribir los diferenciales d/dt(X) = RX y d/dt(S) = -RS.
14. Luego presionar la opcion “Parameters” y “Curve fit”.
15. Agregar las variables a iterar: a, b1, b2, b3, b4, ¢, w, bf, z.
16. En la opcion “Fit Variable” seleccionar la variable X.
17. Presionar la opcion “Import Dataset” y seleccionar el archivo .CSV creado
anteriormente que corresponde a la concentracion celular.
18. Repetir el paso 16 y 17 con la variable S y el archivo .CSV con la
concentracion de sustrato.
19. Habilitar la opcion “Multiple Fits”, afiadir las variables X y S anteriormente
definidas y presionar el boton “OK”.
20. Luego seleccionar las opciones “Parameters” y “Define Sliders”.
21. Anadir las variables a, b1, b2, b3, b4, ¢, w, bf, z y presionar el botén “OK”.
22. Con las barras que aparecen en la parte inferior de la grafica, modificar el valor
de dichas variables hasta que la curva de crecimiento celular y concentracion
de sustrato se ajusten lo mejor posible.
23. Al obtener el resultado satisfactorio, presionar la opcion “Table” de la grafica
y copiar toda la tabla en un nuevo archivo de Excel.
24. En el archivo Excel depurar los datos de modo que solo se puedan analizar los
datos que corresponden a los dias de fermentacion analizados.
25. Por tltimo, calcular el coeficiente R? entre los datos experimentales y los datos

calculados con Berkeley Madonna de la concentracién celular.
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26. Repetir este Gltimo paso para los datos experimentales y calculados de la
concentracion de nitratos.
27. Rpetir todo el procedimiento desde el paso 1 para los datos obtenidos de cada

fermentacién analizada.

9. Cosechay secado de biomasa
Materiales y equipo:
e Centrifuga SORVALL RT7
e Balanza analitica Pioneer OHAUS
e Horno secador Symphony VWR
e Agua destilada
e Jabon
e Piseta de etanol al 70%
e Piseta de cloro al 10%
e Papel
e 4 envases de centrifuga de 250 mL
e Envase de plasticode 8 L
e 1 beaker de 500 mL
e lerlenmeyerde4 L
e Recipientes de metal
e Recipientes de porcelana
e Cajas petri de vidrio
e Espatula analitica

e Embudo
Procedimiento:

1. Lavar los envases de centrifugay el envase de plastico de 8 L con aguay jabén,
luego con etanol al 70% y con cloro al 10%. Posteriormente secarlos con papel.

2. Apagar el compresor de cada fotobiorreactor y apagar las luces.

3. Retirar latapa del fotobiorreactor y trasvasar el contenido al envase de plastico
de 8 L, utilizando el embudo sobre este envase para evitar derrames. Por

altimo, cerrar el envase de plastico.
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10.

11.

12.

13.

14.

15.

16.

17.
18.

Colocar el embudo sobre uno de los envases de centrifuga y llenar por
completo.

Repetir el procedimiento hasta llenar todos los envases de centrifuga.

Pesar los envases de centrifuga en la balanza para corroborar que tengan el
mismo peso.

Si no cuentan con el mismo peso, trasvasar volumen entre ellos hasta lograr
gue pesen lo mismo.

Colocar los envases dentro de la centrifuga y configurar el equipo a 20 °C y
3000 rpm por 10 minutos.

Al terminar, retirar los envases de centrifuga.

Trasvasar el sobrenadante al Erlenmeyer de 4 L y el pellet, junto con un poco
de medio, trasvasar al beaker de 500 mL.

Repetir procedimiento desde el paso 4 hasta agotar los 5 L de medio de cultivo
del fotobiorreactor.

Repetir procedimiento desde el paso 4 hasta agotar el sobrenadante que se
recuperd en el Erlenmeyer de 4 L, pero configurando la centrifuga a 20 °C y
4000 rpm por 10 minutos.

El sobrenadante final se descartarlo en el reactor abierto de laguna abierta para
aprovechar los nutrientes del medio de cultivo que pudieron haber quedado en
el medio.

Distribuir la solucidn de pellets sobre los recipientes de metal y de porcelana
y sobre las cajas petri de vidrio.

Trasladar los recipientes y las cajas petri hacia el horno secador, donde se
dejaran por 24 horas a 60 °C.

Al término del secado, raspar la biomasa de los recipientes y de las cajas petri
con la espéatula analitica y trasladar a una caja petri previamente tarada.

Pesar la biomasa recuperada en la balanza analitica.

Repetir procedimiento con el cultivo del segundo fotobiorreactor.

10. Extraccion y recuperacion de aceite de la biomasa cosechada

Materiales y equipo:

Horno secador Symphony VWR
Contador de células Muse

Kit de destilacion
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Licuadora marca OSTER

1 balanza analitica

1 estufa con agitacion

6 beakers de 250 ml

1 probeta de 50 mL

Recipiente de metal

Caja petri de vidrio

1 agitador magnético

1 ampolla de decantacion

1 soporte universal

1 llave para sujetar la ampolla al soporte
Aceite vegetal mara Ideal
Solucion cloroformo:metanol (2:1)
Piseta de agua destilada

Papel aluminio

Tape

Marcador negro

Procedimiento:

1.

a > D

9.

Si los resultados muestran que con la licuadora se logra el mayor porcentaje
de lisis celular, transferir la biomasa cosechada a la licuadora.

Agregar 50 mL de agua destilada medida con la probeta de 50 mL

Ajustar la licuadora al nivel 1y licuar por 15 minutos.

Transferir la solucion a un beaker de 250 mL.

Agregar 20 veces en peso la solucion de cloroformo:metanol (2:1) respecto
a la biomasa cosechada.

Agregar un agitador magnético al beaker y transferir a la estufa con
agitacion.

Agitar por 15 minutos en el nivel 8.

Al terminar transferir la solucién a la ampolla de decantacion y dejar
decantar por 2 horas.

Drenar la fase acuosa en un beaker de 250 mL previamente rotulado.

10. Recuperar la fase orgénica en otro beaker de 250 mL previamente rotulado.
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11. Transferir la fase orgéanica al matraz del kit de destilacion y destilar por 2
horas.

12. Pesar la masa recuperada en el matraz.

13. Repetir todo el procedimiento para la biomasa cosechada del segundo

reactor.

11. Evaluacién de los métodos de lisis celular

Materiales y equipo:

Cultivo de microalgas obtenido previamente en medio de cultivo con una
concentracién de 0.300 g de NaNOa/L.

Licuadora marca OSTER

Procesador ultrasonico marca dr. Hielscher UP100H
Contador de células MUSE

Estufa con agitacion

2 probetas de 50 mL

10 Beakers de 100 mL

3 Beakers de 125 mL

40 tubos eppendorf

3 agitadores magnéticos

Pipeta de 5 mL

Puntas para pipeta

Solucién de HCI 1 M

Papel aluminio

Tape

Marcador negro

Procedimiento para la lisis celular por estrés mecénico:

14. Tomar 3 muestras de 50 mL, con ayuda de la probeta de 50 mL, del cultivo
de microalgas previamente cultivado en los fotobiorreactores y trasladar a
un respectivo beaker de 100 mL.

15. Las muestras se deben tapar con aluminio hasta su uso y etiquetar con tape

segiin su numero como “Muestra 1”.
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16.

17.
18.

19.

20.
21.

22.

23.

24,

25.

26.

217.

Tomar una muestra de 1.5 mL del medio de cultivo y trasladarla a un tubo
eppendorf previamente etiquetado como indculo.

Armar y conectar la licuadora OSTER.

Verter una de las muestras a la licuadora previamente limpia con agua y
jabon.

Tapar la licuadora y encenderla, llevandola al nivel 1 de agitacion que
corresponde a 12000 rpm.

Poner el temporizador de 5 minutos y al terminar apagar la licuadora.

Con la pipeta tomar una muestra de 1 mL y trasladarla a un tubo eppendorf
etiquetado como “Muestra 1: licuadora 5 minutos”.

Volver a poner el temporizador de 5 minutos y encender la licuadora por ese
tiempo.

Al terminar, repetir el paso 8 y etiquetar la muestra como ‘“Muestra 1:
licuadora 10 minutos”.

Repetir el paso 9y 10 y etiquetar la muestra como “Muestra 1: licuadora 15
minutos”.

Repetir el procedimiento con las muestras 2 y 3 del medio de cultivo.

Al terminar, llevar las muestras al analizador de células MUSE y evaluar la
viabilidad celular del inéculo y de las 9 muestras obtenidas del
procedimiento.

Por Gltimo, analizar en qué tiempo de estrés mecanico por licuadora genera

la mayor lisis celular en las microalgas.

Procedimiento para la lisis celular por ultrasonido:

1.

Tomar 3 muestras de 50 mL, con ayuda de la probeta de 50 mL, del cultivo
de microalgas previamente cultivado en los fotobiorreactores y trasladar a
un respectivo beaker de 100 mL.

Las muestras se debe tapar con aluminio hasta su uso y etiquetar con tape
segiin su numero como “Muestra 1”.

Armar y conectar el procesador ultrasénico marca dr. Hielscher UP100H.
Configurar el equipo en el ciclo “1” y el porcentaje de amplitud a “50%”.
Colocar el beaker con la muestra 1 debajo de la punta del sonicador, de modo
que esta quede sumergida hasta el fondo del beaker pero sin topar la

cristaleria.
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10.

11.
12.

13.

14.

Poner el temporizador de 5 minutos y presionar el boton para encender el
equipo.

Al terminar el tiempo, apagar el equipo y con la pipeta tomar una muestra
de 1 mL vy trasladarla a un tubo eppendorf etiquetado como “Muestra 1:
ultrasonido 50%: 5 minutos”.

Volver a poner el temporizador de 5 minutos y encender el equipo por ese
tiempo.

Al terminar, repetir el paso 7 y etiquetar la muestra como “Muestra 1:
ultrasonido 50%: 10 minutos”.

Repetir el paso 8 y 9 y etiquetar la muestra como “Muestra 1: ultrasonido
50%: 15 minutos”.

Repetir todo el procedimiento con las muestras 2 'y 3 del medio de cultivo.
Repetir todo el procedimiento con 3 muestras nuevas y configurar el equipo
a “100%” de amplitud.

Al terminar, llevar las muestras al analizador de células MUSE y evaluar la
viabilidad celular de estas.

Por ultimo, analizar en qué tiempo y bajé que amplitud de onda, el

ultrasonido genera la mayor lisis celular en las microalgas.

Procedimiento para la lisis celular por hidrélisis acida con HCI:

1.

Tomar 3 muestras de 50 mL, con ayuda de la probeta de 50 mL, del cultivo
de microalgas previamente cultivado en los fotobiorreactores y trasladarlo a
un respectivo beaker de 125 mL.

Las muestras se debe tapar con aluminio hasta su uso y etiquetar con tape
seglin su numero como “Muestra 1”.

Con la otra probeta medir 50 mL de la solucién de HCI 1 My verter sobre
la muestra 1.

Conectar la estufa con agitacién, afiadir un agitador magnético al beaker con
la muestra, trasladarlo a la estufa y configurar el nivel 3 de agitacion.

Poner el temporizador de 5 minutos y presionar el botén para encender la
estufa.

Al terminar el tiempo, apagar la estufa y con la pipeta tomar una muestra de
1 mL y trasladarlo a un tubo eppendorf etiquetado como “Muestra 1: HCI 5

minutos”.
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10.
11.

12.

Poner el temporizador de 5 minutos y encender la estufa por ese tiempo.

Al terminar, repetir el paso 6 y etiquetar la muestra como “Muestra 1: HCI
10 minutos”.

Repetir el paso 7 y 8 y etiquetar la muestra como “Muestra 1: HCI 15
minutos”.

Repetir todo el procedimiento con las muestras 2 'y 3 del medio de cultivo.
Al terminar, llevar las muestras al analizador de células MUSE vy evaluar la
viabilidad celular de estas.

Por altimo, analizar en qué tiempo la hidrélisis acida con HCI genera la

mayor lisis celular en las microalgas.

Procedimiento para la lisis celular combinando los mejores métodos:

1.

Después de analizar el porcentaje de lisis celular que se logra con cada
método, verificar si se obtiene que el estrés mecanico con licuadora y el
ultrasonido a 100% de amplitud de onda generan los mayores porcentajes de
lisis celular. De ser asi, proceder a combinarlos.

Tomar 3 muestras de 50 mL, con ayuda de la probeta de 50 mL, del cultivo
de microalgas previamente cultivado en los fotobiorreactores y trasladarlo a
un respectivo beaker de 100 mL.

Las muestras se deben tapar con aluminio hasta su uso y etiquetar con tape
segin su numero como “Muestra 1.

Armar y conectar el procesador ultrasénico marca dr. Hielscher UP100H.
Configurar el equipo en el ciclo “1” y el porcentaje de amplitud a “100%”
Colocar el beaker con la muestra 1 debajo de la punta del sonicador, de modo
que esta quede sumergida hasta el fondo del beaker pero sin topar la
cristaleria.

Poner el temporizador de 7.5 minutos y presionar el boton para encender el
equipo.

Al terminar el tiempo, apagar el equipo y trasladar la muestra a la licuadora
OSTER previamente conectada y lista.

Poner el temporizador de 7.5 minutos y encender la licuadora, llevandola al

nivel 1 de agitacion que corresponde a 12000 rpm.
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10. Al terminar, con la pipeta tomar una muestra de 1 mL y trasladarla a un tubo
eppendorf etiquetado como “Muestra 1: 7.5 ultrasonido 100% y 7.5
licuadora”.

11. Repetir todo el procedimiento con las muestras 2 y 3 del medio de cultivo.

12. Repetir todo el procedimiento con 3 muestras nuevas y dandoles un
tratamiento de 15 minutos en el ultrasonido y luego 15 minutos en la
licuadora.

13. Al terminar, llevar las muestras al analizador de células MUSE vy evaluar la
viabilidad celular de estas.

14. Por dltimo, analizar en qué combinacion de tiempos el ultrasonido a una
amplitud de onda del 100% junto con el estrés mecéanico inducido por

licuadora generan la mayor lisis celular en las microalgas.

12. Evaluacion de los métodos de extraccion de aceite con solventes
Materiales y equipo:

e Horno secador Symphony VWR

e Contador de células Muse

e Kit de destilacion

o Biomasa de microalgas cultivadas en el reactor abierto tipo laguna de la
Universidad del Valle de Guatemala

e 1 balanza analitica

e 1 estufa con agitacion

e 6 beakers de 250 ml

e Recipiente de metal

e Caja petri de vidrio

e 3 agitadores magnéticos

e 1 ampolla de decantacion

e 1 soporte universal

e 1 llave para sujetar la ampolla al soporte

e Aceite vegetal mara Ideal

e Solucion cloroformo:metanol (2:1)

e Solucion cloroformo:metanol:agua (5.7:3:1)
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Solucion etanol:hexano (1:1)
Tape

Marcador negro

Procedimiento:

10.

11.

12.

13.

14.

Con un beaker de 250 mLrecuperar biomasa hiumeda del reactor abierto tipo
laguna de la Universidad del Valle de Guatemala.

La biomasa trasladarla a un recipiente de metal el cual debe ser llevado al
horno secador por 24 horas a 60 °C.

Con una espéatula analitica raspar la biomasa seca y pasarlo a una caja Petri
de vidrio previamente tarada.

Pesar la biomasa hasta conseguir 2.5 g.

La biomasa se debe trasladar a un beaker de 250 mL previamente tarado.
Trasladar el beaker a la balanza analitica y verter aceite vegetal marca Ideal
hasta conseguir también 2.5 g.

Tarar la balanza y agregar al beaker anterior 20 veces en peso de la biomasa
organica (biomasa més aceite vegetal) solucion de cloroformo:metanol (2:1),
aproximadamente 100 g de solucién.

Agregar un agitador magnético al beaker y trasladarlo a una estufa con
agitacion.

Configurar la agitacion al nivel 8 y dejar en agitacién por 15 minutos.

Luego trasladar la mezcla a una ampolla de decantacion, colocada en su
soporte.

Tapar la ampolla, voltear en forma horizontal y agitar tomandola de ambos
extremos sin tocar la valvula. Después de cada agitacion, colocar el embudo
boca arriba y abrir la valvula cuidadosamente para liberar la presion. Se debe
agitar 5 veces.

Luego dejar la ampolla nuevamente en su soporte y dejar decantar por 2 horas
hasta lograr la separacion de las fases.

Colocar un beaker de 250 mL rotulado como “refinados” debajo de la valvula
de salida de la ampolla.

Abrir la valvula de la ampolla lentamente y drenar la fase que contiene la
biomasa, hasta llegar a la seccion de la ampolla en la cual se forma un anillo

entre la fase organica y la fase acuosa. En este punto cerrar la valvula.
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15.

16.

17.
18.

19.

20.

21.

22.
23.

24,
25.

26.

Luego transferir la fase organica hacia otro beaker de 250 mL rotulado como
“extractos”, para lo cual se debe voltear la ampolla de modo que la fase salga
por la parte superior.

Transferir la fase orgénica hacia el matraz correspondiente, previamente
tarado, del kit de destilacion previamente armado.

Colocar el matraz en la estructura del kit y comenzar a calentar la solucion.
Calentar hasta llegar a los 65 °C, a partir de donde se debe mantener constante
la temperatura por 2 horas hasta que todo el solvente se evapore.

Al finalizar la evaporacion detener el calentamiento y esperar a que el sistema
se enfrie.

Pesar el matraz donde este la solucién orgénica para determinar la cantidad
de aceite recuperado.

Los condensados transferirlos a un recipiente de vidrio para su posterior
reutilizacion.

Repetir la destilacion para la fase acuosa para recuperar el solvente.

El condensado trasladarlo a su respectivo recipiente para su posterior
reutilizacion y la materia organica descartarla en la basura.

Repetir todo el procedimiento dos veces mas para obtener un triplicado.
Repetir todo el procedimiento 1 vez para cada una de las soluciones de
cloroformo:metanol:agua (5.7:3:1) y etanol:hexano (1:1).

Analizar con qué mezcla de solventes se logra la mayor recuperacién del

aceite vegetal.

13. Preparacion de soluciones

Materiales y equipo:

Campana de extraccion

Acido clorhidrico marca Merck
Cloroformo marca Fischer
Metanol marca Merck

Etanol marca Merck

Hexano marca Merck

Agua destilada
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e 4 beakers de 250 mL

e 1 Dbeaker de 125 mL

e 1 probeta de 100 mL

e 1 probeta de 50 mL

e 1 matraz de aforo de L

o 3recipientes de vidrio de 300 mL
e 1recipiente de vidriode 1.2 L

e 4 agitadores magnéticos

o Estufa con agitacion

e Potenciémetro PCSTestr 35 — Multi Parameter
Procedimiento para preparar soluciones de solventes:

1. Transferir a un beaker de 125 mL cierto volumen de cloroformo.

2. Con ayuda de la probeta de 100 mL medir un total de 167 mL de cloroformo
del beaker del paso anterior y transferirlos a un beaker de 250 mL.

3. Repetir el mismo procedimiento pero midiendo 83 mL de metanol, los cuales
se transfieren al mismo beaker del paso anterior.

4.  Agregar un agitador magnético al beaker y transferir a la estufa con agitacion.

5. Agitar la solucién por 5 minutos y transferir a un recipiente de vidrio
previamente esterilizado y rotulado, obteniendo asi 250 mL de la solucion de
solventes.

6. Almacenar el recipiente en oscuridad hasta su uso.

7. Repetir el mismo procedimiento para preparar la  solucién
cloroformo:metanol:agua (5.7:3:1), pero midiendo 146.9 mL de cloroformo,
77.33 mL de metanol y 25.78 mL de agua destilada.

8. Repetir el mismo procedimiento para preparar la solucién etanol:hexano

(1:1), pero midiendo 125 mL de etanol y 125 mL de hexano.
Procedimiento para preparar solucion de acido clorhidrico 1 M:

1. Transferir a un beaker de 125 mL cierto volumen de HCI bajo la campana de
extraccion.
2. Con ayuda de la probeta de 100 mL medir un total de 113.94 mL de HCI del

beaker del paso anterior y transferirlos a un matraz de aforo de 1 L.
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Aforar dicho matraz hasta 1 L y agitar cuidadosamente hasta que la mezcla se
homogenice.

Transferir la solucién al recipiente de vidrio de 1.2 L y rotular adecuadamente.
Medir el pH de la solucion con un potenciometro.

Almacenar el recipiente en oscuridad hasta su uso.
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Concentracion de células viables (células/mL)
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VIl. RESULTADOS

Figura 16. Comparacion promedio del crecimiento celular de las microalgas N. oculata contra el
consumo de nitratos a una concentracion de la fuente de nitrégeno de 0.300 g NaNOs/L (x1.00)
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Experimentacion realizada en triplicado por 21 dias continuos en fotobiorreactores de columna de burbuja
ascendente de 8 L, a una viabilidad promedio de 79.91 + 2.27 %, con un flujo constante de aireacién de
1.18x10* m¥/s (15.00 ft3/h), un pH promedio de 8.19 + 0.06, una salinidad promedio de 2.04% + 0.01%
(m/m), una temperatura promedio de 21.28 °C £ 0.21 °C, una presion atmosférica de 0.974 atm, un ciclo de
iluminacion de 8 horas de luz a una intensidad de 1500 limenes y 16 horas de oscuridad y utilizando nitrato
de sodio como la fuente de nitrato a una concentracion x1.00. Equipo utilizado para analizar la concentracion
celular: MUSE®. Equipo utilizado para analizar la concentracion de nitratos: HACH DR 890. Los datos
utilizados para construir la grafica se encuentran en el Cuadro 43 y Cuadro 45.
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Concentracion de células viables (células/mL)

Figura 17. Comparacion promedio del crecimiento celular de las microalgas N. oculata contra el
consumo de nitratos a una concentracion de la fuente de nitrégeno de 0.150 g NaNOs/L (x0.50)
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Experimentacion realizada en triplicado por 21 dias continuos en fotobiorreactores de columna de burbuja
ascendente de 8 L, a una viabilidad promedio de 76.57 + 4.80 %, con un flujo constante de aireacién de
1.18x10* m¥/s (15.00 ft3/h), un pH promedio de 8.27 + 0.06, una salinidad promedio de 2.01% + 0.01%
(m/m), una temperatura promedio de 21.71 °C + 0.21 °C, una presién atmosférica de 0.974 atm, , un ciclo de
iluminacion de 8 horas de luz a una intensidad de 1500 limenes y 16 horas de oscuridad y utilizando nitrato
de sodio como la fuente de nitrato a una concentracién x0.50. Equipo utilizado para analizar la concentracion
celular: MUSE®. Equipo utilizado para analizar la concentracion de nitratos: HACH DR 890. Los datos
utilizados para construir la grafica se encuentran en el Cuadro 49 y Cuadro 51.
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Concentracion de células viables (células/mL)
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Figura 18. Comparacion promedio del crecimiento celular de las microalgas N. oculata contra el
consumo de nitratos a una concentracion de la fuente de nitratos de 0.075 g NaNOs/L (x0.25)
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Experimentacion realizada en triplicado por 21 dias continuos en fotobiorreactores de columna de burbuja
ascendente de 8 L, a una viabilidad promedio de 78.20 + 3.30 %, con un flujo constante de aireacion de
1.18x10* m¥/s (15.00 ft3/h), un pH promedio de 8.20 * 0.06, una salinidad promedio de 2.03% * 0.01%
(m/m), una temperatura promedio de 21.03 °C + 0.21°C, una presién atmosférica de 0.974 atm, , un ciclo de
iluminacion de 8 horas de luz a una intensidad de 1500 limenes y 16 horas de oscuridad y utilizando nitrato
de sodio como la fuente de nitrato a una concentracién x0.25. Equipo utilizado para analizar la concentracion
celular: MUSE®. Equipo utilizado para analizar la concentracion de nitratos: HACH DR 890. Los datos
utilizados para construir la grafica se encuentran en el Cuadro 54 y Cuadro 56.
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Concentracion de células viables {células/mL)
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Figura 19. Comparacion promedio del crecimiento celular de las microalgas N. oculata contra el
consumo de nitratos a una concentracion de la fuente de nitratos de 0.030 g NaNOs/L (x0.10)
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Experimentacion realizada en triplicado por 21 dias continuos en fotobiorreactores de columna de burbuja
ascendente de 8 L, a una viabilidad promedio de 73.82 + 3.79 %, con un flujo constante de aireacién de
1.18x10* m¥/s (15.00 ft3/h), un pH promedio de 8.34 * 0.06, una salinidad promedio de 2.01% * 0.01%
(m/m), una temperatura promedio de 21.19 °C + 0.21 °C, una presion atmosférica de 0.974 atm, , un ciclo de
iluminacion de 8 horas de luz a una intensidad de 1500 limenes y 16 horas de oscuridad y utilizando nitrato
de sodio como la fuente de nitrato a una concentracién x0.10. Equipo utilizado para analizar la concentracion
celular: MUSE®. Equipo utilizado para analizar la concentracion de nitratos: HACH DR 890. Los datos
utilizados para construir la grafica se encuentran en el Cuadro 59 y Cuadro 61.
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Células/mL

Figura 20. Comparacion del crecimiento celular promedio de las microalgas N. oculata bajo
distintas concentraciones iniciales de la fuente de nitrégeno
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Experimentaciones realizadas por 21 dias continuos en fotobiorreactores de columna de burbuja ascendente
de 8 L con un flujo constante de aireacion de 1.18x10* m%/s (15.00 ft3/h), una presion atmosférica de 0.9971
atm, un ciclo de iluminacién de 8 horas de luz y 16 de oscuridad, utilizando nitrato de sodio como la fuente
de nitrato y bajo las condiciones descritas en las Figuras 16, 17, 18 y 19.
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Nitratos (mg/L)

Figura 21. Comparacion del consumo de nitrato promedio de las microalgas N. oculata bajo
distintas concentraciones iniciales de la fuente de nitrégeno
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Experimentaciones realizadas por 21 dias continuos en fotobiorreactores de columna de burbuja ascendente
de 8 L con un flujo constante de aireacion de 1.18x10* m%/s (15.00 ft/h), un ciclo de iluminacién de 8 horas

de luz y 16 de oscuridad, utilizando nitrato de sodio como la fuente de nitrato y bajo las condiciones descritas
en las Figuras 16, 17, 18 y 19.

71



Cuadro 1. Comparacion de la duracion de cada fase del crecimiento celular de las microalgas N.
oculata bajo distintas concentraciones iniciales de la fuente de nitrégeno

Concentracion de  Fase Lag Fase de Fase Fase de Fase
la fuente de (Dias) aceleracion exponencial ~ desaceleracion estacionaria
nitrégeno (Dias) (Dias) (Dias) (Dias)
x1.00 2 4 9 2 4
2 5 6 2 6
x0.50
2 4 10 1 4
x0.25
2 4 8 1 6
x0.10

Experimentaciones realizadas por 21 dias continuos en fotobiorreactores de columna de burbuja ascendente
con un flujo constante de aireacion de 1.18x10“ m%/s (15.00 ft3/h), un rango de temperatura de 20 °C a 22
°C, un rango de pH de 7 a 8.5, una presion atmosférica de 0.9971 atm y un ciclo de iluminacién de 8 horas
de luz y 16 de oscuridad.

Cuadro 2. Comparacion del tiempo de generacién, productividad y rendimiento de las microalgas
N. oculata bajo distintas concentraciones iniciales de la fuente de nitrégeno

Concentracion Tiempo de
de I fuente de generacion Productividad Rendimiento total
. Células/L dia 4
nitrogeno (+ 0.64 dias) ( ) (Células/g NO3)
x1.00 3.03 (2.46 + 0.26)x10° (1.95 + 0.21)x10
2.70 (2.40 + 0.25)x108 (3.27 + 0.37)x10%°
x0.50
2.76 (2.08 + 0.22)x10° (4.80 + 0.40)x10°
x0.25
2.72 (1.59 % 0.17)x108 (8.38 + 0.71)x101°
x0.10

Experimentaciones realizadas por 21 dias continuos en fotobiorreactores de columna de burbuja ascendente
con un flujo constante de aireacion de 1.18x10* m%/s (15.00 ft3/h), un rango de temperatura de 20 °C a 22
°C, un rango de pH de 7 a 8.5, una presion atmosférica de 0.9971 atm y un ciclo de iluminacién de 8 horas
de luz y 16 de oscuridad. Los tiempos de generacidn se obtuvieron con el calculo 20, las productividades se
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obtuvieron con el célculo 21 y los rendimientos totales se obtuvieron con el céalculo 22. Las propagaciones
de errores se obtuvieron con los calculos 24, 25 y 26.

Cuadro 3. Comparacion de la biomasa recuperada, su rendimiento y el aceite recuperado de la
produccion de las microalgas N. oculata bajo distintas concentraciones iniciales de la fuente de

nitrégeno
Concentracion de R 6 d Recuperacion de
ecuperacion de i :
la fuente de ) P Rendimiento de biomasa aceite (x 0.0001 g)
+ -
nitrogeno biomasa (= 0.0193 g) (g biomasa/g NO3)
x1.00 12.5005 11.9627 + 1.0822 0.0000
11.2350 22.2380 + 2.0916 0.0000
x0.50
10.3586 28.7046 + 1.6232 0.0000
x0.25
9.1464 72.4731 £ 4.0988 0.0000
x0.10

Biomasa recuperada mediante 2 ciclos de centrifugacion: 10 minutos a 3000 rpm y 10 minutos a 4000 rpm;
secada por 24 horas en horno a 60 °C e hidrolizada con licuadora a 12000 rpm por 15 minutos. Aceite extraido
con mezcla de solventes cloroformo:metanol (2:1) con agitacion por 15 minutos y decantacion por 24 horas.
Posteriormente, el aceite se intentd recuperar con una destilacién del solvente, sin embargo, se infiere que la
cantidad de aceite producida fue muy pequefia para poder cuantificarla con la metodologia empleada. Los
rendimientos de biomasa se obtuvieron con el calculo 23. Las propagaciones de errores se obtuvieron con los
célculos 24, 25 y 26.

Ecuacion 12. Modelo matematico que describe la velocidad especifica de crecimiento celular de
las microalgas N. oculata a diferentes concentraciones iniciales de la fuente de nitrégeno en el
fotobiorreactor de columna de burbuja ascendente de 8 L

_pmax X (S —Sf)
~ Ks+(S—=Sf)

Donde p es la velocidad especifica de crecimiento celular, umax es la velocidad especifica maxima
de crecimiento celular, S la concentracion de sustrato, Sf la concentracion final de sustrato y Ks la constante
de afinidad al sustrato.

Ecuacion 13. Modelo matematico que describe la velocidad del crecimiento celular de las
microalgas N. oculata a diferentes concentraciones iniciales de la fuente de nitrégeno en el
fotobiorreactor de columna de burbuja ascendente de 8 L

RX = pX
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En donde RX es la cantidad de células por volumen al dia y X es la concentracién de células por
volumen.

Ecuacion 14. Modelo matematico que describe la velocidad del consumo del sustrato limitante para
el crecimiento celular de las microalgas N. oculata a diferentes concentraciones iniciales de la
fuente de nitrégeno en el fotobiorreactor de columna de burbuja ascendente de 8 L

RX

RS= —
Yx

En donde RS es la concentracion del sustrato limitante por volumen por dia y Yx el rendimiento de
células por gramo del sustrato limitante.

