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INTRODUCCIÓN 

Las necesidades energéticas de la población mundial son uno de los desafíos más complejos en la 

actualidad, los combustibles fósiles han suplido la demanda energética durante varias décadas en 

un 85%. Sin embargo, el aumento poblacional, estimado en 1.5 veces mayor a la población actual 

para 2050 (Sajjadi et al., 2018), junto con los impactos ambientales negativos relacionados con el 

uso de petróleo, gas natural y carbón han generado la necesidad de explorar alternativas que 

garanticen la seguridad energética y, a su vez, la mitigación de la contaminación de las matrices 

atmosférica, hídrica y del suelo, así como una explotación sostenible de los recursos naturales en 

una proyección futura. 

La investigación en energías renovables ha propuesto el uso de biocombustibles como una 

alternativa innovadora que comprende el tratamiento y uso de residuos como materia prima para 

la producción energética integrando un enfoque de economía circular (González et al., 2020a). 

Con esta propuesta se busca contribuir a la reducción del cambio climático, uno de los objetivos 

clave a nivel mundial de acuerdo con la Organización de las Naciones Unidas (2015). Sin embargo, 

la remediación del agua representa otro aspecto preocupante en la problemática actual, Walls et al. 

(2019) señala que los riesgos ambientales y de salud pública que conlleva la descarga de aguas 

residuales no tratadas o sin un tratamiento adecuado, 42% de las aguas residuales generadas 

globalmente (Organización de las Naciones Unidas, 2024), repercuten principalmente en países en 

vías de desarrollo donde no existe la infraestructura ni el financiamiento suficiente para lograr un 

tratamiento eficiente. La eutrofización que, con base en el análisis de datos del Programa de las 

Naciones Unidas para el Medio Ambiente (2016) se estima que ha afectado alrededor del 30-40% 

de los lagos y embalses del mundo (Zhang et al., 2021), así como la contaminación de cuerpos de 

agua por metales pesados son algunas de las consecuencias de esta práctica (Cai et al., 2013). Por 

lo tanto, desarrollar tecnología que optimice el tratamiento de aguas residuales es imperativo. 

Al respecto, desde 1946 se ha investigado el tratamiento de aguas residuales con microalgas 

(Caldwell, 1946), si bien los primeros estudios se centraron en la mejora de la calidad del agua, se 

ha demostrado que las microalgas desempeñan un papel ambiental relevante en la reducción de 

emisiones de dióxido de carbono (CO2) y que, a su vez, la biomasa de microalgas puede ser 
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utilizada para la generación de bioproductos de alto valor como los biocombustibles (Velásquez 

et al., 2024). 

Las microalgas asimilan fotosintéticamente nutrientes como N y P que se encuentran generalmente 

en exceso en las aguas residuales y que de no ser removidos pueden causar efectos negativos al 

ser descargadas en cuerpos de agua. Estos nutrientes se destinan al crecimiento celular, siendo las 

microalgas capaces de adaptar su composición bioquímica según la disponibilidad del medio de 

cultivo. Adicionalmente, durante este proceso metabólico generan oxígeno y fijan CO2 atmosférico 

que posteriormente utilizan para la síntesis de biomoléculas: carbohidratos, lípidos y proteínas 

(Alves et al., 2018; Jimenez & Castillo, 2021; Wang et al., 2017). A su vez, los carbohidratos 

acumulados en la biomasa de microalgas son sometidos a un proceso de extracción y conversión 

en azúcares estructuralmente simples que, a través de la fermentación alcohólica dan lugar a la 

producción de bioetanol. 

El bioetanol es principalmente requerido en el sistema de transporte. Este sector representa el 60% 

del consumo global de petróleo y el 15% y 21% de las emisiones totales de gases de efecto 

invernadero (GEI) y CO2 a la atmósfera, respectivamente (Jeswani et al., 2022; Maity & Mallick, 

2022). Debido al aumento de la tasa de consumo de petróleo y los impactos ambientales y 

económicos negativos que conlleva, se ha planteado el uso de biocombustibles como complemento 

y, a largo plazo, como sustituto de los combustibles fósiles (Maity & Mallick, 2022). 

Entre las principales ventajas del uso de microalgas para la producción de bioetanol se destaca que 

su cultivo que no requiere grandes extensiones de terreno ni el uso de tierras cultivables, no 

compromete la seguridad alimentaria y contribuye a evitar la contaminación del suelo y de los 

cuerpos de agua (Jimenez & Castillo, 2021; Sanchez et al., 2017). Así, la producción de bioetanol 

a partir de microalgas se ha proyectado como una alternativa exitosa y realista, destacándose por 

ser una tecnología renovable, ambientalmente favorable y con una perspectiva sostenible que 

además integra el tratamiento de aguas residuales. Se considera que, con la implementación de 

políticas bioenergéticas adecuadas, la generación de empleo especializado y el establecimiento de 

un marco regulatorio apoyado gubernamentalmente puede ser altamente escalable y superar las 

limitantes asociadas a su comercialización ya que, a pesar de ser una tecnología ampliamente 
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estudiada, en la actualidad no se ha consolidado su producción a gran escala (Hossain & Mahlia, 

2019; Maity & Mallick, 2022; Nava et al., 2021; Singh et al., 2019). 

Con base en la identificación de esta necesidad, el presente estudio se orienta a la optimización del 

ámbito operativo del proceso de obtención de bioetanol a partir de microalgas cultivadas en agua 

residual, mediante la estandarización de la metodología general y de las condiciones de operación. 

Esta aproximación se plantea como una estrategia para la reducción y control de la variabilidad 

del proceso, con el objetivo de alcanzar una productividad consistente y reproducible, lo que 

contribuiría a fortalecer la viabilidad del escalamiento de esta tecnología en una perspectiva de 

aplicación futura.  
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I. MARCO TEÓRICO 

I.1. Biocombustibles 

Los biocombustibles han evolucionado progresivamente de acuerdo con la disponibilidad de 

materias primas, así como los aspectos económicos que involucran la viabilidad de su producción. 

Estos se clasifican en primera, segunda, tercera y cuarta generación, de acuerdo con la fuente de 

la materia orgánica utilizada; los biocombustibles de primera generación se producen a partir de 

sustratos agrícolas y materias primas de azúcar y almidón como la caña de azúcar, maíz, sorgo, 

palma y semillas oleaginosas, sin embargo, el requerimiento de tierras cultivables y la competencia 

con la seguridad alimentaria han limitado su aplicación. Aquellos producidos a partir de biomasa 

de residuos lignocelulósicos (residuos agrícolas, forestales, industriales y urbanos tales como 

bagazo de caña de azúcar, poda y restos de madera, paja de cereales y aceite de cocina usado) y 

semillas oleaginosas no comestibles se denominan de segunda generación, no obstante, los 

métodos de pretratamiento para alterar su estructura y lograr la conversión en biocombustibles 

tienen altos requerimientos de energía debido a la estructura recalcitrante de la biomasa. A su vez, 

los biocombustibles de tercera generación, derivados de fuentes microbianas y algas, representan 

una alternativa prometedora, principalmente al no requerir el uso de suelos fértiles ni tierras 

cultivables para su producción (Maity & Mallick, 2022; Sajjadi et al., 2018; Silva et al., 2018; 

Singh et al., 2019). 

El uso de microalgas ha destacado en los biocombustibles de tercera generación por su rápida tasa 

de crecimiento, su rendimiento fotosintético, su alta plasticidad metabólica, un periodo de cosecha 

más corto en comparación con otros tipos de biomasa, una mayor capacidad de fijación de CO2, 

así como el requerimiento de una menor intensidad operativa en su pretratamiento debido a la 

composición simple de sus paredes celulares, además de su capacidad de crecimiento en aguas 

salobres, salinas y residuales mejorando la sostenibilidad del proceso. En lo que respecta a los 

biocombustibles de cuarta generación, estos se distinguen por la aplicación de microorganismos 

(bacterias, levaduras y microalgas) optimizados a través de ingeniería genética y metabólica, con 

el fin de subsanar las limitaciones de eficiencia y rendimiento planteadas en la producción de 

biocombustibles de tercera generación (González et al., 2020a; Jimenez & Castillo, 2021; Maity 

& Mallick, 2022; Sajjadi et al., 2018; Silva et al., 2018; Singh et al., 2019; Yilbaşi, 2025). 
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Actualmente los biocombustibles más convencionales son los de primera generación. Los más 

comercializados son el bioetanol y el biodiesel y se destinan al sector de transporte sin embargo el 

consumo intensificado de recursos para su producción impacta negativamente el suministro de 

alimentos y, a nivel industrial, presentan deficiencias socioeconómicas y ambientales que han 

incentivado la búsqueda de sustratos que permitan la obtención de estos bioproductos de manera 

eficiente y barata (Gracida & Pérez, 2014; Jimenez & Castillo, 2021; Romero et al., 2021). 

El bioetanol, cuya fórmula química es C2H5OH, se obtiene a través de la fermentación por distintos 

microorganismos, de azúcares contenidos en la materia orgánica. A nivel global, las materias 

primas más empleadas en la obtención de bioetanol son el maíz, trigo, sorgo, caña de azúcar, 

remolacha azucarera y melaza (Gracida & Pérez, 2014). El bioetanol se utiliza principalmente 

como aditivo en la gasolina para potenciar su octanaje (gasohol) y en mezclas con diésel para 

reducir las emisiones de gases de combustión (El-Mekkawi et al., 2019). Al respecto, González et 

al. (2020a) menciona que en el sector de transporte la función de los biocombustibles es 

complementar, y no sustituir, el uso de combustibles actuales. No obstante, el uso de bioetanol 

puro, respecto a la gasolina, representa una mejor alternativa debido a su alta biodegradabilidad, 

hasta un 96% de reducción en las emisiones de GEI y toxicidad nula (Romero et al., 2021). 

Estados Unidos es el mayor productor mundial de bioetanol con una cifra de 16.1 mil millones de 

galones en 2024 producido a partir de maíz, en segunda posición se encuentra Brasil con una 

producción de 8.8 mil millones de galones de bioetanol a partir de caña de azúcar, en ambos casos 

el bioetanol es mayormente utilizado como gasohol para transporte vehicular y exportación. 

(Renewable Fuels Association, 2025). Sin embargo, la competencia con la producción de 

alimentos, el uso intensivo de tierras agrícolas, el alto consumo de agua y fertilizantes, la 

deforestación, la pérdida de biodiversidad, así como el impacto limitado en la reducción de 

emisiones de GEI al considerar el ciclo de vida de los biocombustibles de primera generación, 

demuestran la imperatividad de migrar hacia el uso de biocombustibles de tercera generación 

(Jeswani et al., 2020). 

Hasta ahora la producción comercial a gran escala de bioetanol de tercera generación sigue siendo 

bastante limitada, pues sus técnicas y vías de producción aún se encuentran en fase de 

investigación, desarrollo y adaptación a escala piloto en las que se han encontrado barreras técnico-
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económicas que implican altos costos en la implementación de esta tecnología, por esta razón 

comúnmente se denomina como un biocombustible avanzado (Jeswani et al., 2020; Jimenez & 

Castillo, 2021). La aplicación de bioetanol a partir de microalgas más directa que se ha estudiado 

es su uso para el transporte como gasohol, E10 y E5, principalmente, aunque también en mayores 

proporciones (E15, E85) y en general para el funcionamiento de motores de combustión interna. 

La investigación también se ha ampliado a la integración de la producción de bioetanol a partir de 

microalgas en biorrefinerías mediante la extracción de productos de alto valor, como nutracéuticos, 

pigmentos y proteínas y la subsecuente conversión de carbohidratos en bioetanol. Otro enfoque 

interesante es la producción de biocombustibles en rutas combinadas donde inicialmente se 

produce biodiesel a partir de los lípidos contenidos en las microalgas y posteriormente, se utilizan 

los residuos en forma de carbohidratos para la producción de bioetanol, maximizando la 

recuperación energética (Geng et al., 2025; Hossain & Mahlia, 2019). 

I.2. Microalgas en la producción de biocombustibles 

Las microalgas, también conocidas como fitoplancton, son organismos microscópicos unicelulares 

que proliferan en sistemas hídricos como arroyos, ríos, lagos y océanos. En la actualidad se 

conocen más de 50 mil especies de microalgas clasificadas de acuerdo con su estructura celular 

interna, componentes bioquímicos, composición de pigmentos, tamaño y ciclo de vida. Dentro de 

esta clasificación se encuentran las algas verdes pertenecientes al reino Protista que presentan un 

color verde característico debido a la combinación de moléculas de clorofila A y B. Las microalgas 

capturan energía solar de 10 a 50 veces más que las plantas terrestres debido a su estructura 

unicelular o multicelular simplista, se ha reportado que producen el 50% del oxígeno atmosférico 

y fotosintetizan hasta 2 kg de CO2 por kg de biomasa producida. Es a través del proceso de 

fotosíntesis que producen oxígeno, convierten la energía solar en compuestos de energía química 

como el trifosfato de adenosina (ATP) y el fosfato reducido de dinucleótido de nicotinamida y 

adenina (NADPH) y fijan CO2 atmosférico directamente a sus células que actúa como precursor 

para la síntesis de biomoléculas (carbohidratos, lípidos y proteínas) (Maity & Mallick, 2022; 

Sajjadi et al., 2018; Velásquez et al., 2024). Este mecanismo de reacción se explica a partir de la 

ecuación global de la fotosíntesis (Ecuación 1), donde Stirbet et al. (2020) especifica que las 

moléculas de oxígeno (O2) liberadas a la atmósfera son producidas a partir de la oxidación del 

agua (H2O) y no del CO2: 
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Ecuación 1 

6𝐶𝑂2 + 12𝐻2𝑂 + 𝑒𝑛𝑒𝑟𝑔í𝑎 𝑙𝑢𝑚í𝑛𝑖𝑐𝑎 → 𝐶6𝐻12𝑂6 + 6𝑂2 + 6𝐻2𝑂 

El uso de microalgas para la producción de biocombustibles ha adquirido relevancia debido a la 

gran diversidad, historia evolutiva y eficiencia fotosintética de estos organismos, que resultan 

ventajosas frente a otras tecnologías para la producción de biomasa, así como al enfoque sostenible 

en el que puede ser aplicado respondiendo al problema mundial del cambio climático y el 

calentamiento global. Las características intrínsecas de las microalgas les confieren un alto 

potencial como materia prima para la producción de bioetanol. Su composición celular rica en 

carbohidratos (11-50%), como celulosa y almidón, así como la ausencia de lignina y un bajo 

contenido de hemicelulosa, permite procesar un perfil de azúcares más simple en la etapa de 

pretratamiento para producir azúcares fermentables y viabilizar la obtención de bioetanol en 

comparación con la biomasa lignocelulósica. Además, de manera general presentan una alta tasa 

de crecimiento y una rápida acumulación y asimilación de nutrientes del medio de cultivo, 

mostrando una plasticidad metabólica capaz de adaptarse a la variabilidad de condiciones de 

cultivo de manera dinámica. (El-Mekkawi et al., 2019; Gómez, 2016; González et al., 2020c; 

Hossain & Mahlia, 2019; Jimenez & Castillo, 2021; Romero et al., 2021; Sajjadi et al., 2018; Seon 

et al., 2020; Silva et al., 2018). 

El cultivo de microalgas puede clasificarse en fotoautótrofo, donde las microalgas utilizan la luz 

solar como fuente de energía y el CO2 como su única fuente de carbono (carbono inorgánico); 

heterótrofo, donde su energía proviene de compuestos orgánicos (carbono orgánico) en ausencia 

de luz y mixotrófico, donde su crecimiento se basa en la asimilación de CO2 y carbono orgánico 

simultáneamente (Velásquez et al., 2024). Aunque el cultivo autótrofo resulta ambientalmente 

atractivo por la tasa de fijación de CO2 presenta un rendimiento bajo de biomasa, mientras que en 

un cultivo mixotrófico puede lograrse esta condición además de un aumento en la producción de 

biomasa y contenido de carbohidratos (Singh et al., 2019). De acuerdo con la disponibilidad 

nutrimental de carbono, nitrógeno y fósforo, la intensidad lumínica, la temperatura y pH del medio, 

además de la especie de microalgas se define la cinética de crecimiento, siendo capaces de duplicar 

su masa en un tiempo de 1 a 10 días (Gómez, 2016; Valentine et al., 2018). Estos parámetros 

también determinan la composición bioquímica de las microalgas y albergan uno de los principales 

desafíos en la producción de biocombustibles: lograr una alta tasa de crecimiento de microalgas 
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con un alto contenido de biomoléculas debido al requerimiento de grandes volúmenes de 

biocombustibles para hacer el proceso operacional y económicamente viable (Alves et al., 2018; 

Romero et al., 2021). 

En este sentido, el uso de aguas residuales como medio de cultivo para la producción de biomasa 

microalgal se ha estudiado como una respuesta a esta condicionante integrando la remoción de 

nutrientes que en términos de calidad del agua resultan contaminantes y que podrían migrar a otras 

matrices ambientales, atacando otra problemática importante y proporcionando una de las formas 

más sostenibles de producir biocombustibles (Alves et al., 2018; Komolafe et al., 2014; Nava et 

al., 2021; Sajjadi et al., 2018). 

Algunos géneros de microalgas como Chlorella, Chlorococcum, Chlamydomonas, 

Nannochloropsis y Scenedesmus han sido frecuentemente seleccionados para la producción de 

bioetanol por su capacidad de almacenar carbohidratos (Chandrasekhar et al., 2023), el uso de 

Scenedesmus también se ha reportado en el tratamiento efectivo de aguas residuales municipales 

e industriales (Alves et al., 2018). A su vez, confirmando la plasticidad metabólica de las 

microalgas, Hernández et al. (2019) empleó un consorcio microbiano con predominancia de 

Scenedesmus obliquus y Desmodesmus sp. con el fin de intensificar la acumulación de 

carbohidratos y lípidos y con ello la potencial producción de biocombustibles a partir de una 

mezcla de lixiviados de un relleno sanitario con aguas residuales. 

Si bien la literatura señala que las aguas residuales son una fuente favorable para el crecimiento 

de microalgas, así como el agua dulce y el agua salina (Hossain & Mahlia, 2019), someter esta 

tecnología a condiciones ambientales reales es una labor científica que continúa en proceso. 

Existen numerosos estudios enfocados al cultivo de microalgas en aguas residuales en condiciones 

controladas y a nivel de laboratorio no obstante estos no pueden predecir el comportamiento del 

cultivo en condiciones exteriores, donde se presentan cambios en la composición biológica debido 

a la coexistencia con otro tipo de microorganismos como bacterias y hongos, así como a las 

fluctuaciones de irradiación solar, pH y temperatura. 

Una estrategia ante estas limitantes es el uso de microalgas nativas que podrían ser adecuadas para 

los cultivos al aire libre debido a su adaptación a las condiciones ambientales y al exitoso 

desplazamiento de organismos competidores (Sanchez et al., 2017). En este último aspecto, es 
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necesario llevar a cabo un análisis de las interacciones microbianas en cada sistema particular, 

pues en algunos casos la propagación de bacterias inhibe el crecimiento de microalgas al competir 

por nutrientes limitados o producir metabolitos alguicidas extracelulares (Wang et al., 2017). 

Asimismo, la contaminación por organismos depredadores como los rotíferos puede afectar la 

estabilidad y el crecimiento de los cultivos. Al respecto los sistemas de cultivo para el tratamiento 

de aguas residuales pueden clasificarse como abiertos (al aire libre), cerrados (en interiores) o 

híbridos. Los sistemas abiertos resultan económicamente atractivos debido a la practicidad de su 

mantenimiento, así como a su capacidad de operar grandes volúmenes con una menor demanda 

energética y el alcance de una tasa de crecimiento microbiano comparable con los sistemas 

cerrados (Velásquez et al., 2024). 

La investigación en cultivos de consorcios microbianos al aire libre, a largo plazo y en sistemas 

reales de aguas residuales es actualmente limitada. Sin embargo, se ha comprobado la simbiosis 

microalga-bacteria en la degradación y transformación de la materia orgánica, promoviendo el 

crecimiento de las microalgas, la eliminación de nitrógeno y fósforo y la acumulación de metales 

pesados (Cd, Cr, Cu, Pb, Ni, Zn) y compuestos tóxicos (pesticidas e hidrocarburos) en cultivos 

heterotróficos (Gonzalez & de-Bashan, 2023; Zhao et al., 2023). En términos generales, las 

bacterias oxidan la materia orgánica biodegradable y nutrientes presentes en las aguas residuales, 

produciendo CO2, nitratos y fosfatos que son sintetizados y aprovechados por las microalgas para 

su crecimiento (Gómez, 2016). 

La coexistencia de bacterias en el tratamiento de aguas residuales municipales con microalgas 

propicia la remoción de nitrógeno en forma de amonio (NH4
+), nitrato (NO3

-), nitrito (NO2
-) y N 

orgánico. Las microalgas asimilan NH4
+ y NO3

- en mayor proporción para su crecimiento, además 

la remoción de nitrógeno se ve favorecida debido a la nitrificación y desnitrificación bacteriana 

mediante su conversión en N2, cerrando así el ciclo biogeoquímico del N. Este también puede ser 

removido por la volatilización de amoníaco (NH3) cuando existe un aumento de pH, temperatura 

o condiciones de agitación en el cultivo (Wang et al., 2017). 

A su vez, el mecanismo de remoción de fósforo, siendo los ortofosfatos solubles (PO4
3-) la forma 

asimilable por las microalgas, se potencia a través de la acumulación bacteriana intracelular de 

polifosfatos, la liberación de enzimas fosfatasas y en algunos casos, el aumento de la 
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disponibilidad catiónica en aguas residuales (Ca2+ y Mg2+) promoviendo la precipitación de fósforo 

(Fallahi et al., 2021; Komolafe et al., 2024; Wang et al., 2017). En conjunto, esto propicia el 

desarrollo de un sistema biológico capaz de operar bajo diferentes condiciones ambientales y de 

cargas de nutrientes, reemplazando la necesidad de enriquecer el medio de cultivo con sustratos 

orgánicos por el uso de aguas residuales con alto contenido de materia orgánica (Montaño et al., 

2022; Velásquez et al., 2024). 

Otra de las ventajas de los consorcios microalga-bacteria es la optimización del tiempo de 

retención hidráulica (TRH) (Domínguez, 2018). Este parámetro es fundamental ya que determina 

el tiempo de residencia de la biomasa en el cultivo, si el TRH se prolonga demasiado los nutrientes 

pueden ser insuficientes para el crecimiento de las microalgas por otro lado, si el periodo es 

demasiado corto, la remoción de N y P de aguas residuales puede ser ineficiente (Wang et al., 

2017). La determinación del TRH depende de la especie y cepa de los microorganismos presentes 

en el cultivo, así como las condiciones climáticas durante su crecimiento, variando de 5 a 25 días 

(Hossain & Mahlia, 2019). Al respecto, Alves et al. (2018) reportó una correlación inversa entre 

la fase exponencial de crecimiento de microalgas Scenedesmus sp. y el alto consumo de N (NH4
+) 

y P (PO4
3-) en el día 12 de cultivo, a partir de este día se registró una fase estacionaria debido a la 

escasez de nutrientes y desde el día 14, una fase de decaimiento y muerte. Cabe mencionar que en 

este estudio se recomienda llevar a cabo la recolección de biomasa durante la fase estacionaria del 

cultivo ya que se presenta una menor actividad metabólica y movilidad celular. 

En sistemas abiertos la productividad de la biomasa depende en gran medida del tipo de agua 

residual empleada como medio de cultivo, el pH, el TRH, la irradiación solar y la temperatura que 

representa un factor reductivo en la eliminación de nutrientes y que puede incluso dirigir al colapso 

del metabolismo de las microalgas en condiciones de calor o frío extremo. Asimismo, es 

importante la agitación adecuada del cultivo ya que promueve una mejor transferencia de masa, 

evita la sedimentación celular y elimina la estratificación térmica. Respecto a la recolección, es 

necesaria la selección de un método eficiente que reduzca al mínimo la pérdida de biomasa 

valorizable en estos sistemas (Velásquez et al., 2024; Wang et al., 2017). 

Una de las etapas que más dificulta la viabilidad económica y, con ello, la comercialización del 

proceso de obtención de bioetanol a partir de microalgas es precisamente la recolección o cosecha 
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de biomasa que representa hasta el 20-30% de los costos totales de la producción de 

biocombustibles (González et al., 2020a). Esta se asocia con la baja eficiencia de recuperación, los 

grandes requerimientos de energía y algunos métodos empleados que contaminan la biomasa 

mediante la adición de productos químicos (sales metálicas) que interfieren en las etapas 

posteriores (Valeriano et al., 2020; Vielma et al. 2022). En la mayoría de los casos se añade el 

proceso de secado de biomasa, reduciendo su contenido de agua en un 50-70% para la obtención 

de un material sólido y estable, preferentemente triturado, que pueda ser manejado y almacenado 

fácilmente, evitando así la degradación de la biomasa, lo que aumenta sustancialmente los costos 

operativos (Debnath et al., 2021; Vielma et al., 2022). 

Con el propósito de optimizar la recuperación de biomasa se han planteado ciertas 

recomendaciones. Walls et al. (2019) propone el uso de cultivos combinados de microalgas y 

levaduras para la biofloculación de biomasa, facilitando su sedimentación y prescindiendo de 

procesos intensivos para su recuperación. En cuanto al almacenamiento de biomasa, González et 

al. (2020a) y Debnath et al. (2021) sugieren la extracción viable de los compuestos microalgales 

de interés a partir de biomasa húmeda, omitiendo el proceso de secado que también representa 

altos requerimientos energéticos. Es importante señalar que dichas estrategias tienen una mayor 

factibilidad cuando se consideran aplicaciones a gran escala. 

Al respecto, en la producción de biomasa a gran escala, se ha implementado el uso de reactores 

algales de alta tasa (HRAP). Estos son estanques de canal abierto en los que circulan aguas 

residuales poco profundas (0.2-0.7 m) mediante una rueda de paletas que genera una mezcla 

continua y homogénea, permitiendo el crecimiento de microalgas, así como el tratamiento de aguas 

residuales mediante la remoción del 90% de NH4
+, 70% de materia orgánica (DQO) y 50% de 

PO4
3-. Los HRAP se prefieren para el cultivo de microalgas ya que en comparación con otras 

tecnologías de cultivo requieren de bajos costos de construcción, operación y mantenimiento (Li 

et al., 2023; Velásquez et al., 2024). 

I.3. Tratamiento de aguas residuales a partir de microalgas 

A pesar de que la producción de biomasa es el enfoque primordial en la obtención de bioetanol a 

partir de microalgas, el tratamiento de aguas residuales ha adquirido gran importancia en la 

implementación de esta tecnología debido a los beneficios económicos y ambientales que ofrece. 
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Se denominan aguas residuales aquellas que, tras su uso en actividades domésticas, industriales, 

comerciales o ganaderas, presentan una alteración en su composición que afecta negativamente su 

calidad original. De acuerdo con su procedencia, las aguas residuales contienen distintas 

proporciones de materia orgánica, sólidos suspendidos (arenas, grasas, fibras textiles) así como 

otras sustancias químicas y radiactivas, es por eso que deben ser tratadas antes de reusarse en 

servicios al público o reintegrarse al ambiente (Comisión Nacional del Agua, 2024; Secretaría del 

Medio Ambiente, 2014). 

Se estima, de acuerdo con la Organización de las Naciones Unidas (2017) que alrededor del 80% 

de las aguas residuales a nivel mundial se descargaban sin un tratamiento adecuado, causando 

afectaciones a la salud, la economía y el ambiente. Sin embargo, en 2024, esta cifra rondaba el 

42% (Organización de las Naciones Unidas, 2024) lo que representa un avance sustancial en esta 

problemática durante los últimos años. No obstante, aunque a nivel global se observa un progreso 

en el tratamiento de aguas residuales, los países en vías de desarrollo que aún no cuentan con las 

capacidades de infraestructura, tecnología e inversión suficiente para lograr un tratamiento seguro 

y adecuado, continúan siendo afectados por esta situación (Walls et al., 2019). 