Ecuacion 15. Modelo matematico que describe el cambio de la concentracion celular en el tiempo
para el cultivo de microalgas N. oculata a diferentes concentraciones iniciales de la fuente de
nitrégeno en el fotobiorreactor de columna de burbuja ascendente de 8 L

d X) = RX
E()_

Ecuacion 16. Modelo matematico que describe el cambio de la concentracion del sustrato limitante
en el tiempo para el cultivo de microalgas N. oculata a diferentes concentraciones iniciales de la
fuente de nitrdgeno en el fotobiorreactor de columna de burbuja ascendente de 8 L

d
—(S) = —RS
7O
Cuadro 4. Parametros cinéticos del modelo matematico que describe el crecimiento celular de las

microalgas N. oculata a diferentes concentraciones iniciales de la fuente de nitrégeno en el
fotobiorreactor de columna de burbuja ascendente de 8 L obtenidos con el Software Berkley

Madonna®

Rango de Concentracién Concentracion Concentracion ~ Concentracion

Parametro Simbologia  tiempo inicial de inicial de nitratos inicial de inicial de
(dias) nitratos x1.00 x0.50 nitratos x0.25 nitratos x0.10
Velocidad t<3, 10,
especifica 17y
méaxima de Kmax > 20 1.0842 0.6119 0.5622 0.4718
crecimiento
celular (dias™)
Constante de t<3, 10,
afinidad al 17yt>
-4 -5 -5 -6

sustrato Ks 20 2.1015x10 1.6005%10 1.2009%10 2.0014x10
(g NO3/mL)
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Parametro

Simbologia

Rango de
tiempo
(dias)

Concentracion
inicial de nitratos
x1.00

Concentracion

inicial de

nitratos x0.50

Concentracion
inicial de

nitratos x0.25

Concentracion
inicial de

nitratos x0.10

Rendimiento

maximo de

biomasa en

funcién al

consumo de YX1
sustrato para la

fase lag

(células/g

NOs)

Rendimiento
méaximo de
biomasa en
funcion al
consumo de
sustrato para la YX2
parte 1 de la
fase
exponencial
(células/g
NOs)

Rendimiento
maximo de
biomasa en
funcion al
consumo de
sustrato para la YX3
parte 2 de la
fase
exponencial
(células/g
NOs)

t<3

t>6

t<10

t>13y

t<17

9.0016x10°

1.6035x10%°

3.0066x10%°

9.0631x10°

3.2591x10%°

5.0779x10%°

2.9905x10%°

2.6057x10%°

8.4185x10%°

1.9903x10%°

7.0154x10%°

1.7037x101
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Rango de

Parametro Simbologia  tiempo

(dias)

Concentracion
inicial de nitratos
x1.00

Concentracion
inicial de

nitratos x0.50

Concentracion
inicial de

nitratos x0.25

Concentracion
inicial de

nitratos x0.10

Rendimiento
maximo de
biomasa en
funcion al

consumo de

Y X4 t>20

sustrato para la
fase
estacionaria
(células/g
NOs)

Velocidad
especifica
méaxima de
crecimiento Wmaxf t<6, 13,
celular para los 20

dias en fin de

semana (dias™)

Constante de

afinidad al
t<6,13,

sustrato para
Kst 20

los dias en fin
de semana (g
NO3/m L)

Rendimiento

maximo de

biomasa en

funcién al

consumo de Yx¢ t< 3613'
sustrato para el

fin de semana

(células/g

NOa)

1.1302x10%°

7.8401x10%2

1.8002x10%°

2.1046x10%°
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7.8404x1012
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2.1046x10%°

1.1302x10%°

7.8401x10'2

1.8002x10%°

2.1046x10%°



Concentracion de células viables (células/mL)

Figura 22. Ajuste del modelo de Monod modificado utilizando datos experimentales del
crecimiento celular de la microalga N. oculata y el consumo de nitratos a una concentracion
inicial de la fuente de nitratos de x1.00 en el fotobiorreactor de columna de burbuja ascendente de
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Codigo de colores: curva azul — ajuste matematico de la concentracion celular obtenido con el Software
Berkley Madonna®, curva verde - ajuste matematico de la concentracion de nitratos obtenido con el Software
Berkley Madonna®, puntos naranjas — datos experimentales de la concentracion celular obtenidos a partir
del MUSE®, puntos negros — datos experimentales de la concentracion de nitratos obtenidos a partir del
HACH DR 890. Los datos utilizados para construir la gréfica se encuentran en el Cuadro 48.
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Figura 23. Ajuste del modelo de Monod modificado utilizando datos experimentales del
crecimiento celular de la microalga N. oculata y el consumo de nitratos a una concentracion
inicial de la fuente de nitratos de x0.50 en el fotobiorreactor de columna de burbuja ascendente de

8L
300000 1 B4
) [
e
- / R2= 0515
N 02
i) -
2500000 — / g
. / -1 20084 g
0 o IJ h
20000001 7 3
{ =
. / £
o\ |- e =
1500000 > Y :
/ ‘ 1]
-8 00026 ,:
1000000 ;
=
=]
J
500000+ e
[8]
0.000- s -4 00085
[ [ | | |
0000 5000 1000 1500 2000 200
Tiermpo {Dias)

Codigo de colores: curva azul — ajuste matematico de la concentracion celular obtenido con el Software
Berkley Madonna®, curva verde - ajuste matematico de la concentracion de nitratos obtenido con el Software
Berkley Madonna®, puntos naranjas — datos experimentales de la concentracion celular obtenidos a partir
del MUSE®, puntos negros — datos experimentales de la concentracion de nitratos obtenidos a partir del
HACH DR 890. Los datos utilizados para construir la gréafica se encuentran en el Cuadro 53.
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Figura 24. Ajuste del modelo de Monod modificado utilizando datos experimentales del
crecimiento celular de la microalga N. oculata y el consumo de nitratos a una concentracion
inicial de la fuente de nitratos de x0.25 en el fotobiorreactor de columna de burbuja ascendente de
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Cobdigo de colores: curva verde — ajuste matematico de la concentracion celular obtenido con el Software
Berkley Madonna®, curva azul - ajuste matematico de la concentracion de nitratos obtenido con el Software
Berkley Madonna®, puntos naranjas — datos experimentales de la concentracion celular obtenidos a partir
del MUSE®, puntos negros — datos experimentales de la concentracion de nitratos obtenidos a partir del
HACH DR 890. Los datos utilizados para construir la grafica se encuentran en el Cuadro 58.
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Figura 25. Ajuste del modelo de Monod modificado utilizando datos experimentales del
crecimiento celular de la microalga N. oculata y el consumo de nitratos a una concentracion
inicial de la fuente de nitratos de x0.10 en el fotobiorreactor de columna de burbuja ascendente de
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Codigo de colores: curva azul — ajuste matematico de la concentracion celular obtenido con el Software
Berkley Madonna®, curva verde - ajuste matematico de la concentracion de nitratos obtenido con el Software
Berkley Madonna®, puntos naranjas — datos experimentales de la concentracion celular obtenidos a partir
del MUSE®, puntos negros — datos experimentales de la concentracion de nitratos obtenidos a partir del
HACH DR 890. Los datos utilizados para construir la grafica se encuentran en el Cuadro 63.
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Cuadro 5. Porcentaje de lisis celular promedio de las microalgas N. oculata tratadas bajo distintos
métodos de lisis celular

Viabilidad celular

) . Tiempo del Viabilidad posterior al Porcentaje de
Método de lisis celular

tratamiento  celular previo tratamiento (células lisis celular

(min) al tratamiento viables/células (%)
(£ 0.1528 %) totales %)
Estrés mecanico con 5 71.400 69.330 £ 0.640 2.89+0.90
licuadora
Estrés mecanico con 10 71.400 64.300 + 0.980 9.94 +1.38
licuadora
Estrés mecanico con 15 71.400 62.430 + 0.640 12.56 £ 0.90
licuadora
Ultrasonido con el 50% 5 71.400 70.670 £ 0.210 1.03+£0.29
de la amplitud de onda
Ultrasonido con el 50% 10 71.400 70.300 + 0.100 154 +0.14
de la amplitud de onda
Ultrasonido con el 50% 15 71.400 69.870 + 0.060 2.15+0.08
de la amplitud de onda
Ultrasonido con el 100% 5 71.400 70.300 + 0.200 1.54 +0.28
de la amplitud de onda
Ultrasonido con el 100% 10 71.400 69.570 + 0.150 257+0.21
de la amplitud de onda
Ultrasonido con el 100% 15 71.400 66.910 + 0.360 6.30 £ 0.50
de la amplitud de onda
Hidrolisis acida con 5 71.400 71.000 £0.170 0.56 +0.24

acido clorhidrico 1 M
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Viabilidad celular

. Viabilidad posterior al Porcentaje de
Tiempo del

, . . celular previo tratamiento (células lisis celular
Método de lisis celular tratamiento

(min) al tratamiento viables/células (%)
(£ 0.1528 %) totales %)
Hidrélisis acida con 10 71.400 69.830 + 0.830 219+1.17
acido clorhidrico 1 M
Hidrolisis acida con 15 71.400 68.630 + 1.51 3.87+2.12
acido clorhidrico 1 M
Ultrasonido con el 100% 7.5/7.5 71.700 64.330 + 1.50 10.27 + 2.09
de la amplitud de onda/
Estrés mecanico con
licuadora
Ultrasonido con el 100% 15/15 71.700 62.370 + 0.90 13.02 + 1.26

de la amplitud de onda/
Estrés mecanico con

licuadora

Experimentacion realizada a temperatura de 25°C con el mismo cultivo de microalgas obtenidas en un

medio con una concentracion de 0.3 g de NaNO3/L.
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Cuadro 6. Porcentaje promedio de recuperacion de aceite vegetal utilizando distintos métodos de
extraccion con solventes

Aceite vegetal  Aceite vegetal Porcentaje de
Meétodo de solventes inicial recuperado recuperacion
+ 0.0868

+00677g) T D (@ 22074%)

Cloroformo:metanol 2.5426 2.2860 89.4612
(2:1)
Cloroformo:metanol:agua 2.5036 2.1174 84.5762
(5.7:3:1)

Etanol:hexano (1:1) 2.5347 2.0303 80.1023

Experimentacion realizada a temperatura de 25 °C, medio con 2.5 g de biomasa seca de microalgas cultivadas
en un tanque de laguna abierta en la Universidad del Valle de Guatemala, agitacion a 5000 rpm por 15

minutos y extraccion por 24 horas en ampolla de decantacién.
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VIII. ANALISIS DE RESULTADOS

Para la presente investigacion se tomd en triplicado una muestra de las microalgas presentes
en el reactor abierto tipo laguna de la Universidad del Valle de Guatemala. Estas fueron analizadas
en el microscopio, con ayuda de una cdmara de Neubauer, para analizar su morfologia y hacer un
recuento de las microalgas Nannochloropsis oculata. Se obtuvo que en todas las muestras (ver
Figura 26 y Figura 44) el 100% de las células que lograron apreciarse cuentan con una morfologia
circular de tamafio pequefio y eran de color verde, las cuales son caracteristicas esperadas de las
microalgas N. oculata (Guiry, 2013). Por lo tanto, se infiri6 que el mayor porcentaje de
microorganismos presentes en las muestras del reactor abierto tipo laguna corresponden a las
microalgas N. oculata, por lo que fueron utilizadas para hacer el indculo de las fermentaciones

realizadas en la presente investigacion.

Cabe resaltar que, para asegurar que los microorganismos que crecieron en las
fermentaciones fueron solo las microalgas N. oculata, se utilizé el medio f/2 Guillard comercial
para hacer crecer el indculo inicial. Este, al ser un medio selectivo para microalgas marinas y contar
con todos los nutrientes en las concentraciones ideales para su crecimiento, permite asegurar con
un alto porcentaje de confianza (95%) que solo microalgas N. oculata creceran en el indculo y, por
ende, se puede asegurar que creceran a las nuevas condiciones a las que seran sometidas (Guillard,
1975). Posteriormente, se utiliz6 el medio f/2 Guillard modificado, con el fin de poder agregar las
concentraciones deseadas de la fuente de nitrégeno a cada fermentacién. Ademas, se opté por
realizar dicho medio en el laboratorio debido a los costos que hubiese representado utilizar el medio

comercial.

Por ultimo, cabe agregar que, para asegurar que solo las microalgas N. oculata crecieron
en la fermentacion inicial (utilizada posteriormente como inéculo para las demas fermentaciones),
asi como en las demas fermentaciones, se empled el microscopio para analizar nuevamente las
células presentes en las muestras tomadas al final de cada fermentacion. Se obtuvo en todos los
casos que el 100% de las células presentes contaban con las caracteristicas morfoldgicas esperadas
para las microalgas N. oculata (ver Figura 44). Por lo tanto, al provenir las células de un inoculo
con medio f/2 Guillard comercial, se asegura con un 95% de confianza que en las fermentaciones
se cultivd solo microalgas N. oculata. A pesar de esto, se recomienda hacer un analisis
metagendmico de la microbiota presente en el reactor abierto tipo laguna de la Universidad Del
Valle de Guatemala, para asegurar con un 100% de confianza qué especie de microalga es la que

se encuentra presente en dicho reactor.
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Crecimiento de microalgas a distintas concentraciones iniciales de la fuente de nitrégeno

Con el fin de determinar cual es la concentracion inicial de la fuente de nitrégeno en el
medio de cultivo de las microalgas N. oculata que permite obtener una mayor produccién de
lipidos, se evaluaron 4 concentraciones iniciales: x1.00 (0.300 g NaNOs/L), x0.50 (0.150 g
NaNOs/L), x0.25 (0.075 g NaNOs/L) y x0.10 (0.030 g NaNOs/L). Cabe resaltar que se definié la
concentracién x1.00 como la prueba de control positiva, puesto que en la literatura se reporta esta
concentracién inicial de la fuente de nitrégeno como la ideal para que las microalgas N. oculata
crezcan adecuadamente (Guillard, 1975). Se definié variar solo la fuente de nitrégeno en el medio
de cultivo de dichas microalgas puesto que en la literatura se reporta que este nutriente, cuando se
encuentra en bajas concentraciones, induce una mayor sintesis y acumulacion de lipidos dentro de
las microalgas (Hu, 2004). Es importante recalcar que en todas las fermentaciones se monitoreo las
variables de pH, temperatura, salinidad, flujo de aireacidn, tiempo de iluminacion e intensidad
luminica, para que se mantuviesen constantes y asi evaluar exclusivamente el efecto de la variacion
de la concentracion de la fuente de nitrégeno sobre el crecimiento de las microalgas N. oculata y
la posible produccion de lipidos.

En primer lugar, es importante recalcar el balance de masa que puede realizarse en una sola
célula de las microalgas N. oculata. A la célula ingresaran todos los nutrientes del medio de cultivo,
incluyendo el sustrato limitante: nitrato. Ademas, requerira de diéxido de carbono, agua y luz para
llevar a cabo la fotosintesis. Como resultado de todas las reacciones bioquimicas que conforman el
metabolismo celular de las microalgas, se obtendra una mayor cantidad de biomasa, es decir, la
célula podra reproducirse, dando como resultado mas células. Ademas, dichas células podran
aumentar su tamafio y se habra producido oxigeno, carbohidratos, distintos metabolitos secundarios
y otras moléculas, como los lipidos, como reserva de energia en el interior celular (Hu, 2004;
Aléman et al., 2017).

Cuando las microalgas se encuentren en un medio con privacion de nitrogeno entraran en
estrés, que tal y como se menciond anteriormente, provocard un cambio en el metabolismo celular
de las microalgas. Este cambio inducird a que disminuya la tasa a la que se sintetizan las proteinas
estructurales y aumente la tasa de sintesis de lipidos dentro de las células, ya que estas moléculas
se utilizardn como reserva de energia ante condiciones ambientes de estrés (Hu, 2004; Aléman et
al., 2017). Por lo tanto, el balance de masa por célula se verd afectado anta la privacion de
nitroégeno. Las células seguiran recibiendo el didxido de carbono, el agua, la luz y los nutrientes del
medio, pero una menor concentracion de nitrato como fuente de nitrégeno. Por ende, las células al

tener menor produccién de proteinas, pero mayor produccion de lipidos, se obtendrd menor
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cantidad de biomasa, pero las células que conformen dicha biomasa estardn mas llenas de lipidos.
En sintesis, bajo privacion de nitrdgeno, la relacion lipidos/biomasa de las microalgas aumentara.
Pero en condiciones con las concentraciones adecuadas de nitrato como fuente de nitrogeno, las
células seguirdn sintetizando a la misma tasa las proteinas estructurales, pero a menor tasa los
lipidos como reserva de energia, por lo que se obtendran células con una menor relacion

lipidos/biomasa.

Gracias a este principio, se puede analizar la concentracion ideal de la fuente de nitroégeno
gue permite obtener una buena produccion de lipidos dentro de las microalgas, de tal forma que se
obtenga la mejor relacion lipidos/biomasa. Cabe resaltar que encontrar esta concentracion ideal de
la fuente de nitrogeno puede favorecer a que en futuras investigaciones, si se desea producir cierta
cantidad de lipidos, esto pueda lograrse en un medio de cultivo en el que no sea necesario agregar
mas nutrientes de los que las microalgas van a necesitar para alcanzar el objetivo. Permitiendo asi

disminuir los costos para realizar las fermentaciones.

Al comparar el crecimiento celular de las microalgas N. oculata y su consumo de nitratos
en las distintas concentraciones iniciales de la fuente de nitrégeno (ver Figura 16, Figura 17, Figura
18 y Figura 19), se observa gue a una concentracion inicial x1.00 y x0.50 el consumo de nitratos
no es tan pronunciado y no llega a una concentracién final de 0.00 g NOs/L a los 21 dias. En cambio,
a una concentracion inicial de x0.25 y x0.10 el consumo de nitratos se vuelve mas pronunciado, en
especial a la concentracion inicial x0.10, donde el decaimiento de la concentracién de nitratos
comienza desde el primer dia de experimentacion. Ademas, bajo estas dos Gltimas concentraciones
de la fuente de nitrégeno, se observa que se llega a una concentracion final de 0.00 g NOs/L a los

17 y 20 dias, respectivamente.

Dicho comportamiento observado en las cuatro graficas indicaria que a las concentraciones
iniciales x1.00 y x0.50, el nitrdgeno en forma de nitrato, no se encuentra a concentraciones
limitantes. Es decir, el nitrato estaria en exceso, puesto que el crecimiento celular de las microalgas
Ilega a la fase estacionaria sin que la concentracion de este nutriente se agote por completo (Tortora,
Funke y Case, 2007; Lee, 2009). En cambio, a las concentraciones iniciales x0.25 y x0.10 el nitrato
si estaria a concentraciones limitantes, puesto que las microalgas llegan a la fase estacionaria de su
crecimiento celular conforme este nutriente se agota por completo. Por ende, el decaimiento méas
pronunciado de la concentracion de nitrato a estas Ultimas concentraciones iniciales, en especial a
la concentracion inicial x0.10, se debe a que las microalgas aprovechan desde el inicio de la
fermentacion este nutriente, puesto que se encuentra en concentraciones limitantes (Tortora, Funke
y Case, 2007; Lee, 2009).
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Por otro lado, al analizar el Cuadro 1, se puede comparar la duracion de cada fase del
crecimiento celular de las microalgas bajo distintas concentraciones iniciales de la fuente de
nitrogeno. Se obtuvo que a cualquier concentracion inicial de la fuente de nitrogeno, la fase lag
dura 2 dias. Esto indica que las microalgas requirieron poco tiempo para adaptarse al medio,
sintetizar las moléculas necesarias para su metabolismo y crecimiento y comenzar a reproducirse
(Tortora, Funke y Case, 2007; Lee, 2009). Esto puede deberse a que el indculo inicial de las
microalgas que se utilizé para todas las fermentaciones provenia de un cultivo que se realizo6 bajo
las mismas condiciones experimentales. Es decir, en el mismo fotobiorreactor, bajo las mismas
variables constante y a la concentracidn inicial ideal de la fuente de nitrégeno: 0.300 g NaNOs/L
(x1.00).

Asimismo, se obtuvo que la fase de aceleracion duré 4 dias para todas las concentraciones
iniciales de la fuente de nitrégeno, excepto para la concentracion x0.50, la cual dur6 5 dias. Se
considera que la duracion de esta fase fue mas larga de la esperada, puesto que en ese momento,
tedricamente la tasa de division celular de las microalgas incremente rapidamente hasta alcanzar
un punto méaximo, donde daria inicio la fase exponencial (Lee, 2009). Sin embargo, la extensa
duracion puede deberse a que en todas las fermentaciones se dejé de tomar continuamente muestras,
para determinar la concentracion celular y la concentracion de nitratos, después del dia 3. Por ende,
no se obtuvo datos experimentales para determinar con certeza la duracidn de esta fase y se debid
realizar estimaciones con los datos recabados y el comportamiento obtenido del crecimiento celular

de las microalgas.

Se obtuvo que la fase exponencial dur6 diferente para cada concentracién inicial de la
fuente de nitrégeno analizada, siendo la concentracion x0.25 la que durd mas tiempo: 10 dias, y la
concentracion x0.50 la que dur6 menos tiempo: 6 dias. Sin embargo, es importante resaltar que,
debido a que para esta experimentacion se dejo de tomar muestras a los 3 dias de fermentacion y
se retomo hasta el dia 7, y no al dia 6 como las demas fermentaciones, se desconoce también el
momento exacto que dura la fase exponencial. Por eso, se infiere que esta fase pudo durar al menos

un dia mas, es decir 7 dias, por el lapso de tiempo mayor en el que se dejé de muestrear.

Independientemente de esto, se esperaba que la fase exponencial durara més en las
concentraciones iniciales de la fuente de nitrégeno x1.00 y x0.50, puesto que, como se discutio
anteriormente, al haber un exceso de nitrégeno en forma de nitrato, las microalgas tendrian mayor
disponibilidad de este nutriente para sintetizar moléculas necesarias para su metabolismo y
reproduccion (Hu, 2004; Aléman et al., 2017). Sin embargo, no fue el caso, por lo que se infiere

que otro nutriente, como el fosforo, pudo actuar como sustrato limitante e influir en el crecimiento
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celular de las microalgas. También se pudo haber generado mas productos de desecho celular que
se acumularon en el medio e inhibieron el crecimiento celular. O, por otro lado, la densidad celular
en el medio pudo ser muy grande que no permitia que la luz llegard a todo el medio de forma
homogénea, ya que las lamparas se encontraban en el exterior de los reactores e iluminaban de
forma directa solo un lado de los reactores, provocando asi una menor tasa de fotosintesis, y, todo
esto en conjunto, podria explicar la diferencia en la duracién de la fase exponencial entre las
condiciones analizadas y la razon por la cual no se logré una mayor densidad celular al final de las
fermentaciones (Tortora, Funke y Case, 2007; Lee, 2009; Audesirk et al., 2012). De la misma
forma, a las concentraciones iniciales de la fuente de nitrégeno x0.25 y x0.10, como se infiere que
el nitrégeno en forma de nitrato si actué como sustrato limitante, la duracién de la fase exponencial
fue mayor para la concentracion x0.25 pues habia mayor disponibilidad del nutriente para la sintesis

de moléculas necesarias para las células y para su reproduccién (Hu, 2004; Aléman et al., 2017).

Se obtuvo que la fase de desaceleracion dur6 2 dias para las concentraciones iniciales de la
fuente de nitrdgeno x1.00 y x0.50 y dur6 1 dia para las concentraciones x0.25y x0.10. La diferencia
en la duracion de las fases puede deberse a la influencia de los diferentes sustratos limitantes, tal y
como se discutié anteriormente. Asimismo, se considera que no se determind con exactitud la
duracion de esta fase para cada fermentacion, debido a los dias que se dej6 de muestrear, tal y como
se menciona anteriormente. Por lo tanto, la diferencia en la duracion de las fases también podria

explicarse por esto.

Por Gltimo, se obtuvo que la fase estacionaria para las concentraciones iniciales de
nitrégeno x1.00 y x0.25 dura 4 dias y para las concentraciones x0.50 y x0.10 dura 6 dias. Cabe
resaltar que la duracion de dicha fase tampoco se determind con exactitud para cada fermentacion
debido a que no se muestred diariamente. Ademas, se estima que esta fase puede durar mas, pero
las fermentaciones se detuvieron a los 21 dias, por lo que no se pudo determinar en esta
investigacion. Asimismo, se infiere que la duracién reportada de esta fase depende de la duracion
de la fase exponencial, puesto que, mientras mas dure la fase exponencial, se puede monitorear por
menos tiempo la fase estacionaria en los 21 dias de fermentacion. Esto se confirma al observar que
justamente a las concentraciones x1.00 y x0.25 se reportan las duraciones mas largas de la fase
exponencial, pero las mas cortas de la fase estacionaria. Esto indicaria nuevamente que a las
concentraciones x1.00 y x0.25 habia mas disponibilidad de nutrientes, por lo que la fase

exponencial duré maés.

Por otra parte, se infiere que, de haber logrado inducir que las microalgas sintetizaran

lipidos bajo las condiciones experimentales analizadas, en las concentraciones iniciales de
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nitrogeno x0.50 y x0.10 se tuvo que haber sintetizado una mayor concentracion, puesto que a dichas
condiciones se logré una fase estacionaria mas larga en el tiempo de fermentacion de 21 dias, por
lo que las microalgas tuvieron mas tiempo para sintetizar mas lipidos, los cuales se sintetizan méas
en dicha fase. Sin embargo, considerando que a la concentracion inicial de nitrogeno de x0.10 si
hubo una privacion de nitrégeno en forma de nitrato, las condiciones pudieron haber provocado
estrés en las microalgas e inducido que cambiaran su metabolismo para dejar de sintetizar proteinas
y sintetizar mas lipidos como reserva de energia. Por lo que a esta Gltima concentracidn se esperaria
obtener un mayor rendimiento de lipidos por biomasa producida en comparacion a la demas

concentraciones iniciales de la fuente de nitrégeno (Hu, 2004; Aléman et al., 2017).

Al analizar ahora la Figura 20, se puede comparar facilmente el crecimiento celular de las
microalgas N. oculata bajo las distintas concentraciones iniciales de la fuente de nitrégeno que se
analizaron. Primero, es importante mencionar que solamente la concentracion inicial x1.00 fue
analizada en triplicado. Por lo que la variabilidad obtenida de dicho triplicado fue aplicada a los
datos experimentales obtenidos con las deméas concentraciones iniciales de la fuente de nitrégeno
que solo se analizaron en duplicado. Esto con el fin de realizar un mejor analisis estadistico entre
las condiciones experimentadas. La variabilidad de la concentracion celular para cada medicion se
obtuvo calculando el porcentaje que representa la desviacion estandar de los datos del triplicado
respecto a la media y multiplicando por 3 este resultado, con el fin de obtener un porcentaje de
desviacion que se encontrase dentro de 3 desviaciones estandar respecto a la media. Con esto, al
aplicarlo a los demés datos experimentales, se puede afirmar que se tiene un 99.7% de confianza
en el analisis estadistico (Anderson, Sweeney & Williams, 2015). Cabe resaltar que se obtuvo un
promedio de dicho porcentaje de desviacién para cada fase del crecimiento celular y finalmente los
promedios obtenidos fueron aplicados a cada fase del crecimiento celular obtenido bajo las distintas

concentraciones iniciales de nitrégeno.

Con dicho analisis estadistico se pudo graficar la variacion del crecimiento celular para
cada condicion experimentada, como se observa en la Figura 20. Se obtuvo que bajo todas las
concentraciones iniciales de la fuente de nitrdgeno la concentracion celular es casi igual en los
primeros 2 dias de fermentacion. Lo cual se explica por la fase lag del indculo utilizado, el cual fue
el mismo para todas condiciones, tal y como se discutié anteriormente. Luego, se observa que las
concentraciones celulares a una concentracion inicial de nitrogeno x1.00 y x0.50 se traslapan hasta
el dia 16, donde la concentracion celular a la concentracion inicial de nitrégeno x1.00 est& en
desaceleracion y la concentracion celular a la concentracion inicial de nitrogeno x0.50 ya se

encuentra en fase estacionaria. Esto puede deberse a que, gracias a que a la concentracion inicial
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de nitrégeno x1.00 hay més disponibilidad de este nutriente en forma de nitrato, las microalgas
pueden seguir sintetizando méas proteinas estructurales, entre otras moléculas importantes para el
metabolismo, por lo que se pueden seguir reproduciendo, alcanzando asi al final de la fermentacién
de 21 dias una mayor concentracion celular [(4.15+0.26)x10° células viables/mL] que en
comparacion a las microalgas que crecen bajo una concentracion inicial de la fuente de nitrégeno
de x0.50 [(3.36 + 0.21)x10° células viables/mL] e incluso que las concentraciones x0.25 [(3.53+
0.22)x10° células viables/mL] y x0.10 [(2.23+0.14)x10° células viables/mL] (Hu, 2004; Aléman et
al., 2017).

Este mismo comportamiento se observa entre las concentraciones celulares a una
concentracion inicial de nitrogeno de x0.25 y x0.10. Las concentraciones celulares se traslapan,
pero la concentracion celular a la concentracion inicial de nitrégeno x0.25 es siempre mayor, hasta
el dia 15, donde la concentracidn celular a la concentracion inicial de nitrégeno x0.10 ya esta en
fase estacionaria y la concentracién celular a la concentracidn inicial de nitrégeno x0.25 aln se
encuentra en fase exponencial. Por lo tanto, se logra una mayor concentracion celular a la
concentracién inicial de nitrégeno de x0.25, lo cual también se explica por la mayor disponibilidad

del nitrégeno en forma de nitrato, tal y como se discuti6 anteriormente.

Ademas, se puede observar que, a pesar de que las concentraciones celulares a una
concentracién inicial de nitrégeno x0.50 y x0.25 no se traslapan durante la fase de aceleracion y la
fase exponencial, si se traslapan durante la fase estacionaria, reportandose incluso una mayor
concentracién celular bajo la concentracion inicial de la fuente de nitrogeno de x0.25. Sin embargo,
debido a las variaciones en las mediciones, no hay significancia estadistica para inferir que bajo la
concentracién inicial de la fuente de nitrogeno x0.25 se puede obtener una mayor concentracién

celular que bajo la concentracién inicial de la fuente de nitrégeno x0.50.

Este comportamiento puede deberse a que bajo la concentracién inicial de la fuente de
nitrégeno x0.50 las microalgas aprovecharon después de la fase lag de mejor manera el nitrégeno
en forma de nitrato para sintetizar proteinas estructurales y otras moléculas indispensables para su
metabolismo y reproduccion, por lo que bajo estas condiciones si se logré una mayor concentracion
celular hasta el dia 15 de fermentacion. Por ende, a mayor concentracion celular se infiere que el
nitrato se consumio mas rapido, alcanzando asi la fase de desaceleracion y la fase estacionaria antes
que las microalgas bajo la concentracion inicial de la fuente de nitrégeno x0.25. Sin embargo, como
a esta Gltima concentracion hubo menor concentracion celular hasta el dia 15, aun tuvo que haber

concentracién de nitrato suficiente para que la fase exponencial durase més y asi alcanzar incluso
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en la fase estacionaria la misma concentracion celular que la que se obtuvo en la fase estacionaria

de las microalgas bajo la concentracion inicial de la fuente de nitrégeno x0.50.

Cabe agregar que la variabilidad obtenida de la experimentacion en triplicado al medir la
concentracién de nitrato en el tiempo fue aplicada a los datos experimentales obtenidos con las
demaés concentraciones iniciales de la fuente de nitrégeno que solo se analizaron en duplicado. El
procedimiento empleado fue el mismo que se discutié anteriormente para la concentracion celular.
Por ende, al analizar la Figura 21 se puede observar el decaimiento de la concentracion de nitrato
para cada concentracion inicial de la fuente de nitrégeno, con su respectiva variabilidad. Se observa
gue ninguna curva de consumo de sustrato se traslapa en el tiempo, exceptuando las curvas de
consumo de sustrato a las concentraciones inicial de la fuente de nitrogeno de x0.25 y x0.10 que se
traslapan cuando la concentracion de nitrato se agota por completo. Por ende, se infiere que cada
consumo de sustrato en el tiempo es representativo exclusivamente para cada concentracion inicial

de la fuente de nitrgeno.

Al analizar los resultados que se exponen el Cuadro 2 se obtuvo que las microalgas tuvieron
un tiempo de generacion mas grande cuando crecieron bajo la concentracidn inicial de la fuente de
nitrégeno x1.00, siendo este de 3.03 + 0.64 dias, y tuvieron un tiempo de generacion mas pequefio
cuando crecieron bajo la concentracion inicial de la fuente de nitrégeno x0.50, siendo este de 2.70
+ 0.64 dias. Se esperaba que conforme aumentara la concentracion inicial de la fuente de nitrégeno
también aumentara la concentracion celular debido a la mayor disponibilidad de nitrégeno en forma
de nitrato, tal y como se discutié anteriormente. Por ende, también se esperaba que aumentase el
tiempo de generacion, puesto que al haber mayor concentracién celular, a las células les tomara
mas tiempo lograr reproducirse hasta producir una nueva generacion, es decir, hasta duplicarse
(Lee, 2009). Sin embargo, el tiempo de generacion para las microalgas bajo la concentracion inicial
de la fuente de nitrégeno x0.25 y x0.10, el cual fue de 2.76 + 0.64 dias y 2.72 £+ 0.64 dias,
respectivamente, fue mayor que el tiempo de generacion de las microalgas que crecieron bajo la

concentracién inicial de la fuente de nitrégeno x0.50.