En México solamente el 51% de las aguas residuales son tratadas de manera adecuada. Sin 

embargo, se cuenta con un marco regulatorio que ha promovido la evolución de este indicador 

especialmente en esta última década (Comisión Nacional del Agua, 2024). Al respecto se destacan 

la NOM-001-SEMARNAT-2021 que establece los límites máximos permisibles de contaminantes 

en las descargas de aguas residuales en aguas y bienes nacionales, la NOM-002-SEMARNAT-

1996 para la descarga en los sistemas de alcantarillado urbano o municipal, la NOM-003-

SEMARNAT-1997 para aguas tratadas que se reúsen en servicios al público y la NOM-014-

CONAGUA-2003 que establece los requisitos para la recarga artificial de acuíferos con agua 

residual tratada (Comisión Nacional del Agua, 2024, situación del subsector). 

El tratamiento de aguas residuales con microalgas se ha estudiado desde 1946 (Caldwell, 1946). 

Fue en 1957 que se identificó que el costo del tratamiento biológico con microorganismos tenía 

un menor costo al tratamiento químico, no obstante, los costos operativos globales en una planta 

de tratamiento incrementan considerablemente debido al funcionamiento de reactores biológicos 

(Oswald & Gotaas, 1957; Obaidullah et al., 2024). 
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En la actualidad, los procesos biológicos convencionales en las plantas de tratamiento 

corresponden al tratamiento de lodos activados y de filtros percoladores que, si bien son efectivos 

en la remoción de contaminantes orgánicos, en sus efluentes persisten remanentes de N y P en 

concentraciones significativas. La descarga de aguas residuales con estas características puede 

causar el fenómeno de eutrofización en cuerpos de agua de flujo lento y relativamente cerrados 

(lagos, embalses, ríos, humedales). Debido al exceso de nutrientes se estimula la proliferación de 

flora acuática en la superficie de estos cuerpos de agua, impidiendo la transferencia de oxígeno y 

luz solar a las zonas profundas, generando así condiciones hipóxicas que resultan en malos olores, 

el incremento en la turbidez del agua y la muerte de fauna de importancia ecológica (Hernández 

et al., 2019; Obaidullah et al., 2024; Wang, 2024). 

En este sentido, en los últimos años se ha propuesto el tratamiento de aguas residuales con 

microalgas como un tratamiento terciario posterior al sistema de lodos activados, con el fin de 

mejorar la calidad de las aguas residuales y cumplir con los límites permisibles de contaminantes 

establecidos en las normas de descarga (Komolafe et al., 2014). La aplicación de esta tecnología 

al tratamiento de efluentes municipales tratados a nivel secundario resulta bastante prometedora 

debido a su posible reutilización en cuerpos de agua, así como en funciones ornamentales, 

recreativas, de embalse y humidificación, además de considerar que el suministro de aguas 

residuales municipales es continuo y se produce con una alta tasa volumétrica, desplazando la 

necesidad de asignar agua de uso primario para estos fines (Obaidullah et al., 2024; Wang et al., 

2017). 

I.4. Composición y función de lo carbohidratos en microalgas 

En el aprovechamiento de la biomasa microalgal los compuestos de interés se clasifican en 

carbohidratos, lípidos y proteínas. La concentración y proporción de estas biomoléculas varían de 

acuerdo con la especie de microalgas, las características del cultivo y las condiciones ambientales, 

siendo la biomasa con predominancia de carbohidratos la más adecuada para la producción de 

bioalcoholes, mientras que aquella con mayor contenido de lípidos se prefiere para la producción 

de biodiesel y aquella con un nivel más elevado de proteínas para el desarrollo de bioplásticos (El-

Dalatony et al., 2017; Singh et al., 2019; Vielma et al., 2022). 
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Con base en el análisis de más de 40 especies de microalgas (diatomeas, primnesiofitas, 

prasinofitas, clorofitas, eustigmatofitas y criptomonadas) reportado por Brown et al. (1997), la 

composición bioquímica de estos microorganismos varía, en términos generales, entre 5-23% de 

carbohidratos, 7-23% de lípidos y 6-52% de proteínas en peso seco de biomasa. Los géneros 

Desmodesmus y Scenedesmus, pertenecientes a las clorofitas, presentan una amplia aplicación 

biotecnológica y ambiental, especialmente en sistemas abiertos de aguas residuales, debido a su 

alta tolerancia a las variaciones en las condiciones de cultivo (Acevedo et al., 2017; Wang et al., 

2023). En cuanto al contenido de carbohidratos este se encuentra entre 14-25% en el género 

Desmodesmus (Bomer & Leverett, 2024; González et al., 2021; Sriram & Seenivasan, 2015) y 

entre 6-55% en el género Scenedesmus (Alves et al., 2018; Castaño, 2015; Oraby et al., 2023; 

Romero et al., 2021; Silva et al., 2018; Singh et al., 2019; Uguz et al., 2025) dependiendo 

fundamentalmente de las condiciones de cultivo. 

Los carbohidratos son el sustrato para la producción de bioetanol, encontrándose principalmente 

en la pared celular de las microalgas en forma de celulosa, hemicelulosa y pectina y de manera 

intracelular en forma de almidón o glucógeno como materiales de reserva energética (Chen et al., 

2013; Gómez, 2016). Estos carbohidratos de almacenamiento son empleados para el 

mantenimiento de su metabolismo en ausencia de energía fotosintética (Raven & Beardall, 2003) 

mientras que los carbohidratos estructurales sirven como barrera frente a moléculas alguicidas que 

pueden causar la ruptura de la célula (Debnath et al., 2021). 

El fundamento bioquímico de la acumulación de carbohidratos en microalgas consiste en la síntesis 

de CO2 a través de ciclos de luz y oscuridad. En los ciclos de luz los sistemas fotosintéticos de las 

microalgas llevan a cabo la fotólisis del agua, produciendo energía y liberando O2. A su vez en los 

periodos de oscuridad, a través del ciclo de fijación del carbono (ciclo de Calvin-Benson), utilizan 

NADPH y ATP, moléculas de energía obtenidas del ciclo de luz, para la formación de triosas 

(carbohidratos de tres carbonos) a partir de CO2 inorgánico, siendo estas las precursoras de la 

formación de carbohidratos más complejos (Debnath et al., 2021; Stirbet et al., 2020). 

Profundizando en este aspecto, los carbohidratos, también llamados azúcares, se componen de tres 

elementos: carbono, hidrógeno y oxígeno y se clasifican en tres grupos de acuerdo con su 

complejidad estructural: monosacáridos, oligosacáridos y polisacáridos. Los monosacáridos son 



   

 

15 

las moléculas más simples formadas de 3 a 7 carbonos en cadenas lineales con un grupo hidroxilo 

(OH) en su extremo. Según su número de carbonos se denominan triosas (3C), tetrosas (4C), 

pentosas (5), hexosas (6C), siendo la glucosa (C6H12O6) uno de los monosacáridos más importantes 

debido a su valor energético. A su vez, mediante enlaces glicosídicos entre 2 y 20 unidades de 

monosacáridos se da la formación de oligosacáridos, entre los cuales los disacáridos representan 

la forma más conocida como la sacarosa, la lactosa y la maltosa. En cuanto a los polisacáridos, 

estos son carbohidratos complejos compuestos por cientos o miles de monosacáridos lineales o 

ramificados que pueden clasificarse por su función como estructurales o de reserva. La celulosa, 

una molécula lineal, larga y rígida, es un componente de las paredes celulares vegetales y la 

molécula orgánica individual que más abunda en la naturaleza (Gracida & Pérez, 2014; Niaz et al., 

2020). Por otro lado, el almidón, compuesto en su mayor parte por moléculas ramificadas 

(amilopectina) y una fracción menor de moléculas lineales (amilosa), actúa como la principal 

forma de almacenamiento de glucosa y con ello, reserva de energía, en las plantas (Kossmann & 

Lloyd, 2000). 

I.5. Pretratamiento de biomasa microalgal con hidrólisis ácida 

Una de las principales estrategias en la optimización de la producción de biocombustibles líquidos 

radica en el incremento del contenido de carbohidratos de la biomasa microalgal (Debnath et al., 

2021) sin embargo la etapa de su extracción es otro factor limitante. Debido a que la biomasa 

microalgal no es directamente consumible por los microorganismos fermentadores, se requiere un 

proceso de disrupción celular para la extracción de los carbohidratos contenidos en las células de 

las microalgas (Vielma et al., 2022). Además, por su complejidad química, los carbohidratos 

estructurales y de reserva que se encuentran en forma de polisacáridos deben someterse a un 

proceso de pretratamiento para el aumento de su área de superficie efectiva, su transformación en 

monosacáridos fácilmente fermentables y la subsecuente obtención de bioetanol (Chen et al., 2013; 

Maity & Mallick, 2022; Sanchez et al., 2017). 

El pretratamiento de biomasa microalgal para la producción de bioetanol puede llevarse a cabo por 

métodos físicos, químicos y biológicos. La selección debe realizarse de tal manera que el proceso 

sea rentable, energéticamente eficiente, de fácil implementación y que evite la conversión de los 

azúcares fermentables en compuestos no aprovechables (El-Dalatony et al., 2017). La hidrólisis 
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química ácida o alcalina son ampliamente utilizadas como pretratamiento de biomasa. En términos 

generales, la hidrólisis ácida produce el debilitamiento y ruptura de la pared celular de las 

microalgas, así como la sacarificación de los carbohidratos extraídos mediante su conversión en 

monosacáridos, mientras que en la hidrólisis alcalina se produce la alteración estructural a través 

de la saponificación de los lípidos de la pared celular de las microalgas, sin embargo, la liberación 

directa de monosacáridos no es su principal objetivo y por lo tanto, se considera menos eficiente 

(Debnath et al., 2021; Martín et al., 2019). Así, para la obtención de bioetanol es preferido el 

proceso de hidrólisis ácida, además de mostrar una alta eficiencia aplicando bajas concentraciones 

de ácido (Maity & Mallick, 2022). 

Los ácidos que se emplean comúnmente son el ácido sulfúrico (H2SO4), ácido nítrico (HNO3), 

ácido clorhídrico (HCl) y ácido fosfórico (H3PO4) (Maity & Mallick, 2022; Markou et al., 2013). 

No obstante, no se recomienda el uso de H3PO4 ya que se ha reportado un bajo rendimiento de 

sacarificación de carbohidratos en la hidrólisis (Markou et al., 2013). Tampoco se sugiere HCl 

debido a su alta toxicidad, volatilidad y corrosividad que podrían complicar su implementación a 

escala industrial (Consejo Nacional de Investigación, 1998). Por lo que se propone el uso de H2SO4 

y HNO3 en diluciones de 1-3% v/v sometidas a temperaturas de 100-130°C con un tiempo de 

reacción de 15 a 30 minutos, que informan rendimientos de liberación y sacarificación de 

carbohidratos entre 70-80% (Agustini et al., 2019; González et al., 2020a; Silva et al., 2018). 

No obstante, en algunos estudios se han evaluado concentraciones de ácido que varían entre 4-

10% v/v (Romero, 2019; Hernández et al., 2015; Suárez et al., 2021). Al respecto Suárez et al. 

(2021) menciona que la extracción de carbohidratos y su conversión en azúcares reductores resultó 

superior al emplear H2SO4 6% v/v comparado con H2SO4 2% y H2SO4 4% llevando a cabo 

hidrólisis en autoclave. A su vez, Romero (2019) obtuvo una extracción del 70% y sacarificación 

de carbohidratos del 81% al usar H2SO4 5% v/v en un sistema de reflujo por enfriamiento. Si bien, 

estos estudios podrían indicar resultados favorables al aumentar la concentración de ácido, la 

evaluación de Hernández et al. (2015) al aplicar H2SO4 4% v/v, H2SO4 7% y H2SO4 10% reportó 

que el rendimiento de extracción y sacarificación disminuyó al sobrepasar la concentración de 

H2SO4 4% v/v, lo que sugiere el uso de ácido a bajas concentraciones. Cabe mencionar que incluso 

en las mismas condiciones de hidrólisis los rendimientos pueden variar de acuerdo con la 
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composición biológica de la biomasa, por lo que el proceso debe adaptarse para diferentes cepas 

o especies de microalgas que puedan estar presentes (Seon et al., 2020). 

En la bibliografía se reitera que el uso de altas concentraciones de ácido promueve la producción 

de compuestos inhibidores de la fermentación debido a la excesiva degradación de los 

polisacáridos, limitando así la obtención de bioetanol (Maity & Mallick, 2022). Aunque la 

hidrólisis ácida es un proceso práctico y económico puede conducir a la formación de inhibidores 

del proceso de fermentación debido a la descomposición descontrolada de azúcares cuando se 

emplea una alta concentración de ácido o los tiempos de reacción no son controlados con precisión 

(Romero et al., 2021). Esto da lugar a la generación de compuestos derivados del furano como el 

5-hidroximetilfurfural (HMF) y furaldehídos (furfural), formados a partir de la deshidratación de 

hexosas y pentosas, respectivamente. Asimismo, se producen ácidos alifáticos (acético, fórmico y 

levunílico). Estos compuestos resultan tóxicos para el metabolismo de los microorganismos que 

llevan a cabo el proceso posterior de fermentación (Agustini et al., 2019; Gracida & Pérez, 2014; 

Jaramillo et al., 2012), causando daños en el DNA celular e interfiriendo con la actividad 

enzimática de la glucólisis (Ask et al., 2013). Una alternativa ante esta complicación es la remoción 

de inhibidores a través de métodos físicos, químicos y biológicos. Sin embargo, estos no son 

completamente efectivos y, en general, causan la pérdida de azúcares o formación de precipitados 

que requieren retirarse de manera subsecuente (Jaramillo et al., 2012). 

Análogamente, después de la hidrólisis ácida, es necesario neutralizar el hidrolizado o caldo ácido 

a un pH entre 5-6.5 para optimizar la actividad metabólica de los microorganismos fermentadores 

(Maity & Mallick, 2022; Silva et al., 2018; Yang et al., 2019). El hidróxido de sodio (NaOH) es 

generalmente utilizado para la neutralización de hidrolizado de microalgas con H2SO4. Sin 

embargo, la reacción produce sulfato de sodio (Na2SO4) que debe ser removido antes del proceso 

de fermentación (Seon et al., 2020; Silva et al., 2018). 

A pesar de que la hidrólisis química se reconoce como una gran opción para el pretratamiento de 

biomasa microalgal, la hidrólisis enzimática se ha estudiado de manera paralela y actualmente, se 

considera técnicamente viable. Este método biológico consiste en la aplicación de enzimas 

específicas (amilasas, celulasas, hemicelulasas, entre otras) que rompen de manera selectiva 

diferentes tipos de enlaces glucosídicos de los polisacáridos presentes en la pared celular de las 
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microalgas y de manera intracelular, logrando su conversión en monosacáridos sin la generación 

de compuestos inhibidores de la fermentación (Gómez, 2016; Padil et al., 2023).  

Algunas otras ventajas del uso de hidrólisis enzimática son los altos rendimientos de conversión 

de polisacáridos en azúcares fermentables, el uso de temperaturas y presiones suaves, así como su 

bajo impacto ambiental debido al menor requerimiento energético y la mínima generación de 

subproductos contaminantes frente al proceso de hidrólisis ácida. Sin embargo, esta tecnología no 

resulta económicamente factible a escala industrial debido al costo elevado de las enzimas y la 

dificultad de su recuperación, lo que se asocia a la complejidad de los sistemas de producción 

biológica (Debnath et al., 2021; Gómez, 2016; Maity & Mallick, 2022; Seon et al., 2020). Además, 

los tiempos de operación en la hidrólisis enzimática son más largos y a menudo se requiere de 

pretratamientos complementarios para lograr su eficiencia (Gómez, 2016; Padil et al., 2023). 

Es así como la hidrólisis ácida se considera técnica y económicamente más adecuada a escala 

industrial (Seon et al., 2020). A pesar de las desventajas que conlleva su aplicación, se ha reportado 

la practicidad y reproducibilidad de llevar a cabo hidrólisis ácida de biomasa microalgal en 

autoclave debido a las condiciones estándar de operación de 120-121°C, siendo la concentración 

del ácido, la carga orgánica y el tiempo de reacción parámetros ajustables del proceso (Camargo, 

2024; Chng et al., 2019; Hammann et al., 2024; Ho et al. 2013). Además, Hammann et al. (2024) 

afirma que la optimización de este proceso puede alcanzar rendimientos de hasta 91% en la 

extracción de carbohidratos. Una estrategia prometedora en el pretratamiento de biomasa 

microalgal para la producción de bioetanol. 

I.6. Fermentación alcohólica de hidrolizado de microalgas 

Una vez obtenida la solución rica en azúcares fermentables estos son transformados en bioetanol 

mediante el proceso de fermentación alcohólica, un proceso anaerobio llevado a cabo por 

microorganismos. En su mayoría se emplean levaduras como Saccharomyces cerevisiae o Pichia 

stipitis, aunque también algunas bacterias como Zymomonas mobilis o Escherichia coli 

genéticamente modificada (El-Dalatony et al., 2017; Harun et al., 2014). 

El mecanismo bioquímico de la fermentación alcohólica consiste en tres reacciones principales. 

Comienza con la glucólisis, donde una molécula de glucosa (C6H12O6) es transformada en dos 
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moléculas de piruvato (CH3COCOO-), produciendo a su vez la reducción de dos moléculas de 

difosfato de adenosina (ADP) a dos moléculas de ATP, así como la reducción de dos moléculas 

de dinucleótido de nicotinamida y adenina (NAD+) a dos moléculas de NADH. En este proceso 

también se produce agua (H2O) e iones hidrógeno (H+) (Chandel, 2021; Cuellar et al., 2015): 

Ecuación 2 

𝐶6𝐻12𝑂6 + 2𝑁𝐴𝐷
+ + 2𝐴𝐷𝑃 + 2𝑃𝑖 → 2𝐶𝐻3𝐶𝑂𝐶𝑂𝑂

− + 2𝑁𝐴𝐷𝐻 + 2𝐻+ + 2𝐴𝑇𝑃 + 2𝐻2𝑂 

Posteriormente se da la descarboxilación del piruvato, donde cada molécula de piruvato es 

convertida en acetaldehído (CH3CHO) por la enzima piruvato descarboxilasa, que requiere 

tiaminpirifosfato (TPP) y Mg2+, liberando a su vez CO2 (Carbonero, 1975; Cuellar et al., 2015): 

Ecuación 3 

𝐶𝐻3𝐶𝑂𝐶𝑂𝑂
− + 𝐻+

𝑇𝑃𝑃,𝑀𝑔2+

→       𝐶𝐻3𝐶𝐻𝑂 + 𝐶𝑂2 

Después, el acetaldehído se reduce a ion etanol (CH3CH2O
-) mediante la coenzima NADH 

producida en el proceso de glucólisis, generando también NAD+. Finalmente, el ion etanol se 

protona para producir etanol (CH3CH2OH). Esta reacción es catalizada por la enzima alcohol 

deshidrogenasa (Carbonero, 1975; Cuellar et al., 2015): 

Ecuación 4 

𝐶𝐻3𝐶𝐻𝑂 + 𝑁𝐴𝐷𝐻 + 𝐻
+ → 𝐶𝐻3𝐶𝐻2𝑂𝐻 + 𝑁𝐴𝐷

+ 

De tal manera que, en la reacción global de la fermentación alcohólica, los microorganismos a 

partir de una molécula de glucosa producen dos moléculas de etanol y dos moléculas de CO2 como 

subproducto (Cuellar et al., 2015): 

Ecuación 5 

𝐶6𝐻12𝑂6
𝑙𝑒𝑣𝑎𝑑𝑢𝑟𝑎
→      2𝐶𝐻3𝐶𝐻2𝑂𝐻 + 2𝐶𝑂2 

Al respecto Carbonero (1975) menciona que diferentes tipos de carbohidratos pueden ser 

utilizados por microorganismos como sustrato fermentable, desde hexosas como glucosa y 

fructosa; disacáridos como maltosa y sacarosa y polisacáridos como almidón y celulosa. También 
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indica que la selección de levaduras a nivel industrial se realiza con base en el tipo de carbohidrato 

que actúa como sustrato inicial, Candida utilis se emplea frecuentemente en la fermentación de 

pentosas, mientras que S. cerevisiae en la de hexosas, y Candida pseudotropicalis en la de lactosa, 

alcanzando rendimientos de alcohol superiores al 90% en cepas caracterizadas por su gran 

tolerancia alcohólica. 

La producción comercial de bioetanol se basa principalmente en el uso de S. cerevisiae, siendo 

una tecnología plenamente establecida (El-Dalatony et al., 2017). Esta especie tiene la capacidad 

de producir y acumular altas concentraciones de etanol, así como metabolizarlo por respiración a 

través de las rutas de gluconeogénesis y glioxilato. Sin embargo, esto último debe evitarse para 

lograr mayores eficiencias de etanol (Romero et al., 2021). Algunas otras ventajas son su alta 

eficiencia en la fermentación de hidrolizados celulósicos y hemicelulósicos y su capacidad de 

crecer y sostener la fermentación en ausencia de oxígeno, lo que la hace especialmente adecuada 

para procesos industriales (El-Dalatony et al., 2017; Zhang et al., 2023). 

En los últimos años se ha propuesto el uso de levaduras no convencionales o nativas debido a que 

poseen ciertas propiedades de interés tecnológico, tales como el aprovechamiento de sustratos 

complejos y de bajo costo para su nutrición, así como su tolerancia al estrés, a compuestos 

inhibidores de la fermentación y a condiciones ambientales extremas (Radecka et al., 2015). Al 

respecto, Sousa et al. (2021) reporta la metabolización efectiva de carbohidratos y ácidos orgánicos 

por el género de relevancia emergente Cyberlindnera, destacándose Cyberlindnera jadinii como 

una especie capaz de crecer en diversos sustratos y en un amplio rango de temperatura, además de 

asimilar diferentes azúcares como arabinosa, D-xilosa, glucosa, sacarosa y rafinosa y presentar 

tolerancia a las alteraciones ambientales que ocurren en el transcurso del proceso fermentativo. 

C. jadinii es una levadura que puede reproducirse sexualmente a partir de un solo individuo 

(Kurtzman, 2011), pertenece al filo Ascomycota, subfilo Saccharomycotina, clase 

Saccharomycetes, orden Saccharomycetales, familia Saccharomycetaceae y género 

Cyberlindnera. Cabe mencionar que, C. utilis, como también se le ha denominado en algunos 

estudios, es su estado anamorfo que representa la etapa asexual de un hongo, mientras que C. 

jadinii es el estado teleomorfo que especifica la etapa sexual del mismo hongo (Deak, 2007). 



   

 

21 

Además de la selección del microorganismo fermentador, se ha reportado que la producción de 

bioetanol está sujeta a diversos parámetros operativos, principalmente la concentración del inóculo 

(3-15% v/v), la concentración de azúcares fermentables (2-18 g/L), la velocidad de agitación (120-

180 rpm), la temperatura (28-32°C), el pH (5-6.5) y el tiempo óptimo de fermentación (4-48 horas) 

(Camargo, 2024; Chng et al., 2019; El-Mekkawi et al., 2019; Ho et al., 2013; Megawati et al., 

2022; Romero et al., 2021; Silva et al., 2018; Shokrkar et al., 2017; Phwan et al., 2019). 

Una de las técnicas más aplicadas en la optimización del proceso de fermentación es el ajuste de 

la concentración del inóculo del microorganismo a usar (Shokrkar et al., 2017). Silva et al. (2018) 

informó el alcance de la concentración máxima de etanol a las 2.5 horas de fermentación de 

hidrolizados de microalgas aplicando un inóculo de 12.5 g/L de un consorcio de S. cerevisiae y P. 

stipitis en comparación con inóculos de 0.1 g/L y 0.5 g/L que requirieron 12 horas. Aunque las 

concentraciones finales resultaron las mismas en todos los casos, se comprobó que al aumentar el 

inóculo inicial aumentó la velocidad de alcance de la concentración máxima de etanol. 

Otro aspecto importante en los experimentos de fermentación alcohólica de hidrolizados de 

microalgas es que se ha demostrado que el óptimo rendimiento en la producción de bioetanol está 

relacionado con un mayor crecimiento celular y consumo de azúcares fermentables en los 

hidrolizados (Seon et al., 2020). En varios estudios el seguimiento de azúcares fermentables se 

lleva a cabo con la determinación de azúcares reductores (Camargo, 2024; Silva et al., 2018; 

Phwan et al., 2019; Shokrkar et al., 2017). 

En términos generales, los azúcares reductores son carbohidratos que poseen un grupo funcional 

aldehído o un grupo cetona libre que puede ser metabolizado por enzimas de levaduras durante la 

fermentación alcohólica, presentando una estructura simple y accesible para ellas. Algunos 

ejemplos son la glucosa, galactosa, xilosa, arabinosa, maltosa, fructosa y lactosa. Hay azúcares 

que, aunque no son reductores, pueden considerarse fermentables a través de la intervención de 

enzimas adicionales que liberen un grupo funcional reductor antes de fermentar, como es el caso 

de la sacarosa (Zoecklein et al., 1990). 
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I.7. Estandarización del proceso de obtención de bioetanol 

En función de las limitantes que presenta la producción de bioetanol a partir de biomasa microalgal 

como una tecnología técnica y económicamente viable a gran escala, surge la necesidad de 

establecer procedimientos operativos uniformes que reduzcan la variabilidad de los rendimientos 

obtenidos en el proceso de manera general. Si bien la literatura reporta una eficiencia competitiva 

en la acumulación de carbohidratos durante el cultivo de microalgas, así como en su extracción y 

conversión en azúcares fermentables a través del pretratamiento de la biomasa y la posterior 

producción de bioetanol mediante la fermentación alcohólica, se observa una gran variación en las 

condiciones experimentales empleadas. 

En este sentido la estandarización del proceso se considera indispensable para garantizar la validez 

y confiabilidad de la metodología, generar conocimiento científico, reducir errores sistemáticos y 

lograr la optimización del uso de recursos y costos operativos (Jain & Kumar, 2024). En un 

contexto tecnológico también se busca disminuir el consumo de energía y la generación de 

residuos, mientras se mejora la calidad del producto final (González et al., 2020b), en este caso, 

bioetanol. 

La estandarización puede explicarse como la definición y documentación de características 

específicas para adaptar un proceso a un modelo o patrón (Yi et al., 2025), por lo que el análisis 

de la variabilidad experimental es un factor clave en el establecimiento de las condiciones óptimas 

de la obtención de bioetanol a partir de biomasa microalgal. Como referente, Guzmán (2014) a 

través de un estudio metodológico de la producción de bioetanol a partir de mucilago de café 

propuso un protocolo claramente detallado sobre los procesos de tratamiento, pasteurización, 

fermentación y destilación, optimizando así la operación de una planta de biocombustibles. 

En términos de la obtención de bioetanol a partir de biomasa microalgal es importante definir los 

parámetros metodológicos a lo largo de todas las etapas del proceso. Esto contempla la selección 

de la especie microalgal y las condiciones de cultivo que determinan la productividad y el 

contenido de carbohidratos, los métodos de cosecha y acondicionamiento de la biomasa, los 

parámetros de pretratamiento que promueven la liberación de azúcares fermentables, así como las 

condiciones de fermentación alcohólica que influyen en la eficiencia de conversión a bioetanol. 
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I.8. Sostenibilidad y economía circular en la producción de bioetanol a partir de 

microalgas cultivadas en agua residual 

La producción de bioetanol a partir de microalgas cultivadas en agua residual puede enmarcarse 

en los principios de economía circular, una clave en el cumplimiento de políticas públicas y marcos 

regulatorios internacionales orientados al desarrollo sostenible (Khanna et al., 2022). En este 

sentido es conveniente el análisis del alcance de esta tecnología en la solución de las problemáticas 

que comprometen el equilibro ambiental, social y económico que integran el concepto de 

sostenibilidad. 