Esto indicaria que bajo la concentracion inicial de la fuente de nitrogeno x0.50 las
microalgas aprovecharon mejor los nutrientes del medio y se reprodujeron mas rapido, en especial
en la fase exponencial, en comparacion a las microalgas que crecieron bajo las otras condiciones
analizadas, por lo que su tiempo de generacion fue el mas pequefio. Esto tiene sentido, puesto que
las microalgas que crecieron bajo la concentracion inicial de la fuente de nitrégeno x0.50
presentaron una curva del crecimiento celular con la fase exponencial méas corta (6 dias), sin

embargo, lograron producir una concentracion celular de (3.36 + 0.21)x10° células viables/mL,
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muy cercana a la concentracion celular de las microalgas que crecieron bajo la concentracion inicial
de la fuente de nitrégeno x0.25, la cual fue de (3.53+ 0.22)x10° células viables/mL, y que
presentaron una curva del crecimiento celular con la fase exponencial més larga (10 dias). Por ende,
las microalgas bajo la concentracion inicial de la fuente de nitrégeno x0.50 se duplicaron més
rapido, a pesar de tener la fase exponencial mas corta, para lograr la concentracion celular de (3.36

+0.21)x106 células viables/mL.

A pesar de esto, se observa que realmente el tiempo de generacién de las microalgas que
crecieron bajo las distintas concentraciones iniciales de la fuente de nitrégeno muy similares entre
si. Ademas, con el error asociado al célculo del tiempo de generacién (+ 0.64 dias) se obtiene que
no habria diferencia estadistica entre todos los tiempos de generacién obtenidos. Sin embargo, la
diferencia entre estos tiempos también puede estar originada por la variacion en la concentracion
inicial de la fuente de nitrégeno y por otras condiciones ambientales bajo las que se sometieron las
microalgas. Por ejemplo, podria deberse a las pequefias variaciones que hubo en los sistemas, como
fluctuaciones en el flujo de aire, en la temperatura o en el pH, los cuales pueden desfavorecer el
crecimiento celular de las microalgas si no se encuentran en las rangos 6ptimos establecidos al

inicio de la fermentacion.

Por otra parte, se obtuvo que mientras mas grande sea la concentracion inicial de la fuente
de nitrégeno, mayor productividad de células se obtendra (ver Cuadro 2). Las microalgas que
crecieron bajo la concentracién inicial de la fuente de nitrégeno x1.00 lograron una productividad
de (2.46 + 0.26)x108 células/L dia, siendo esta la mayor productividad. En cambio, las microalgas
que crecieron bajo la concentracion inicial de la fuente de nitrégeno x0.10 lograron una
productividad de (1.59 + 0.17)x108 células/L dia, la cual fue la mas baja obtenida. Esto se debe a
que mientras mayor sea la concentracion inicial de la fuente de nitrégeno, mayor disponibilidad de
nitrégeno en forma de nitrato habra para que las células lo aprovechen en su metabolismo y
reproduccion, tal y como se discutié anteriormente. Por ende, se logra producir una mayor
concentracién celular al dia mientras mayor disponibilidad inicial de nitrato hay en el medio de
cultivo (Hu, 2004; Aléman et al., 2017).

Por ultimo, se obtuvo que conforme disminuye la concentracion inicial de la fuente de
nitrégeno, mayor rendimiento de células respecto al sustrato se obtiene (ver Cuadro 2). Las
microalgas que crecieron bajo la concentracion inicial de la fuente de nitrégeno x0.10 alcanzaron
el mayor rendimiento, el cual fue de (8.38 + 0.71)x10% células/g NOs. En cambio, las microalgas
que crecieron bajo la concentracion inicial de la fuente de nitrégeno x1.00 alcanzaron el menor

rendimiento, el cual fue de (1.95 + 0.21)x10% células/g NOs. Esto se debe a que cuando hay una
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deprivacion de la fuente de nitrégeno, las microalgas lo aprovechan lo mejor posible para
reproducirse y sobrevivir. Incluso para sintetizar lipidos como reserva de energia, pero la

generacion de células se vera limitada por la escasez de nutrientes (Hu, 2004; Aléman et al., 2017).

Si bien en este caso las microalgas que crecieron bajo la concentracion inicial de la fuente
de nitrégeno x0.10 no lograron la mayor concentracion celular al final de la fermentacién, la
relacién entre la concentracidn celular producida y el consumo de la baja concentracion de sustrato
a la que se sometieron, fue eficiente, reflejandose en el rendimiento de células respecto a sustrato.
En cambio, las microalgas que crecieron bajo la concentracidn inicial de la fuente de nitrégeno
x1.00, si bien lograron la mayor concentracidn celular al final de la fermentacion, consumieron mas
nitratos que las microalgas analizadas anteriormente, por lo que la relacion entre la células
producidas y el consumo del sustrato no fue el mas eficiente, reflejandose en el rendimiento de
células respecto a sustrato. Las microalgas bajo estas ultimas condiciones, al tener un exceso de
nitrégeno en forma de nitrato, también lo pudieron haber aprovechado para la sintesis de mas
metabolitos de interés que no estan estrictamente relacionados con la reserva de energia, como
proteinas y aminoacidos, incluso para aumentar su tamafio celular, lo cual explicaria el bajo

rendimiento de células respecto al sustrato (Hu, 2004; Aléman et al., 2017).

Como se puede observar en el Cuadro 3, se obtuvo que a mayor concentracion inicial de la
fuente de nitrégeno, mayor produccion de biomasa de microalgas N. oculata se logra. Al cultivar
las microalgas bajo una concentracién inicial de la fuente de nitrégeno de x1.00 y emplear la
centrifugacién y posterior secado para recuperar la biomasa, como se describe en la metodologia,
se logrd recuperar 12.5005 + 0.0193 g de biomasa, siendo esta la mayor produccién. En cambio, la
menor produccion de biomasa de microalgas se logré en el cultivo de microalgas que crecieron
bajo una concentracion inicial de la fuente de nitrdgeno de x0.10, ya que se logré recuperar 9.1464
+ 0.0193 g de biomasa. Esto se debe a que a una mayor concentracion de la fuente de nitrégeno,
las microalgas tendran disponible en el medio de cultivo mayor concentracién de nitrogeno en
forma de nitrato, el cual aprovechan para sintetizar proteinas estructurales y aminoacidos,
importantes para el metabolismo y reproduccion. Por ende, a mayor concentracion de nitrégeno,
las células se reproducen mas y logran alcanzar una mayor concentracion celular al final de la
fermentacion, lo cual se traduce en una mayor produccion de biomasa (Hu, 2004; Aléman et al.,
2017).

Por el otro lado, se obtuvo que el rendimiento de biomasa respecto al sustrato limitante:
nitrato, es mayor conforme disminuye la concentracion inicial de la fuente de nitrégeno (ver Cuadro

3). ElI mayor rendimiento de biomasa respecto al sustrato se obtuvo con las microalgas que
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crecieron a una concentracion inicial de la fuente de nitrogeno de x0.10, siento este de 72.4731 +
4.0988 g biomasa/g NOs. En cambio, el menor rendimiento de biomasa respecto al sustrato se
obtuvo con las microalgas que crecieron a una concentracion inicial de la fuente de nitrogeno de
x1.00, siento este de 11.9627 + 1.0822 g biomasa/g NOs. Esto se debe al mismo principio discutido
anteriormente para el rendimiento de células respecto al sustrato, en donde se recalca que, a menor
concentracién de la fuente de nitrégeno, las células aprovechan de mejor manera el sustrato para
su metabolismo y reproducirse, con el fin de asegurar su sobrevivencia, produciendo asi una buena
concentracién celular, que se traduce en mayor produccién de biomasa por gramo de sustrato
limitante (Hu, 2004; Aléman et al., 2017). En cambio, a altas concentraciones de la fuente de
nitrégeno, las células emplean mas sustrato para su metabolismo y su produccién, resultando en un
uso ineficiente del sustrato limitante en relacion con la produccion de biomasa (Hu, 2004; Aléman
etal., 2017).

Por ultimo, como se reporta en el Cuadro 3, bajo cualquier concentracion inicial de la fuente
de nitrégeno, no se logré recuperar el aceite que las microalgas pudieron haber producido bajo las
condiciones experimentales analizadas. Se esperaba que bajo las concentraciones iniciales de la
fuente de nitrogeno x0.25 y x0.10 las microalgas cambiasen su metabolismo, para dejar de sintetizar
proteinas a la misma tasa y sintetizaran mas lipidos como reserva de energia, puesto que estarian
sometidas a un estrés por deficiencia de nitrdgeno. Por ende, se esperaba que a estas condiciones
se produjese un mejor rendimiento de lipidos respecto a la biomasa producida, aungue es
importante recalcar que estas condiciones también podrian resultar en una menor produccién de
biomasa debido a que no se sintetizan las proteinas estructurales suficientes para que las microalgas

la inviertan en su reproduccion (Hu, 2004; Aléman et al., 2017).

Por el otro lado, se esperaba que bajo las concentraciones iniciales de la fuente de nitrégeno
x1.00 y x0.50 se produjese mayor biomasa, puesto que las microalgas tendrian mayor
disponibilidad del nitrato para sintetizar méas metabolitos importantes, como las proteinas
estructurales, que contribuyen a una mayor reproduccion celular. Ademas, al estar el nitrégeno en
exceso, tal y como se discutio anteriormente, el metabolismo de las microalgas no estaria bajo
estrés, por lo que no se verian obligadas a sintetizar mas lipidos como reserva de energia. Por ende,
a estas condiciones se esperaba que se produjese un menor rendimiento de lipidos respecto a la
biomasa producida, aunque es probable que se produjese mas aceite por la cantidad de biomasa
producida, en comparacion a las condiciones anteriormente discutidas (Hu, 2004; Aléman et al.,
2017).
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A pesar de esto, no se logré cuantificar el aceite que las microalgas pudieron haber
producido bajo cualquiera de las concentraciones iniciales de la fuente de nitrégeno. Al analizar
mediante IR y en duplicado los liquidos recuperados de las destilaciones de los solventes utilizados
para extraer los aceites, se obtuvo que los espectros de los liquidos que corresponden a la
produccién de microalgas bajo las concentraciones iniciales de la fuente de nitrégeno de x0.50,
x0.25 y x0.10 (ver Figura 41, Figura 42 y Figura 43) no coinciden con el espectro esperado de un
aceite vegetal (ver Figura 39), lo cual confirma que se no logré extraer aceite de las microalgas
bajo dichas condiciones. Es importante resaltar que tampoco hay evidencia para asegurar ni negar
gue bajo dichas condiciones de la concentracién inicial de la fuente de nitrdgeno las microalgas N.

oculata sintetizan lipidos.

Esto puede deberse a la metodologia empleada para realizar la lisis celular y la empleada
para recuperar el aceite de la biomasa producida. Si bien el método de lisis celular empleado (estrés
mecénico inducido por licuadora por 15 minutos) en la biomasa producida en todas las
fermentaciones genera el mayor porcentaje de lisis celular, tal y como se discutira mas adelante, se
considera que resultd contraproducente para lograr la recuperacion del aceite de las microalgas.
Esto se afirma debido a que la lisis celular con licuadora provoc6 que la biomasa de las microalgas
se fragmentara en particulas muy finas, lo cual pudo haber favorecido para que las particulas
actuasen como surfactantes, logrando asi una compatibilizacion entre la fase polar y apolar de la
mezcla de solventes posteriormente utilizados para la extraccion del aceite. Por ende, es posible
gue los lipidos no migrasen por completo de la fase acuosa a la fase organica, resultando asi en que
no se lograra extraer adecuadamente los aceites de las microalgas en el momento de destilar la fase

organica (Manikantan & Squires, 2020; Cavonius, Carlsson & Undeland, 2014).

Debido a esto se recomienda evaluar primero si las microalgas han producido aceite al final
de la fermentacidn, con el fin de poder asegurar que las condiciones evaluadas si favorecen a la
sintesis de lipidos. Se ha reportado que metodologias como la espectroscopia de fluorescencia se
utiliza para cuantificar el contenido lipidico de las microalgas (Chiu et al., 2009). Asimismo, se
recomienda evaluar otro método de lisis celular, que no interfiera con el método de extraccion de
aceite con solventes, para evitar la formacion de particulas surfactantes. Por ejemplo, se puede
evaluar si el método de lisis celular por ultrasonido no genera dichas particulas y utilizarlo en
combinacion al mismo método de extraccion con solventes empleado en la presente
experimentacion, el cual fue cloroformo:metanol (2:1), o combinarlo con otro método de solventes

como el etanol:hexano (1:1) (Hanupurti & Kristiawan, 2014).
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Sin embargo, es importante recalcar que el duplicado del espectro IR del liquido obtenido
de la destilacion de los solventes utilizados para extraer los aceites de las microalgas producidas
bajo la concentracion inicial de la fuente de nitrogeno de x1.00, si present6 picos de absorbancia
esperados para la presencia de aceite vegetal. Como se puede observar en la Figura 40, se obtuvo
un pico de absorbancia a 1743 cm™, cerca de los 1735 cm™, el cual es caracteristico del grupo
carbonilo presente en los ésteres de los acidos grasos (Wade, 2017). Asimismo, se obtuvo un doble
pico de absorbancia entre los 2854 y 2923 cm, en el rango de 2800-3000 cm?, lo cual corresponde
al pico esperado de los enlaces carbono-hidrégeno presentes en los acidos grasos (Wade, 2017).
También se obtuvo un doble pico de absorbancia a 1159 cm™y a 1098 cm, cercano al pico de
absorbancia a los 1200 cm™ que corresponde a los enlaces carbono-carbono presentes en los acidos
grasos y al pico de absorbancia a 1000 cm™ que corresponde a los enlaces carbono-oxigeno

presentes en los acidos grasos, respectivamente (Wade, 2017).

Por lo tanto, se puede asegurar que el liquido recuperado de dicha destilacion si contenia
aceite producido por las microalgas y se podria asegurar que, a la concentracion inicial de la fuente
de nitrogeno de x1.00, las microalgas N. oculata si sintetizaron lipidos. Sin embargo, también se
obtuvo picos de absorbancia no esperados para una muestra de aceite vegetal (ver Figura 40). Por
ejemplo, se obtuvo un pico de absorbancia ancho a 3361 cm™, cercano a los 3300 cm*, el cual es
caracteristico para el enlace oxigeno-hidrégeno, el cual esta presente en alcoholes como el metanol
(CH3OH) (Wade, 2017), el cual fue empleado como parte de la mezcla de solventes para extraer el
aceite de las microalgas. Por lo tanto, se puede asegurar que este liquido analizado en IR, si bien
contenia aceite de microalgas, aln estaba contaminado con metanol. Por lo tanto, no se logré
cuantificar la cantidad exacta del aceite recuperado de las microalgas cultivadas bajo la

concentracién inicial de la fuente de nitrégeno x1.00.

En sintesis, con las microalgas cultivadas bajo la concentracion inicial de la fuente de
nitrégeno x1.00 se logré obtener la mayor productividad de células [(2.46 + 0.26)x108 células/L
dia], la mayor produccion de biomasa (12.5005 + 0.0193 g) y, a pesar de que no se logré cuantificar
el aceite extraido de su biomasa, se confirmd mediante el analisis de IR de la extraccion realizada
que si produjeron aceite. Esto gracias a que la fuente de nitrégeno: nitrato, se encontraba en exceso,
por lo que las células lo aprovecharon para reproducirse aun mas, generando mas biomasa, la cual
también contiene aceite (Hu, 2004; Aléman et al., 2017). A pesar de esto, con las microalgas
cultivadas bajo la concentracion inicial de la fuente de nitrogeno x0.10 se logro obtener un mayor
rendimiento global de células [(8.38 + 0.71)x10% células/g NOs] y, por ende, un mayor rendimiento

global de biomasa respecto al sustrato (72.4731 + 4.0988 g biomasa/g NOs). Esto se debe a que las
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microalgas, al estar privadas de nitrogeno, aprovechan exclusivamente este nutriente para la sintesis
de moléculas esenciales, sintetizan lipidos como reserva de energia y, por ende, su reproduccion se
ve limitada. (Hu, 2004; Aléman et al., 2017). Cabe resaltar que, si bien se esperaba que las
microalgas cultivadas bajo estas condiciones produjeran un mejor rendimiento global de aceite
respecto a la biomasa, en comparacién a las microalgas cultivadas a las otras condiciones, no se
logré recuperar dicho aceite debido a interferencias en la metodologia o a la baja produccién de

aceite bajo estas condiciones.

Modelo cinético que describe el crecimiento celular de las microalgas N. oculata a distintas

concentraciones iniciales de la fuente de nitrégeno

Para generar un modelo cinético de la operacidn del fotobiorreactor de columna de burbuja
ascendente de 8 L, con el fin de predecir el crecimiento celular de las microalgas N. oculata bajo
distintas concentraciones iniciales de la fuente de nitrégeno, se analiz6 el ajuste matematico del
modelo de Monod con los datos recabados experimentalmente de la concentracién celular y la
concentracién de sustrato en el tiempo. Es importante mencionar que estos datos fueron suavizados
previamente a su andlisis en el software Berkeley Madonna con el fin de disminuir el ruido

provocado por la metodologia empleada para realizar las mediciones.

Por otro lado, cabe resaltar que se decidi6 utilizar el modelo de Monod debido a que este
modelo simplifica lo complejo que es el crecimiento celular de las microalgas, como resultado de
todas las reacciones bioquimicas que conforman el metabolismo celular (Lee, 2009). Ademas, se
utiliza ampliamente para expresar el efecto que tiene la concentracion del sustrato limitante sobre
la velocidad de crecimiento especifica (1) (Lee, 2009), lo cual es de interés en la presente
investigacion, puesto que se desea determinar si la concentracién inicial de la fuente de nitrégeno:
nitrato, el sustrato limitante, tiene un efecto sobre el crecimiento celular y posible produccién de
lipidos. Por lo tanto, se asumid que la velocidad especifica de crecimiento se ve influenciada
Unicamente por la concentracion del sustrato limitante, por lo que se asumi6 que las variables de
pH, salinidad, temperatura, flujo de aire, intensidad luminica y los periodos de iluminacion se
mantuvieron constantes y no influenciaron a la velocidad especifica de crecimiento. Asimismo, se
asumio que las concentraciones de los posibles inhibidores del medio de cultivo son bajas, con el

fin que el modelo describiera adecuadamente la cinética de la fermentacion (Lee, 2009).

Cabe mencionar que al modelo de Monod solo se le hizo un pequefio ajuste (ver Ecuacion

12), el cual consistié en restar el valor de la concentracion del sustrato limitante al final de la
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fermentacion a la concentracion del sustrato limitante que se expresa en la ecuacion. Esto se llevo
a cabo con el fin de que, al realizar el ajuste matematico del modelo Monod en el Software Berkeley
Madonna, el valor del crecimiento celular especifico en cada tiempo se viera afectado por el cambio
en la concentraciéon del sustrato limitante, ya que corresponde a la concentracion de sustrato
realmente utilizada por las microalgas N. oculata en cada tiempo analizado, y que dicha velocidad
especifica no se viera afectada Unicamente por la concentracion del sustrato limitante presente en
ese tiempo de la fermentacién. Esto con el fin de obtener un valor méas exacto de la velocidad
especifica de crecimiento y que se adapte de mejor manera al crecimiento celular realmente

ocurrido en el fotobiorreactor bajo las condiciones analizadas (Lee, 2009).

Por lo tanto, el modelo cinético de Monod modificado que describe la velocidad especifica
de crecimiento celular de las microalgas N. oculata (Ecuacién 12), junto con las ecuaciones que
describen la velocidad del crecimiento celular (Ecuacion 13), el cambio de la concentracién celular
de las microalgas N. oculata en el tiempo (Ecuacion 15), la velocidad del consumo del sustrato
limitante (Ecuacion 14) y el cambio de la concentracion del sustrato limitante (Ecuacion 16), todas
empleadas para las diferentes concentraciones iniciales de la fuente de nitrégeno, fueron necesarias
para realizar el ajuste matematico del modelo de Monod con los datos recabados
experimentalmente, utilizando el Software Berkeley Madonna.

Con dicho ajuste, se obtuvo que en primera instancia el modelo no se ajustaba a los datos
experimentables de ninguna de las fermentaciones a las distintas concentraciones iniciales de la
fuente de nitrégeno. Por ende, se procedid a analizar detenidamente en las graficas generadas en
Berkeley Madonna el comportamiento del crecimiento celular y el consumo de nitratos de las
microalgas bajo las distintas condiciones experimentadas. Se encontr6 que para todas las
concentraciones iniciales de la fuente de nitrogeno, el crecimiento celular presentaba
comportamientos casi estacionarios durante la fase de aceleracion y la fase exponencial, formando
asi una especie de escalones en las graficas, lo cual no era esperado del crecimiento celular para
dichas fases. De la misma forma, se encontr6 que el consumo de nitratos presentaba estas fases
estacionarias, formando también una especie de escalones en la gréaficas (ver Figura 22, Figura 23,
Figura 24 y Figura 25). Cabe resaltar que la fase estacionaria no se vio afectada de la misma manera

por dichos comportamientos, debido a que esta fase ya cuenta con un comportamiento estacionario.

Se encontr6 que dichos comportamientos estacionarios coincidian con los intervalos de
tiempo en los que no se pudo muestrear la concentracion celular ni la concentracién de sustrato,
debido a que la fermentacion se encontraba en esos momentos en dias de fin de semana y no se

tuvo la posibilidad de analizar la experimentacion de la misma forma en la que se realizé en los dia
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habiles de la semana (lunes a viernes). Por lo tanto, se infiere que los “escalones estacionarios” se
produjeron por factores externos de la fermentacion. Esto puede explicarse porque en la
metodologia empleada en los dias habiles de la semana se procuraba homogenizar el medio de
cultivo con el difusor de aire antes del muestreo. Entonces, durante intervalos cortos de tiempo, se
movia de posicion el difusor de tal manera que la biomasa asentada al fondo del reactor se
homogenizara nuevamente con el medio de cultivo. Por ende, cada 24 horas se realizaba esta
homogenizacion extra en el medio de cultivo. Sin embargo, del dia viernes, que era el Gltimo dia
de la semana en la que se muestreaba la fermentacion, al dia lunes, pasaban 72 horas sin
homogenizarse el medio de cultivo. Cabe destacar que estos intervalos de tiempo sin muestreo

ocurrieron 3 veces en cada una de las fermentaciones de 21 dias analizadas.

Por lo tanto, se infiere que esta falta de homogenizacion dio lugar a un mayor asentamiento
de la biomasa y del medio de cultivo en el fondo del reactor. Se considera que este fenémeno
provoco que el crecimiento celular se viera afectado, puesto que al asentarse el medio de cultivo,
también pudo asentarse los nitratos y provocar que en todo el reactor no hubiese una disponibilidad
homogénea del nutriente, afectando la tasa de crecimiento celular, la cual se refleja en las gréficas.
De la misma manera, al estar asentada parte de la concentracion celular, si bien las microalgas
contaban con disponibilidad de nitrato, puede que haya provocado que las células no estuvieran
homogenizadas de la misma manera para recibir la misma cantidad e intensidad luminica, lo cual
pudo haber afectado la tasa a la que realizan la fotosintesis y, en consecuencia, no poder
reproducirse a la misma tasa que antes, también reflejandose en las gréaficas. Por ende, el consumo
de nitratos no fue homogéneo ni a la misma tasa durante esos dias de la fermentacion, provocando

el comportamiento reflejado en las graficas.

En cambio, al observar el comportamiento de las gréaficas durante los dias de fermentacion
de coinciden con los dias habiles, se obtiene que dicho comportamiento es continuo y, en el caso
de las fases exponenciales, presentan el comportamiento esperado para la fase. De la misma
manera, al observar el consumo de los nitratos, se observa que este es continuo y es el esperado
segun la fase de crecimiento celular en la que se le analice. Por lo tanto, se confirmaria que la
homogenizacion del medio de cultivo, que se brindd de forma extra antes de cada muestreo,
favoreci6 a que la biomasa y el medio de cultivo no se asentaran durante esos dias y permitiria que
la fermentacion se diera adecuadamente sin verse afecta por los fendmenos discutidos

anteriormente.

Debido a esto se procedio a definir parametros cinéticos que explicasen el fenémeno

ocurrido durante los dias de fin se semana para todas las fermentaciones a las distintas
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concentraciones iniciales de la fuente de nitrégeno. Luego, se procuré ajustar el modelo cinético
con pardmetros cinéticos que explicasen el comportamiento del crecimiento celular y el consumo
de sustrato durante los dias habiles donde ocurria la fermentacion para todas las fermentaciones.
Sin embargo, se observo que los datos experimentales de las fermentaciones no se adaptaban. Por
lo tanto, se procedio a ajustar cada fermentacion con el modelo cinético, dando como resultado
parametros cinéticos distintos para cada fermentacion e incluso, conforme avanza el tiempo de
fermentacion, después de cada “escalon estacionario” de los fines de semana, se defini6 valores
distintos para el rendimiento instantaneo de células respecto al sustrato, para que estos lograsen
explicar el crecimiento celular y el consumo de sustrato conforme el tiempo de fermentacién avanza
y dependiendo de la concentracion inicial de la fuente de nitrdgeno a la que fueron sometidas las
microalgas. En el Cuadro 4 se expone un resumen de estos parametros cinéticos definidos para cada

fermentacion.

Por lo tanto, no se logré proponer un Gnico modelo cinético que predijera el crecimiento
celular de las microalgas N. oculata y su consumo de sustrato bajo cualquier concentracién inicial
de la fuente de nitrogeno. En cambio, se propuso un modelo cinético que predice el crecimiento
celular y el consumo de sustrato para cada concentracion inicial de la fuente de nitrégeno analizada.
Esto se debe a que, al estar las microalgas en privacién de nitrégeno, comienzan a acumular lipidos,
por lo que su composicion celular, e incluso tamafio, varia (Hu, 2004; Aléman et al., 2017). De
igual forma, al tener las microalgas mayor disponibilidad de nitrato, pueden reproducirse mas y
aumentar su tamafio celular (Hu, 2004; Aléman et al., 2017). Por ende, se infiere que las microalgas
cambian su composicion intracelular dependiendo de la concentracién de nitrégeno a la que son
sometidas, lo cual influye en su crecimiento celular y consumo de sustrato, provocando que un solo
modelo cinético, como el propuesto en el presente trabajo, no pueda predecir con exactitud el
crecimiento celular y el consumo de sustrato, puesto que se estaria analizado células con distintas

composicion y requerimientos (Hu, 2004; Aléman et al., 2017).

Es por esto que se recomienda modificar el modelo de Monod, de tal forma que se pueda
tomar en cuenta las fluctuaciones de todas las variables del sistema como la concentracion del
sustrato limitante, concentracion de otros nutrientes importantes en el medio, pH, salinidad,
temperatura, flujo de aireacion, tiempo de iluminacion, intensidad luminica, concentracion de
sustrato y considerando fendmenos de transferencia de masa, con el fin de obtener un modelo mas
preciso, el cual pueda predecir el crecimiento celular de las microalgas bajo cualquier
concentracién inicial de la fuente de nitrato y bajo cualquier fluctuacion de las demas variables del

sistema. Por otra parte, realizar este modelo cinético mas completo, también permitiria evaluar la
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influencia de las demas variables sobre el crecimiento celular de las microalgas y su consumo de
sustrato, permitiendo asi investigar en trabajos posteriores cuéles son las condiciones ideales para

optimizar el crecimiento celular de las microalgas.

Para lograr este modelo de Monod mas completo se deberia considerar variables extras,
relacionadas a cada una de las variables del sistema fermentativo, que puedan afiadirse a la
Ecuacion 5 dependiendo de su influencia sobre la velocidad especifica de crecimiento celular.
Ademas, se recomienda medir a lo largo del tiempo de fermentacion las variables a analizar en el
modelo, con el fin de tener datos experimentales que permitan correlacionar su variacion con la
velocidad especifica de crecimiento. Dichos datos podran graficarse de igual manera en el Software
Berkeley Madonna y analizar su ajuste con el nuevo modelo de Monod que incluya dichas
variables, con el fin de determinar el efecto de las variables sobre el crecimiento celular de las

microalgas.

Por otro lado, también se podria utilizar otro modelo cinético como el modelo de Droop:

1 (Q) = pim ( - %)

Ecuacion 17. Modelo de Droop: velocidad de crecimiento celular especifica.
(Benavides et al., 2015).

En donde pm es la velocidad de crecimiento celular especifica méaxima, Q es la cuota
intracelular, la cual hace referencia a la concentracion total de nutrientes dentro de la célula, y Qo
es la cuota intracelular minima, es decir la concentracion de nutrientes minima que se encuentra

dentro de las células (Benavides et al., 2015).

Este modelo puede utilizarse de la misma manera en la que se emple6 el modelo de Monod
con los datos experimentales del presente trabajo. Esto con el objetivo de determinar si con el
modelo de Droop se puede explicar de mejor manera, comparado con el modelo de Monod, el
crecimiento celular de las microalgas N. oculata bajo las condiciones experimentales del presente
trabajo. Asimismo, puede utilizarse para considerar en el andlisis el almacenamiento interno de
lipidos conforme estos se sintetizan y analizar como esto afecta el crecimiento celular y el consumo
de sustrato, en caso se cuente con los datos experimentales de la produccidn de lipidos con el tiempo
(Lee, Jalalizadeh & Zhang, 2015).
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Se recomienda el modelo cinético de Droop puesto que describe el crecimiento celular de
microalgas cultivadas dentro de fotobiorreactores bajo condiciones constantes de temperatura e
iluminacion, asi como la habilidad con la que estos microorganismos cuentan para almacenar
nutrientes, tales como los lipidos como reserva de energia. Asimismo, este modelo considera un
desacople entre el consumo de sustrato por parte de las microalgas y el aumento de la biomasa.
Esto podria utilizarse de forma favorable en estudios posteriores para entender de mejor manera
cémo la habilidad de las microalgas de seguir consumiendo el nutriente limitante bajo condiciones
de estrés y cambiar su metabolismo para sintetizar los lipidos como reserva de energia y ya no
sintetizar a la misma tasa las proteinas estructurales necesarias para aumentar la biomasa, puede
afectar la cinética de su crecimiento celular y el consumo de sustrato limitante (Benavides et al.,
2015).

Cabe hacer énfasis que, el modelo cinético desarrollado en el presente trabajo, ajustado a
cada una de las fermentaciones analizadas, si bien no toma en cuenta las fluctuaciones de todas las
variables del sistema, si toma en consideracion la variacion del sustrato limitante. Asumir que las
demaés variables del sistema se comportan de forma constante en el tiempo, permitié que se
analizara especificamente el efecto del cambio del sustrato limitante sobre el crecimiento celular
de las microalgas, mediante el modelo cinético propuesto bajo las condiciones empleadas. Esto
permitio obtener resultados certeros respecto a qué concentracion inicial de la fuente de nitrégeno
favorece el crecimiento celular de las microalgas. Ademas, la simplificacién de los fenbmenos
ocurridos en las fermentaciones mediante el modelo de Monod modificado que se propone en el
presente trabajo también permite que en futuras investigaciones, si se desea llegar a una densidad
celular especifica, se tenga el conocimiento del tiempo necesario, asi como la concentracién de
nutrientes requeridos, para lograr dicha densidad celular, sin invertir mas nutrientes, recursos
energéticos, ni tiempo. Asimismo, las bases de conocimiento que este trabajo aporta también
permitirian que en futuras investigaciones se pueda proponer el escalamiento de los
fotobiorreactores empleados en esta investigacion gracias al modelo cinético (Lee, 2009; Hu,
2004).

Como se puede observar en las figuras 22, 23, 24 y 25, al emplear el modelo cinético de
Monod modificado y ajustar los parametros cinéticos dependiendo si la fermentacion se encuentra
en dias de fin de semana o en dias habiles, se logra que los modelos se ajusten a los datos
experimentales de la concentracion celular y a los datos de la concentracion de sustrato con un
valor de R? para ambas curvas mayor al 0.9500 (también considerado como un 95% de confianza)

y cercano al 1. Con esto se infiere que el modelo cinético empleado y los ajustes de los pardmetros
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cinéticos describen con buena exactitud el crecimiento celular de las microalgas y su consumo de
sustrato cuando la fermentacidn se realiza a cualquiera de las concentraciones iniciales de la fuente
de nitrégeno. Sin embargo, es importante resaltar que las curvas del modelo cinético tienen un valor
mas pequefio de R? es decir que presentan un menor ajuste, cuando se ajustan a los datos
experimentales de la concentracion de sustrato. Esto puede deberse a la precision con la que el
equipo HACH DR 890 permitio cuantificar la concentracion de nitrato. Al tratarse de un método
colorimétrico puede gque haya presentado un mayor error que la metodologia empleada para medir

la concentraciédn celular de las microalgas con el MUSE, el cual emplea un método mas confiable.

Analizando los pardmetros cinéticos obtenidos para las fermentaciones (ver Cuadro 4) se
obtuvo que el valor de pmax, para los dias de fermentacion de coinciden con los dias habiles de las
semana, aumenta conforme aumenta la concentracion inicial de la fuente de nitrégeno bajo la cual
crecieron las microalgas. Siendo 1.0842 dias™ el valor mas grande obtenido, el cual corresponde a
la pmax, del crecimiento celular de las microalgas a una concentracion inicial de la fuente de
nitrégeno x1.00. En cambio, el valor méas bajo fue de 0.4718 dias™, correspondiente al pimax, del
crecimiento celular de las microalgas a una concentracion inicial de la fuente de nitrégeno x0.10.
Este comportamiento es acorde a lo esperado, puesto que el modelo de Monod se caracteriza porque
la velocidad de crecimiento especifica incrementa conforme aumente la concentracion inicial del
sustrato limitante: nitrato. Este resultado también indica que las microalgas al tener mayor
disponibilidad de nitrato pueden aumentar su concentracion celular a mayor velocidad, tal y como

se ha discutido anteriormente (Lee, 2009).

Asimismo, al analizar el parametro Ks de cada fermentacidn (ver Cuadro 4), para los dias
de fermentacion de coinciden con los dias habiles de las semana, se obtuvo que valor de este
parametro disminuye conforme disminuye la concentracion inicial de la fuente de nitrégeno bajo
la cual crecen las microalgas. Siendo 2.1015x10* g NOs/mL el valor mas grande obtenido, el cual
corresponde al Ks, del crecimiento celular de las microalgas a una concentracion inicial de la fuente
de nitrégeno x1.00. En cambio, el valor méas bajo fue de 2.0014x10° g NOs/mL, correspondiente
al Ksdel crecimiento celular de las microalgas a una concentracion inicial de la fuente de nitrégeno
x0.10. Este comportamiento es acorde a lo esperado, puesto que al disminuir el valor de Ks la
afinidad al sustrato aumenta, por lo que se necesita menos concentracion de sustrato para que las
microalgas alcancen una velocidad especifica de crecimiento con la mitad del valor de la pmax. Por
ende, las microalgas al contar con una menor disponibilidad del sustrato limitante: nitrato, incluso
al verse obligadas a crecer en un medio de cultivo con deprivacion de este nutriente, aumenta su

afinidad al sustrato, puesto que deben de aprovechar al m&ximo posible la poca concentracion

103



disponible, con el fin de sobrevivir y poder reproducirse (Lee, 2009). Esto también confirmaria lo

discutido anteriormente.

Al analizar los pardmetros Yxi, YX2 ¥ YXs, los cuales son el rendimiento instantaneo de
biomasa respecto al sustrato para la fase lag, exponencial parte 1 y exponencial parte 2,
respectivamente (ver Cuadro 4), se obtuvo que su valor aumenta conforme disminuye la
concentracién inicial de la fuente de nitrdgeno. Asimismo, mientras el parametro corresponda a
una fase mas avanzada del crecimiento celular, su valor también aumenta. El primer
comportamiento se debe al mismo fendmeno discutido anteriormente. Conforme a menos
disponibilidad de nitrato tengan acceso las microalgas, mas aprovecharan la baja concentracién
para reproducirse, resultando en un buen rendimiento instantdneo de biomasa respecto al poco
sustrato presente en el medio de cultivo (Hu, 2004; Aléman et al., 2017). El segundo
comportamiento se debe a que, conforme las microalgas se encuentren en una fase mas adelantada
del crecimiento celular, la velocidad de crecimiento aumenta proporcionalmente con la
concentracién celular, por lo que al haber mas concentracion celular conforme se avanza en las
fases del crecimiento celular, mas células se produciran por gramo del sustrato limitante (Hu, 2004;
Aléman et al., 2017).

Cabe resaltar que las excepciones a las generalidades encontradas en el parrafo anterior
corresponden al Yx;y al Yx; de la fermentacion con la concentracién inicial de la fuente de
nitrégeno x0.25. El valor del Yx; resulté ser mayor al valor de este mismo parametro para la
fermentacion con la concentracion inicial de la fuente de nitrégeno x0.10. Esto indicaria que el
indculo para la fermentacion con la concentracion inicial de la fuente de nitrégeno x0.25 se adaptd
mas rapido y fécil a las condiciones ambientales que el indculo para la fermentacion con la
concentracion inicial de la fuente de nitrégeno x0.10, puesto que produjo en la fase lag un mejor
rendimiento instantaneo de células respecto al sustrato (Hu, 2004; Aléman et al., 2017). Por el otro
lado, el valor de YXx, resulté ser menor al valor del Yx; para la misma fermentacion (x0.25). Esto
puede deberse a que en las condiciones de esta fermentacion, las microalgas pudieron haberse
consumido en mayor proporcion el sustrato limitante en la fase exponencial 1, dejando asi ain
menor concentracion del sustrato para la fase exponencial 2, por lo que no se logré un mayor
rendimiento instantaneo de células en esta fase como era de esperarse (Hu, 2004; Aléman et al.,
2017).

Al analizar el pardmetro Yxu, el cual es el rendimiento instantaneo de biomasa respecto al
sustrato para la fase estacionaria (ver Cuadro 4), se obtuvo el mismo valor para todas las

fermentaciones, independientemente de la concentracion inicial de la fuente de nitrogeno. Esto

104



indica que en la fase estacionaria las microalgas producen el mismo rendimiento instantaneo de
células respecto al sustrato sin importar a qué concentracion inicial de nitrégeno inicid su
fermentacion. Esto puede deberse a que el sustrato limitante ya se est4 agotando por completo y a
gue las microalgas se reproducen y mueren a la misma tasa, por lo que no hay diferencia en el

rendimiento instantaneo de células entre fermentaciones (Hu, 2004; Aléman et al., 2017).

Al analizar los pardmetros cinéticos que describen el fendmeno que ocurre en los dias de
fermentacion gue coinciden con los dias de fin de semana (ver Cuadro 4), se obtiene que los valores
de umaxf, KSty YXs, l0s cuales corresponden a la velocidad especifica maxima, la afinidad al sustrato
y al rendimiento instantdneo de biomasa respecto al sustrato, respectivamente, son iguales para
todas las fermentaciones, independientemente de la concentracion inicial de la fuente de nitrégeno
a la que se llevaron a cabo. Esto se definid asi puesto que es el mismo fenémeno el que afecta a
todas las fermentaciones en los dias de fin de semana, tal y como se discutio anteriormente. Sin
embargo, al comparar estos parametros con cada uno de los pardmetros de cada fermentacion, se
obtiene que el valor de pmaxt es muchisimo mayor que los valores de pmax de cada fermentacion. De
la misma forma, el valor de Ks; es mucho muchisimo mayor que los valores de Ks de cada
fermentacion. Los valores de estos parametros indicarian entonces que las microalgas cuentan con
una afinidad al sustrato muchisimo menor en los dias de fin de semana que en los dias habiles de
la semana, lo cual respaldaria el fendmeno discutido anteriormente, en el que se resalta que al
sedimentarse las microalgas y el medio de cultivo, no se cuenta con la misma homogeneidad del
sustrato y las microalgas no lo pueden aprovechar de la misma manera, viéndose afectado asi su
crecimiento celular (Hu, 2004; Lee, 2009).

Asimismo, se obtiene con los valores de pmax que las microalgas alcanzan una mayor
velocidad de crecimiento especifica en los dias de fin de semana. Sin embargo, esto no es acorde a
los discutido anteriormente ni a los resultados que presentan las graficas del crecimiento celular
para cada fermentacion, puesto que después del lapso del fin de semana no se observa un
crecimiento abrupto de la concentracion celular, tal y como lo sugiere el valor del parametro. A
pesar de esto, los valores tan grandes del pmaxt Se explicarian por qué las microalgas presentan muy
baja afinidad por el sustrato, por lo que las microalgas en la fermentacion de los fines de semana
procurarian aprovechar el poco nitrato que son capaces de utilizar para mantener su densidad
celular, pero no crecen a la misma tasa que lo sugiere umaxs debido a la baja afinidad por el sustrato
(Hu, 2004; Lee, 2009).

Por ultimo, se observa que el valor de Yxses mayor o muy similar al valor de Yx; para cada

fermentacion. Esto es acorde a lo esperado, puesto que el rendimiento instantaneo de la fase lag
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deberia ser bajo, ya que las microalgas se estan adaptando al medio de cultivo. En cambio, en el
primer fin de semana donde se llevé a cabo al fermentacion, ya las microalgas pudieron haber
terminado la fase lag y comenzado la fase de aceleracion, donde el rendimiento instantaneo de
células respecto al sustrato puede aumentar (Hu, 2004; Lee, 2009).

De la misma forma, al comparar el valor de Yx:con el valor de Yx para cada fermentacion,
se obtiene que YXx;es menor en casi todas las fermentaciones, excepto para la fermentacion a un
concentracién inicial de la fuente de nitrogeno x1.00. Esto puede explicarse porgue, al encontrarse
las microalgas en la primera parte de la fase exponencial, comienzan a reproducirse a mayor
velocidad, se genera mas densidad celular y el consumo de nitrato también aumenta (Lee, 2009).
Por ende, el rendimiento instantdneo de células respecto al sustrato sera mayor en la fase
exponencial que en el “escalon estacionario” que se da en los fines de semana de la fermentacion.
Esto se debe a que, como se discutié anteriormente, el asentamiento de la biomasa y del medio de
cultivo afecta el crecimiento celular. Cabe resaltar que el valor de Yxssolo fue mayor al valor de
Yx. de la fermentacion bajo una concentracion inicial de la fuente de nitrégeno x1.00 debido a que,
al haber més disponibilidad de sustrato, las microalgas no lo han terminado de aprovechar en la
primera parte de la fase exponencial para el aumento de la densidad celular, resultando asi en un
menor rendimiento instantdneo de células respecto a sustrato, en comparacion al rendimiento

instantaneo gue se logra en el fin de semana siguiente a dicha fase.

Al comparar el valor de Yxtcon el valor de Yx; para cada fermentacion, se obtiene que Yxs
es menor en todas las fermentaciones. Esto nuevamente es acorde a lo esperado, puesto que, tal y
como se discutid anteriormente, al encontrarse las microalgas en la segunda parte de la fase
exponencial, comienzan a reproducirse a mayor velocidad, se genera mas densidad celular y el
consumo de nitrato también aumenta. Generando asi un mayor rendimiento instantaneo de células
respecto al sustrato, en comparacion al rendimiento instantaneo obtenido en el fin de semana
siguiente, en donde el crecimiento celular se ve afectado por la sedimentacién de la biomasa y el
medio de cultivo (Lee, 2009).

Al comparar el valor de Yx;con el valor de Yxa, se obtiene que Yxses levemente mayor en
todas las fermentaciones. Esto puede explicarse porque en la fase estacionaria las microalgas ya
han agotado casi por completo el sustrato limitante, por lo que no se reproducen a la misma tasa
como en la fase exponencial y resultan en un menor rendimiento instantaneo de células respecto al
sustrato (Lee, 2009). Cabe resaltar que el fin de semana de fermentacidn que coincidio con la fase
estacionaria de las microalgas, no afecté al rendimiento instantaneo de dicha fase, a pesar de que

en los dias del fin de semana debiese haber un mayor rendimiento instantaneo de células segun el
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pardmetro cinético definido. Esto no representé un mayor rendimiento instantaneo en la fase
estacionaria, puesto que, como se discutié anteriormente, la baja afinidad por el sustrato en los fines
de semana no permite que las microalgas tengan un gran de rendimiento instantaneo de células

respecto al sustrato (Lee, 2009).

Por altimo, es importante destacar que el rendimiento instantdneo Yxsy YX4Son mayores
conforme disminuye la concentracion inicial de la fuente de nitrégeno. Por ende, estos pardmetros
cinéticos, al ser los rendimientos instantaneos de la fase exponencial, terminan de validar por qué
a menor concentracion inicial de la fuente de nitrégeno, se obtiene un mayor rendimiento global de
biomasa respecto al sustrato, tal y como se expone en el Cuadro 3, en donde se resalta que a la
concentracién inicial de la fuente de nitrogeno x0.10 se obtuvo el mayor rendimiento global de
biomasa, el cual fue de 72.4731 g biomasa/g NOs. La razén de este comportamiento se discute
anteriormente, donde vale la pena resaltar que las microalgas, al estar privadas de nitrégeno,

aprovechan mejor dicho nutriente para su reproduccion (Hu, 2004; Lee, 2009).

Métodos de lisis celular para las microalgas N. oculata

Para determinar cual puede ser un método efectivo para lisar la pared celular de las
microalgas N. oculata se seleccionaron tres métodos a comparar: estrés mecanico por licuadora,
ultrasonido e hidrolisis acida con acido clorhidrico. Estos métodos fueron seleccionados puesto que
en la literatura se ha reportado altos porcentajes de lisis celular al utilizarlos. Ademas, en el caso
de los métodos por estrés mecanico e hidrdlisis acida, teéricamente se pueden escalar a un tamafio
industrial, lo cual es favorable para la produccién de aceites de microalgas (McMillan, Watson, Ali
& Jaafar, 2013; Phyo, Gu & Hong, 2019). Cabe resaltar que cada método de lisis celular se aplico
por un maximo de 15 minutos, puesto que se considera que es un tiempo efectivo para lograr la

lisis celular y para ahorrar energia.

Al analizar el método de lisis celular por estrés mecanico utilizando una licuadora
convencional, se encontr6 que, a medida que aumenta el tiempo de tratamiento que se le realiza a
la muestra del cultivo de microalgas, mayor es el porcentaje de lisis celular. Siendo un tratamiento
por 15 minutos a 12 mil rpm el que permite el mayor porcentaje de lisis celular, el cual es de 12.56
+ 0.90 % (ver Cuadro 5). Ademas, como se observa en la Figura 48, en la gréafica del perfil de la
viabilidad de la muestra de microalgas, generada por el MUSE®, las células se registraron con

tamafios mayores a los normales y con poca o nula viabilidad celular.
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Todo este comportamiento es acorde a lo esperado, puesto que, al aumentar el tiempo del
tratamiento de lisis celular en la licuadora, se aumenta el tiempo bajo el cual las células estaran
sometidas a un cizallamiento sélido. Es decir, las cuchillas afiladas de la licuadora, girando a gran
velocidad, podrén entrar en contacto por mas tiempo con la pared celular de las microalgas,
logrando romper incluso las paredes de algaenato y celulosa de la pared celular (Zhang et al., 2019;
D’Hond et al., 2017). Ademas, las microalgas tendran mayor probabilidad de colisionar unas con
otras y contra las paredes de la licuadora. Por lo tanto, con este efecto se generard mayor disrupcion
celular y se facilitara la extraccién del contenido intracelular (McMillan, Watson, Ali & Jaafar,
2013). Cabe agregar que la lisis celular fue confirmada al analizar una muestra del cultivo en el
microscopio. En la Figura 47 se observa una ejemplificacion de las microalgas que sufrieron de
una disrupcién en su pared celular a través del método de estrés mecanico utilizando una licuadora.
Al comparar esta muestra con las microalgas observadas antes de ser sometidas al tratamiento de
lisis celular (ver Figura 44), se puede analizar que el estrés mecanico claramente logro el

rompimiento de la pared celular y permitio que la célula liberara su contenido.

Cabe hacer énfasis que el porcentaje de lisis celular reportado en este estudio mediante el
estrés mecanico generado por una licuadora no fue el esperado. Al comparar el resultado
previamente discutido con el reportado en el estudio de McMillan, Watson, Ali y Jaafar, publicado
en el afio 2012, en donde se logr6 92.95 + 0.97% de lisis celular utilizando una batidora de mano
(modelo XB982, Asda, Reino Unido) a 3000 rpm por 6 minutos, se resalta claramente que el
porcentaje de lisis celular logrado en este estudio fue muy bajo. Esto puede deberse a que en la
presenta investigacion se analiz6 un mayor volumen de cultivo celular (1 mL) pero a menor
concentracion (8.59 * 10° + 0.0021 * 10° células viables/mL) y se utilizd el analizador de células
MUSE® para cuantificar la viabilidad celular de las microalgas antes y después de los tratamientos
de lisis celular y no un microscopio de cambo brillante Leitz Wetzlar como en el estudio
mencionado (ver seccién de Antecedentes). El equipo MUSE® se basa en la cuantificacion de las
células a través del analisis de su tamafio celular mediante un método de fluorescencia. Por lo tanto,
la lisis celular lograda con la licuadora pudo no haber sido completamente cuantificada, puesto que
el método de lisis celular pudo haber roto parcial o totalmente la pared celular de las microalgas,
pero no haber afectado su tamafio, por lo que el equipo pudo no haber detectado la célula como
inviable. Por otro lado, es posible que la lisis celular haya sido exitosa en algunas células, por lo
gue los pequefios fragmentos remanentes pudieron haber sido contabilizados por el equipo como

escombros o residuo celular (debris), afectando de esta manera el conteo de viabilidad.

108



Al analizar el método de lisis celular por ultrasonido, utilizando el procesador de
ultrasonido marca hielscher®, modelo UP100H, se encontrdé que, en un ciclo continuo de
tratamiento, tanto a una amplitud de onda del 50% como del 100%, el porcentaje de lisis celular es
mayor conforme aumenta el tiempo del tratamiento. Siendo un tratamiento por 15 minutos el que
genera el mayor porcentaje de lisis celular. En el caso de un tratamiento a una amplitud de onda
del 50% se logré un 2.15 + 0.08% de lisis celular. Por el otro lado, con el tratamiento a una amplitud
de onda del 100% se logré un 6.29 + 0.49% de lisis celular (ver Cuadro 5). Cabe mencionar que se
observa en la Figura 50 y en la Figura 52, en las graficas del perfil de la viabilidad de las muestras
de microalgas, generadas por el MUSE®, que las células se registraron con tamarios mayores a los
normales y con poca o nula viabilidad celular, siendo las de la Figura 52 las que muestran un menor
porcentaje de viabilidad. Por ende, se obtuvo que el tratamiento con ultrasonido genera un mayor

porcentaje de lisis celular si se aplica por 15 minutos con un 100% de la amplitud de onda.

Por otra parte, en la Figura 49 se observa una ejemplificacion de las microalgas que
sufrieron de una disrupcién en su pared celular por haber sido sometidas al ultrasonido con un 50%
de la amplitud de onda por 15 minutos y en la Figura 51 se observa a las que fueron sometidas al
ultrasonido con un 100% de la amplitud de onda por 15 minutos. Al comparar dichas figuras, se
puede observar que el ultrasonido con un 100% de la amplitud de onda gener6 una mayor
disrupcién en la pared celular. Asimismo, al comparar estas muestras con las microalgas observadas
antes de ser sometidas al tratamiento de lisis celular (ver Figura 44), se puede analizar que el
ultrasonido a ambas amplitudes de onda claramente logré el rompimiento de la pared celular y

permitio que la célula liberara su contenido.

Los resultados obtenidos concuerdan con lo esperado, puesto que, gracias a que la amplitud
en el ultrasonido representa la distancia a la que la punta del sonicador puede fluctuar de forma
longitudinal, a mayor amplitud de onda, mayor seré la intensidad de la cavitacion dentro del medio
de cultivo de microalgas a las que se le aplica el ultrasonido, lo cual genera mayor disrupcion
celular (Liu, Liu, Cui & Yuan, 2022). Ademas, al someter el cultivo de microalgas por mas tiempo
bajo el ultrasonido, las células estaran mas tiempo bajo el efecto de la cavitacion, el cual puede
provocar tension de cizallamiento sobre la pared celular, colisiones entre las células y aumento de
temperatura en el medio, por lo que es mas probable que la pared celular se debilite y se rompa
(McMillan, Watson, Ali & Jaafar, 2013). Cabe resaltar que, estos resultados, al igual que los
obtenidos por el método de estrés mecéanico con licuadora, son considerablemente mas bajos que

los reportados en el estudio de McMillan, Watson, Ali y Jaafar, 2012. La razon nuevamente se
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deberia al protocolo utilizado para medir la viabilidad celular de las microalgas, tal y como se

discutié anteriormente.

Al analizar el método de lisis celular por hidrolisis acida con acido clorhidrico 1 M, se
encontré también que, a medida que el tiempo de tratamiento que se le realiza a la muestra del
cultivo de microalgas aumenta, mayor es el porcentaje de lisis celular. Siendo un tratamiento por
15 minutos, en conjunto de una leve agitacion, el que permite un mayor porcentaje de lisis celular,
el cual es de 3.87+ 2.12 % (ver Cuadro 5). Asimismo, analizando la grafica del perfil de la
viabilidad de la muestra de microalgas, generada por el MUSE®, como se puede observar en la
Figura 54, se obtuvo que solamente un pequefio nimero de células se registraron con tamafios
mayores a los normales y con poca o nula viabilidad celular. Por un lado, el comportamiento del
resultado es acorde a los esperado, puesto que, al aumentar el tiempo del tratamiento de lisis celular
con &cido clorhidrico, las células estaran mas expuestas a una alta oxidacion en los carbohidratos
de la pared celular, sufriran de un debilitamiento en los enlace de los polisacéridos, asi como de la
desnaturalizacion en las proteinas de la pared, generando un debilitamiento y posterior rompimiento
de la pared celular (Phyo, Gu & Hong, 2019).

A pesar de esto, como se menciona anteriormente, el bajo porcentaje de lisis celular y el
perfil de viabilidad obtenidos, presentan valores muchisimos méas bajos de los esperados, lo cual
indicaria en primera estancia que el método de lisis celular por hidroélisis acida con acido clorhidrico
1 M no es efectivo para las microalgas N. oculata. Sin embargo, como se observa en la Figura 53,
la ejemplificacion de las microalgas que sufrieron de una disrupcion en su pared celular por haber
sido sometidas al tratamiento de hidrolisis acida demuestra que si se logra un dafio considerable a
la pared celular. Al comparar esta muestra con las microalgas observadas antes de ser sometidas al
tratamiento de lisis celular (ver Figura 44), se puede analizar que la hidrdlisis acida logro el
rompimiento de la pared celular y permiti6 que la célula liberara su contenido. Ademas, en la tesis
de Aguilera, 2021, se logré extraer una cantidad cuantificable de aceite de las microalgas utilizando
este método de disrupcion celular, por lo que si genera la lisis celular. Por ende, al igual que los
métodos de lisis celular previamente discutidos, se considera que el protocolo utilizado para medir
la viabilidad celular de las microalgas no fue capaz de analizar por completo la ruptura de la pared
celular de las microalgas. En este caso, se considera que el acido clorhidrico si rompid la pared
celular de las microalgas, como se observa en la Figura 53, sin embargo, no fue capaz de modificar
considerablemente el tamafio de las células, por lo que el equipo MUSE®, al momento de medir la
viabilidad, siguié considerando a dichas células como viables, influyendo entonces en el valor de

la viabilidad celular.
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En sintesis, se obtuvo que los tres métodos de lisis celular evaluados generan un mayor
porcentaje de lisis celular si se proporcionan por 15 minutos al cultivo de microalgas N. oculata.
El método que genero6 el mayor porcentaje de lisis celular fue el estrés mecénico inducido por la
licuadora (12.56 + 0.90 %), seguido del método por ultrasonido a una amplitud de onda del 100%
(6.29 + 0.49 %) y, por ultimo, el tratamiento por hidrdlisis acida con acido clorhidrico 1 M (3.87+
2.12 %). Se escogid el método de estrés mecanico y el de ultrasonido a una amplitud de onda del
100% para combinarlos, ya que fueron los métodos que generaron un mayor porcentaje de lisis
celular. En primer lugar, como un pretratamiento, se aplicé el ultrasonido con amplitud de onda del
100%, para que las pared celular de las microalgas se debilitara en primer lugar con la cavitacién
generada. Posteriormente se aplico el estrés mecanico mediante la licuadora para que las células
gue hayan quedado solamente con una pared celular debilitada en el pretratamiento puedan terminar
de sufrir una disrupcidn celular mas fuerte con el cizallamiento sélido de las aspas y las colisiones,
para que el contenido intracelular sea expulsado de las células. Cabe resaltar que los métodos de
lisis celular se aplicaron por 7.5 y 15 minutos cada uno, para evaluar si un tratamiento total de 15
minutos es igual de efectivo en el mismo tiempo que los métodos aplicados individualmente y para
comparar si se obtiene un mejor porcentaje de lisis celular aplicando ambos métodos por 15 minutos

cada uno.

Como se expone en el Cuadro 5, aplicando los métodos de lisis celular de estrés mecanico
y ultrasonido con amplitud de onda del 100% por 7.5 minutos cada uno obtiene un 10.27+ 2.09%
de lisis celular (ver Figura 55 y Figura 56). Dicho porcentaje, al compararlo con el de los métodos
aplicados individualmente, se obtiene que genera una mayor disrupcion celular que el método por
ultrasonido con una amplitud de onda al 100% y que la hidrdlisis acida aplicados por el mismo
tiempo (15 minutos). Sin embargo, dicho porcentaje no es mejor que el obtenido por estrés
mecanico aplicado por el mismo tiempo. Es importante recalcar que se esperaba que al combinar
los métodos de lisis celular se obtuviese un mayor porcentaje de disrupcién celular, puesto que las
células estarian expuestas a formas combinadas de dafio celular que permitirian debilitar y romper
la pared celular de forma mas sencilla (Liu, Liu, Cui & Yuan, 2022; McMillan, Watson, Ali &
Jaafar, 2013). Este comportamiento si se logro si se compara con el método de hidrdlisis &cida y el
ultrasonido con una amplitud de onda del 100%. Sin embargo, no fue el caso para el método por
estrés mecanico. Esto indicaria que el cizallamiento sélido provocado por las aspas de la licuadora
tiene una mayor influencia en el dafio celular que el ultrasonido y, por ende, las células sufriran
mayor lisis celular si se exponen por mas tiempo al estrés mecanico por licuadora. Esto también
tiene sentido, puesto que la cavitacion generada por el ultrasonido puede generar una vibracion en

el medio que no sea lo suficientemente fuerte para romper por completo las capas de algaenato y
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celulosa de las paredes celulares. Sin embargo, el método si podria debilitar dichas capas, las cuales
se terminan de romper con el cizallamiento sélido, el cual es méas agresivo para romper dichas capas
de la pared celular debido a la tension y velocidad generados en el método de estrés mecénico con
licuadora (Zhang et al., 2019; D’Hond et al., 2017).

Por el otro lado, al aplicar el estrés mecanico y el ultrasonido con una amplitud de onda del
100% por 15 minutos cada uno, se obtuvo un porcentaje de lisis celular de 13.02 £ 1.26% (ver
Figura 57 y Figura 58), el cual es mayor que todos los métodos de lisis celular aplicados
individualmente por 15 minutos cada uno. Este comportamiento tiene sentido, puesto que al
aumentar el tiempo bajo el cual el cultivo celular es sometido a lisis celular (30 minutos en total),
las células tendran méas probabilidades de sufrir una disrupcion celular. A pesar de esto, si se
compara el porcentaje de lisis celular obtenido en este caso, con el obtenido por estrés mecéanico
por licuadora proporcionado por 15 minutos, se obtiene que solo hubo un aumento del 0.46% de
lisis celular. Se considera que este porcentaje es insignificante si se analiza que el tiempo de
tratamiento de lisis celular aumento el doble, de 15 a 30 minutos. Esto indicaria también, que la
energia suministrada para el tratamiento de lisis celular también aumento el doble teGricamente,
obteniendo solo un pequefio aumento de dafio celular. Por ende, se concluyd que el mejor método
para lograr la lisis celular en el cultivo de microalgas N. oculata es el estrés mecanico por licuadora,
proporcionado por 15 minutos. Cabe resaltar que este método es utilizado en algunas aplicaciones
industriales, ademas que es tedricamente mas facil de escalar, es altamente controlable, ofrece altos
porcentajes de rendimiento globales para recuperar bioproductos intracelulares y requiere de menor
energia a comparacion de otros métodos de lisis celular, lo cual hace también que este método sea
ideal para aplicarlo al cultivo de microalgas a obtener de los fotobiorreactores de 8 L Biovantage
(Zhang et al., 2019; Lee et al., 2017).

Métodos de extraccion de lipidos con solventes

Para evaluar cuél es el mejor método de solventes para extraer los lipidos producidos por
las microalgas N. oculata se seleccionaron tres métodos a comparar: cloroformo:metanol (2:1),
cloroformo:metanol:agua (5.7:3:1) y etanol:hexano (1:1). Estos métodos fueron seleccionados
puesto que en la literatura se ha reportado altos porcentajes de recuperacion de lipidos al utilizarlos
(Cavonius, Carlsson & Undeland, 2014; Chatsungnoen & Chisti, 2016; Hanupurti & Kristiawan,
2014). Cabe resaltar que los métodos fueron utilizados para recuperar una cantidad conocida de

aceite vegetal comercial que se encontraba sobre biomasa seca de microalga N. oculata. Esto con
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el fin de poder cuantificar la cantidad de aceites vegetales que se recuperan con los métodos y para
probarlos en un medio similar en el que se utiliza posteriormente, al extraer los lipidos de la biomasa
cosechada de los fotobiorreactores de columna de burbuja ascendente. Cabe agregar que se utilizo
el aceite vegetal de girasol y soya marca Ideal, ya que este cuenta con &cidos grasos poliinsaturados
(8.6 g/14 g de aceite), asi como omega-3 (0.4 g/14 g de aceite), al igual que el aceite de las
microalgas (Aratboni et al., 2019).

Por lo tanto, en esta parte de la experimentacion no se procedié a extraer el aceite vegetal
presente en el interior de la biomasa seca de microalgas afiadida al sistema, puesto que a dicha
biomasa no se le realizé la lisis celular para que su contenido intracelular quedase en el medio.
Ademas, se optd por agregar una cantidad conocida del aceite comercial porque, como se discutio
anteriormente, no se logrd extraer una cantidad cuantificable de lipidos del interior de la biomasa
de microalgas cosechada. Por ende, si se hubiese probado los métodos de extraccion de aceite con
solventes con el aceite presente en la biomasa de las microalgas, no se hubiese obtenido resultados
favorables y no se hubiese podido comparar la efectividad de los métodos. Es por esto que en
futuras investigaciones puede evaluarse dichos métodos extrayendo directo de la biomasa los
lipidos de las microalgas. Sin embargo, debera asegurarse que la cantidad de lipidos presentes en
la biomasa es cuantificable. Por esto, es probable que se requieran grandes cantidades de biomasa

para lograrlo si se emplea la misma metodologia del presente trabajo.

En el Cuadro 6 se resume el porcentaje de recuperacion de aceite vegetal logrado por cada
uno de los tres métodos analizados. Se obtuvo que al utilizar el método cloroformo:metanol (2:1)
se logra recuperar la mayor cantidad de aceites, puesto que el porcentaje de recuperacion fue del
89.4612 + 2.2274%. ElI segundo mejor método para recuperar aceites es el
cloroformo:metanol:agua (5.7:3:1), alcanzado un 84.5762 + 2.2274% de recuperacion. Y el método
evaluado en la presente investigacion con el menor porcentaje de recuperacion de aceites fue el

etanol:hexano (1:1), alcanzando un 80.1023 + 2.2274% de recuperacion.

Para confirmar que el liquido recuperado de los tres métodos corresponde al aceite vegetal
colocado al inicio de la experimentacion, se tom6 una muestra de 0.5 mL de cada liquido
recuperado y fue enviado para su analisis en espectroscopia infrarroja (IR). Como se puede observar
en la Figura 59, la cual corresponde al resultado de IR del liquido recuperado con el método
cloroformo:metanol (2:1), asi como en la Figura 60, que corresponde al resultado utilizando el
método cloroformo:metanol:agua (5.7:3:1), y en la Figura 61, que corresponde al resultado
utilizando el método etanol:hexano (1:1), todos los resultados de IR son préacticamente iguales.