La sostenibilidad fue definida por la Organización de las Naciones Unidas (1987) como la 

satisfacción de las necesidades del presente que no compromete la capacidad de las futuras 

generaciones para satisfacer sus propias necesidades. A su vez, la Agencia de Protección 

Ambiental de EE. UU. (2025) explica la sostenibilidad a partir del principio de que lo que se 

necesita para la supervivencia y bienestar depende directa o indirectamente del entorno natural, de 

manera que es necesario establecer condiciones que permitan la armonía productiva entre los 

humanos y la naturaleza. Este concepto comprende el equilibrio de tres dimensiones: ambiental, 

enfocada a la preservación de recursos naturales y ecosistemas; social, orientada a la calidad de 

vida e integración social, y económica, dirigida hacia la eficiencia y viabilidad de actividades 

productivas a largo plazo (Purvis et al., 2019). Al respecto, también se destaca el desarrollo 

sostenible como el conjunto de políticas, estrategias y modelos de acción necesarios para lograr la 

sostenibilidad como un objetivo final (Mensah, 2019). 

La producción de bioetanol a partir de biomasa microalgal cultivada en agua residual está 

relacionada con el cumplimiento de la Agenda 2030 para el Desarrollo Sostenible (Organización 

de las Naciones Unidas, 2015) de la que México es país miembro, respondiendo a los Objetivos 

de Desarrollo Sostenible (ODS) específicamente a través del tratamiento de aguas residuales 

mediante la fijación de nutrientes, metales pesados y contaminantes orgánicos por el cultivo de 

microalgas (ODS 6.3), la utilización de biomasa microalgal como fuente de energía renovable 

(ODS 7.2), la modernización de infraestructura en las plantas de tratamiento para la 

implementación de la producción de biomasa microalgal (ODS 9.4), el fomento del modelo de 



   

 

24 

economía circular al transformar una corriente de residuos en un producto de valor (ODS 12.5) y 

la reducción en las emisiones de GEI al sustituir combustibles fósiles (ODS 13.2). 

En algunas ocasiones el término de sostenibilidad se emplea indistintamente de la sustentabilidad 

sin embargo es importante diferenciarlos por la magnitud de su ámbito. Como ya se comentó, la 

sostenibilidad está dirigida hacia la armonía de la dimensión ambiental, social y económica a largo 

plazo. No obstante, la sustentabilidad tiene una perspectiva operativa asociada a la capacidad de 

un sistema de autoabastecerse mediante la regeneración de sus insumos y la gestión eficiente de 

sus residuos, por lo que su alcance se limita a la dimensión ambiental y en ciertos casos económica 

(Zarta, 2018). 

La producción de bioetanol a partir de biomasa microalgal cultivada en agua residual, como 

tecnología, se considera sustentable ya que su enfoque es principalmente ambiental y económico 

debido al aprovechamiento de corrientes de residuos renovables (aguas residuales), su tratamiento 

para mejorar la calidad del agua y la simultánea producción de microalgas y obtención de un 

bioproducto (bioetanol) altamente valorizable. No obstante, de manera aplicativa y con una 

perspectiva a largo plazo, su contribución a las tres dimensiones de la sostenibilidad constituye 

una estrategia fundamental para el desarrollo sostenible pues orienta las prácticas productivas 

hacia la reducción de impactos ambientales, mejorar la calidad de vida y sostener los sistemas 

económicos a través de la innovación tecnológica y la economía circular. 

En cuanto a la economía circular, esta se define como un modelo de producción y consumo que 

implica el uso responsable y cíclico de recursos, materiales y productos existentes en el sistema 

productivo todas las veces que sea posible para crear un valor añadido, promoviendo la 

minimización de la generación de residuos desde el diseño de bienes y servicios y la 

desvinculación del crecimiento económico del uso de los recursos naturales. Al respecto se 

establecen diez estrategias de economía circular en un marco R: rechazar, repensar, reducir, reusar, 

reparar, reacondicionar, remanufacturar, readaptar, recuperar y reciclar (Ministerio de Ambiente y 

Energía, s.f.; Moraga et al., 2019; Parlamento Europeo, 2023). 

La producción de bioetanol a partir de biomasa microalgal cultivada en agua residual actúa, a su 

vez, en el marco de economía circular a través de la potencial sustitución de combustibles fósiles 

por biocombustibles renovables (rechazar); la integración del tratamiento de aguas residuales con 
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la producción energética en un sistema unificado (repensar); el reúso del agua residual como medio 

de cultivo para las microalgas (reusar) y la fijación de nutrientes presentes en las aguas residuales 

principalmente nitrógeno y fósforo en las microalgas, así como su aprovechamiento en la 

producción de energía renovable (recuperar y readaptar) (Domínguez, 2018; Wang et al., 2017). 

A su vez, se puede incluir la estrategia de reciclar ampliando el enfoque de esta tecnología a través 

del uso de la biomasa residual de la obtención de bioetanol para la producción de biocombustibles 

gaseosos (biogás y biohidrógeno) (Jimenez & Castillo, 2021). 

En relación con lo anterior, diversos estudios han orientado sus investigaciones hacia el desarrollo 

de sistemas de biorrefinería, donde no se limita el uso de la biomasa a la producción de un solo 

biocombustible, sino que se busca el aprovechamiento de las porciones residuales para la 

obtención de numerosos bioproductos de valor a través de procesos en serie, consolidando así la 

viabilidad económica de la producción de biocombustibles de tercera generación, la principal 

barrera en su implementación a gran escala. Sin dejar de lado la importancia de su compromiso 

con la minimización de impactos ambientales y la mitigación del cambio climático (Dasan et al., 

2019; El-Dalatony et al., 2017; González et al., 2020a; Hammann et al., 2024; Jimenez & Castillo, 

2021). 

Cabe mencionar que, para comprender y delimitar los alcances de la economía circular, la 

Comisión Europea (s.f.) ha establecido un marco de seguimiento basado en indicadores de 

economía circular clasificados en 5 categorías, dentro de las que son aplicables para la producción 

de bioetanol a partir de biomasa microalgal cultivada en agua residual: 1. Producción y consumo: 

la productividad de los recursos. 2. Gestión de residuos: las tasas de reciclaje para corrientes de 

residuos específicos. 3. Materias primas secundarias: la tasa de uso circular de materiales y el 

comercio de materias primas reciclables. 4. Competitividad e información: la promoción de 

procesos industriales innovadores, así como la inversión privada, el empleo y el valor añadido 

bruto relacionados con los sectores de economía circular. 5. Sostenibilidad y resiliencia globales: 

la huella de consumo, las emisiones de GEI derivadas de las actividades productivas y la 

autosuficiencia de materias primas seleccionadas para la producción (D’Adamo et al., 2024). Por 

lo que para evaluar la eficiencia de este proceso en su contribución a la economía circular resulta 

pertinente la determinación de estos indicadores.  
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II. ANTECEDENTES 

La producción de bioetanol a partir de microalgas ha sido ampliamente investigada. Sin embargo, 

en la mayoría de los estudios se emplean sistemas cerrados y en condiciones estériles para el 

cultivo de microalgas, controlando su composición biológica y utilizando medios de cultivo 

sintéticos que, generalmente, resultan en un alto contenido de carbohidratos aprovechables para la 

obtención de bioetanol. Este factor es clave en la determinación del rendimiento global del proceso, 

por lo que es pertinente analizarlo en condiciones ambientales reales, haciendo uso de aguas 

residuales como medio de cultivo. Esto permite comprender de manera precisa los alcances de la 

tecnología y, en particular, identificar las áreas de oportunidad orientadas a la optimización del 

proceso, con el fin de lograr un rendimiento global ambiental y económicamente satisfactorio. 

Al respecto, en la Tabla 1 se muestra la composición bioquímica (carbohidratos, lípidos y 

proteínas) de cultivos de Scenedesmus y Desmodesmus bajo distintas condiciones de crecimiento, 

donde se observa que los cultivos crecidos en aguas residuales presentan un menor contenido de 

carbohidratos (6-16% en peso seco de biomasa) respecto a los que fueron enriquecidos con medio 

nutritivo sintético (21-55%), a excepción de Alves et al. (2021) que obtuvo una porcentaje de hasta 

44% de carbohidratos empleando aguas residuales como fuente de nutrientes. 
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Tabla 1. Composición bioquímica (carbohidratos, lípidos y proteínas) de microalgas 

Especies de 

microalgas 
Condiciones de cultivo CHO (%)* Lípidos (%)* Proteínas (%)* Referencia 

Desmodesmus sp. 

VIT 

Medio nutritivo sintético. 

Fotobiorreactor de placa plana 

continua (PBR).                      

Iluminación artificial. 

25.4 12.5 SD 

Sriram & 

Seenivasan 

(2015)  

S. obliquus 

Medio nutritivo sintético. 

Fotobiorreactor de placa plana 

continua (PBR).                    

Iluminación artificial 

45.9 ± 4.5 25.34 ± 0.64 33.63 ± 4.04 
Silva et al. 

(2018) 

S. obliquus UTEX 

393 

Medio nutritivo sintético.  

Fotobiorreactores (2L).            

Iluminación artificial. 

55.4 22.6 20.2 
Singh et al. 

(2019) 

Scenedesmus sp. 

Medio nutritivo sintético.  

Matraces (0.5L).            

Iluminación artificial. 

22 SD SD 
Oraby et al. 

(2023) 

Desmodesmus XB 
Medio nutritivo sintético. 

Iluminación artificial. 
21± 6.3 32± 3.4 50± 0.9 

Bomer & 

Leverett (2024) 

Scenedesmus sp. 

Medio nutritivo sintético.  

Fotobiorreactor de placa plana 

continua (PBR) 10 L.                      

Iluminación artificial. 

54 34.8 SD 
Uguz et al. 

(2025) 

Consorcio con 

predominancia de 

Scenedesmus sp. 

Agua residual municipal.       

Fotobiorreactores de PET (5L)                     

Iluminación artificial 

7.0± 0.9 SD SD 
Romero et al. 

(2021) 

Consorcio con 

predominancia de 

Desmodesmus sp. 

Agua residual municipal.              

Reactores (10 L).                                                  

Iluminación artificial 

14.3± 0.9 11.2±0.4 26±0.5 
González et al. 

(2021) 

Consorcio con 

predominancia de      

S. obliquus 

Agua residual municipal. 

HRAP 
15.7 3.8 33.4 Castaño (2015) 

Consorcio con 

predominancia de 

Scenedesmus sp. 

Agua residual municipal.          

HRAP (30 L).                                               

Iluminación artificial 

6-44 3-7.5 SD 
Alves et al. 

(2018) 

Consorcio con 

predominancia de 

Desmodesmus sp., 

Scenedesmus sp. y          

S. obliquus. 

Agua residual municipal.         

HRAP (30 L).                           

Iluminación artificial 

11.7± 1.5 6.1±0.2 30±0.4 
Nava et al. 

(2021) 

Consorcio con 

predominancia de 

Desmodesmus sp. 

y   S. obliquus 

Agua residual municipal.        

HRAP (30 L).                           

Iluminación natural y artificial 

6.33-8.57 SD SD 
Camargo 

(2024) 

*% en peso seco de biomasa 

CHO: carbohidratos 

SE: sin especificar 

SD: sin determinar 

PET: tereftalato de polietileno 

HRAP: reactores algales de alta tasa 
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Otro factor determinante en la producción de bioetanol a partir de biomasa microalgal corresponde 

a la extracción de carbohidratos y su conversión en azúcares simples susceptibles de ser 

fermentados en una etapa posterior. La hidrólisis ácida es un método comúnmente utilizado para 

este fin, Ho et al. (2013) empleó hidrólisis ácida en autoclave (121°C, 20 min) de un cultivo de S. 

obliquus (CNW-N) con H2SO4 2% v/v obteniendo un rendimiento de glucosa del 96-98%, además 

determinó una eficiencia de hidrólisis similar entre el uso de biomasa húmeda y biomasa seca, 

recomendado omitir el proceso de secado para la disminución de costos operativos. A su vez, bajo 

condiciones análogas de hidrólisis en autoclave (H2SO4 2% v/v, 120°C, 30 min), Sanchez et al. 

(2017) logró la recuperación más alta de carbohidratos correspondiente al 95% empleando una 

carga de biomasa de 100 g/L de Desmodesmus sp., su estudio comprendió la variabilidad de H2SO4 

(0.5-4% v/v), carga de biomasa (25-100 g/L), así como temperatura (60-120°C) y tiempo en 

autoclave (15-60 min).  

Por su parte, Silva et al. (2018) alcanzó la recuperación de carbohidratos entre 70-80% utilizando 

H2SO4 3% v/v, 120°C y 30 min en autoclave, así como una carga óptima de biomasa de 50 g/L de 

S. obliquus, indicando que al exceder tal carga de biomasa se produjo una viscosidad que limitó la 

extracción de carbohidratos. En su caso, comparó la efectividad del ácido clorhídrico frente al 

ácido sulfúrico en la hidrólisis ácida, resultando H2SO4 el más adecuado para la obtención de 

azúcares reductores. De manera general, en los estudios de hidrólisis ácida de biomasa microalgal 

se observa una mayor extracción de carbohidratos y conversión en azúcares reductores, así como 

una menor producción de compuestos inhibidores de la fermentación al emplear H2SO4 1-3% v/v 

en un sistema de hidrólisis en autoclave (120°C-121°C, 20-30 min), recomendado por su eficiencia 

y practicidad (Camargo, 2024; El-Mekkawi et al., 2019; Hammann et al., 2024; Ho et al., 2013; 

Sanchez et al., 2017; Silva et al., 2018; Tu et al., 2026) 

En el caso particular de Romero (2019) que empleó un sistema de hidrólisis de reflujo por 

enfriamiento, el uso de H2SO4 5% v/v a 90°C durante 120 min resultó en la recuperación del 70% 

de carbohidratos y 81% de conversión en azúcares reductores de un consorcio microalgal con 

predominancia de Scenedesmus sp. Sin embargo, Camargo (2024) que profundizó en el estudio de 

un consorcio microalgal con predominancia de Desmodesmus sp. y S. obliquus, determinó la 

obtención de una mayor cantidad azúcares reductores al emplear H2SO4 2.7% v/v frente a H2SO4 

5% v/v en un sistema de hidrólisis en autoclave (120°C, 25 min), infiriendo que una mayor 
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concentración de ácido promueve la formación de compuestos inhibidores y, con ello, la limitación 

de la recuperación de azúcares reductores. No obstante, en este estudio la biomasa fue sometida a 

un pretratamiento con ozonación que incrementó la eficiencia de la recuperación de azúcares. 