Ademas, al compararlos con el IR obtenido de la muestra original del aceite vegetal utilizado (ver
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Figura 39), se obtiene que todos los espectros de IR cuentan con el pico de absorbancia muy intenso
alrededor de los 1743 cm™, cerca de los 1735 cm™, el cual corresponde al grupo carbonilo presente
en los ésteres de los acidos grasos (Wade, 2017). Asimismo, los resultados cuentan con un doble
pico de absorbancia entre los 2854 y 2923 cm, en el rango de 2800-3000 cm, lo cual corresponde
al pico esperado de los enlaces carbono-hidrégeno presentes en los acidos grasos (Wade, 2017).
También se observa en los resultados un doble pico de absorbancia a 1159 cm™y a 1098 cm,
cercano al pico de absorbancia a los 1200 cm™ que corresponde a los enlaces carbono-carbono
presentes en los acidos grasos y al pico de absorbancia a 1000 cm™ que corresponde a los enlaces
carbono-oxigeno presentes en los acidos grasos, respectivamente (Wade, 2017). Por lo tanto, se
puede asegurar que el liquido recuperado en los tres métodos de extraccion de aceites si

corresponde al aceite vegetal que se deseaba recuperar.

Se esperaba que el método de cloroformo:metanol:agua (5.7:3:1) alcanzara un mayor
porcentaje de recuperacion de aceites vegetales que los otros dos métodos evaluados, puesto que
se ha reportado en la literatura que genera mejores rendimientos globales (Chatsungnoen & Chisti,
2016). Sin embargo, en la presente investigacion no fue asi, no se logré un mejor porcentaje de
recuperacion que el método cloroformo:metanol (2:1). Si bien el agregar agua como un tercer
solvente ayuda a generar una fase polar mas grande en la solucién, para separar de mejor forma los
compuestos polares y apolares y favorecer que los aceites apolares migren a la fase apolar
conformada por el cloroformo (Chatsungnoen & Chisti, 2016), el porcentaje de recuperacion del
método demuestra que no fue igual de eficiente que lo esperado. La diferencia obtenida en este
caso puede deberse a que, luego de realizar la extraccion con solventes por 24 horas en una ampolla
de decantacion y llevar a cabo la destilacion simple para recuperar el cloroformo y metanol, la fase
restante fue llevada a un horno por 60°C para evaporar el agua que pudo quedar en la fase sin
afectar a los aceites recuperados. Cabe resaltar que este Gltimo paso no fue necesario realizarlo con
los otros dos métodos, puesto que los solventes fueron destilados totalmente. Por lo tanto, se
considera que se pudo haber perdido aceite durante todo el proceso, perdiendo un porcentaje extra
en la etapa de secado, provocando de esta manera un menor porcentaje de recuperacion que el

método de cloroformo:metanol (2:1).

Cabe hacer énfasis que, utilizando el método cloroformo:metanol:agua (5.7:3:1) y el método
cloroformo:metanol (2:1), si se logré un mejor porcentaje de recuperacion que utilizando el método
etanol:hexano (1:1). Esto concuerda con lo esperado segun lo reportado en la literatura (Cavonius,
Carlsson & Undeland, 2014, Hanupurti & Kristiawan, 2014; Chatsungnoen & Chisti, 2016). Sin

embargo, analizando detenidamente la hidrofobicidad de cada solvente utilizado (ver Figura 11),
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se puede observar que el cloroformo cuenta con una hidrofobicidad (valor del logaritmo de P) de
2, el metanol con -0.7, el agua con -1.4, el etanol con -0.4 y el hexano con 4 (Zhang et al., 2019).
Por ende, se infiere que la mezcla cloroformo:metanol:agua (2:-0.7:-1.4) tiende a ser ligeramente
hidrofilica, la mezcla cloroformo:metanol (2:-0.7) es hidrofobica y la mezcla etanol:hexano (-0.4:4)

seria la mezcla més hidrofébica.

Esto indicaria que esta Ultima mezcla de solventes deberia favorecer mas a la recuperacion de
los lipidos apolares del aceite vegetal, pero como se discutié anteriormente, no fue el caso, puesto
gue la mezcla etanol:hexano (1:1) obtuvo el menor porcentaje de recuperacién de aceite. Por lo
tanto, se infiere que la diferencia obtenida con los otros dos métodos puede deberse a la cantidad
del solvente apolar agregado a la mezcla o la relacion solvente apolar:solvente polar. En el caso de
la mezcla cloroformo:metanol:agua (5.7:3:1) se agregd 1.7 veces mas del solvente apolar que de
los solventes polares. De la misma forma, en la mezcla cloroformo:metanol (2:1) se agrego el doble
del solvente apolar que del polar. En cambio, en la mezcla etanol:hexano (1:1) se agreg6 la misma
cantidad del solvente apolar que del polar. Por lo tanto, en este Ultimo caso no se contaba con el
mismo volumen del solvente apolar que los otros métodos para favorecer la recuperacion de los
aceites apolares del aceite vegetal (Zhang et al., 2019). Cabe resaltar que esta misma ldgica
explicaria también por qué se logré un mejor porcentaje de recuperacion de aceites vegetales con
el método cloformo:metanol (2:1) que con el método cloroformo:metanol:agua (5.7:3:1) (Zhang et
al., 2019).

Por ultimo, cabe agregar que en la presente investigacién se logré un mayor porcentaje de
recuperacion de aceite vegetal con el método etanol:hexano (1:1) que lo esperado segun lo
reportado en la literatura (Hanupurti & Kristiawan, 2014). Esto puede deberse a que en la
experimentacion de la presente investigacion el aceite vegetal que se buscaba recuperar ya se
encontraba totalmente libre en el medio. Es decir, no fue necesario hacer lisis celular para
recuperarlo, tal y como se discuti6 anteriormente, ya que se agreg6 una cantidad conocida de aceite
sobre la biomasa seca. Por ende, en este caso no se logré recuperar el 100% del aceite debido a las
pérdidas por la metodologia empleada y no por los bajos rendimientos globales de lisis celular que

se pudo haber obtenido en la investigacion citada.
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IX. CONCLUSIONES

1. La concentracién inicial de la fuente de nitrégeno x1.00 (0.300 g NaNOs/L) permite
obtener la mayor producciéon de biomasa de las microalgas N. oculata, siendo esta de
12.5005 g + 0.0193 g. Sin embargo, la concentracion inicial de la fuente de nitrégeno x0.10
(0.030 g NaNOs/L) permite obtener el mayor rendimiento global de biomasa, el cual es de
72.4731 g biomasa/g NOs. A pesar de esto, no se logrd extraer aceite vegetal de la biomasa
cosechada del cultivo de las microalgas N. oculata, lo cual puede deberse a una baja
produccién de aceite y posterior pérdida en los métodos empleados para la extraccion de

este.

2. Se desarroll6 un modelo cinético discontinuo, basado en el modelo de Monod, para
describir el crecimiento celular de las microalgas N. oculata y su respectivo consumo del
sustrato limitante: nitrato, a distintas concentraciones iniciales de la fuente de nitrégeno,
en un fotobiorreactor de columna de burbuja ascendente de 8 L. Los parametros cinéticos
de la fermentacion a una concentracion inicial de la fuente de nitrégeno x1.00, la cual
gener6 la mayor produccion de biomasa, son: pyax = 1.0842 dias? y Ks = 2.1015x10* g
NOs/mL para una operacion homogénea. Asimismo, la parametrizacion permitio obtener
distintos rendimientos instantaneos de células respecto al consumo de sustrato en funcién

de la fase del crecimiento celular.

3. Al comparar los distintos métodos de lisis celular evaluados en la presente investigacion,
se concluyé que el mejor método para inducir la disrupcion de la pared celular de las
microalgas N. oculata es el estrés mecanico inducido por la licuadora en un tiempo total
de 15 minutos, puesto que genera un porcentaje de lisis celular del 12.56 + 0.90 %, el cual
es suficiente para que las células liberen los lipidos intracelulares sin requerir mas tiempo

ni energia.

4. Al comparar los distintos métodos de solventes evaluados en la presente investigacion para
la extraccion de aceites vegetales, se concluy6 que el mejor método para recuperar aceite
vegetal es el método de solventes que utiliza la combinacion cloroformo:metanol (2:1), ya

gue permite recuperar un 89.4612 + 2.2274 % del aceite vegetal.
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X. RECOMENDACIONES

Analizar el contenido lipidico de las microalgas N. oculata, con métodos como la
espectroscopia de fluorescencia, previo a la cosecha de la biomasa para determinar si hubo
0 no una produccién de aceites bajo los pardmetros experimentales. Incluso se recomienda
analizar el contenido lipidico diariamente para obtener el comportamiento de la produccién

de aceites con el tiempo.

A pesar de que se ha reportado que la privacion de nitrégeno induce a la mayor produccion
de lipidos dentro de las microalgas, se recomienda analizar el crecimiento celular de las
microalgas N. oculata y su consumo del sustrato limitante bajo concentraciones iniciales de
la fuente de nitrato méas grandes que las analizadas en la presente investigacion, tales como
x1.25, x.1.50 y x2.00, con el fin de encontrar la concentracion inicial de la fuente de nitratos

gue permite obtener la mayor produccién de biomasa y lipidos.

Modelar el crecimiento celular de las microalgas N. oculata y su consumo del sustrato
limitante tomando en cuenta otras variables del sistema no variadas en este trabajo, como la
concentracién de otros nutrientes importantes en el medio, pH, salinidad, temperatura, flujo
de aireacion, tiempo de iluminacion, intensidad luminica, concentracion de sustrato y
considerando fendmenos de transferencia de masa, con el fin de obtener un modelo mas
preciso, el cual pueda predecir el crecimiento celular bajo cualquier concentracion inicial

de la fuente de nitrato.

Modelar el crecimiento celular de las microalgas N. oculata y su consumo del sustrato
limitante con otros modelos como el modelo de Droop, para considerar el almacenamiento
interno de lipidos conforme estos se sintetizan y analizar como esto afecta el crecimiento

celular y el consumo de sustrato.

Medir la viabilidad celular de las microalgas mediante una nueva técnica, usando el
microscopio, para comparar con los valores obtenidos con la técnica de fluorescencia

utilizada en el presente trabajo.

Estudiar la influencia que tiene el método de lisis celular sobre el método de extraccion de
aceite con solventes, para evitar la formacién de particulas surfactantes u otros compuestos

derivados.
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7.

10.

11.

12.

Evaluar la lisis celular con métodos enziméticos para determinar si se genera una mayor

disrupcion celular.

Realizar una analisis de los distintos métodos de lisis celular (fisicos, quimicos y biolégicos)
que pueden emplearse en las microalgas N. oculata, para determinar cuél es el mas efectivo

y econémico para implementar a escala industrial.

Evaluar otros métodos de solventes que sean amigables con el medio ambiente, como el
hexano:isopropanol, para determinar si existe una opcion mas ecoldgica que sea igual de

efectiva para recuperar los aceites de las microalgas N. oculata.

Evaluar los mismos métodos de solventes analizados, pero con la misma relacion de
solvente apolar:solvente polar, o variando la cantidad del solvente polar o del solvente
apolar, para determinar la influencia de la cantidad del solvente apolar sobre la extraccion

de los aceites de las microalgas N. oculata.

Evaluar si distintas concentraciones iniciales de fosforo tienen un impacto en el crecimiento

celular y posterior produccion de aceites dentro de las microalgas N. oculata.

Se recomienda preparar el medio f/2 Guillard completo, es decir agregando NaMoO.*2H,0
y cianocobalamina (Vitamina Bi2) al medio preparado en la presente investigacién, con el
fin de brindar todos los nutrientes a las microalgas y favorecer a que tengan un mejor

crecimiento en el medio de cultivo.
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XIl. ANEXOS

A. DATOS ORIGINALES

Cuadro 7. Concentracion molar de los nutrientes necesarios para preparar el medio f/2 Guillard

Solucién Stock

Nutriente recomendada

Concentracién molar

Peso molecular

(g/mal)

o Marca
en el medio final (M)
(9/L)
NaNG 75.0 8.82x10 84.99 MERCK
3
136.09
. 5.0 3.62x10° Mallinckrodt
2 4
162.22
FeCl N/A 1.17x10° Fisher Scientific
3
336.21
NaEDTA N/A 1.17x10° MERCK
2
159.61
CUSO 9.8 3.93%10°8 MERCK
4
287.54
71504 * TH-0 22.0 7.65%x108 MERCK
4 2
237.93
CoCl* 6H-0 10.0 4.20%x10°8 MERCK
2 2
197.91
MnCl * 4H-0 180.0 9.10x107 MERCK
2 2
337.30
Tiamina HCI N/A 2.96x107 QUIRSA
244 .31
Biotina 1.0 2.05%x10°° QUIRSA

(Guillard, 1975).

*No se utilizd NaSiO,*9H,0 puesto que no se tenia disponibilidad del nutriente y Guillard, 1975,
recomienda omitirlo si las microalgas no lo requieren, puesto que puede inducir a la precipitacion
del medio de cultivo. Tampoco se utiliz6 NaMoO4*2H,0 ni cianocobalamina (Vitamina Biy)
porque no se contaba con la disponibilidad. Se recomienda aplicarlos al medio si se cuenta con
ellos. Los pesos moleculares de cada reactivo se obtuvieron de sus envases de almacenamiento.
Los reactivos contaban con un 99% de pureza.
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Cuadro 8. Conteos celulares realizados para la fermentacion 1 de las microalgas N. oculata bajo
la concentracidn inicial de la fuente de nitrogeno x1.00 en el fotobiorreactor de columna de
burbuja ascendente de 8 L

NUmero Células totales  Células viables  Porcentaje de
Fecha de Dia de (£0.005x10" (£ 0.005x10" viabilidad
muestra fermentacion células/mL) células/mL) (£ 0.005 %)

0 0 6.31x10* 4.60x10* 72.90
10/5/2022

1 1 7.88x10° 5.58x10% 70.80
11/5/2022

2 2 1.36x10° 1.00x10° 73.40
12/5/2022

3 3 2.24x10° 3.81x10° 81.00
13/5/2022

4 6 6.11x10° 4.85x10° 79.30
16/5/2022

5 7 8.26x10° 6.69x10° 81.00
17/5/2022

6 8 1.04x10° 8.14x10° 78.50
18/5/2022

7 9 1.75x10° 1.24x10° 71.10
19/5/2022

8 10 2.63x10° 1.86x10° 70.70
20/5/2022

9 13 3.62x10° 2.96x10° 81.90
23/5/2022

10 14 4.25x10° 3.39x10° 79.80
24/5/2022

11 15 4.59x10° 3.77x10° 82.30
25/5/2022

12 16 4.87x10° 3.98x10° 81.70
26/5/2022
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Numero Diad Células totales ~ Células viables  Porcentaje de
ia de
de +0.005x10" +0.005%10" viabilidad
Fecha fermentacion ( ] ( ;
muestra celulas/mL) ceélulas/mL) (= 0.005 %)
6 6
271512022 13 17 5.08x10 4.05x10 79.80
14 20 5.29x10° 3.96x10° 74.90
30/5/2022
15 21 5.39x10° 4.10x10° 76.07
31/5/2022

Cuadro 9. Mediciones de variables realizadas para la fermentacion 1 de las microalgas N. oculata
bajo la concentracidn inicial de la fuente de nitrogeno x1.00 en el fotobiorreactor de columna de
burbuja ascendente de 8 L

Numero Nitratos pH Salinidad Temperatura
Fecha de Dia de diluidos (1:10)  (£0.005)  (+0.005% (% 0.05 °C)
muestra fermentacion (£ 0.05 mg/L) (p/p))
0 0 29.3 7.90 2.01 20.5
10/5/2022
1 1 28.7 7.99 2.02 20.4
11/5/2022
2 2 27. 7.84 2.02 21.7
12/5/2022 o 8 0
3 3 26.4 7.95 2.07 21.6
13/5/2022
4 6 24.5 8.12 2.01 21.8
16/5/2022
5 7 21.9 8.17 2.03 21.8
17/5/2022
6 8 19.9 8.15 2.02 21.8
18/5/2022
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NUmero Dia d Nitratos pH Salinidad  Temperatura
ia de
Fecha de . diluidos (1:10) (= 0.005) (£0.005% (£ 0.05°C)
fermentacion
muestra (x 0.05 mg/L) (p/p))

7 18. 1 2.02 21.
19/5/2022 3 8.6 8.19 0 3

8 10 17.0 8.21 2.09 19.6
20/5/2022

9 13 16.3 8.23 2.03 20.9
23/5/2022

1 14 15.4 31 2. 20.
24/5/2022 0 > 83 05 03

11 15 14.8 8.30 2.03 20.6
25/5/2022

12 16 13.1 8.34 2.07 22.1
26/5/2022

13 17 9.8 8.40 2.05 21.1
27/5/2022

14 20 9.3 8.42 2.06 21.8
30/5/2022

1 21 . : 2. 21.
31/5/2022 5 8.3 8.50 08 3
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Cuadro 10. Conteos celulares realizados para la fermentacién 2 de las microalgas N. oculata bajo
la concentracidn inicial de la fuente de nitrogeno x1.00 en el fotobiorreactor de columna de
burbuja ascendente de 8 L

NUmero Células totales  Células viables  Porcentaje de
Fecha de Dia de (£0.005x10" (£ 0.005x10" viabilidad
muestra fermentacion células/mL) células/mL) (£ 0.005 %)

0 0 5.94x10* 4.44x10* 74.80
10/5/2022

1 1 6.95x10% 5.53x10% 79.48
11/5/2022

2 2 1.67x10° 1.37x10° 82.30
12/5/2022

3 3 4.70x10° 3.89x10° 82.70
13/5/2022

4 6 5.84x10° 4.72x10° 80.90
16/5/2022

5 7 8.53x10° 6.65x10° 78.00
17/5/2022

6 8 9.67x10° 8.09x10° 83.70
18/5/2022

7 9 1.41x10° 1.10x10° 78.10
19/5/2022

8 10 2.28x10° 1.74x10° 76.00
20/5/2022

9 13 3.43x10° 2.69x10° 78.50
23/5/2022

10 14 4.39x10° 3.49x10° 79.50
24/5/2022

11 15 4.95x10° 3.73x10° 75.20
25/5/2022

12 16 4.67x10° 3.84x10° 82.20
26/5/2022
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Numero Diad Células totales ~ Células viables  Porcentaje de
ia de
Fecha de » (= 0.005%10" (x 0.005%10" viabilidad
fermentacion ] ;
muestra celulas/mL) ceélulas/mL) (= 0.005 %)
1 17 12x10° 4.09x10° 79.
27/5/2022 3 >12x10 0910 >90
14 20 5.40x10° 4.11x10° 76.10
30/5/2022
15 21 4.89x10° 4.13x10° 84.40
31/5/2022

Cuadro 11. Mediciones de variables realizadas para la fermentacién 2 de las microalgas N.
oculata bajo la concentracion inicial de la fuente de nitrégeno x1.00 en el fotobiorreactor de
columna de burbuja ascendente de 8 L

Numero Nitratos pH Salinidad Temperatura
Fecha de Dia de diluidos (1:10)  (£0.005)  (+0.005% (% 0.05 °C)
muestra fermentacion (£ 0.05 mg/L) (p/p))
0 0 29.1 7.85 2.04 20.60
10/5/2022
1 1 28.5 7.94 2.00 20.70
11/5/2022
2 2 28.2 1.7 1. 22.
12/5/2022 8 o %8 00
3 3 27.2 7.98 2.06 21.70
13/5/2022
4 6 25.4 7.82 2.02 22.00
16/5/2022
5 7 21.1 8.00 2.02 22.60
17/5/2022
6 8 19.9 8.19 2.02 21.90
18/5/2022
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NUmero Dia d Nitratos pH Salinidad  Temperatura
ia de
Fecha de . diluidos (1:10) (= 0.005) (£0.005% (£ 0.05°C)
fermentacion
muestra (x 0.05 mg/L) (p/p))

7 18.2 A7 2. 21.
19/5/2022 3 8 8 06 00

8 10 17.7 8.36 2.12 20.00
20/5/2022

9 13 16.5 8.18 2.05 21.21
23/5/2022

1 14 15. A7 2.02 20.2
24/5/2022 0 >0 8 0 020

11 15 14.6 8.22 2.05 20.60
25/5/2022

12 16 11.9 8.59 2.03 22.40
26/5/2022

13 17 9.6 8.51 2.08 21.30
27/5/2022

14 20 8.8 8.45 2.09 21.30
30/5/2022

1 21 2 51 2. 21.
31/5/2022 > 8 85 08 30
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Cuadro 12. Conteos celulares realizados para la fermentacion 3 de las microalgas N. oculata bajo
la concentracidn inicial de la fuente de nitrogeno x1.00 en el fotobiorreactor de columna de
burbuja ascendente de 8 L

NUmero Células totales  Células viables  Porcentaje de
Fecha de Dia de (£0.005x10" (£ 0.005x10" viabilidad
muestra fermentacion células/mL) células/mL) (£ 0.005 %)

0 0 5.69x10* 4.49x10% 78.91

19/4/2022
1 1 6.80x10% 5.46x10% 80.30

20/4/2022
2 2 1.51x10° 1.23x10° 81.40

21/4/2022
3 3 4.00x10° 3.18x10° 79.50

22/4/2022
4 6 5.90x10° 4.76x10° 80.70

25/4/2022
7 7.54x10° 59x10° 7.4
26/4/2022 > >410 6.59x10 87.40
6 8 9.15x10° 7.96x10° 87.00

2714/2022
7 9 1.37x10° 1.22x10° 89.20

28/4/2022
8 10 1.99x10° 1.62x108 81.40

29/4/2022
9 13 3.24x10° 2.70x10° 83.30

2/5/2022
10 14 4.01x10° 3.30x10° 82.40

3/5/2022
15 4.44x10° 3.70x10° 83.20

4/5/2022
12 16 4.44x10° 3.86x10° 83.70

5/5/2022
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NUmero Células totales  Células viables  Porcentaje de

Dia de
de +0.005x10" +0.005x10" viabilidad
Fecha fermentacion ( ] ( ;
muestra celulas/mL) ceélulas/mL) (= 0.005 %)

1 17 4.98x10° 4.11x10° 2.
6/5/2022 3 98x10 x10 82.60

14 20 5.03x10° 4.18x10° 83.10
9/5/2022

15 21 4.99x10° 4.21x10° 84.50
10/5/2022

Cuadro 13. Mediciones de variables realizados para la fermentacion 3 de las microalgas N.
oculata bajo la concentracion inicial de la fuente de nitrégeno x1.00 en el fotobiorreactor de
columna de burbuja ascendente de 8 L

Numero Nitratos pH Salinidad Temperatura
Fecha de Dia de diluidos (1:10)  (£0.005)  (+0.005% (% 0.05 °C)
muestra fermentacion (£ 0.05 mg/L) (p/p))
0 0 28.9 7.90 2.03 20.55
19/4/2022
1 1 27.8 7.99 2.03 21.20
20/4/2022
2 2 26. 7.84 2. 21.
21/4/2022 65 8 00 8
3 3 25.2 7.95 2.07 21.65
22/4/2022
4 6 24.8 8.12 2.05 21.90
25/4/2022
5 7 21.3 8.17 2.03 22.05
26/4/2022
6 8 19.7 8.15 2.02 21.85
2714/2022
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NUmero Dia d Nitratos pH Salinidad  Temperatura
ia de
Fecha de . diluidos (1:10) (= 0.005) (£0.005% (£ 0.05°C)
fermentacion
muestra (x 0.05 mg/L) (p/p))

18.4 1 2.04 21.4
28/4/2022 3 8 8.19 0 >
10 17.0 8.21 2.11 20.58

29/4/2022
9 13 16.5 8.23 2.04 21.06

2/5/2022
1 14 15. 31 2. 20.2
3/5/2022 0 55 8.3 06 0.25
11 15 14.2 8.30 2.04 20.60

4/5/2022
12 16 11.8 8.34 2.05 21.54

5/5/2022
13 17 9.6 8.40 2.07 21.20

6/5/2022
14 20 8.5 8.42 2.04 21.55

9/5/2022
1 21 7. 4 2. 22.12

10/5/2022 > 8 8.48 08

Cuadro 14. Conteos celulares realizados para la fermentacién 1 de las microalgas N. oculata bajo
la concentracidn inicial de la fuente de nitrogeno x0.50 en el fotobiorreactor de columna de
burbuja ascendente de 8 L

NUmero Células totales  Células viables  Porcentaje de
Fecha de Dia de (£0.005x10"  (+ 0.005x10" viabilidad
muestra fermentacion celulas/mL) celulas/mL) (£ 0.005 %)
0 6.71x10* 4.50x10* 67.10

31/5/2022
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Numero Diad Células totales ~ Células viables  Porcentaje de
ia de
Fecha de » (= 0.005%10" (x 0.005%10" viabilidad
fermentacion ) ;
muestra celulas/mL) ceélulas/mL) (= 0.005 %)
1 1.43x10° 72x10* 1
1/6/2022 3x10 9.72x10 0810
2 2 1.82x10° 1.30x10* 71.50
2/6/20222
3 3 2.92x10° 2.25x10° 77.00
3/6/2022
7 1.16x10° 57x10° 74.
7/6/2022 010 8.57x10 00
5 8 1.92x10° 1.47x10° 76.70
8/6/2022
6 9 2.83x10° 2.09x10° 73.80
9/6/2022
7 10 2.80x10° 2.24x10° 79.90
10/6/2022
8 13 4.68x10° 3.85%10° 82.20
13/6/2022
14 4.44x10° .70x10° 2
14/6/2022 ) x10 3.70x10 8320
10 15 4.53x10° 3.82x10° 84.30
15/6/2022
11 16 4.67x10° 3.84x10° 82.20
16/06/2022
12 17 4.71x10° .75x10° 79.7
17/6/2022 x10 3.75x10 970
13 20 4.65x10° 3.69x10° 79.30
20/06/2022
21 4.32x10° 3.54x10° 81.90
21/6/2022
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Cuadro 15. Mediciones de variables realizadas para la fermentacién 1 de las microalgas N.
oculata bajo la concentracion inicial de la fuente de nitrogeno x0.50 en el fotobiorreactor de
columna de burbuja ascendente de 8 L

NUmero Nitratos pH Salinidad Temperatura
Fecha de Dia de diluidos (1:10)  (£0.005)  (+0.005% (% 0.05 °C)
muestra fermentacion (£ 0.05 mg/L) (p/p))
0 0 14.9 8.15 1.97 22.2
31/5/2022
1 1 13.7 8.20 2.00 22.6
1/6/2022
2 2 12.8 8.34 2.03 22.4
2/6/20222
3 3 11.7 8.26 2.02 22.4
3/6/2022
4 7 10.7 8.70 2.01 21.7
7/6/2022
1. 31 1. 22.2
8/6/2022 > 8 00 83 %9
6 9 7.80 8.14 1.97 21.6
9/6/2022
7 10 7.50 8.11 2.01 22.1
10/6/2022
8 13 5.50 8.31 2.02 21.8
13/6/2022
9 14 5.70 8.30 2.01 22.1
14/6/2022
10 15 5.60 8.20 2.01 21.3
15/6/2022
16 5.50 8.29 2.02 20.7
16/06/2022
17 5.00 8.08 2.01 20.4
17/6/2022
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NUmero Dia d Nitratos pH Salinidad  Temperatura
ia de
Fecha de . diluidos (1:10) (= 0.005) (x0.005% (x0.05°C)
fermentacion
muestra (x 0.05 mg/L) (p/p))
1 2 : 51 2. 20.
20/06/2022 3 0 5.60 8.5 03 0.8
4 21 5.30 8.22 2.00 20.0
21/6/2022

Cuadro 16. Conteos celulares realizados para la fermentacion 2 de las microalgas N. oculata bajo
la concentracién inicial de la fuente de nitrégeno x0.50 en el fotobiorreactor de columna de
burbuja ascendente de 8 L

NUmero Células totales  Células viables  Porcentaje de
Fecha de Dia de (£0.005x10"  (+ 0.005x10" viabilidad
muestra fermentacion células/mL) células/mL) (£ 0.005 %)
0 0 6.59x10* 4.57x10% 69.40
31/5/2022
1 1 1.39x10° 9.25x10* 66.70
1/6/2022
2 2 1.82x10° 1.24x10° 68.30
2/6/20222
3 3 2.41x10° 1.79x10° 74.20
3/6/2022
4 7 6.72x10° 4.96x10° 73.70
7/6/2022
5 8 9.73x10° 7.44x10° 76.50
8/6/2022
6 9 1.33x10° 1.02x10° 76.90
9/6/2022
7 10 1.51x108 1.17x108 77.40
10/6/2022
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Numero Diad Células totales ~ Células viables  Porcentaje de
ia de
Fecha de » (= 0.005%10" (x 0.005%10" viabilidad
fermentacion ] ;
muestra celulas/mL) ceélulas/mL) (= 0.005 %)
13 3.14x106 2.47x10° 78.70
13/6/2022
14 3.59x10° 2.89x10° 80.40
14/6/2022
10 15 3.62x10° 2.88x10° 79.50
15/6/2022
11 16 3.73x106 2.89x10° 77.60
16/06/2022
12 17 3.76x10° 3.04x10° 80.90
17/6/2022
13 20 3.91x10° 3.06x10° 78.30
20/06/2022
14 21 4.10x10° 3.18x10° 77.70
21/6/2022

Cuadro 17. Mediciones de variables realizadas para la fermentacién 2 de las microalgas N.
oculata bajo la concentracion inicial de la fuente de nitrégeno x0.50 en el fotobiorreactor de
columna de burbuja ascendente de 8 L

Numero Nitratos pH Salinidad Temperatura
Fecha de Dia de diluidos (1:10) (£ 0.005) (+0.005%  (+0.05 °C)
muestra fermentacion (£ 0.05 mg/L) (p/p))
0 0 13.9 8.10 1.95 22.3
31/5/2022
1 12. 1 2. 22.
1/6/2022 8 8.15 00 o
2 12.5 8.29 2.03 22.7
2/6/20222
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NUmero Nitratos pH Salinidad  Temperatura

Dia de
de diluidos (1:10 + 0.005 + 0.005 % +0.05 °C
Fecha fermentacion ( ) ( ) ( ( )
muestra (x 0.05 mg/L) (p/p))
11. 2 2.04 22.
3/6/2022 3 3 3 8.29 0 >
4 7 10.1 8.40 2.03 21.9
71612022
5 8 8.90 8.14 2.03 23.0
8/6/2022
) A 1. 21.7
9/6/2022 6 9 8.50 8.18 99
7 10 8.50 8.09 2.01 22.4
10/6/2022
8 13 8.50 8.46 2.03 22.2
13/6/2022
9 14 5.50 8.25 2.02 22.4
14/6/2022
10 15 5.30 8.36 2.03 21.2
15/6/2022
11 1 4, 21 2. 20.7
16/06/2022 6 30 8 05 0
12 17 4.10 8.33 2.04 20.7
17/6/2022
13 20 3.00 8.62 2.04 21.0
20/06/2022
14 21 2 2 2.04 19.
21/6/2022 3.20 8.25 0 95
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Cuadro 18. Conteos celulares realizados para la fermentacién 1 de las microalgas N. oculata bajo
la concentracidn inicial de la fuente de nitrogeno x0.25 en el fotobiorreactor de columna de
burbuja ascendente de 8 L

NUmero Células totales  Células viables  Porcentaje de
Fecha de Dia de (£0.005x10" (£ 0.005x10" viabilidad
muestra fermentacion células/mL) células/mL) (£ 0.005 %)

0 0 6.28x10* 4.59x10% 73.10
12/7/2022

1 1 8.30x10* 6.30x10* 75.90
13/7/2022

2 2 1.27x10° 8.81x10* 69.40
14/7/2022

3 3 2.00x10° 1.52x10° 76.10
15/7/2022

4 6 4.07x10° 2.84x10° 69.90
18/7/2022

7 46x10° 22x10° .