Respecto a la fermentación de azúcares reductores y la obtención de bioetanol a partir de 

microalgas, Sanchez et al. (2017) empleó S. cerevisiae como microorganismo fermentador a una 

densidad óptica medida a 600 nm (DO600 nm) de 0.25 en hidrolizados de Desmodesmus sp. 

produciendo 0.23 g etanol/ g biomasa a las 30 horas de fermentación comprobando la eficiencia 

de esta levadura, la cual es ampliamente utilizada en la industria fermentativa (Hossain & Mahlia, 

2019). De manera similar, Chng et al. (2019) recuperó 0.21 g etanol/ g biomasa con el uso de 

Saccharomyces diastaticus en hidrolizados de Scenedesmus dimorphus (UTEX 1237), en este 

estudio se observó un mejor rendimiento de etanol a las 24 horas de fermentación respecto a las 

48 horas, pues se detectó una disminución en el contenido de etanol al prolongar el tiempo de 

reacción sugiriendo que, al agotarse los carbohidratos disponibles en el medio, las levaduras lo 

consumieron para su propio crecimiento. A su vez, Ho et al. (2013) utilizó Z. mobilis a una DO de 

2.0 obteniendo 0.21 g etanol/g biomasa de S. obliquus (CNW-N) en un tiempo de 4 h, lo que indica 

que la reducción del tiempo de fermentación resulta una opción viable para optimizar el proceso 

de obtención de bioetanol. 

En cuanto al uso de microalgas cultivadas en aguas residuales la productividad de bioetanol es 

significativamente menor, esencialmente por la baja acumulación de carbohidratos en los cultivos, 

Romero (2019) reporta 0.022 g etanol/g biomasa de un consorcio microalgal con predominancia 

de Scenedesmus sp. con un contenido inicial de carbohidratos equivalente al 7% en peso seco de 

biomasa, para el que empleó Candida sp. como microorganismo fermentador a una DO600 nm de 

0.1, presentando un tiempo óptimo de 30 h de fermentación equivalente a la producción de 0.46 g 

de etanol/ g glucosa. Por su parte, Camargo (2024) que utilizó un consorcio microalgal con 

predominancia de Desmodesmus sp. y S. obliquus con un contenido inicial de 8.6% de 

carbohidratos, registra 0.066 g etanol/ g biomasa a las 8 horas de fermentación utilizando C. utilis 

a una DO600 nm de 0.1. En contraste, El-Mekkawi et al. (2019) obtuvo 0.188 g etanol/g biomasa a 

las 44 horas de fermentación de un cultivo con predominancia de Microcystis sp. desarrollado en 

aguas residuales sin embargo la mayor productividad en este caso se atribuye a la elevada 
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acumulación inicial de carbohidratos, correspondiente al 45%, así como al empleo de S. cerevisiae 

como levadura fermentativa. 

En conjunto, estudios previos han demostrado el potencial de la biomasa microalgal para la 

producción de bioetanol de tercera generación integrando el uso de aguas residuales como medio 

de cultivo. No obstante, la literatura indica una limitada estandarización de los parámetros 

asociados a la hidrólisis como método de pretratamiento de la biomasa, así como al 

aprovechamiento de los carbohidratos microalgales, además de presentar una variabilidad 

significativa en los rendimientos reportados. Dicha inconsistencia metodológica dificulta la 

comparación de resultados y, con ello, la evaluación integral del proceso desde un enfoque de 

sostenibilidad y economía circular. A partir de lo anterior, el presente estudio resulta relevante al 

aportar datos sistematizados que fortalecen la base científica orientada a la optimización del 

proceso y a la viabilidad de su escalamiento en la producción de bioetanol de tercera generación. 
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III. OBJETIVOS E HIPÓTESIS 

III.1. Objetivo general 

Estandarizar el proceso de obtención de bioetanol a partir de microalgas cultivadas en agua 

residual, afinando la metodología experimental tanto para el pretratamiento con hidrólisis ácida 

como para la fermentación alcohólica, con el fin de establecer un patrón de repetibilidad en la 

totalidad del proceso. 

III.2. Objetivos específicos 

• Promover la liberación de carbohidratos contenidos en biomasa microalgal y su conversión en 

azúcares reductores mediante el pretratamiento con hidrólisis ácida, aplicando dos diferentes 

concentraciones de H2SO4 (2.7% v/v y 5% v/v). 

• Afinar el proceso de fermentación alcohólica para el aprovechamiento de los azúcares 

reductores obtenidos de la biomasa hidrolizada utilizando la levadura C. jadinii. 

• Establecer un patrón de agotamiento de azúcares reductores en el proceso de fermentación 

alcohólica con base en la concentración del inóculo. 

• Determinar el rendimiento de la obtención de bioetanol mediante cromatografía líquida de alta 

resolución (HPLC). 

• Comprobar la repetibilidad del proceso para la obtención de bioetanol bajo las condiciones 

experimentales propuestas. 

III.3. Hipótesis 

La estandarización del proceso para la obtención de bioetanol a partir de biomasa microalgal 

permitirá establecer un patrón específico para la extracción de carbohidratos totales durante la 

hidrólisis ácida, así como un patrón para el agotamiento de azúcares reductores en la etapa de 

fermentación alcohólica, asegurando de este modo la repetibilidad del proceso experimental. 
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IV. METODOLOGÍA EXPERIMENTAL 

IV.1. Metodología general para la obtención de bioetanol 

En este estudio se llevó a cabo la obtención de bioetanol a partir de biomasa microalgal cultivada 

en agua residual a través de una metodología general (Figura 1) que consistió en el cultivo de 

microalgas en agua residual, la cosecha y secado de biomasa microalgal, el pretratamiento de la 

biomasa microalgal con hidrólisis ácida, la reactivación de la levadura C. jadinii como 

microorganismo fermentador, la preparación del inóculo de levadura para el proceso de 

fermentación, la fermentación alcohólica y la determinación de la obtención de bioetanol por 

cromatografía líquida de alta resolución (HPLC). 
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Figura 1. Diagrama de la metodología general para la obtención de bioetanol. 

YPD: yeast peptide dextrose (levadura peptona dextrosa) 

IV.2. Métodos analíticos de cuantificación 

Los métodos analíticos de cuantificación indicados en la Tabla 2 se utilizaron para la 

determinación de la extracción de carbohidratos totales (CHO) de la biomasa microalgal 

recuperada del cultivo, así como la conversión de CHO en azúcares reductores (sacarificación) y 

su agotamiento durante la fermentación alcohólica. También se llevó a cabo la cuantificación de 

sólidos suspendidos totales (SST) con la finalidad de determinar el contenido de CHO en % en 

peso seco de la biomasa microalgal y la concentración del inóculo de la levadura C. jadinii en la 
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etapa de fermentación alcohólica. A su vez, se realizó la medición de pH para el ajuste del 

sobrenadante de la hidrólisis ácida de biomasa microalgal (hidrolizado) a pH de 6.5 requerido en 

la etapa de fermentación alcohólica. 

Tabla 2. Métodos analíticos de cuantificación. Adaptado de Camargo (2024) 

Parámetro Método Técnica Referencia 

Carbohidratos 

totales (CHO) 

Colorimétrico. 

Fenol-sulfúrico 

(Anexo A) 

Absorbancia a 490 nm. 

Espectrofotómetro Hach DR 3900 
DuBois et al. (1956) 

Azúcares 

reductores 

Colorimétrico. 

Ácido 3,5-

dinitrosalicílico. 

Reactivo DNS 

(Anexo B) 

Absorbancia a 540 nm. 

Espectrofotómetro Hach DR 3900 
Miller (1959) 

Sólidos 

suspendidos 

totales (SST) 

Gravimétrico. 

2540D 

Filtración con filtros de fibra de 

vidrio (1.6 µm) 

Secado a 105°C 

Horno Precision Econotherm 

51221126 

APHA-AWWA-WEF 

(2005) 

pH 
Electrométrico. 

4500 HB 
Medición con potenciómetro 

APHA-AWWA-WEF 

(2005) 

 

IV.3. Cultivo de microalgas 

La etapa correspondiente al cultivo de microalgas se llevó a cabo en la planta piloto para la 

valorización de agua residual y producción de biomasa microalgal - Atzintli, operada por el 

Instituto de Ingeniería de la Universidad Nacional Autónoma de México (UNAM) y construida en 

colaboración con la Universidad de Newcastle, Reino Unido. El cultivo consistió en el crecimiento 

de un consorcio microbiano originario del lago Nabor Carrillo ubicado en Texcoco, México, el 

cual se alimentó con efluentes de dos lagunas facultativas de una planta de tratamiento de aguas 

residuales (González et al., 2021; Nava et al., 2021; Velásquez et al., 2014). En este estudio, el 

consorcio microbiano se cultivó en agua residual municipal procedente de la Planta de Tratamiento 

de Agua Residual de la Facultad de Ciencias Políticas y Sociales de la UNAM, que maneja un 

efluente biológico secundario. El consorcio microbiano fue caracterizado como parte del 

cumplimiento de los objetivos del proyecto “Intensificación de los procesos para la obtención de 

biocompuestos a partir de agua residual” de los Grupos Interdisciplinarios de Investigación (GII) 

del Instituto de Ingeniería - UNAM mediante la extracción y secuenciación de ácido 
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desoxirribonucleico (DNA). En la identificación se determinó la predominancia de las especies 

microalgales Desmodesmus sp. y S. obliquus. 

Para el cultivo de microalgas se operaron simultáneamente dos reactores algales de alta tasa 

(HRAP), uno de 300 L y otro de 1.2 m3 (Figura 2), que contenían agua residual en la que 

periódicamente se inoculó un concentrado del consorcio microbiano. La concentración del inóculo 

se estableció en 50 mg/L por lo que, con base en la determinación de SST del concentrado del 

consorcio microbiano, se adicionaron 25 mL en el HRAP de 300 L y 100 mL en el HRAP de 1.2m3 

para iniciar el periodo de cultivo. Ambos reactores operaron con agitación constante para 

suministrar aireación al cultivo y favorecer su crecimiento. 

 
Figura 2. Reactores algales de alta tasa (HRAP) de 300 L y 1.2 m3 de cultivo microalgal en 

agua residual 

El HRAP de 300 L se manejó como un sistema en continuo, con un TRH de 12 días. A su vez, el 

HRAP de 1.2m3 se manejó por lotes con un TRH de 14 días. En ambos casos, el TRH se estableció 

a partir del monitoreo de los parámetros de turbiedad, pH, temperatura, flujo, radiación incidente 

y SST en el que el máximo crecimiento del cultivo y la máxima remoción de nutrientes del agua 

residual se alcanzó en el día 12 y 14, respectivamente. Asimismo, cada tercer día se compensó la 

pérdida de agua por evaporación. 
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IV.4. Cosecha y secado de biomasa microalgal 

Una vez concluido el TRH, la biomasa microalgal del HRAP de 300 L se concentró en bidones de 

tereftalato de polietileno (PET) de 10 L mientras que la del HRAP de 1.2 m3 se concentró en una 

cisterna de polietileno de alta densidad (HDPE). Al cabo de tres días se recuperó la biomasa 

sedimentada por gravedad y se filtró, también por gravedad, utilizando tela de algodón, 

formándose una pasta densa de biomasa microalgal que posteriormente fue secada a 40°C 

(González et al., 2021) por 24 horas en un desecador eléctrico (Figura 3). 

 
Figura 3. Biomasa microalgal para la obtención de bioetanol en proceso de secado 

Posteriormente, se obtuvieron placas de biomasa seca que se fraccionaron hasta conseguir gránulos 

que, a su vez, fueron triturados en un molino eléctrico hasta obtener un polvo fino con la finalidad 

de homogeneizar el tamaño de partícula y tener una mayor superficie de contacto en el proceso de 

hidrólisis ácida, la siguiente etapa experimental. La biomasa recuperada del 5 de marzo al 30 de 

julio de 2024 se mezcló y se almacenó a 4°C en un recipiente con tapa hermética y aluminio, con 

el fin de evitar el humedecimiento y garantizar la conservación hasta su uso. 

IV.5. Hidrólisis ácida 

Como pretratamiento de la biomasa microalgal se llevó a cabo hidrólisis ácida en autoclave por 25 

minutos a 120°C (Camargo, 2024), empleando ácido sulfúrico (H2SO4) 5% v/v (Anexo C) y una 

concentración de biomasa de 100 g/L (Romero, 2019). Cabe mencionar que las muestras sometidas 

a hidrólisis fueron seleccionadas mediante el cuarteo de la totalidad de la biomasa almacenada 

(Figura 4). 
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Figura 4. Cuarteo de la biomasa microalgal para la selección de muestras a hidrolizar 

Se generó una reserva suficiente de muestras hidrolizadas para las pruebas de fermentación. En la 

Figura 5 se observa la preparación de las muestras a hidrolizar en las que se agregaron 500 mL de 

H2SO4 5%v/v y 50 g de biomasa seca en cada matraz de 1L. 

 
Figura 5. Preparación de muestras de biomasa microalgal sometidas a hidrólisis ácida 

Estas muestras fueron introducidas en la autoclave por 25 minutos a partir de alcanzar una presión 

de 18 psi y una temperatura de 120°C (Figura 6). 
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Figura 6. Hidrólisis ácida de biomasa microalgal en autoclave 

Una vez concluida la hidrólisis, la manipulación del resto del experimento se realizó en 

condiciones de asepsia que comprenden el uso de un mechero de Fisher, la esterilización del 

material utilizado, la desinfección del área de trabajo y el lavado de manos. De esta manera se 

homogeneizaron las muestras hidrolizadas en una jarra de plástico y se distribuyó el contenido en 

matraces de 1L que fueron almacenados a 4°C hasta las pruebas de fermentación. 

Para cada prueba de fermentación, se tomó un matraz de la reserva y se separó el sobrenadante 

(hidrolizado) de la biomasa residual centrifugando por 15 minutos a 1500 RCF (fuerza centrífuga 

relativa). Después se realizó el ajuste de pH del hidrolizado llevándolo a un pH de ~6.3 utilizando 

hidróxido de sodio (NaOH) 5M (Anexo C). Para un volumen de 700 mL de hidrolizado se 

agregaron 200 mL de NaOH 5M. Posteriormente se retiraron las sales producidas por la 

neutralización bajo las mismas condiciones de centrifugación. Finalmente se verificó que el 

hidrolizado se encontrara en un pH de 6.5±0.05. A su vez, se realizaron tres lavados de la biomasa 

residual de hidrólisis ácida con agua destilada para el análisis del balance de la extracción de CHO 

correspondiente. 

IV.6. Reactivación de la levadura C. jadinii y preparación del inóculo para la 

fermentación alcohólica 

La levadura C. jadinii fue seleccionada para este estudio como microorganismo fermentador de un 

conjunto de especies de levaduras previamente aisladas de agua residual proveniente de la Planta 

de Tratamiento de Agua Residual de la Facultad de Ciencias Políticas y Sociales de la UNAM. El 
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aislamiento e identificación de las levaduras recuperadas también se llevó a cabo como parte del 

cumplimiento de los objetivos del proyecto “Intensificación de los procesos para la obtención de 

biocompuestos a partir de agua residual” mediante la extracción de DNA y su posterior 

amplificación por la técnica de reacción en cadena de la polimerasa (PCR). Para la etapa de 

reactivación del microorganismo fermentador en este estudio, se prepararon cajas Petri con caldo 

YPD (50 gL-1) y agar bacteriológico al 2% (Anexo D) y se llevó a cabo la siembra de la levadura 

C. jadinii por método de dilución (Figura 7). Posteriormente se incubó a 28°C por 24 horas. 

 
Figura 7. Siembra por método de dilución de C. jadinii en cajas Petri. 

La resiembra se llevó a cabo cada dos semanas como método de conservación a corto plazo con el 

fin de prevenir la inactividad celular en el cultivo y evitar la contaminación con otros 

microorganismos. Para la conservación a largo plazo y el mantenimiento de la cepa pura, se sembró 

por estría en tubos con agar inclinado (Figura 8) incubados a 28°C por 72 horas y posteriormente 

almacenados a 4°C. 
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Figura 8. Siembra por estría de C. jadinii en tubo de agar inclinado 

A su vez, en cada prueba experimental, se resembró la levadura y se incubó a 28°C por 24 horas. 

Una vez crecida la cepa, se sembró una asada del cultivo en 50 mL de caldo YPD (50 gL-1) (Anexo 

D) y se incubó a 29°C por 12 horas suministrando agitación constante de 120 RPM (revoluciones 

por minuto). Posteriormente se separó la levadura del caldo YPD por centrifugación a 2180 RCF 

durante 20 minutos, realizando tres lavados posteriores con agua de dilución (Anexo D) para retirar 

residuos del medio de cultivo. Por último, la pastilla de levadura concentrada se suspendió en 10 

mL de agua de dilución para su uso como inóculo en la etapa de fermentación. 

El inóculo de la levadura C. jadinii para la fermentación alcohólica se estableció con base en el 

estudio de Romero et al. (2021) donde el hidrolizado se enriqueció con células de levadura a una 

densidad óptica medida a 600 nm (DO600 nm) de 0.1, esto a su vez corresponde a una densidad 

celular de 3×106 celmL-1 (Romero, 2019). Por lo que, para este estudio, se realizaron diluciones 

de la levadura concentrada de 1:10, 1:100 y 1:1000 con agua de dilución en un volumen total de 

10 mL y se determinó la DO600 nm por espectrofotometría (Tabla 3). A partir de lo anterior, se 

estableció el volumen del inóculo a utilizar en la fermentación tal como se muestra en la memoria 

de cálculo a continuación. 
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Tabla 3. Diluciones de la levadura concentrada medidas a 600 nm-Tercera prueba 

preliminar (PP3) 

Dilución Levadura concentrada (µL) DO600nm 

1:10 1000 1.375 

1:100 100 0.219 

1:1000 10 0.024 

Se seleccionaron las diluciones 1:100 y 1:1000 correspondientes al rango que contenía una DO600 

nm de 0.1 y se calculó la relación a partir de la Ecuación 6, 

Ecuación 6 

𝑉𝐿𝑒𝑣𝑐
𝐷𝑂600𝑛𝑚

∙ 0.1 = 𝑉𝐿𝑒𝑣𝑐𝐷𝑂0.1 

Donde, 

VLevc: volumen de levadura concentrada (µL) 

DO600nm: densidad óptica medida a 600 nm 

VLevcDO0.1: volumen de levadura concentrada requerida para una DO600nm de 0.1 

Considerando que la levadura concentrada fue suspendida en 10 mL y que el volumen de 

hidrolizado a inocular en la fermentación se fijó en 100 mL, el volumen de inóculo requerido fue 

de 437 µL (Tabla 4). 

Tabla 4. Cálculo del inóculo para una DO600nm de 0.1 –Tercera prueba preliminar (PP3) 

Dilución VLevcDO0.1 (µL) 10 mL x̄ VLevcDO0.1 (µL) 10 mL VLevcDO0.1 (µL) 100 mL 

1:100 45.66 
43.67 437 

1:1000 41.67 

Este cálculo se realizó para cada prueba de fermentación. Además, con fines de estandarizar la 

concentración del inóculo, se determinaron SST y la densidad celular de la levadura concentrada, 

ésta última de acuerdo con la escala de McFarland (Anexo E). 

IV.7. Fermentación alcohólica. 

La fermentación alcohólica se llevó a cabo en matraces Erlenmeyer de 250 mL con 100 mL de 

hidrolizado. El hidrolizado fue inoculado con la levadura concentrada según el cálculo realizado 

en el apartado IV.6. Una vez colocado el inóculo, los matraces se sellaron con papel aluminio y 
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papel Parafilm y se incubaron a 28°C por 48 horas suministrando agitación constante de 120 RPM 

en una incubadora New Brunswick Scientific modelo Excella E24 (Figura 9). 

 
Figura 9. Prueba de fermentación alcohólica en incubadora con agitación constante 

En el diseño experimental se propuso variar la concentración del inóculo para comparar el 

agotamiento de azúcares reductores en las pruebas de fermentación, estas se clasificaron en tres 

pruebas preliminares, cinco pruebas de estandarización y cuatro pruebas complementarias tal 

como se indica en la Tabla 5. 



   

 

43 

Tabla 5. Diseño experimental para las pruebas de fermentación alcohólica 

Pruebas experimentales Concentración del inóculo (DO600nm) 

Pruebas preliminares 

PP1 
0.05 0.1 0.15 

PP2 

PP3 0.1 0.2 0.5 

Pruebas de estandarización 

PE1 

0.1 0.2 0.5 

PE2 

PE3 

PE4 

PE5 

Pruebas complementarias 

PC1 

0.5 
PC2 

PC3 

PC4 

En cada prueba de fermentación se manejaron dos muestras adicionales, una muestra control de 

hidrolizado sin levadura (B-) y otra muestra control de glucosa disuelta en agua de dilución (B+) 

que fue inoculada a una DO600nm de 0.1 en las pruebas preliminares y las pruebas de 

estandarización, y a una DO600nm de 0.5 en las pruebas complementarias. 

Para analizar el agotamiento de azúcares reductores se tomaron muestras por duplicado en tubos 

Eppendorf de 1.5 mL, estos se centrifugaron por 15 min a 8000 RPM. El sobrenadante fue 

transferido a tubos Eppendorf que posteriormente se sellaron con papel Parafilm y se almacenaron 

a 4°C hasta la determinación de azúcares reductores y a -18°C hasta la determinación de glucosa 

y etanol por cromatografía de líquidos de alta resolución (HPLC). 

IV.8. Determinación de bioetanol 

Para la cuantificación de la obtención de bioetanol se llevó a cabo la determinación de glucosa y 

etanol por cromatografía líquida de alta resolución (HPLC) en el Instituto de Biotecnología de la 

UNAM. Se empleó un muestreador automático Waters Alliance e2695 Separations Module 

(Figura 10) con las condiciones de operación indicadas en la Tabla 6. 
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Figura 10. Equipo de HPLC empleado para la determinación de glucosa y etanol en el 

Instituto de Biotecnología de la UNAM 

Tabla 6. Configuración de la operación del equipo de HPLC 

Parámetro Condición 

Columna BioRad AMINEX HPX-87H Organic acid Analyses 

Flujo 0.6 mL/min 

Fase móvil H2SO4 5mM 

Temperatura 50°C 

Detector IR 16X 30°C / UV/Vis (210 nm) 

Inyección 10 µL de muestra 

Tiempo de corrida 27 min 

Para la determinación de glucosa se utilizó un detector de índice de refracción (IR) 16 X a 30°C, 

mientras que para la determinación de etanol se utilizó un detector de longitud de onda variable 

(UV/Vis) a 210 nm. En el Anexo F se muestran las curvas de calibración construidas a partir de 

soluciones estándar de glucosa y etanol de 0 a 20 g/L. 

IV.9. Pruebas complementarias 

Con base en las pruebas preliminares y de estandarización, se fijaron las condiciones 

estandarizadas de la metodología experimental para la obtención de bioetanol y se llevaron a cabo 

cuatro pruebas complementarias. En la primera prueba complementaria (PC1) la concentración de 

la levadura utilizada como inóculo para la fermentación alcohólica se fijó en DO600nm de 0.5 según 

el cálculo realizado en el apartado IV.6, tal como se realizó en las pruebas anteriores. 
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Sin embargo, en la segunda prueba complementaria (PC2) se establecieron dos variantes. Una de 

ellas fue el uso de biomasa microalgal de cultivos de reciente recuperación (4 de febrero-4 de abril 

de 2025) provenientes de la planta Atzintli. La otra variante consistió en establecer la relación del 

inóculo en mg de levadura por litro de hidrolizado correspondiente a una DO600nm de 0.5, a partir 

de la determinación de SST de la levadura concentrada en 10 mL de agua de dilución. Asimismo, 

se estableció su densidad celular de acuerdo con la escala de McFarland (Anexo E). Lo anterior se 

realizó con el fin de aumentar la practicidad en el cálculo del inóculo para la fermentación 

alcohólica. Las condiciones estandarizadas de hidrólisis ácida y fermentación alcohólica se 

especifican en la Tabla 7 y la Tabla 8, respectivamente. 

Tabla 7. Condiciones estandarizadas de hidrólisis ácida-Pruebas complementarias (PC1 y 

PC2) 

Hidrólisis ácida 

Ácido 

sulfúrico 

(%v/v) 

Carga orgánica 

(g/L) 
Temp (°C) Tiempo (min) 

5.0 100 120 25 

Temp: temperatura 

Tabla 8. Condiciones estandarizadas de fermentación alcohólica-Prueba complementaria 2 

(PC2) 

Fermentación alcohólica 

Tiempo 

óptimo 

(h) 

Temp 

(°C) 

Agit 

(rpm) 
pH 

VolH 

(mL) 

Inóculo 

Microorganismo 

fermentador 
DO600nm 

Densidad 

celular 

(cel/mL)* 

Concentración 

(mgLev/LHidrolizado) 

8 28 120 6.5 100 C. jadinii 0.5 6.7×108 284.5 

Temp: temperatura 

Agit: agitación 

VolH: volumen de hidrolizado 

mgLev: miligramos de levadura 

*Densidad celular establecida de acuerdo con la escala de McFarland (Anexo E) 

A su vez, en la tercera y cuarta prueba complementaria (PC3 y PC4) se realizaron adecuaciones 

experimentales en la hidrólisis ácida y la fermentación alcohólica, con el fin de analizar de manera 

exploratoria si al emplear un ácido menos concentrado en la hidrólisis ácida se producía una menor 

cantidad de compuestos inhibidores de la fermentación y con ello, un mejor aprovechamiento de 

los azúcares reductores por la levadura C. jadinii para lograr una obtención más eficiente de 

bioetanol. Por lo tanto, en estas dos últimas pruebas se empleó ácido sulfúrico (H2SO4) 2.7% v/v 
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en la hidrólisis ácida con base en las recomendaciones de Chng et al. (2019) y Camargo (2024). 

Además, con el fin de reducir la dilución del hidrolizado durante el ajuste de pH, se añadieron 10 

g de hidróxido de sodio (NaOH) granular a un volumen de hidrolizado de 500 mL sustituyendo el 

uso de NaOH 5M, posteriormente se retiraron las sales producidas por la neutralización 

centrifugando por 15 minutos a 1500 RCF, tal como se realizó en las pruebas anteriores y se 

verificó que el hidrolizado se encontrara en un pH de 6.5±0.05. 

Respecto a la fermentación se manejó una muestra de 50 mL de hidrolizado inoculado con la 

levadura C. jadinii para cada hora de monitoreo del agotamiento de azúcares reductores 0, 8, 24, 

30 y 48 horas. El inóculo se estableció en una concentración de 284.5 mg de levadura por litro de 

hidrolizado a partir de la relación establecida en la segunda prueba complementaria (PC2) 

correspondiente a una DO600nm de 0.5. Además, las muestras para la determinación de bioetanol 

por cromatografía líquida de alta resolución (HPLC) se filtraron en filtros para jeringa de 0.22 µm. 

Las muestras filtradas se preservaron a -18°C en viales analíticos de 1.5 mL previamente sometidos 

a un proceso de lavado mediante inmersión en agua destilada y secado en horno a 180°C durante 

24 horas, para eliminar impurezas y humedad que pudieran alterar el análisis correspondiente. 
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V. RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

En este apartado se presentan los resultados obtenidos para el proceso de obtención de bioetanol a 

partir de biomasa microalgal cultivada en agua residual. Estos resultados comprenden la extracción 

de CHO y su conversión en azúcares reductores (sacarificación) en la hidrólisis ácida, el 

agotamiento de azúcares reductores y la obtención de bioetanol durante la fermentación alcohólica 

y, finalmente, la interpretación del coeficiente de variación como criterio para evaluar la 

consistencia y repetibilidad de los resultados experimentales. 