197712022 5 6.46x10 5 0 80.80

6 8 8.45x10° 7.02x10° 83.10
20/7/2022

7 9 1.01x10° 7.52x10° 74.70
21/7/2022

8 10 1.80x10° 1.43x108 79.30
22/7/2022

9 13 2.40x10° 1.77x108 74.00
25/7/2022

10 14 3.30x10° 2.72x10° 82.50
26/7/2022

11 15 3.53x10° 2.78x10° 78.60
271712022

12 16 4.24x10° 3.39x10° 80.00
28/7/2022
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NUmero Células totales  Células viables  Porcentaje de

Dia de
Fecha de » (x 0.005%10n (x 0.005%10" viabilidad
fermentacion ] ;
muestra celulas/mL) ceélulas/mL) (= 0.005 %)
6 6

20/7/2002 13 17 4.38x10 3.45x10 78.70

14 21 4.64x10° 3.53x10° 76.00
2/8/2022

Cuadro 19. Mediciones de variables realizadas para la fermentacién 1 de las microalgas N.
oculata bajo la concentracion inicial de la fuente de nitrégeno x0.25 en el fotobiorreactor de
columna de burbuja ascendente de 8 L

NUmero Nitratos pH Salinidad Temperatura
Fecha de Dia de diluidos (1:10) (£ 0.005) (+0.005%  (+0.05 °C)
muestra fermentacion (£ 0.05 mg/L) (p/p))
1. . 2.01 20.
121712002 0 0 3 8.00 0 0.5
1 1 7.2 8.05 2.03 20.3
13/7/2022
2 2 6.8 8.18 2.02 21.6
141712022
. A 2.04 21.
15/7/2022 3 3 63 8.10 0 6
4 6 4.2 8.26 2.01 22.0
18/7/2022
5 7 3.7 8.11 2.02 21.7
19/7/2022
6 8 3.3 8.13 2.02 21.7
20/7/2022
7 9 2.3 8.17 2.04 21.4
21/7/2022
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NUmero Dia d Nitratos pH Salinidad  Temperatura
ia de
Fecha de . diluidos (1:10) (= 0.005) (x0.005% (x0.05°C)
fermentacion
muestra (x 0.05 mg/L) (p/p))
1 1. 1 2. 19.
221712022 8 0 9 8.16 06 9.8
9 13 1.6 8.23 2.04 20.5
25/7/2022
10 14 15 8.25 2.04 20.5
26/7/2022
11 1 1.2 2 2.04 20.4
271712022 > 8.28 0 0
12 16 0.8 8.32 2.06 21.9
28/7/2022
13 17 0 8.35 2.04 21.1
29/7/2022
21 0 8.40 2.07 21.9
2/8/2022

Cuadro 20. Conteos celulares realizados para la fermentacién 2 de las microalgas N. oculata bajo

la concentracion inicial de la fuente de nitrégeno x0.25 en el fotobiorreactor de columna de
burbuja ascendente de 8 L

NUmero Células totales  Células viables  Porcentaje de
Fecha de Dia de (£0.005x10"  (+ 0.005x10" viabilidad
muestra fermentacion células/mL) células/mL) (£ 0.005 %)

0 6.14x10* 4.52x10* 73.60
12/7/2022

1 6.94x10* 5.44x10* 78.30
13/7/2022

2 1.08x10° 8.28x10* 76.90
14/7/2022
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Numero Diad Células totales ~ Células viables  Porcentaje de
ia de
Fecha de » (x 0.005%10n (x 0.005%10n viabilidad
fermentacion ] ;
muestra celulas/mL) ceélulas/mL) (= 0.005 %)
1.77x10° 1.51x10° 1
15/7/2022 3 3 x10 >1x10 8510
4 6 3.52x10° 2.62x10° 74.50
18/7/2022
5 7 5.84x10° 4.72x10° 80.90
19/7/2022
7.82x10° 57x10° 4.1
201712022 6 8 82x10 6.57x10 84.10
7 9 1.05x10° 8.83x10° 84.30
21/7/2022
8 10 1.68x10° 1.25x10° 74.40
22/7/2022
9 13 2.56x10° 2.07x10° 80.70
25/7/2022
10 14 3.32x10° 2.67x10° 80.50
26/7/2022
11 1 .49x10° 2.76x10° 79.
271712022 > 3.49x10 0x10 900
12 16 4.12x10° 3.35%10° 81.40
28/7/2022
13 17 4.25x10° 3.43x10° 80.70
29/7/2022
14 21 4.42x10° .52x10° 79.
2/8/2022 x10 3:52x10 960
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Cuadro 21. Mediciones de variables realizadas para la fermentacién 2 de las microalgas N.
oculata bajo la concentracion inicial de la fuente de nitrogeno x0.25 en el fotobiorreactor de
columna de burbuja ascendente de 8 L

NUmero Nitratos pH Salinidad Temperatura
Fecha de Dia de diluidos (1:10)  (£0.005)  (+0.005% (% 0.05 °C)
muestra fermentacion (x 0.05 mg/L) (p/p))

0 0 7.2 8.05 2.03 20.4
12/7/2022

1 1 7.1 8.10 2.03 20.0
13/7/2022

2 2 6.9 8.23 2.02 21.3
14/7/2022

3 3 6.4 8.07 2.02 21.5
15/7/2022

4 6 55 8.56 1.99 21.8
18/7/2022

7 4. 2 2.01 20.

19/7/2022 > o 8.28 0 09

6 8 4.3 8.09 2.00 21.6
20/7/2022

7 9 3.9 8.19 2.04 21.1
21/7/2022

8 10 2.5 8.01 2.05 19.4
22/7/2022

9 13 1.7 8.28 2.03 20.2
25/7/2022

10 14 1.2 8.09 2.02 20.6
26/7/2022

11 15 1.2 8.36 2.02 20.4
2717/2022

12 16 0.0 8.07 2.03 21.6
28/7/2022
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NUmero Nitratos pH Salinidad  Temperatura

Dia de
Fecha de . diluidos (1:10) (+ 0.005) (£0.005% (£ 0.05°C)
fermentacion
muestra (x 0.05 mg/L) (p/p))
201712002 13 17 0.0 8.24 2.03 20.9
14 21 0.0 8.37 2.03 22.4
2/8/2022

Cuadro 22. Conteos celulares realizados para la fermentacién 1 de las microalgas N. oculata bajo
la concentracién inicial de la fuente de nitrégeno x0.10 en el fotobiorreactor de columna de
burbuja ascendente de 8 L

NUmero Células totales  Células viables  Porcentaje de
Fecha de Dia de (£0.005x10"  (+ 0.005x10" viabilidad
muestra fermentacion células/mL) células/mL) (£ 0.005 %)
.37x10* 4.63x10* 72.7
21/6/2022 0 0 0.37x10 63x10 0
1 1 9.01x10* 6.59x10* 73.20
22/6/2022
2 2 1.28x10° 8.70x10* 68.20
23/6/2022
1.67x10° 1.27x10° 75.
24/6/2022 3 3 6710 x10 >80
4 6 4.10x10° 3.03x10° 73.90
2716/2022
5 7 5.65x10° 4.21x10° 74.50
28/6/2022
6 8 7.74x10° 5.59x10° 72.20
29/6/2022
7 9 9.09x10° 6.53x10° 71.90
30/6/2022
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NUmero Células totales  Células viables  Porcentaje de

Dia de
Fecha de » (= 0.005%10" (x 0.005%10" viabilidad
fermentacion ] ;
muestra celulas/mL) ceélulas/mL) (= 0.005 %)
1 1.49x106 1.11x10° 74.
1/7/2022 8 0 10 x10 50
9 14 2.95x10° 2.37x10° 80.10
5/7/2022
10 15 3.13x10° 2.35x10°8 75.00
6/7/2022
11 1 44x106 2.62x108 76.1
71712022 ° 34410 02x10 610
12 17 3.62x10° 2.65x10° 73.20
8/7/2022
13 20 3.30x10° 2.15x108 65.10
11/7/2022
14 21 3.50x10° 2.21x10° 63.00
12/7/2022

Cuadro 23. Mediciones de variables realizadas para la fermentacion 1 de las microalgas N.
oculata bajo la concentracion inicial de la fuente de nitrégeno x0.10 en el fotobiorreactor de
columna de burbuja ascendente de 8 L

NUmero Nitratos totales pH Salinidad Temperatura
Fecha de Dia de (£0.05mg/L)  (£0.005) (£0.005%  (0.05°C)
muestra fermentacion ©/n)
0 25.0 7.59 2.03 20.5
21/6/2022
1 23.3 7.62 1.99 20.7
22/6/2022
2 2 19.3 7.99 2.00 18.8
23/6/2022
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NUmero Dia d Nitratos pH Salinidad  Temperatura
ia de
Fecha de . totales (+0.05 (= 0.005) (x0.005% (x0.05°C)
fermentacion
muestra mg/L) (p/p))
15.4 : 2.02 20.

24/6/2022 3 3 > 8.05 0 08

4 6 114 8.44 2.01 20.7
27/6/2022

5 7 11.0 8.06 2.00 20.9
28/6/2022

11. 7. 2.04 21.7

29/6/2022 0 8 0 %8 0

7 9 7.2 8.10 2.05 21.7
30/6/2022

8 10 5.4 8.55 2.02 21.6
1/7/2022

9 14 4.0 8.66 2.04 214
5/7/2022

10 15 1.8 8.74 1.97 214
6/7/2022

11 1 1. e 2.01 21.
7/7/2022 ° > 8.75 0 8

12 17 0.0 8.71 2.00 215
8/7/2022

13 20 0.0 8.70 2.03 21.9
11/7/2022

14 21 . 72 2. 22.4
12/7/2022 00 8 03
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Cuadro 24. Conteos celulares realizados para la fermentacién 2 de las microalgas N. oculata bajo
la concentracidn inicial de la fuente de nitrogeno x0.10 en el fotobiorreactor de columna de
burbuja ascendente de 8 L

NUmero Células totales  Células viables  Porcentaje de
Fecha de Dia de (£0.005x10" (£ 0.005x10" viabilidad
muestra fermentacion células/mL) células/mL) (£ 0.005 %)

0 0 5.35x10* 4.55x10% 85.00

21/6/2022
1 1 1.05x10° 7.64x10% 73.10

22/6/2022
2 2 1.50x10° 1.07x10° 71.10

23/6/2022
3 3 1.76x10° 1.28x10° 72.70

24/6/2022
4 6 3.95x10° 2.88x10° 72.90

2716/2022
5 7 5.90x10° 4.76x10° 80.70

28/6/2022
6 8 8.14x10° 6.11x10° 75.10

29/6/2022
7 9 9.88x10° 7.46x10° 75.50

30/6/2022
10 1.15x10° 8.90x10° 77.40

1/7/2022
9 14 2.84x10° 2.17x10° 76.70

5/7/2022
10 15 3.00x10° 2.28x10° 76.00

6/7/2022
11 16 2.83x10° 2.07x10° 73.00

7/7/2022
12 17 2.62x10° 2.05x10° 78.20

8/7/2022
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NUmero Células totales  Células viables  Porcentaje de

Dia de
Fecha de » (= 0.005%10" (x 0.005%10" viabilidad
fermentacion ] ;
muestra celulas/mL) ceélulas/mL) (= 0.005 %)
6 6

11712002 13 20 3.23x10 2.20x10 68.20

14 21 3.24x10° 2.24x10° 69.30
12/7/2022

Cuadro 25. Mediciones de variables realizadas para la fermentacién 2 de las microalgas N.
oculata bajo la concentracion inicial de la fuente de nitrégeno x0.10 en el fotobiorreactor de
columna de burbuja ascendente de 8 L

NUmero Nitratos totales pH Salinidad Temperatura
Fecha de Dia de (£0.05mg/L)  (£0.005) (£0.005%  (+0.05°C)
muestra fermentacion ©/n)
217. 7. 2. 20.
21/6/2002 0 0 0 68 00 0.3
1 1 24.9 7.96 2.01 20.5
22/6/2022
2 2 19.3 8.05 2.04 18.7
23/6/2022
15. . 2. 21.1
24/6/2022 3 3 > 8.09 03
4 6 14.0 8.54 2.00 20.7
271612022
5 7 14.0 8.20 2.01 20.9
28/6/2022
6 8 10.5 8.17 2.04 21.4
29/6/2022
7 9 10.2 8.20 2.01 21.8
30/6/2022
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NUmero Nitratos pH Salinidad  Temperatura

Dia de
Fecha de . totales (+0.05 (= 0.005) (x0.005% (x0.05°C)
fermentacion
muestra mg/L) (p/p))
1 1 : 1. 21.7
1712022 8 0 6 8.60 99
9 14 4.1 8.15 2.02 21.4
5/7/2022
10 15 3.2 8.80 2.00 21.3
6/7/2022
11 1 . . 1. 22.
21712022 6 3.0 8.80 99 0
12 17 2.0 8.75 2.04 21.8
8/7/2022
13 20 0.3 8.69 2.00 21.9
11/7/2022
14 21 0.0 8.74 2.00 22.5
12/7/2022

Cuadro 26. Biomasa recuperada de las fermentaciones en los fotobiorreactores de columna de
burbuja ascendente de 8 L bajo distintas concentraciones iniciales de la fuente de nitrégeno

Concentracion de la Biomasa recuperada Biomasa recuperada Biomasa recuperada

fuente de nitrégeno Reactor 1 Reactor 2 Reactor 3
( 0.0001 g) (+ 0.0001 g) (+ 0.0001 g)
x1.00 12.5008 12.4811 12.5196
x0.50 11.2127 11.2573 N/A
x0.25 10.3571 10.3601 N/A
x0.10 9.1974 9.0954 N/A
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Cuadro 27. Aceite de microalgas N. oculata recuperado de las fermentaciones en los
fotobiorreactores de columna de burbuja ascendente de 8 L bajo distintas concentraciones
iniciales de la fuente de nitrogeno

Concentracion de la Aceite recuperado Aceite recuperado Aceite recuperado
fuente de nitrégeno Reactor 1 Reactor 1 Reactor 1
(£ 0.0001 g) (£ 0.0001 g) (+0.0001 g)
x1.00 0.0000 0.0000 0.0000
x0.50 0.0000 0.0000 N/A
x0.25 0.0000 0.0000 N/A
x0.10 0.0000 0.0000 N/A

Cuadro 28. Viabilidad celular obtenida bajo distintos tiempos de tratamiento del método de lisis
celular de estrés mecéanico inducido por licuadora

Método de lisis celular: Estrés Tiempo del Viabilidad celular
mecanico con licuadora tratamiento (min) (£ 0.005 %)

Indculo 0 71.40
Muestra (1) 5 69.60
Muestra (2) 5 68.60
Muestra (3) 5 69.80
Muestra (1) 10 65.10
Muestra (2) 10 63.20
Muestra (3) 10 64.60
Muestra (1) 15 62.90
Muestra (2) 15 62.70
Muestra (3) 15 61.70
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Cuadro 29. Viabilidad celular obtenida bajo distintos tiempos de tratamiento del método de lisis
celular por ultrasonido con el 50% de la amplitud de onda

Método de lisis celular: Ultrasonido Tiempo del Viabilidad celular
con el 50% de la amplitud de onda tratamiento (min) (= 0.005 %)
In6culo 0 71.40
Muestra (1) 5 70.50
Muestra (2) 5 70.60
Muestra (3) 5 70.90
Muestra (1) 10 70.20
Muestra (2) 10 70.40
Muestra (3) 10 70.30
Muestra (1) 15 69.80
Muestra (2) 15 69.90
Muestra (3) 15 69.90

Cuadro 30. Viabilidad celular obtenida bajo distintos tiempos de tratamiento del método de lisis
celular por ultrasonido con el 100% de la amplitud de onda

Meétodo de lisis celular: Ultrasonido Tiempo del Viabilidad celular
con el 100% de la amplitud de onda  tratamiento (min) (= 0.005 %)
Inéculo 0 71.40
Muestra (1) 5 70.30
Muestra (2) 5 70.50
Muestra (3) 5 70.10
Muestra (1) 10 69.70
Muestra (2) 10 69.60
Muestra (3) 10 69.40
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Método de lisis celular: Ultrasonido Tiempo del Viabilidad celular

con el 100% de la amplitud de onda  tratamiento (min) (= 0.005 %)
Muestra (1) 15 66.80
Muestra (2) 15 66.63
Muestra (3) 15 67.30

Cuadro 31. Viabilidad celular obtenida bajo distintos tiempos de tratamiento del método de lisis
celular por hidrolisis &cida con &cido clorhidrico 1 M

Método de lisis celular: Hidrdlisis Tiempo del Viabilidad celular
acida con acido clorhidrico 1 M tratamiento (min) (£ 0.005 %)

Indculo 0 71.40
Muestra (1) 5 71.10
Muestra (2) 5 70.80
Muestra (3) 5 71.10
Muestra (1) 10 68.90
Muestra (2) 10 70.10
Muestra (3) 10 70.50
Muestra (1) 15 69.30
Muestra (2) 15 66.90
Muestra (3) 15 69.70
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Cuadro 32. Viabilidad celular obtenida bajo el tratamiento del método de lisis celular conformado
por la combinacion de estrés mecénico con licuadora y ultrasonido con el 100% de la amplitud de
onda aplicados por el mismo intervalo de tiempo (7.5 minutos)

Método de lisis celular: Ultrasonido Tiempo del Viabilidad celular
con el 100% de la amplitud de onda/ tratamiento (= 0.005 %)
Estrés mecanico con licuadora (min/min)
In6culo 0 71.70
Muestra (1) 7.5/7.5 63.10
Muestra (2) 7.5/7.5 63.90
Muestra (3) 7.5/7.5 66.00

Cuadro 33. Viabilidad celular obtenida bajo el tratamiento del método de lisis celular conformado
por la combinacion de estrés mecanico con licuadora y ultrasonido con el 100% de la amplitud de
onda aplicados por el mismo intervalo de tiempo (15 minutos)

Meétodo de lisis celular: Ultrasonido Tiempo del Viabilidad celular
con el 100% de la amplitud de onda/ tratamiento (= 0.005 %)
Estrés mecanico con licuadora (min/min)
In6eulo 0 71.70
Muestra (1) 15/15 61.50
Muestra (2) 15/15 62.30
Muestra (3) 15/15 63.30
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Cuadro 34. Aceite vegetal de la marca Ideal recuperado mediante distintos métodos de

recuperacion de aceite por solventes

Método Biomasa en el Aceite vegetal Solvente Aceite vegetal
de medio inicial utilizado recuperado
(£ 0.0001 g) (£ 0.0001 g) (£ 0.0001 g) (+0.0001 )
solventes - g - g - g
Cloroformo : 2.5000 2.6000 102.0000 2.2859
metanol (2:1)
(Prueba 1)
Cloroformo : 2.5667 2.5598 102.5300 2.3554
metanol (2:1)
(Prueba 2)
Cloroformo : 2.5340 2.4680 100.0400 2.1828
metanol (2:1)
(Prueba 3)
Cloroformo : 2.5253 2.5036 100.5780 2.1174
metanol : agua
(5.7:3:1)
Etanol : hexano 2.5075 2.5347 100.8440 2.0303

(1:1)
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B. DATOS CALCULADOS

Cuadro 35. Solucion de nitrato de sodio preparada y cantidades necesarias para las distintas

concentraciones iniciales de nitrato para las fermentaciones

Solucion  ~oncentracion Cantidad para Cantidad para Cantidad para Cantidad para
Nutrient Stock molar de la concentracion concentracion concentracion concentracion
utriente
preparada  ¢5ycion stock  1hicial de 0.300 g inicial de 0.150g inicial 0.075g  inicial 0.030 g
(g/L) (M) NaNOs/L (mL) NaNOs/L (mL)  NaNOs/L (mL)  NaNOs/L (mL)
NaNOs 21.25 0.25 70.60 35.30 17.65 7.06

*Los reactivos que se utilizaron contaban con un 99% de pureza. El valor obtenido para la solucién stock
preparada se calcul6 como se muestra en el calculo 1y los valores obtenidos de la cantidad necesaria de la
solucién de NaNOs para lograr distintas concentraciones iniciales se calcularon como se muestra en el calculo

2.
Cuadro 36. Soluciones y sus cantidades para preparar medio f/2 Guillard
Nutient Solucién Stock Concentracion molar  Cantidad para preparar Cantidad para preparar
utriente i4 ; ;
preparada de la solucion stock 1 L de medio (mL) 45 L de medio (mL)
(M)
1.2509/250mL 3.674x10? 0.985 44.330
KoHPO,
Solucion trazas
Ver Cuadro 37 Ver Cuadro 37 1.000 45.000
de metal (1 L)
Solucion de
Ver Cuadro 38 Ver Cuadro 38 0.500 22.500

vitaminas (1 L)

*Los reactivos que se utilizaron contaban con un 99% de pureza. La concentracién molar de la solucion stock
se obtuvo con el célculo 3. La cantidad en gramos de reactivo K;HPO4 necesario para preparar la solucion
stock a un nuevo volumen se obtuvo con el calculo 4. La cantidad de reactivo parar preparar 1 L de medio se
obtuvo de Guillard, 1975. La cantidad de reactivo parar preparar 45 L de medio se obtuvo con el célculo 5.
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Cuadro 37. Nutrientes y sus cantidades para preparar 1 L de solucion de trazas de metal

Solucién Stock Concentracion molar ~ Cantidad para preparar

Nutriente oreparada de la solucién stock 1 L de solucién
(M)
N/A N/A 1.90
FEC|3 g
N/A N/A 3.93¢
Na,EDTA
0.502¢/80mL 3.93x10?2 1.00
CuS0O,
1.7 L 7. 102 1.
71S0s * 7H,0 60g/80m 65x10 00
0.8009¢/80mL 4.20x102 1.00
CoCl,* 6H,0
14.4009/80mL 9.10x101 1.00
MnCl, * 4H,0

*Los reactivos que se utilizaron contaban con un 99% de pureza. La concentracion molar de la
solucion stock se obtuvo con el célculo 3. La cantidad en gramos de reactivo necesario para preparar la
solucion stock a un nuevo volumen se obtuvo con el célculo 4. La cantidad de reactivo parar preparar 1 L de
medio se obtuvo de Guillard, 1975.

Cuadro 38. Nutrientes y sus cantidades para preparar 1 L de solucién de vitaminas

Nutrient Marca Solucién Stock Concentracion molar ~ Cantidad para preparar
utriente ., .,
preparada (g/L) de la solucién stock 1 L de solucién
(M)
. QUIRSA N/A N/A 0.200 g
Tiamina HCI
.. QUIRSA 1 4.09x103 1mL
Biotina

*Los reactivos que se utilizaron contaban con un 99% de pureza. La concentracion molar de la
solucion stock se obtuvo con el célculo 3. La solucidn stock y la cantidad de reactivo parar preparar 1 L de
medio se obtuvo de Guillard, 1975.
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Cuadro 39. Reactivos y cantidades necesarias para hacer 250 mL de la solucién de

cloroformo:metanol (2:1)

Reactivo Marca Cantidad requerida (mL)
Cloroformo MERCK 167
Metanol MERCK 83

*Los reactivos que se utilizaron contaban con un 99% de pureza. Para obtener la cantidad de cada

reactivo para preparar la solucién de 250 mL de cloroformo:metanol (2:1) se utiliz6 el célculo 6 y
7, respectivamente.

Cuadro 40. Reactivos y cantidades necesarias para hacer 250 mL de la solucién de
cloroformo:metanol:agua (5.7:3:1)

Reactivo Marca Cantidad requerida (mL)
Cloroformo MERCK 146.90
Metanol MERCK 77.33
Agua destilada Salvavidas 25.77

*Los reactivos que se utilizaron contaban con un 99% de pureza. Para obtener la cantidad de cada

reactivo para preparar la solucion de 250 mL de cloroformo:metanol:agua (5.7:3:1) se utilizo el
calculo 8, 9y 10, respectivamente.

Cuadro 41. Reactivos y cantidades necesarias para hacer 250 mL de la solucién de etanol:hexano

(1:1)
Reactivo Marca Cantidad requerida (mL)
Etanol N/A 125
Hexano Merck 125

*Los reactivos que se utilizaron contaban con un 99% de pureza. Para obtener la cantidad de cada
reactivo para preparar la solucidn de 250 mL de etanol:hexano (1:1) se utilizo el calculo 11.
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Cuadro 42. Reactivos y cantidades necesarias para hacer 1 L de la solucion de &cido clorhidrico 1

M
Reactivo Marca Cantidad requerida (mL)
Acido clorhidrico MERCK 113.94
Agua destilada Salvavidas 886.06

*El 4cido clorhidrico utilizado tenia una concentracién del 32% (p/v). Para obtener la cantidad de
cada reactivo para preparar la solucién de 1 L de HClI 1 M se utilizo el célculo 12 y 13,
respectivamente.

Cuadro 43. Promedio de células totales, células viables y porcentaje de viabilidad para la

fermentacion a una concentracion inicial de la fuente de nitrogeno de x1.00

Dia d Fase de Células totales  Células viables Porcentaje de
ia de
» crecimiento promedio promedio viabilidad promedio
fermentacion
celular (células/mL) (células/mL) (%)
0 Lag 5.98x10° 4.51x10° 75.54
Lag
1 3.09x10° 5.52x10* 76.86
Lag
2 1.51x10° 1.20x10° 79.03
Aceleracion
3 3.65x10° 3.63x10° 81.07
Exponencial
6 5.95x10° 4.78x10° 80.30
Exponencial
7 8.11x10° 6.64x10° 82.13
Exponencial
8 9.74x10° 8.06x10° 83.07
Exponencial
9 1.51x10° 1.19x10° 79.47
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Fase de Células totales ~ Células viables Porcentaje de

Dia de
» crecimiento promedio promedio viabilidad promedio
fermentacion ) )
celular (células/mL) (células/mL) (%)

Exponencial

10 2.30x10° 1.74x106 76.03
Exponencial

13 3.43x10° 2.78x10° 81.23
Exponencial

14 4.22x10° 3.39x10° 80.57
Exponencial

15 4.66x10° 3.73x10° 80.23

Desaceleracion
16 4.66x10° 3.89x10° 82.53

Estacionaria
17 5.06x10° 4.08x108 80.77

Estacionaria
20 5.24x10° 4.08x108 78.03

Estacionaria

21 5.09x10° 4.15%x106 81.66
Promedio N/A N/A N/A 79.91
Desviacion N/A N/A N/A 2.27

Las fases del crecimiento celular se definieron cualitativamente al observar la curva de crecimiento celular
de la Figura 16. Los promedios se realizaron con el calculo 14 y la desviacion estdndar para una muestra con
el calculo 15.
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Cuadro 44. Nitratos totales para cada corrida de la fermentacion a una concentracion inicial de la
fuente de nitrégeno de x1.00

Nitratos totales Nitratos totales Nitratos totales

Dia de corrida 1 corrida 2 corrida 3

fermentacion .5 05 x106 g/mL)  (+0.05 x10° g/mL)  (0.05 x10° g/mL)

0 2.93x10* 2.91x10* 2.89x10*
1 2.87x10* 2.85x10* 2.78x10*
2 2.79x10* 2.82x10* 2.65x10*
3 2.64x10* 2.72x10* 2.52x10*
6 2.45x10* 2.54x10* 2.48x10*
7 2.19x10* 2.11x10* 2.13x10*
8 1.99x10* 1.99x10* 1.97x10*
9 1.86x10* 1.82x10* 1.84x10*
10 1.70x10* 1.77x10* 1.70x10*
13 1.63x10* 1.65x10* 1.65x10*
14 1.54x10* 1.56x10"* 1.55x10*
15 1.48x10* 1.46x10"* 1.42x10*
16 1.31x10* 1.19x10* 1.18x10*
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Nitratos totales

Nitratos totales

Nitratos totales

Dia de
) corrida 1 corrida 2 corrida 3
fermentacion
(£0.05 x10° g/mL)  (20.05 x10° g/mL)  (+0.05 x10°° g/mL)
17 9.80x10* 9.60x10* 9.60x10*
20 0.30x10° 8.80x10° 8.50x10°
21 8.30x10° 8.20x10° 7.80x10°

Los nitratos totales se obtuvieron con el calculo 16. El error asociado al calculo de nitratos totales se obtuvo
con el calculo 26.

Cuadro 45. Promedio de nitratos totales, pH, salinidad y temperatura para la fermentacién a una

concentracién inicial de la fuente de nitrégeno de x1.00

Fase de Nitratos totales pH Salinidad Temperatura
Dia de crecimiento promedio promedio promedio promedio
fermentacion celular (g/mL) % (p/p)) C)
Lag
0 2.91x10* 7.88 2.03 20.6
Lag
1 2.83x10* 7.97 2.02 20.8
Lag
2 2.75x10* 7.82 2.00 21.9
Aceleracion
3 2.63x10* 7.96 2.07 21.7
Exponencial
6 2.49x10* 8.02 2.03 21.9
Exponencial
7 2.14x10* 8.11 2.03 22.2
Exponencial
8 1.98x10* 8.16 2.02 21.9
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Fase de Nitratos pH Salinidad ~ Temperatura

Dia de crecimiento totales promedio promedio promedio
fermentacion celular promedio (% (p/p)) (°C)
(9/mL)

Exponencial

9 1.84x10* 8.18 2.04 215
Exponencial

10 1.72x10* 8.26 2.11 20.1
Exponencial

13 1.64x10% 8.21 2.04 21.1
Exponencial

14 1.55x10% 8.36 2.04 20.3
Exponencial

15 1.45x10* 8.27 2.04 20.6

Desaceleracion
16 1.23x10* 8.42 2.05 22.0

Estacionaria
17 9.67x10° 8.44 2.07 21.2

Estacionaria
20 8.87x10° 8.43 2.06 21.6

Estacionaria
21 8.10x10° 8.50 2.08 21.6

Promedio N/A N/A 8.19 2.04 21.3

Las fases del crecimiento celular se definieron cualitativamente al observar la curva de crecimiento celular
de la Figura 16. Los promedios se realizaron con el célculo 14.
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Cuadro 46. Desviaciones porcentuales y estandar para las medidas de células viables, nitratos
totales, pH, salinidad y temperatura para la fermentacion a una concentracion inicial de la fuente
de nitrégeno de x1.00

Desviacion Desviacion Desviacion Desviacion Desviacion
Dia de porcentual células  porcentual nitratos  estandar pH estandar estandar
fermentacion  Viables (celulas/mL) totales (g/mL) Salinidad (% Temperatura

(p/p)) (°C)
0 5.44% 2.06% 0.03 0.01 0.05
1 3.27% 5.00% 0.03 0.02 0.40
2 46.70% 9.89% 0.03 0.02 0.15
3 32.17% 11.50% 0.02 0.00 0.05
6 4.18% 5.52% 0.17 0.02 0.10
7 2.27% 5.83% 0.10 0.00 0.41
8 3.46% 1.75% 0.02 0.00 0.05
9 19.14% 3.26% 0.01 0.02 0.15
10 20.69% 7.04% 0.09 0.02 0.49
13 16.50% 2.11% 0.03 0.01 0.16
14 8.40% 1.94% 0.09 0.02 0.05
15 2.82% 6.31% 0.04 0.01 0.00
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Desviacion Desviacion Desviacion Desviacion Desviacion

Dia de porcentual células  porcentual nitratos  estandar pH estandar estandar
fermentacion viables totales (g/mL) Salinidad (% Temperatura

(células/mL) (p/p)) (°C)

16 5.83% 17.69% 0.14 0.02 0.44

17 2.24% 3.58% 0.06 0.01 0.10

20 8.26% 13.67% 0.02 0.03 0.25

21 4.11% 9.80% 0.02 0.00 0.47
Promedio N/A N/A 0.06 0.01 0.21

Las desviaciones porcentuales se obtuvieron con el célculo 17. Las desviaciones estdndar para una muestra
se obtuvieron con el célculo 15.

Cuadro 47. Promedio de las desviaciones porcentuales de las células viables y nitratos totales
para cada fase del crecimiento celular para todas las fermentaciones a cualquier concentracion
inicial de la fuente de nitrégeno

Promedio de las desviaciones Promedio de las desviaciones
Fase de crecimiento celular porcentuales de células viables porcentuales de nitratos totales
(células/mL) (g/mL)

Lag 18.47% 5.65%
Aceleracion 18.18% 8.51%
Exponencial 10.47% 4.03%

Desaceleracién 4.04% 10.64%
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o Promedio de las desviaciones Promedio de las desviaciones
Fase de crecimiento

ul porcentuales de células viables porcentuales de nitratos totales
celular

(células/mL) (g/mL)
Estacionaria 6.19% 11.74%

Los promedios se realizaron con el calculo 14.

Cuadro 48. Promedios suavizados de células viables y nitratos totales comparados con los datos
calculados con Berkeley Madonna para la fermentacion a una concentracion inicial de la fuente
de nitrégeno de x1.00

Células viables Células viables Nitratos totales Nitratos totales
promedio promedio obtenido promedio promedio obtenido
Dia de suavizado con Berkeley suavizado con Berkeley
fermentacion (células/mL) Madonna (g/mL) Madonna
(células/mL) (g/mL)
0 4.51x10* 4.51x10* 2.91x10* 2.91x10*
1 5.02x10* 7.66x10* 2.87x10* 2.88x10*
2 7.34x10* 1.29x10° 2.83x10* 2.82x10*
3 1.79x10° 2.15x10° 2.74x10* 2.72x10*
6 3.20x10° 2.73x10° 2.62x10* 2.69x10*
7 5.02x10° 4.47x10° 2.42x10* 2.59x10*
8 6.49x10° 7.16x10° 2.21x10* 2.42x10*
9 8.86x10° 1.11x108 1.99x10* 2.17x10*
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Células Células viables Nitratos totales Nitratos totales

Dia d viables promedio obtenido promedio promedio obtenido
fa de
» promedio con Berkeley suavizado con Berkeley
fermentacion )
suavizado Madonna (g/mL) Madonna
(células/mL) (células/mL) (g/mL)
10 1.24x10° 1.62x10° 1.85x10* 1.85x10*
13 1.90x10° 1.83x10° 1.74x10* 1.76x10*
14 2.64x10° 2.44x10° 1.64x10* 1.55x10*
15 3.30x10° 3.06x10° 1.55x10* 1.35x10*
16 3.67x10° 3.59x10° 1.41x10% 1.17x10*
17 3.90x10° 3.97x10° 1.22x10* 1.04x10*
20 4.02x10° 4.04x10° 1.03x10* 1.01x10*
21 4.10x10° 4.16x10° 8.88x10° 9.07x10°

El suavizamiento de datos se obtuvo con el calculo 18.
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Cuadro 49. Promedio de células totales, células viables y porcentaje de viabilidad para la

fermentacion a una concentracion inicial de la fuente de nitrégeno de x0.50

Dia d Fase de Celulas totales  Celulas viables Porcentaje de
ia de
» crecimiento promedio promedio viabilidad promedio
fermentacion
celular (células/mL) (células/mL) (%)
0 Lag 6.65x10* 4.54x10% 68.25
Lag
1 1.41x10° 9.49x10* 67.40
Lag
2 1.82x10° 1.27x10° 69.90
Aceleracion
3 2.67x10° 2.02x10° 75.60
Exponencial
7 9.16x10° 6.77x10° 73.85
Exponencial
8 1.45%10° 1.11x10° 76.60
Exponencial
9 2.08x10° 1.56x10° 75.35
Exponencial
10 2.16x10° 1.71x10° 78.65
Exponencial
13 3.91x10° 3.16x10° 80.45
Desaceleracion
14 4.02x10° 3.30x10° 81.80
Estacionaria
15 4.08x10° 3.35x10° 81.90
Estacionaria
16 4.20x10° 3.37x10° 79.90
Estacionaria
17 4.23x10° 3.40x10° 80.30
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Fase de

Células totales

Células viables

Porcentaje de

Dia de
» crecimiento promedio promedio viabilidad promedio
fermentacion ) )
celular (células/mL) (células/mL) (%)
Estacionaria
20 4.28x10° 3.38x10° 78.80
Estacionaria
21 4.21x10° 3.36x10° 79.80
Promedio N/A N/A N/A 76.57
Desviacién N/A N/A N/A 4.80

Las fases del crecimiento celular se definieron cualitativamente al observar la curva de crecimiento celular
de la Figura 17. Los promedios se realizaron con el calculo 14 y la desviacion estandar para una muestra con
el calculo 15.

Cuadro 50. Nitratos totales para cada corrida de la fermentacion a una concentracion inicial de la
fuente de nitrégeno de x0.50

Nitratos totales Nitratos totales

Dia de

corrida 1 corrida 2
fermentacion (£0.05 x10°® g/mL)  (+0.05 x10 g/mL)
0 1.49x10" 1.39x10"
1 1.37x10% 1.28x10
2 1.28x10" 1.25x10*
3 1.17x10% 1.13x10"
7 1.07x10* 1.01x10*
8 7.00x10° 8.90x10°®
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) Nitratos totales Nitratos totales
Diade

fermentacion

corrida 1 corrida 2
(£0.05 x10° g/mL) (£0.05 x10 g/mL)

9 7.80x10° 8.50x10°
10 7.50x10° 8.50x10°
13 5.50x10° 8.50x10°
14 5.70x10° 5.50x10°
15 5.60x10° 5.30x10°
16 5.50x10° 4.30x10°
17 5.00x10° 4.10x10°
20 5.60x10° 3.00x10%
21 5.30x10° 3.20x10°

Los nitratos totales se obtuvieron con el célculo 16. El error asociado al calculo de nitratos totales
se obtuvo con el calculo 26.
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Cuadro 51. Promedio de nitratos totales, pH, salinidad y temperatura para la fermentacion a una
concentracion inicial de la fuente de nitrégeno de x0.50

Fase de Nitratos totales pH Salinidad Temperatura
Dia de crecimiento promedio promedio promedio promedio
fermentacion celular (g/mL) (% (p/p)) °C)
Lag
0 1.44x10* 8.13 1.96 22.3
Lag
1 1.38x10* 8.18 2.00 22.8
Lag
2 1.34x10* 8.32 2.03 22.6
Aceleracion
3 1.25x10* 8.28 2.03 225
Exponencial
7 1.15x10% 8.55 2.02 21.8
Exponencial
8 9.95x10° 8.23 2.01 22.6
Exponencial
9 8.83x10° 8.16 1.98 21.7
Exponencial
10 8.03x10° 8.10 2.01 22.3
Exponencial
13 7.72x10° 8.39 2.03 22.0

Desaceleracién
14 6.87x10° 8.27 2.01 22.3

Estacionaria
15 6.02x10° 8.28 2.02 21.3

Estacionaria
16 5.32x10° 8.25 2.04 20.7

Estacionaria
17 4.97x10° 8.21 2.03 20.6
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Fase de Nitratos pH Salinidad ~ Temperatura

Dia de crecimiento totales promedio promedio promedio
fermentacion celular promedio (% (p/p)) (°C)
(9/mL)

Estacionaria
20 4.58x10° 8.57 2.04 20.9

Estacionaria
21 4.37x10° 8.24 2.02 19.8

Promedio N/A N/A 8.27 2.01 21.7

Las fases del crecimiento celular se definieron cualitativamente al observar la curva de crecimiento celular
de la Figura 17. Los promedios se realizaron con el calculo 14.

Cuadro 52. Desviaciones estandar para las medidas de pH, salinidad y temperatura para la
fermentacion a una concentracion inicial de la fuente de nitrégeno de x0.50

Dia de Desviacion Desviacion estandar Desviacion estandar
fermentacion  estandar pH Salinidad (% (p/p)) Temperatura (°C)
0 0.04 0.01 0.07
1 0.04 0.00 0.21
2 0.04 0.00 0.21
3 0.02 0.01 0.07
7 0.21 0.01 0.14
8 0.12 0.03 0.57
9 0.03 0.01 0.07
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Dia de Desviacion Desviacion estandar Desviacion estandar

fermentacion  estandar pH Salinidad (% (p/p)) Temperatura (°C)
10 0.01 0.00 0.21
13 0.11 0.01 0.28
14 0.03 0.01 0.22
15 0.11 0.01 0.07
16 0.05 0.02 0.00
17 0.18 0.02 0.21
20 0.08 0.01 0.14
21 0.02 0.03 0.35
Promedio 0.07 0.01 0.19

Las desviaciones estandar para una muestra se obtuvieron con el célculo 15.
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Cuadro 53. Promedios suavizados de células viables y nitratos totales comparados con los datos
calculados con Berkeley Madonna para la fermentacion a una concentracion inicial de la fuente
de nitr6geno de x0.50

Células viables Células viables Nitratos totales Nitratos totales
promedio promedio obtenido promedio promedio obtenido
Dia de suavizado con Berkeley suavizado con Berkeley
fermentacion (células/mL) Madonna (g/mL) Madonna
(células/mL) (9/mL)
0 4.54x10* 4.54x10* 1.44x10* 1.44x10*
1 7.01x10* 7.68x10* 1.38x10* 1.41x10*
2 8.91x10* 1.30x10° 1.34x10* 1.35x10*
3 1.41x10° 2.17x10° 1.25x10* 1.25x10*
7 3.35x10° 4.00x10° 1.15x10* 1.19x10*
8 6.62x10° 6.59x10° 9.95x10° 1.11x10*
9 1.11x10° 1.07x10° 8.83x10° 9.85x10°
10 1.46x10° 1.68x10° 8.03x10° 7.97x10°
13 2.14x10° 1.76x10° 7.72x10° 7.59x10°
14 2.72x10° 2.55x10° 6.87x10° 6.05x10°
15 3.27x10° 3.19x10° 6.02x10° 4.79x10°
16 3.34x10° 3.38x10° 5.32x10° 4.41x10°
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Células Células viables Nitratos totales Nitratos totales
Dia d viables promedio obtenido promedio promedio obtenido
fa de
» promedio con Berkeley suavizado con Berkeley
fermentacion )
suavizado Madonna (g/mL) Madonna
(células/mL) (células/mL) (g/mL)
17 3.37x10° 3.40x10° 4.97x10° 4.37x10°
20 3.38x10° 3.40x10° 4.58x10° 4.37x10°
21 3.39x10° 3.40x10° 4.37x10° 4.37x10°

El suavizamiento de datos se obtuvo con el calculo 18.

Cuadro 54. Promedio de células totales, células viables y porcentaje de viabilidad para la
fermentacion a una concentracion inicial de la fuente de nitrogeno de x0.25

Dia d Fase de Células totales ~ Células viables Porcentaje de
ia de
» crecimiento promedio promedio viabilidad promedio
fermentacion ) )
celular (células/mL) (células/mL) (%)
0 Lag 6.21x10* 4.56x10* 73.35
Lag
1 7.62x10* 5.87x10* 77.10
Lag
2 1.18x10° 8.55x10* 73.15
Aceleracion
3 9.85x10° 1.52x10° 80.60
Exponencial
6 3.80x10° 2.73x10° 72.20
Exponencial
7 6.15x10° 4.97x10° 80.85
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Fase de Células totales ~ Células viables Porcentaje de

Dia de
» crecimiento promedio promedio viabilidad promedio
fermentacion ) )
celular (células/mL) (células/mL) (%)

Exponencial

8 4.62x10° 6.80x10° 83.60
Exponencial

9 1.03x10° 8.18x10° 79.50
Exponencial

10 1.74x10° 1.34x106 76.85
Exponencial

13 2.48x10° 1.92x106 77.35
Exponencial

14 3.31x10° 2.70x10° 81.50
Exponencial

15 3.51x10° 2.77x10° 78.80
Exponencial

16 4.18x10° 3.37x10° 80.70

Desaceleracion
17 4.32x10°8 3.44x10° 79.70

Estacionaria

21 4.53x10° 3.53x10° 77.80
Promedio N/A N/A N/A 78.20
Desviacion N/A N/A N/A 3.30

Las fases del crecimiento celular se definieron cualitativamente al observar la curva de crecimiento celular
de la Figura 18. Los promedios se realizaron con el calculo 14 y la desviacion estandar para una muestra con
el calculo 15.
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Cuadro 55. Nitratos totales para cada corrida de la fermentacion a una concentracion inicial de la
fuente de nitrégeno de x0.25

Nitratos totales Nitratos totales

Dia de corrida 1 corrida 2

fermentacion (40,05 x10¢ g/mL) ~ (+0.05 x10° g/mL)

0 7.30x10° 7.20x10°
1 7.20x10° 7.10x10°
2 6.80x10° 6.90x10°
3 6.30x10° 6.40x10°
6 4.20x10° 5.50x10°
7 3.70x10° 4.90x10°
8 3.30x10° 4.30x10°
9 2.30x10° 3.90x10°
10 1.90x10° 2.50x10°
13 1.60x10° 1.70x10°
14 1.50x10° 1.20x10°
15 1.20x10° 1.20x10°
16 8.00x10° 0.00
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Nitratos totales Nitratos totales

Dia de corrida 1 corrida 2

fermentacion (40,05 x10 g/mL) ~ (+0.05 x10° g/mL)

17 0.00 0.00

21 0.00 0.00

Los nitratos totales se obtuvieron con el célculo 16. El error asociado al calculo de nitratos totales
se obtuvo con el calculo 26.

Cuadro 56. Promedio de nitratos totales, pH, salinidad y temperatura para la fermentacién a una
concentracion inicial de la fuente de nitrogeno de x0.25

Fase de Nitratos totales pH Salinidad Temperatura
Dia de crecimiento promedio promedio promedio promedio
fermentacion — cyjar (g/mL) % (p/p)) (°C)
Lag
0 7.25x10° 8.03 2.02 20.5
Lag
1 7.15x10° 8.08 2.03 20.2
Lag
2 6.85x10° 8.21 2.02 215
Aceleracion
3 6.35x10° 8.09 2.03 21.6
Exponencial
6 4.85x10° 8.41 2.00 21.9
Exponencial
7 4.30x10° 8.20 2.02 21.3
Exponencial
8 3.80x10° 8.11 2.01 21.7
Exponencial
9 3.10x10° 8.18 2.04 21.3
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Fase de Nitratos pH Salinidad ~ Temperatura

Dia de crecimiento totales promedio promedio promedio
fermentacion celular promedio (% (p/p)) (°C)
(9/mL)

Exponencial

10 2.20x10° 8.09 2.06 19.6
Exponencial

13 1.65x10° 8.25 2.03 20.3
Exponencial

14 1.35x10° 8.17 2.03 20.6
Exponencial

15 1.20x10° 8.32 2.03 20.4
Exponencial

16 4.00x10° 8.20 2.05 21.8

Desaceleracion
17 0.00 8.30 2.04 21.0

Estacionaria
21 0.00 8.39 2.05 22.2

Promedio N/A N/A 8.20 2.03 21.0

Las fases del crecimiento celular se definieron cualitativamente al observar la curva de crecimiento celular
de la Figura 16. Los promedios se realizaron con el calculo 14.

Cuadro 57. Desviaciones estandar para las medidas de pH, salinidad y temperatura para la
fermentacion a una concentracion inicial de la fuente de nitrégeno de x0.25

Dia de Desviacion Desviacion estandar Desviacion estandar
fermentacion  estandar pH Salinidad (% (p/p)) Temperatura (°C)
0 0.04 0.01 0.07
1 0.04 0.00 0.21
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Dia de Desviacion Desviacion estandar Desviacion estandar

fermentacion  estandar pH Salinidad (% (p/p)) Temperatura (°C)
2 0.04 0.00 0.21
3 0.02 0.01 0.07
6 0.21 0.01 0.14
7 0.12 0.03 0.57
8 0.03 0.01 0.07
9 0.01 0.00 0.21
10 0.11 0.01 0.28
13 0.03 0.01 0.22
14 0.11 0.01 0.07
15 0.05 0.02 0.00
16 0.18 0.02 0.21
17 0.08 0.01 0.14
21 0.02 0.03 0.35
Promedio 0.07 0.01 0.19

Las desviaciones porcentuales se obtuvieron con el calculo 17. Las desviaciones estandar para una muestra
se obtuvieron con el célculo 15.
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Cuadro 58. Promedios suavizados de células viables y nitratos totales comparados con los datos
calculados con Berkeley Madonna para la fermentacion a una concentracion inicial de la fuente
de nitrégeno de x0.25

Células viables Células viables Nitratos totales Nitratos totales
promedio promedio obtenido promedio promedio obtenido
Dia de suavizado con Berkeley suavizado con Berkeley
fermentacion (células/mL) Madonna (g/mL) Madonna
(células/mL) (9/mL)
0 4.56x10* 4.56x10* 7.25x10° 7.25x10°
1 5.21x10* 7.37x10* 7.20x10° 7.16x10°
2 6.32x10* 1.19x10° 7.08x10° 7.01x10°
3 9.86x10* 1.91x10° 6.78x10° 6.76x10°
6 1.70x10° 2.09x10° 6.02x10° 6.68x10°
7 3.07x10° 3.34x10° 5.17x10° 6.20x10°
8 4.83x10° 5.32x10° 4.32x10° 5.44x10°
9 6.65x10° 8.33x10° 3.73x10° 4.29x10°
10 9.46x10° 1.26x10° 3.03x10° 2.65x10°
13 1.36x10° 1.30x10° 2.32x10° 2.45%x10°
14 1.98x10° 1.85x10° 1.73x10° 1.81x10°
15 2.46x10° 2.47x10° 1.40x10° 1.07x10°
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Células Células viables Nitratos totales Nitratos totales
Dia d viables promedio obtenido promedio promedio obtenido
fa de
» promedio con Berkeley suavizado con Berkeley
fermentacion )
suavizado Madonna (g/mL) Madonna
(células/mL) (células/mL) (g/mL)
16 2.94x10° 2.97x10° 9.83x10° 4.68x10°
17 3.19x10° 3.19x10° 5.33x10° 2.07x10°®
21 3.25x10° 3.20x10° 1.33x10°® 1.33x10°®

El suavizamiento de datos se obtuvo con el calculo 18.

Cuadro 59. Promedio de células totales, células viables y porcentaje de viabilidad para la
fermentacion a una concentracion inicial de la fuente de nitrogeno de x0.10

Dia d Fase de Células totales ~ Células viables Porcentaje de
ia de
» crecimiento promedio promedio viabilidad promedio
fermentacion ) )
celular (células/mL) (células/mL) (%)
0 Lag 5.86x10* 4.59x10* 78.85
Lag
1 9.76x10* 7.12x10* 73.15
Lag
2 1.39x10° 9.70x10* 69.65
Aceleracion
3 1.72x10° 1.28x10° 74.25
Exponencial
6 4.03x10° 2.96x10° 73.40
Exponencial
7 5.78x10° 4.49x10° 77.60
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Fase de Células totales ~ Células viables Porcentaje de

Dia de
» crecimiento promedio promedio viabilidad promedio
fermentacion ) )
celular (células/mL) (células/mL) (%)

Exponencial

8 7.94x10° 5.85x10° 73.65
Exponencial

9 9.49x10° 7.00x10° 73.70
Exponencial

10 1.32x10° 1.00x10° 76.10
Exponencial

14 2.90x10° 2.27x10° 78.40

Desaceleracion
15 3.07x10° 2.32x10° 75.50

Estacionaria
16 3.14x10°% 2.35x10° 74.55

Estacionaria
17 3.12x10° 2.35x10° 75.70

Estacionaria
20 3.27x10° 2.18x10° 66.65

Estacionaria

21 3.37x10° 2.23x%10° 66.15
Promedio N/A N/A N/A 73.82
Desviacion N/A N/A N/A 3.79

Las fases del crecimiento celular se definieron cualitativamente al observar la curva de crecimiento celular
de la Figura 19. Los promedios se realizaron con el calculo 14 y la desviacion estandar para una muestra con
el calculo 15.
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Cuadro 60. Nitratos totales para cada corrida de la fermentacion a una concentracion inicial de la
fuente de nitrégeno de x0.10

Nitratos totales Nitratos totales

Dia de corrida 1 corrida 2

fermentacion (40,05 x10¢ g/mL) ~ (+0.05 x10° g/mL)

0 2.50x10° 2.70x10°
1 2.33x10° 2.49x10°
2 1.93x10° 1.93x10°
3 1.54x10° 1.55x10°
6 1.14x10° 1.40x10°
7 1.10x10° 1.40x10°
8 1.10x10° 1.05x10°
9 7.20x10° 1.02x10°
10 5.40x10° 6.10x10°
14 4.00x10¢ 4.10x10¢
15 1.80x10° 3.20x10°
16 1.50x10° 3.00x10°
17 0.00 2.00x10®
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Nitratos totales Nitratos totales

Dia de corrida 1 corrida 2

fermentacion (40,05 x10 g/mL) ~ (+0.05 x10° g/mL)

20 0.00 3.00x10”7

21 0.00 0.00

Los nitratos totales se obtuvieron con el célculo 16. El error asociado al célculo de nitratos totales
se obtuvo con el calculo 26.

Cuadro 61. Promedio de nitratos totales, pH, salinidad y temperatura para la fermentacién a una
concentracion inicial de la fuente de nitrégeno de x0.10

Fase de Nitratos totales pH Salinidad Temperatura
Dia de crecimiento promedio promedio promedio promedio
fermentacion — cyjar (g/mL) % (p/p)) (°C)
Lag
0 2.60x10° 7.64 2.02 20.4
Lag
1 2.41x10° 7.79 2.00 20.6
Lag
2 1.93x10° 8.02 2.02 18.8
Aceleracion
3 1.55x10° 8.07 2.03 21.0
Exponencial
6 1.27x10° 8.49 2.01 20.7
Exponencial
7 1.25x10° 8.13 2.01 20.9
Exponencial
8 1.08x10° 8.08 2.04 21.6
Exponencial
9 8.70x10° 8.15 2.03 21.8
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Fase de Nitratos pH Salinidad ~ Temperatura

Dia de crecimiento totales promedio promedio promedio
fermentacion celular promedio (% (p/p)) (°C)
(9/mL)
Exponencial
10 5.75x10° 8.58 2.01 21.7
Exponencial
14 4.05x10° 8.41 2.03 21.4

Desaceleracion
15 2.50x10® 8.77 1.99 21.4

Estacionaria
16 2.25x10® 8.78 2.00 21.9

Estacionaria
17 1.00x10 8.73 2.02 21.7

Estacionaria
20 1.50%x10”7 8.70 2.02 21.9

Estacionaria
21 0.00 8.73 2.02 22.5

Promedio N/A N/A 8.34 2.01 21.2

Las fases del crecimiento celular se definieron cualitativamente al observar la curva de crecimiento celular
de la Figura 19. Los promedios se realizaron con el calculo 14.

Cuadro 62. Desviaciones estandar para las medidas de pH, salinidad y temperatura para la
fermentacion a una concentracion inicial de la fuente de nitrégeno de x0.10

Dia de Desviacion Desviacion estandar Desviacion estandar
fermentacion  estandar pH Salinidad (% (p/p)) Temperatura (°C)
0 0.06 0.02 0.14
1 0.24 0.01 0.14
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2 0.04 0.03 0.07

3 0.03 0.01 0.21
6 0.07 0.01 0.00
7 0.10 0.01 0.00
8 0.13 0.00 0.21
9 0.07 0.03 0.07
10 0.04 0.02 0.07
14 0.36 0.01 0.00
15 0.04 0.02 0.07
16 0.04 0.01 0.14
17 0.03 0.03 0.21
20 0.01 0.02 0.00
21 0.01 0.02 0.07
Promedio 0.08 0.02 0.09

Las desviaciones porcentuales se obtuvieron con el célculo 17. Las desviaciones estdndar para una muestra
se obtuvieron con el célculo 15.
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Cuadro 63. Promedios suavizados de células viables y nitratos totales comparados con los datos
calculados con Berkeley Madonna para la fermentacion a una concentracion inicial de la fuente
de nitrégeno de x0.10

Células viables Células viables Nitratos totales Nitratos totales
promedio promedio obtenido promedio promedio obtenido
Dia de suavizado con Berkeley suavizado con Berkeley
fermentacion (células/mL) Madonna (g/mL) Madonna
(células/mL) (9/mL)
0 4.59x10* 4.59x10* 2.60x10° 2.60x10°
1 5.85x10* 7.10x10* 2.51x10° 2.47x10°
2 7.14x10* 1.10x10° 2.31x10° 2.28x10°
3 9.86x10* 1.69x10° 1.96x10° 1.98x10°
6 1.73x10° 1.73x10° 1.58x10° 1.96x10°
7 2.90x10° 2.64x10° 1.36x10° 1.83x10°
8 4.43x10° 4.03x10° 1.20x10° 1.64x10°
9 5.78x10° 6.10x10° 1.07x10° 1.34x10°
10 7.61x10° 9.09x10° 8.40x10° 9.13x10°®
14 1.32x10° 1.33x10° 6.17x10° 6.24x10°
15 1.86x10° 1.83x10° 4.10x10°® 3.29x10°®
16 2.31x10° 2.23x10° 2.93x10® 9.30x107
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Células Células viables Nitratos totales Nitratos totales
Dia d viables promedio obtenido promedio promedio obtenido
fa de
» promedio con Berkeley suavizado con Berkeley
fermentacion )
suavizado Madonna (g/mL) Madonna
(células/mL) (células/mL) (g/mL)
17 2.34x10° 2.32x10° 1.92x10® 4.10x107
20 2.29x10° 2.32x10° 1.13x10° 4.10x10”
21 2.25x10° 2.32x10° 3.83x107 3.80x107

El suavizamiento de datos se obtuvo con el calculo 18.

Cuadro 64. Coeficientes R? de las células viables y los nitratos totales, entre datos experimentales

y datos calculados con Berkeley Madonna, para las fermentaciones a distintas concentraciones

iniciales de la fuente de nitrogeno

Concentracién inicial de la

fuente de nitrégeno

Coeficiente R?de

células viables

Coeficiente R? de

nitratos totales

x1.00 0.9921
x0.50 0.9916
X0.25 0.9936
x0.10 0.9968

0.9747

0.9785

0.9720

0.9534

Los coeficientes R? se obtuvieron con el calculo 19.
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Cuadro 65. Porcentaje de lisis celular obtenido para cada muestra de microalgas sometidas a

estrés mecanico por licuadora a distintos tiempos de tratamiento

Meétodo de lisis celular Tiempo del

tratamiento (min)

Porcentaje de
lisis celular (%)

Estrés mecanico con licuadora

Estrés mecanico con licuadora

Estrés mecanico con licuadora

Estrés mecanico con licuadora

Estrés mecanico con licuadora

Estrés mecanico con licuadora

Estrés mecanico con licuadora

Estrés mecanico con licuadora

Estrés mecanico con licuadora

5

10

10

10

15

15

15

2.52

3.92

2.24

8.82

11.48

9.52

11.90

12.18

13.59

El porcentaje de lisis celular se obtuvo con el calculo 27.

Cuadro 66. Porcentaje de lisis celular obtenido para cada muestra de microalgas sometidas a

ultrasonido con el 50% de la amplitud de onda a distintos tiempos de tratamiento

Método de lisis celular

tratamiento (min)

Tiempo del Porcentaje de

lisis celular (%)

Ultrasonido con el 50% de la amplitud de onda

Ultrasonido con el 50% de la amplitud de onda

Ultrasonido con el 50% de la amplitud de onda

5

1.26

1.12

0.70
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Método de lisis celular

Tiempo del

tratamiento (min)

Porcentaje de
lisis celular (%)

Ultrasonido con el 50% de la amplitud de onda

Ultrasonido con el 50% de la amplitud de onda

Ultrasonido con el 50% de la amplitud de onda

Ultrasonido con el 50% de la amplitud de onda

Ultrasonido con el 50% de la amplitud de onda

Ultrasonido con el 50% de la amplitud de onda

10

10

10

15

15

15

1.68

1.40

1.54

2.24

2.10

2.10

El porcentaje de lisis celular se obtuvo con el célculo 27.

Cuadro 67. Porcentaje de lisis celular obtenido para cada muestra de microalgas sometidas a
ultrasonido con el 100% de la amplitud de onda a distintos tiempos de tratamiento

Método de lisis celular

Tiempo del

tratamiento (min)

Porcentaje de

lisis celular (%)

Ultrasonido con el 100% de la amplitud de onda
Ultrasonido con el 100% de la amplitud de onda
Ultrasonido con el 100% de la amplitud de onda
Ultrasonido con el 100% de la amplitud de onda
Ultrasonido con el 100% de la amplitud de onda
Ultrasonido con el 100% de la amplitud de onda
Ultrasonido con el 100% de la amplitud de onda
Ultrasonido con el 100% de la amplitud de onda

Ultrasonido con el 100% de la amplitud de onda

5

5

5

10

10

10

15

15

15

1.54

1.26

1.82

2.38

2.52

2.80

6.44

6.72

5.74

El porcentaje de lisis celular se obtuvo con el calculo 27.
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Cuadro 68. Porcentaje de lisis celular obtenido para cada muestra de microalgas sometidas a
hidrdlisis acida por acido clorhidrico a distintos tiempos de tratamiento

Metodo de lisis celular Tiempo del Porcentaje de
tratamiento (min) lisis celular (%)
Hidrolisis &cida con &cido clorhidrico 1 M 5 0.42
Hidrdlisis acida con acido clorhidrico 1 M 5 0.84
Hidrolisis &cida con &cido clorhidrico 1 M 5 0.42
Hidrolisis &cida con &cido clorhidrico 1 M 10 3.50
Hidrdlisis acida con acido clorhidrico 1 M 10 1.82
Hidrolisis &cida con &cido clorhidrico 1 M 10 1.26
Hidrdlisis acida con acido clorhidrico 1 M 15 2.94
Hidrolisis &cida con &cido clorhidrico 1 M 15 6.30
Hidrolisis &cida con &cido clorhidrico 1 M 15 2.38

El porcentaje de lisis celular se obtuvo con el calculo 27.

Cuadro 69. Porcentaje de lisis celular obtenido para cada muestra de microalgas sometidas a
ultrasonido con el 100% de la amplitud de onda y estrés mecanico por licuadora a distintos
tiempos de tratamiento

Método de lisis celular Tiempo del Porcentaje de
tratamiento (min) lisis celular (%)
Ultrasonido con el 100% de la amplitud 7.5/7.5 11.99

de onda/ Estrés mecénico con licuadora

Ultrasonido con el 100% de la amplitud 7.5/7.5 10.88

de onda/ Estrés mecanico con licuadora

Ultrasonido con el 100% de la amplitud 7.5/7.5 7.95

de onda/ Estrés mecanico con licuadora
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Método de lisis celular Tiempo del Porcentaje de

tratamiento (min) lisis celular (%)
Ultrasonido con el 100% de la amplitud 15/15 14.23
de onda/ Estrés mecanico con licuadora
Ultrasonido con el 100% de la amplitud 15/15 13.11
de onda/ Estrés mecanico con licuadora
Ultrasonido con el 100% de la amplitud 15/15 11.72

de onda/ Estrés mecanico con licuadora

El porcentaje de lisis celular se obtuvo con el célculo 27.

Cuadro 70. Porcentaje de recuperacion de aceite con los distintos métodos de extraccion de aceite

con solventes

Método de solventes Porcentaje de recuperacion (%)
Cloroformo:metanol (2:1) 87.9230
Cloroformo:metanol (2:1) 92.0154
Cloroformo:metanol (2:1) 88.4452
Cloroformo:metanol:agua 84.5762

(5.7:3:1)
Etanol:hexano (1:1) 80.1023

El porcentaje de recuperacion de aceite se obtuvo con el calculo 28.
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Cuadro 71. Balance de masa de las entradas de los sistemas fermentativos

Concentracion  Nitrato  Medio Sal (g) Biomasa Agua(g) Dioxido Dioxido Inversion Total (g)
inicial dela  de sodio /2 del de de biomasa
fuente de (NaNO3) Guillard in6culo carbono  carbono (9)
nitrégeno (o) (0) (9) total (g)  fijado
(9)

x1.00 15000 0.0554 110.0000 0.1476 4509.5595 116.7076 11.6708 13.3405 4737.9700
x0.50 0.7500  0.0554 110.0000 0.1782 4528.1190 116.7076 11.6708 12.6211 4755.8102
x0.25 0.3750 0.0554 110.0000 0.1425 45457669 116.7076 11.6708 12.2104 4773.0474
x0.10 0.1500 0.0554 110.0000 0.1638 4556.3130 116.7076 11.6708 12.0067 4783.3897

* El total no incluye el diéxido de carbono fijado ni la inversidn de biomasa. Se asumio que se fija un 10%
del diéxido de carbono y se consume un 40% del medio /2 Guillard.

Cuadro 72. Balance de masa de las salidas de los sistemas fermentativos

Concentracion Nitrato de Mediode Dioxidode Peérdidas  Total (9)

inicial de la sodio cultivo (g) carbono no (o)
fuente de (NaNOs) () fijado (g)
nitrégeno
x1.00 0.4031 4619.1897 105.0368 0.8400 4737.9700
x0.50 0.2115 4637.9407 105.0368 1.3861 4755.8102
x0.25 0.0000 4655.8001 105.0368 1.8518 4773.0474
x0.10 0.0000 4666.3462 105.0368 2.8603 4783.3897
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C. CALCULOS DE MUESTRA

Caélculo 1. Determinacién de la masa de reactivo necesaria para la preparacion de una solucién de
cierta molaridad

M X PM = Gramos de reactivo

025M X 84.99 g NaNO; _ 21.25 ¢ NaNO
' TmolNaNO, - 42 B7aths

Donde M es molaridad y PM peso molecular. Datos obtenidos del Cuadro 7.

Célculo 2. Determinacion del volumen necesario de la solucion stock de NaNOs; 0.25M para
preparar medio de cultivo de 5 L a una concentracion inicial en g NaNOs/L

y 1 1 1000 mL 3
[Solucién] X — X VF X — X ———— = Volumen en mL solucién NaNO5 0.25M
M M 1L
g NaNO; 1 mol NaNO; 1 L de solucién NaNO3

0.300 X X X
L 84.99 g NaNO3 0.25 mol NaNO;
1000 mL de solucion NaNOz 70,60 mL NaNO
1L desoluciéon NaNO; " L Ratts

Donde [Solucién] es la concentracion de NaNOs a la que se desea preparar el medio de cultivo y VF el
volumen final del medio de cultivo a preparar. Datos obtenidos del Cuadro 7.

Calculo 3. Determinacion de la molaridad de una solucién
[Solucion] . M
X — =
olucion PM
¢ g K,HPO, 1 mol K,HPO,
X
L 136.09 g K,HPO,

Donde [Solucidn] es la concentracion de K,HPO, a la que se desea preparar la solucion. Datos
obtenidos del Cuadro 7.

=3.67x 1072 M

Calculo 4. Gramos de reactivo necesario para preparar una solucion stock a un nuevo volumen

1L
MX ———— XVFXPM = '
1000 L. \Y% Gramos de reactivo
— 1 L de soluciéon K,HPO, »
3.67 x107° M x X 250 mL de solucién K,HPO,

1000 mL de solucién K,HPO,
136.09 g K,HPO, 125 o K.HPO
1mol K,HPO, <7 8h2Hite

Donde VF es el volumen final al que se desea preparar la solucion stock de K,HPO,, . Datos obtenidos
del Cuadro 7.
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Célculo 5. Volumen de reactivo necesario para preparar 45 L de medio de cultivo
V1 X 4’5 = V4_5
0.985 mL x 45 = 44.33 mL

Donde V; es el volumen del reactivo que se necesita para preparar 1 L de medio de cultivo Vs es el
volumen del reactivo que se necesita para preparar 45 L de medio de cultivo. Datos obtenidos del Cuadro
36.

Célculo 6. Volumen de cloroformo necesario para preparar 250 mL de la solucién
cloroformo:metanol (2:1)

250 mL
X 2 = 167 mL de cloroformo

Datos obtenidos del Cuadro 39.

Caélculo 7. Volumen de metanol necesario para preparar 250 mL de la solucién cloroformo:metanol
(2:1)

250 mL — 167 mL = 83 mL . Datos obtenidos del Cuadro 39.

Célculo 8. Volumen de cloroformo necesario para preparar 250 mL de la solucidn
cloroformo:metanol:agua (5.7:3:1)

57X+ 3x+ x =250mL
9.7X = 250 mL

Y = 250 mL
97

Donde X es el volumen por encontrar. Datos obtenidos del Cuadro 40.

X 5.7 = 146.90 mL

Célculo 9. Volumen de metanol necesario para preparar 250 mL de la solucién
cloroformo:metanol:agua (5.7:3:1)

. 250 mL
97

Datos obtenidos del Cuadro 40.

X 3 =77.33mL
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Célculo 10. Volumen de agua destilada necesario para preparar 250 mL de la solucién
cloroformo:metanol:agua (5.7:3:1)

x=220mk L
T T oy _o/m

Datos obtenidos del Cuadro 40.

Célculo 11. Volumen de reactivo necesario para preparar 250 mL de la solucién etanol:hexano
(1:1)

250 mL
2

Datos obtenidos del Cuadro 41.

=125 mL

Célculo 12. Volumen de é&cido clorhidrico al 32% p/v necesario parar preparar 1 L de solucion de
HCI1M

1
Vsolucion X M x PM x HCT = Volumen de HCl al 32% (p/v)

1 mol HCI 36.46 gHCI 100 mL HCl

X X
1 L de soluciénde HCI 1 mol HCl 32 g HCI
= 113.94 mL HCl

1 L de solucién de HCI x

Donde Vsolucién es el volumen que se desea preparar de la solucion de HCI 1 M. Datos obtenidos del
Cuadro 42.

Calculo 13. Volumen de agua destilada necesaria parar preparar 1 L de solucion de HCI 1 M

1000 mL — 113.94 mL = 886.06 mL

Datos obtenidos del Cuadro 42.

Célculo 14. Promedio
X1+X2+X3+"'+ XN
N

(7.70 X 10° + 5.94 X 10* + 5.69 x 10%) células/mL
3

X =

= 5.98 x 10* células/mL

Donde X es el promedio, Xy las muestras analizadas y N la cantidad de muestras analizadas. Datos
obtenidos de los Cuadros 8, 10 y 12.
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Célculo 15. Desviacion estandar para una muestra

_ [Exy X2
N-1

J|7.90— 7.88 |2 +|7.85— 7.88|2 + |7.90 — 7.88 |2

= 0.03

3—-1

Donde o es la desviacion estandar. Cabe resaltar que el calculo de ejemplo fue realizado con las 3
medidas de pH del dia 0 de fermentacion a una concentracion inicial de la fuente de nitrégeno x1.00,
de los Cuadros 9, 11y 13.

Calculo 16. Nitratos totales en g/mL de una muestra diluida 1:10

1g o 1L
1000 mg 1000 mL

Nitratos diluidos mg/L X Factor de dilucién X
= Nitratos totales g/mL

mg NO 1gNO 1L NO
&8 10 x hhat Y =2093x10-483

29.3
1000 mg NO; ~ 1000 mL mL

Datos obtenidos del Cuadro 9.

Caélculo 17. Desviacion porcentual

o
Desviacion porcentual = 3 X 3

818.54 y
5.98 x 10*

Donde 3 fue el valor multiplicado para obtener 3 valores sigma y obtener un rango en el que se
encuentre el 99.7% de la poblacion. Datos obtenidos del Cuadro 8.

3 =5.44%

Calculo 18. Suavizamiento de datos
X1+X2+X3+"'+ XN
N

(4.08 x 10° + 4.08 x 10° + 4.15 x 10°) células/mL
3

Cabe resaltar que el ejemplo se realizé para obtener el Gltimo valor de células viables promedio
suavizado del Cuadro 48.

X =

= 4.10 X 10° células/mL
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Célculo 19. Coeficiente R?
Para este calculo se utilizo la formula de Excel “COEFICIENTE.R2(conocido_y, conocido x)”

COEFICIENTE.R2(columna Células viables promedio suavizado Cuadro 48, columna Células
viables promedio obtenido con Berkeley Madonna Cuadro 48) = 0.9921

Célculo 20. Tiempo de generacion

bo =Ti d L
Tnh) — Lng) — "emPo de generacion
Ln(2)
e = 3.03di
Ln(373 X 106) _ Ln(478 x 105) = 5. ias
Ln(2)

Donde th es el dia en el que termina la fase exponencial del crecimiento celular, tB el dia en el que
comienza la fase exponencial, b es la concentracion celular en el tiempo tb y B es la concentracion

celular en el tiempo tB. Datos obtenidos del Cuadro 8.

Célculo 21. Productividad

AConcentracién celular 1000 mL

X = Productividad
ATiempo 1L roductivida

células
L dia

(4.51 x 10* — 3.73 x 10°) células/mL 1000 mL
~ X = 2.46 x 108
(15 —-0) dia 1L
Cabe resaltar que los cambios en la concentracion celular y en el tiempo se determinaron desde el dia

0 de la fermentacion hasta el punto mas alto en la curva de crecimiento celular donde se formase una
recta tangente a la curva con la pendiente més grande. Datos obtenidos del Cuadro 43.

Calculo 22. Rendimiento total

AConcentracion celular
—AConcentracion de nitrato

= Rendimiento total

células

(4.10 x 10° — 4.51 x 104)—L
m = 1.95 x 101° células/g NO;

—(8.10 x 1075 — 2.91x107%) gNOg
mL

Datos obtenidos del Cuadro 43.
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Célculo 23. Rendimiento de biomasa

Producciéon de biomasa
[—AConcentracién de nitrato] x (Vfbr — Vr)

12.5005 g biomasa
NO;
mL

Donde Vfbr es el volumen al que se llend el fotobiorreactor para la fermentacion y Vr el volumen
retirado de medio debido al muestreo. Datos obtenidos del Cuadro 45.

= Rendimiento de biomasa

= 11.9627 g biomasa/g NO5

[—(8.10 x10-5— 2.91x 10 %) g X (5000 — 24)mL

Célculo 24. Propagacion de error parar sumas y restas

A8 = /(Ax)? + (Ay)? = Propagacion de error para sumas y restas

A8 = /(8.33 x 103)2 + (3.91 x 105)2 = 3.91 x 105

(A8 = 3.91x 105 x — x 1000 = 2.61 x 107 = 0.26 X 10°)

Donde Ax es el error del valor 1 analizado y Ay es el error del valor 2 analizado. En este ejemplo se
evidencia como se calculé la propagacion de error para la productividad. Por eso, Ax corresponde al
error asociado a la concentracion celular inicial y Ay corresponde al error asociado a la concentracion
celular final. Luego fue necesario dividir el error obtenido entre 15 por ser un entero, que corresponde
a los dias en los que se evalu6 la productividad y luego se tuvo que multiplicar por 1000 que
corresponde a la conversion realizada en el calculo para expresar la productividad en términos de
células/L dia. Datos obtenidos del Cuadro 2.

Caélculo 25. Propagacién de error para multiplicacion y division

Ax\? Ay2 ., R
AS =6 (?) + (7) = Propagacion de error para multiplicacién y divisién

AS = 1.95 x 107 x 257 x10° 2+ 189 x 1072 2—215><109
o 4.10 x 106 0.21 T

Donde Axes el error del valor 1 analizado, x es el valor 1 analizado, Ay es el error del valor 2
analizado y y es el valor 2 analizado. En este ejemplo se evidencia como se calcul6 la propagacion
de error para el rendimiento final. Datos obtenidos del Cuadro 2.
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Célculo 26. Propagacion de error por multiplicacion de enteros

A(A x 8) = A x Ax = Propagacion de error por multiplicacién de enteros

A (11? x 0.05) = 0.05 x10°®

Donde Ax es el error del valor 1 analizado, A es el entero por el cual se multiplica el resultado (5) de
la operacidn analizada. En este ejemplo se evidencia como se calculd la propagacién de error para
la medida de nitratos totales. Datos obtenidos del Cuadro 2.

Caélculo 27. Porcentaje de lisis celular
VIAi — VIAf
VIAi

71.4 — 69.60
71..4

X 100 = Porcenteja de lisis celular

X 100 = 2.52%

Donde VIAI es la viabilidad de la muestra de microalgas previo al tratamiento de lisis celular y VIAf
es la viabilidad de la muestra de microalgas posterior al tratamiento de lisis celular. Datos obtenidos
del Cuadro 28.

Calculo 28. Porcentaje de recuperacion de aceite

A
?]ic X 100 = Porcentaje de recuperacion de aceite

Donde Ai es la cantidad de aceite inicial y Af es la cantidad de aceite recuperado. Datos
obtenidos del Cuadro 34.
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D. FOTOGRAFIAS

Figura 26. Muestra de microalgas Nannochloropsis oculata obtenida del reactor de laguna abierta
de la Universidad del Valle de Guatemala analizada en cdmara de Neubauer bajo microscopio a
10x.

Fuente: Propia.

Figura 27. Sistema de dos fotobiorreactores de columna de burbuja ascendente de 8 L marca
Biovantage utilizado para las fermentaciones

Fuente: Propia. Ubicacion: CIT-113, Universidad Del Valle de Guatemala. En el centro puede observarse
los fotobiorreactores que cuentan con luces led rojas externas y a los lados de cada uno se observa la caja
de control en la que se puede medir la temperatura y pH y se puede controlar el flujo de aire del compresor.
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Figura 28. Fotobiorreactores de columna de burbuja ascendente de 8 L con 5 L de medio de
cultivo f/2 Guillard modificado

'_;‘.i_a h'; h’ L !
At T
W b e

’.“ 34 e

Fuente: Propia.

Figura 29. Cambio en el tiempo del cultivo de microalgas N. oculata en fotobiorreactores de
columna de burbuja ascendente de 8 L a una concentracion inicial de la fuente de nitrégeno x1.00

Fuente: Propia.
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Figura 30. Cambio en el tiempo del cultivo de microalgas N. oculata en fotobiorreactores de
columna de burbuja ascendente de 8 L a una concentracion inicial de la fuente de nitrogeno x0.50

| |

Fuente: Propia.

Figura 31. Cambio en el tiempo del cultivo de microalgas N. oculata en fotobiorreactores de
columna de burbuja ascendente de 8 L a una concentracion inicial de la fuente de nitrogeno x0.25

Wi |

M

Fuente: Propia.
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Figura 32. Cambio en el tiempo del cultivo de microalgas N. oculata en fotobiorreactores de
columna de burbuja ascendente de 8 L a una concentracion inicial de la fuente de nitrogeno x0.10

Fuente: Propia.

Figura 33. Biomasa recuperada de la fermentacion de microalgas bajo una concentracion inicial
de la fuente de nitrégeno x1.00

Fuente: Propia.

Figura 34. Biomasa recuperada de la fermentacion de microalgas bajo una concentracion inicial
de la fuente de nitrégeno x0.50

Fuente: Propia.
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Figura 35. Biomasa recuperada de la fermentacién de microalgas bajo una concentracion inicial
de la fuente de nitrégeno x0.25

Fuente: Propia.

Figura 36. Biomasa recuperada de la fermentacién de microalgas bajo una concentracion inicial
de la fuente de nitrégeno x0.10

Fuente: Propia.

Figura 37. Muestras de liquido recuperado de la destilacion para la extraccion de aceite de la
biomasa obtenida en las distintas fermentaciones

Fuente: Propia. Muestra 1 corresponde al aceite vegetal marca ideal utilizado como referencia
para analisis de IR. Muestra 2 corresponde a la fermentacion x1.00. Muestra 3 corresponde a la
fermentacion x0.50. Muestra 5 corresponde a la fermentacion x0.25. Muestra 5 corresponde a la

fermentacion x0.10
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Figura 38. Liquido con presencia de aceite vegetal recuperado de la destilacion para recuperar
aceite de la biomasa producida en la fermentacion bajo una concentracion inicial de la fuente de
nitrégeno x1.00

Fuente: Propia.

Figura 39. Espectro IR del aceite vegetal marca Ideal
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Figura 40. Espectro IR del liquido recuperado de la destilacion correspondiente a la produccion
de microalgas bajo la concentracion inicial de la fuente de nitrégeno x1.00
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Figura 41. Espectro IR del liquido recuperado de la destilacion correspondiente a la produccion
de microalgas bajo la concentracién inicial de la fuente de nitrégeno x0.50
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Figura 43. Espectro IR del liquido recuperado de la destilacion correspondiente a la produccion
de microalgas bajo la concentracién inicial de la fuente de nitrgeno x0.10
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Figura 44. Cultivo de microalgas N. oculata sin dafio celular observado en el microscopio a 40x

Fuente: Propia.

Figura 45. Perfil de poblacién y viabilidad obtenido con el equipo MUSE para el indculo 1
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Figura 46. Perfil de poblacién y viabilidad obtenido con el equipo MUSE para el indculo 2
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Figura 47. Cultivo de microalgas N. oculata observado en el microscopio a 40x posterior a un
tratamiento de lisis celular por estrés mecanico utilizando una licuadora por 15 minutos

Fuente: Propia.

Figura 48. Perfil de poblacion y viabilidad, obtenido con el equipo MUSE, de la muestra 1 de las
microalgas N. oculata posterior a un tratamiento de lisis celular por estrés mecanico utilizando
una licuadora por 15 minutos
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Figura 49. Cultivo de microalgas N. oculata observado en el microscopio a 40x posterior a un
tratamiento de lisis celular por ultrasonido con una amplitud de onda del 50% por 15 minutos

 4 ‘ ‘ ‘
S 1{' '
|‘\‘.,,. ¥ I |

Fuente: Propia.

212



Figura 50. Perfil de poblacion y viabilidad, obtenido con el equipo MUSE, de la muestra 1 de las
microalgas N. oculata posterior a un tratamiento de lisis celular por ultrasonido con una amplitud
de onda del 50% por 15 minutos
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Figura 51. Cultivo de microalgas N. oculata observado en el microscopio a 40x posterior a un
tratamiento de lisis celular por ultrasonido con una amplitud de onda del 100% por 15 minutos

Fuente: Propia.

Figura 52. Perfil de poblacion y viabilidad, obtenido con el equipo MUSE, de la muestra 1 de las
microalgas N. oculata posterior a un tratamiento de lisis celular por ultrasonido con una amplitud
de onda del 100% por 15 minutos
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Figura 53. Cultivo de microalgas N. oculata observado en el microscopio a 40x posterior a un
tratamiento de lisis celular por hidrélisis acida con acido clorhidrico 1 M por 15 minutos

Fuente: Propia.

Figura 54. Perfil de poblacion y viabilidad, obtenido con el equipo MUSE, de la muestra 1 de las
microalgas N. oculata posterior a un tratamiento de lisis celular por hidrélisis acida con acido
clorhidrico 1 M por 15 minutos
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Figura 55. Cultivo de microalgas N. oculata observado en el microscopio a 40x posterior a un
tratamiento de lisis celular por ultrasonido con amplitud de onda del 100% por 7.5 minutos,
seguido de un tratamiento por estrés mecanico inducido por licuadora por 7.5 minutos

Fuente: Propia.
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Figura 56. Perfil de poblacion y viabilidad, obtenido con el equipo MUSE, de la muestra 1 de las
microalgas N. oculata posterior a un tratamiento de lisis celular por ultrasonido con amplitud de
onda del 100% por 7.5 minutos, seguido de un tratamiento por estrés mecanico inducido por
licuadora por 7.5 minutos
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Figura 57. Cultivo de microalgas N. oculata observado en el microscopio a 40x posterior a un
tratamiento de lisis celular por ultrasonido con amplitud de onda del 100% por 15 minutos,
seguido de un tratamiento por estrés mecanico inducido por licuadora por 15 min

p ™

Fuente: Propia.

Figura 58. Perfil de poblacion y viabilidad, obtenido con el equipo MUSE, de la muestra 1 de las
microalgas N. oculata posterior a un tratamiento de lisis celular por ultrasonido con amplitud de
onda del 100% por 15 minutos, seguido de un tratamiento por estrés mecanico inducido por
licuadora por 15 min
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Figura 59. Espectro IR del aceite recuperado con el método de solventes cloroformo:metanol
(2:1)
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Figura 60. Espectro IR del aceite recuperado con el método de solventes
cloroformo:metanol:agua (5.7:3:1)
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Figura 61. Espectro IR del aceite recuperado con el método de solventes etanol:hexano (1:1)
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Figura 62. Aceites recuperados con distintos métodos de extraccion de aceites con solventes

Fuente: Propia. Muestra 1 corresponde al aceite recuperado con la mezcla de solventes cloroformo:metanol
(2:1). Muestra 2 corresponde al aceite recuperado con la mezcla de solventes etanol:hexano (1:1). Muestra
3 corresponde al aceite recuperado con la mezcla de solventes etanol:hexano (1:1).Muestra 2 corresponde

al aceite recuperado con la mezcla de solventes cloroformo:metanol:agua (5.7:3:1).
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Figura 63. Reactor abierto tipo laguna de la Universidad Del Valle de Guatemala

Fuente: Propia.

Fuente: Propia.

Figura 65. Sobres NitraVer 5 Nitrate Reagent para la cuantificacion de nitratos con el equipo
HACH DR 890

Fuente: Propia.
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Figura 66. Aceite vegetal marca ldeal

Fuente: Propia.

Fuente: Propia.

Figura 68. Autoclave Tuttnauer

Fuente: Propia.
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Figura 69. Equipo MUSE

Fuente: Propia.

Figura 70. Medio de cultivo previo a centrifugacion

Fuente: Propia.

Figura 71. Medio de cultivo posterior a la centrifugacion

Fuente: Propia.
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Figura 72. Centrifuga SORVALL RT7

Fuente: Propia.

Figura 73. Recuperacion de biomasa humeda

Fuente: Propia. En el lado izquierdo se puede observar el medio de cultivo sin biomasa y en el lado derecho
la biomasa humeda recuperada del medio de cultivo.

Figura 74. Secado de biomasa en horno

Fuente: Propia.
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Figura 75. Horno secador Symphony

symphony

Fuente: Propia.

Figura 76. Lisis celular inducida con estrés mecanico por licuadora de la biomasa recuperada

Fuente: Propia.

Figura 77. Biomasa posterior al tratamiento de lisis celular mezclada con solventes para la
extraccion de aceite

Fuente: Propia.
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Figura 78. Decantacion de biomasa en solvente

Fuente: Propia.

Figura 79. Kit de destilacion para la recuperacion de solventes y aceite

Fuente: Propia.

Figura 80. Muestra de cultivo de microalgas previo a la lisis celular por estrés mecanico con
licuadora

Fuente: Propia.
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Figura 81. Muestra de cultivo de microalgas posterior a la lisis celular por estrés mecanico con
licuadora

Fuente: Propia.

Figura 82. Procesador ultrasénico dr. Hielscher UP100H

Fuente: Propia.

Figura 83. Sistema para realizar lisis celular mediante ultrasonido

Fuente: Propia.
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Figura 84. Muestra de microalgas sometida a lisis celular por hidrdlisis acida con acido
clorhidrico

Fuente: Propia.

Figura 85. Biomasa seca utilizada en los métodos de extraccién de aceite con solventes

Fuente: Propia.

Figura 86. Biomasa seca con aceite vegetal Ideal para la recuperacion de aceite con solventes

Fuente: Propia.
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Figura 87. Mezcla de biomasa seca y aceite vegetal Ideal con solventes

Fuente: Propia.

Figura 88. Decantacion de biomasa seca con aceite vegetal Ideal en solventes

Fuente: Propia.

Figura 89. Kit de destilacion para la recuperacion de solventes y aceite vegetal Ideal

Fuente: Propia.
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Figura 90. Equipo HACH DR890 utilizado para la cuantificacion de nitratos en el medio de
cultivo

Fuente: Propia.

Figura 91. Medidor salino ATAGO utilizado para cuantificar el porcentaje de salinidad en el
medio de cultivo

Fuente: Propia.

Figura 92. Potenciémetro PCS Testr 35 utilizado para medir el pH del medio de cultivo

Fuente: Propia.
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Figura 93. Conteo celular del dia 0 de la fermentacidn 1 a una concentracion inicial de la fuente

de nitrégeno x1.00 obtenido con el equipo MUSE
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Figura 94. Conteo celular del dia 21 de la fermentacion 1 a una concentracion inicial de la fuente
de nitrégeno x1.00 obtenido con el equipo MUSE
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Figura 95. Conteo celular del dia 0 de la fermentacion 2 a una concentracion inicial de la fuente
de nitrégeno x1.00 obtenido con el equipo MUSE
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Figura 96. Conteo celular del dia 21 de la fermentacion 2 a una concentracion inicial de la fuente
de nitrégeno x1.00 obtenido con el equipo MUSE
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Figura 97. Conteo celular del dia 0 de la fermentacion 3 a una concentracion inicial de la fuente
de nitr6geno x1.00 obtenido con el equipo MUSE
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Figura 98. Conteo celular del dia 21 de la fermentacion 3 a una concentracidn inicial de la fuente
de nitrégeno x1.00 obtenido con el equipo MUSE
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Figura 99. Conteo celular del dia 0 de la fermentacidn 1 a una concentracion inicial de la fuente
de nitr6geno x0.50 obtenido con el equipo MUSE

POPULATION PROFILE WVIABILITY PROFILE

4 4
Live Dead
. 32.9%
& 34 3
S 8
4 :
] zw £
o
= I e
3] S 4
z
it - _ _ 0 - D:bm T
1 2 3 4 0 1 2 4
VIABILITY Dead VIABILITY Dead
Viable Cells / mL : 4.50E+04
Viability % : 67.10 %
Total Cells fmL: 6.71E+04

Figura 100. Conteo celular del dia 21 de la fermentacion 1 a una concentracion inicial de la fuente
de nitrégeno x0.50 obtenido con el equipo MUSE
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Figura 101. Conteo celular del dia 0 de la fermentacion 2 a una concentracion inicial de la fuente
de nitrégeno x0.50 obtenido con el equipo MUSE
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Figura 102. Conteo celular del dia 21 de la fermentacion 2 a una concentracion inicial de la fuente
de nitrégeno x0.50 obtenido con el equipo MUSE
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Figura 103. Conteo celular del dia 0 de la fermentacion 1 a una concentracion inicial de la fuente
de nitrégeno x0.25 obtenido con el equipo MUSE
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Figura 104. Conteo celular del dia 21 de la fermentacion 1 a una concentracion inicial de la fuente
de nitrégeno x0.25 obtenido con el equipo MUSE
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Figura 105. Conteo celular del dia 0 de la fermentacion 2 a una concentracidn inicial de la fuente
de nitr6geno x0.25 obtenido con el equipo MUSE
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Figura 106. Conteo celular del dia 21 de la fermentacion 2 a una concentracion inicial de la fuente

de nitr6geno x0.25 obtenido con el equipo MUSE
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Figura 107. Conteo celular del dia 0 de la fermentacion 1 a una concentracion inicial de la fuente
de nitrégeno x0.10 obtenido con el equipo MUSE
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Figura 108. Conteo celular del dia 21 de la fermentacion 1 a una concentracion inicial de la fuente
de nitrégeno x0.10 obtenido con el equipo MUSE
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Figura 109. Conteo celular del dia 0 de la fermentacion 2 a una concentracidn inicial de la fuente
de nitr6geno x0.10 obtenido con el equipo MUSE
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Figura 110. Conteo celular del dia 21 de la fermentacion 2 a una concentracion inicial de la fuente
de nitrégeno x0.10 obtenido con el equipo MUSE
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Figura 111. Perfil de poblacion y viabilidad, obtenido con el equipo MUSE, de la muestra 1 de las
microalgas N. oculata posterior a un tratamiento de lisis celular por estrés mecénico utilizando
una licuadora por 5 minutos
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Figura 112. Perfil de poblacidon y viabilidad, obtenido con el equipo MUSE, de la muestra 1 de las
microalgas N. oculata posterior a un tratamiento de lisis celular por estrés mecanico utilizando
una licuadora por 10 minutos
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Figura 113. Perfil de poblacién y viabilidad, obtenido con el equipo MUSE, de la muestra 1 de las
microalgas N. oculata posterior a un tratamiento de lisis celular por ultrasonido con una amplitud
de onda del 50% por 5 minutos
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Figura 114. Perfil de poblacion y viabilidad, obtenido con el equipo MUSE, de la muestra 1 de las
microalgas N. oculata posterior a un tratamiento de lisis celular por ultrasonido con una amplitud
de onda del 50% por 10 minutos
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Figura 115. Perfil de poblacién y viabilidad, obtenido con el equipo MUSE, de la muestra 1 de las
microalgas N. oculata posterior a un tratamiento de lisis celular por ultrasonido con una amplitud
de onda del 100% por 5 minutos
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Figura 116. Perfil de poblacidon y viabilidad, obtenido con el equipo MUSE, de la muestra 1 de las
microalgas N. oculata posterior a un tratamiento de lisis celular por ultrasonido con una amplitud
de onda del 100% por 10 minutos
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Figura 117. Perfil de poblacion y viabilidad, obtenido con el equipo MUSE, de la muestra 1 de las
microalgas N. oculata posterior a un tratamiento de lisis celular por hidroélisis &cida con &cido
clorhidrico 1 M por 5 minutos
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Figura 118. Perfil de poblacidon y viabilidad, obtenido con el equipo MUSE, de la muestra 1 de las
microalgas N. oculata posterior a un tratamiento de lisis celular por hidrélisis &cida con &cido
clorhidrico 1 M por 10 minutos
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E. BALANCES DE MASA DE LOS SISTEMAS FERMENTATIVOS

Figura 119. Balance de masa para el sistema fermentativo con una concentracion inicial de la
fuente de nitrdgeno x1.

— » 12.5005 g Biomasa

0.1476 g Biomasa ———

1167076 gCO2 — g N » 105.0368gCO2

1500 g NaNO3 —— g

. . ————» 0.4031 g NaNO3
0.0554 g Medio /2 Guillard ———

110.0000 g Sal ——» = 4619.1897 g Medio de cultivo

45095595 gAgua —— RIS @ (3400 g Pérdidas

TOTAL

4737.9700 ¢ 4737.9700 ¢

*Se asumio un 10% de fijacion del CO; y un consumo del 40% del medio /2 Guillard

Figura 120. Balance de masa para el sistema fermentativo con una concentracion inicial de la
fuente de nitrégeno x0.50

— » 11.2350 g Biomasa

0.1782 g Biomasa ——p»

116.7076 gCO2 — g IR 105.0368 g CO2

0.7500 g NaNO3 ——F ——p

. . ————p=  0.2115 g NaNO3
0.0554 g Medio /2 Guillard ———»

110.0000 g Sal ————» ———» 4637.9407 g Medio de cultivo

4528.11909Agua ————-RERARI @@= ) 3561 g Pérdidas

TOTAL

4755.8102 g 4755.8102 g

*Se asumio6 un 10% de fijacion del CO, y un consumo del 40% del medio f/2 Guillard
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Figura 121. Balance de masa para el sistema fermentativo con una concentracion inicial de la
fuente de nitrégeno x0.25

— » 10.3586 g Biomasa

0.1425 g Biomasa ———p»

116.7076 g CO2 —0op N 105.0368 g CO2
0.3750 g NaNO3 —

] ] —— = 0.0000 g NaNO3
0.0554 g Medio /2 Guillard ———————»

110.0000g Sal ——» ——————— 4655.8001 g Medio de cultivo

45457669 g Agua ————

A 1.8518 g Pérdidas

TOTAL

4773.0474 g 4773.0474 g

*Se asumio un 10% de fijacion del CO2 y un consumo del 40% del medio /2 Guillard

Figura 122. Balance de masa para el sistema fermentativo con una concentracion inicial de la
fuente de nitrégeno x0.10

) — = 9.1464 g Biomasa
0.1638 g Biomasa — g 9

116.7076 g CO2 —m8M — N———————p» 105.0368 g CO2
0.1500 g NaNO3 —

0.0554 g Medio f/2 Guillard —————»

110.0000 g Sal ——»

4556.3130 g Agua —

4783.3897 ¢ 4783.3897 g

*Se asumio6 un 10% de fijacion del CO, y un consumo del 40% del medio f/2 Guillard
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F. GLOSARIO

Algaenano: Polimero alifatico, insoluble, no hidrolizable y muy resistente, que es responsable en
gran parte de la dureza de la pared celular de las microalgas. Se conforma por cadenas rectas de
hasta 30 carbonos, altamente saturadas y unidas por enlaces éter en la posicion terminal y en una o
dos posiciones de la cadena media.

Biocombustible: Biocarburante derivado de materia organica o biomasa, la cual se genera a partir
de procesos biologicos. Es un tipo de combustible renovable y presenta la ventaja de generar menos
gases de efecto invernadero en comparacion con otros tipos de combustibles.

Cémara de Neubauer: Instrumento ampliamente utilizado en biologia para realizar conteos
celulares o de esporas, presentes en un medio de cultivo. Cuenta con divisiones por cuadrantes que
permiten el conteo utilizando un microscopio.

Clorofila: Pigmento de color verde que puede encontrarse en los cloroplastos de las microalgas.
Ademas, es indispensable en el proceso de fotosintesis para que las microalgas pueden obtener
energia a partir de la luz solar y la fijacion de dioxido de carbono.

Espacio-Tiempo: Es el tiempo requerido para tratar un volumen de fluido igual al volumen del
reactor a las condiciones de entrada.

Fotobiorreactor: Sistema disefiado para el cultivo de microorganismos fotoautotrofos. Esta
conformado por una fuente de luz artificial para facilitar la fotosintesis de dichos microorganismos.
Ademas, brinda las ventajas de poder controlar todo el ambiente de cultivo.

Lisis celular: Es el proceso en el que lamembrana celular y/o la pared celular de un microorganismo
se rompe, permitiendo la expulsion de todo el material intracelular. Esto puede ser provocado por
factores externos que lesionan la membrana celular y/o la pared celular hasta romperlas.

Microalgas: Microorganismos eucariotas fotosintéticos que aprovechan la luz solar y fijan diéxido
de carbono para producir biomasa. Pueden encontrarse en aguas saladas y dulces.

Modelo de Droop: Modelo matematico que describe el crecimiento celular de las microalgas y
considera la acumulacion del producto de interés en el interior celular.

Velocidad especifica de crecimiento celular: Es la velocidad a la cual una célula se reproduce para
obtener una nueva generacion.

Viabilidad celular: Caracteristica que permite evaluar la capacidad de una célula sana para
reproducirse y que cuenta con una buena integridad de su membrana celular y/o pared celular.
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