V.1. Extracción de carbohidratos totales en la hidrólisis ácida 

La determinación de la extracción de CHO se llevó a cabo mediante el análisis de los CHO 

contenidos en la biomasa microalgal previa a la hidrólisis ácida, así como los CHO presentes en 

el hidrolizado (sobrenadante) y la biomasa residual de la hidrólisis. De acuerdo con los resultados 

de las cinco pruebas de estandarización (PE1-PE5) empleando H2SO4 5% v/v, de la biomasa 

microalgal con un contenido de 11.12 %m/m de CHO iniciales se logró la extracción del 74.1% 

de CHO, presentes en el hidrolizado. A su vez, se cuantificó el 28.5% de CHO en la biomasa 

residual lo que, con el ajuste por desviación estándar, permite establecer el balance de CHO en la 

etapa de hidrólisis (Tabla 9). El análisis de CHO anterior también se llevó a cabo para las dos 

pruebas complementarias (PC1 y PC2) empleando H2SO4 5% v/v resultando en la extracción del 

74.3% de CHO, mientras que en la tercera y cuarta prueba complementaria (PC3 y PC4) empleando 

H2SO4 2.7% v/v, se obtuvo una extracción de CHO correspondiente al 70.0%. 

Respecto al contenido de CHO en la biomasa residual, en las pruebas complementarias PC1 y PC2 

empleando H2SO4 5% v/v se cuantificó el 27.3%, mientras que en las pruebas PC3 Y PC4 

empleando H2SO4 2.7% v/v se cuantificó el 29.3% que, con los ajustes estadísticos 

correspondientes, confirman el balance de CHO en la etapa de hidrólisis ácida. En primera 

instancia se observa que se obtuvo una mayor extracción de CHO empleando H2SO4 5% v/v en la 

hidrólisis ácida (74.3%), sin embargo, al comparar con la extracción de CHO empleando H2SO4 

2.7% v/v (70.0%) la diferencia no se considera significativa. 
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Tabla 9. Extracción de carbohidratos totales (CHO) en las pruebas de hidrólisis ácida 

Pexp 
CHOin 

%* 

CHO en el hidrolizado CHO ext CHO en BR 

g/L x̄ s CV %** x̄ s CV % *** x̄ s CV 

PE1 

11.12 

8.49 

8.2 0.2 3% 

76.4 

74.1 2.0 3% 

31.46 

28.6 2.7 10% 

PE2 8.45 76.0 24.27 

PE3 8.11 72.9 27.91 

PE4 8.13 73.1 29.87 

PE5 7.99 71.9 29.53 

PC1 8.24 
8.3 0.1 1% 

74.1 
74.3 0.4 1% 

28.39 
27.3 1.5 5% 

PC2 11.19 8.35 74.6 26.30 

PC3 
11.42 

7.94 
8.0 0.3 3% 

69.5 
70.0 0.7 1% 

29.51 
29.3 0.3 1% 

PC4 8.04 70.4 29.06 

* mgCHO/mgbiomasa 

** mgCHOext/mgCHOin 

*** mgCHOBR/mgCHOin 

Pexp: pruebas experimentales 

PE: prueba estandarizada 

PC: prueba complementaria 

CHOin: carbohidratos iniciales en la biomasa microalgal 

CHOext: carbohidratos extraídos 

CHOBR: carbohidratos en la biomasa residual de hidrólisis ácida    

x̄: media aritmética 

s: desviación estándar     

CV: coeficiente de variación 

V.2. Sacarificación en la hidrólisis ácida 

En cuanto a la determinación de la sacarificación en la hidrólisis ácida, se llevó a cabo un análisis 

de la conversión de CHO en azúcares reductores mediante la cuantificación de azúcares reductores 

presentes en el hidrolizado después de realizar el ajuste de pH a 6.5±0.05 (hidrolizado neutro), 

considerando el factor de dilución por ajuste de pH con NaOH 5M. En la Tabla 10 se observa la 

estimación del factor de dilución a partir del contenido de CHO en el hidrolizado neutro respecto 

al contenido de CHO en el hidrolizado previo al ajuste de pH, equivalente al 30.6% en las pruebas 

de estandarización (PE1-PE5). Esta estimación se comparó con el factor asociado al volumen de 

200 mL de NaOH 5M añadidos a un volumen de 700 mL de hidrolizado, lo que equivale a una 

dilución del 28.6%, que representa un ajuste del 7% por desviación estándar del factor de 30.6%. 

En las pruebas complementarias (PC1 y PC2) se observó un factor de dilución del 34.5% que, con 

el respectivo ajuste estadístico respalda los resultados obtenidos en las pruebas de hidrólisis ácida. 

Respecto a la tercera y cuarta prueba complementaria (PC3 y PC4) se anuló el factor de dilución al 

sustituir NaOH 5M con NaOH granular para el ajuste de pH. 
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Tabla 10. Dilución de azúcares reductores en el hidrolizado por ajuste de pH 

Pexp 

Dilución por ajuste de pH 

%* %Dilución x̄ s CV 

PE1 71.1 28.9 

30.6 2.9 9% 

PE2 69.8 30.2 

PE3 69.0 31.0 

PE4 64.7 35.3 

PE5 72.2 27.8 

PC1 62.3 37.7 
34.5 4.5 13% 

PC2 68.7 31.3 

PC3 - - - - - 

PC4 - - - - - 

Pexp: pruebas experimentales 

PE: prueba estandarizada 

PC: prueba complementaria 

AR: azúcares reductores 

CHOH: carbohidratos en el hidrolizado 

CHOHN: carbohidratos en el hidrolizado neutro    

x̄: media aritmética 

s: desviación estándar     

CV: coeficiente de variación 

* mgCHOHN/mgCHOH 

Con base en lo anterior, se ajustó el contenido de azúcares reductores del hidrolizado neutro 

considerando un factor de dilución del 28.6%, con excepción de las pruebas PC3 y PC4. Así, la 

sacarificación en la hidrólisis ácida se determinó a partir de la relación del contenido de azúcares 

reductores en el hidrolizado respecto al contenido de CHO (Tabla 11). En las pruebas de 

estandarización (PE1-PE5) se obtuvieron 8.5±0.4 g/L de azúcares reductores en el hidrolizado 

equivalente al 103.2% de sacarificación, sin embargo, al considerar el ajuste estadístico 

correspondiente, puede fijarse una conversión de CHO en azúcares reductores del 97.7%. En las 

pruebas complementarias (PC1 y PC2) la sacarificación resultó de 100.2%, no obstante, el ajuste 

estadístico permite corroborar el resultado previo de sacarificación. A su vez, en la tercera y cuarta 

prueba complementaria (PC3 y PC4) donde se anuló el factor de dilución, se obtuvieron 8.30 g/L 

de azúcares reductores equivalentes al 97.9% de sacarificación. Con base en el análisis de azúcares 

reductores al emplear H2SO4 2.7% v/v en la hidrólisis ácida (PC3 y PC4) se obtuvo un porcentaje 

de sacarificación ligeramente mayor (97.9%) que al emplear H2SO4 5% v/v (97.7%), sin embargo, 

la diferencia se considera nuevamente despreciable en el rendimiento de la sacarificación. 
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En comparación con estudios previos, Camargo (2024) reportó una concentración de 1.6 g/L de 

azúcares reductores en un hidrolizado de microalgas obtenido mediante hidrólisis ácida en 

autoclave, utilizando una carga orgánica de 25 g/L. Por su parte, Romero et al. (2021) informaron 

la producción de 5 g/L de azúcares fermentables, principalmente glucosa, a partir de hidrólisis 

ácida en un sistema de reflujo por enfriamiento con una carga orgánica de 100 g/L. Con base en lo 

anterior, la combinación de hidrólisis en autoclave y una carga orgánica de 100 g/L empleada en 

el presente estudio permitió alcanzar 8.5 g/L de azúcares reductores, lo que sugiere una mayor 

eficiencia del proceso en términos de la sacarificación de CHO. 

Tabla 11. Sacarificación de carbohidratos totales (CHO) en azúcares reductores en las 

pruebas de hidrólisis ácida 

Pexp 

AR en el hidrolizado 

neutro 
AR en el hidrolizado* Sacarificación 

(g/L) x̄ s CV (g/L) x̄ s CV 
%ARH/ 

CHOH 
x̄ s CV 

PE1 7.00 

6.6 0.3 5% 

9.00 

8.5 0.4 5% 

106.0 

103.2 5.5 5% 

PE2 6.26 8.04 95.2 

PE3 6.41 8.25 101.7 

PE4 6.52 8.39 103.1 

PE5 6.85 8.80 110.1 

PC1 6.13 
6.5 0.5 7% 

7.89 
8.3 0.6 7% 

95.8 
100.2 6.3 6% 

PC2 6.79 8.73 104.6 

PC3 8.00 
8.3 0.4 5% 

- - - - 100.8 
106.3 8.4 8% 

PC4 8.60 - - - - 111.8 

*Ajuste correspondiente al 28.6% de dilución por ajuste de pH 

Pexp: pruebas experimentales 

PE: prueba de estandarización 

PC: prueba complementaria 

AR: azúcares reductores 

ARH: azúcares reductores en el hidrolizado 

CHOH: carbohidratos en el hidrolizado 

CHOHN: carbohidratos en el hidrolizado neutro    

x̄: media aritmética 

s: desviación estándar     

CV: coeficiente de variación 

V.3. Agotamiento de azúcares reductores 

En las pruebas de fermentación alcohólica se realizó el seguimiento de la cinética del agotamiento 

de azúcares reductores potencialmente aprovechables en la obtención de bioetanol. En la primera 

y segunda prueba preliminar (PP1 y PP2) se varió la concentración del inóculo en DO600nm 0.05, 

DO600nm 0.1 y DO600nm 0.15. En la primera prueba preliminar (PP1) se observa de manera general 
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el máximo agotamiento de azúcares reductores entre las 6-16 horas del proceso de fermentación 

(Figura 11), en esta prueba el muestreo se realizó a las 0, 2, 4, 6, 16, 20, 24 y 48 horas con fines 

exploratorios. 

De manera similar y más detallada, en la segunda prueba preliminar (PP2) el muestreo se realizó a 

las 0, 2, 4, 6, 8, 12, 22, 24, 28, 30, 34 y 46 horas en las que se observa un máximo agotamiento de 

azúcares reductores entre las 8-30 horas del proceso de fermentación, sin embargo, a partir de una 

concentración homogénea de azúcares reductores iniciales (6.73 g/L) se aprecia que el inóculo de 

DO600nm 0.15 presenta un mayor agotamiento respecto al de DO600nm 0.1 y éste, a su vez, respecto 

al de DO600nm 0.05 (Figura 12). Por lo que, en la tercera prueba preliminar (PP3) se propuso variar 

el inóculo en un mayor rango, correspondiente a una DO600nm de 0.1, 0.2 y 0.5. El muestreo fue 

realizado a las 0, 4, 8, 12, 24, 30, 36 y 48 horas en las que el máximo agotamiento de azúcares 

reductores ocurrió a las 8 horas del proceso de fermentación (Figura 13) ya que en adelante no se 

observa un agotamiento significativo, a excepción de la muestra control de hidrolizado sin 

levadura (B-), en la que se observa un agotamiento entre las 30-48 horas. Esta prueba fue realizada 

en duplicado de manera que se confirmó el comportamiento observado en las pruebas anteriores, 

el mayor agotamiento de azúcares reductores corresponde a un inóculo de DO600nm 0.5 a las 8 horas 

del proceso de fermentación alcohólica. 
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Figura 11. Agotamiento de azúcares reductores en la primera prueba preliminar de 

fermentación alcohólica (PP1) 
AR: azúcares reductores 

DO: DO600 nm 

 
Figura 12. Agotamiento de azúcares reductores en la segunda prueba preliminar de 

fermentación alcohólica (PP2) 
AR: azúcares reductores 

DO: DO600nm 
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Figura 13. Agotamiento de azúcares reductores en la tercera prueba preliminar de 

fermentación alcohólica (PP3) 
AR: azúcares reductores 

DO: DO600nm 

Con base en la tercera prueba preliminar (PP3) se llevaron a cabo cinco pruebas de estandarización 

bajo las mismas condiciones de fermentación (PE1-PE5) variando el inóculo en DO600nm 0.1, 

DO600nm 0.2 y DO600nm 0.5 (Figura 14). El muestreo fue realizado a las 0, 8, 24, 30 y 48 horas del 

proceso de fermentación alcohólica en las que se observa el máximo agotamiento de azúcares 

reductores a las 8 horas para el inóculo de DO600nm 0.1 (1.61 g/L: 24%), DO600nm 0.2 (2.48 g/L: 

37%) y DO600nm 0.5 (2.72 g/L: 41%). Sin embargo, el inóculo de DO600nm 0.1 experimenta un 

cambio significativo en el agotamiento de azúcares reductores (0.93 g/L: 14%) a las 24 horas 

mientras que en el caso de los inóculos de DO600nm 0.2 y DO600nm 0.5 no se identifican variaciones 

en el agotamiento de azúcares reductores después de las 8 horas, sino que el comportamiento tiende 

a ser constante. 

Respecto a lo anterior, existen factores limitantes en la fermentación alcohólica que afectan el 

consumo de azúcares reductores y, con ello, la producción de etanol, tales como la producción de 

compuestos inhibidores como furfural y 5-hidroximetilfufural durante el pretratamiento con 

hidrólisis ácida (Silva et al. 2018; González, 2020;) así como la exposición al oxígeno del aire 

ambiente durante la manipulación de las muestras que puede alterar las condiciones anaerobias del 
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proceso fermentativo y favorecer un desplazamiento del metabolismo de la levadura hacia rutas 

respiratorias (Aceituno et al., 2012; Rintala et al., 2011). 

 
Figura 14. Agotamiento de azúcares reductores en las cinco pruebas de estandarización de 

fermentación alcohólica (PE1-PE5) 
AR: azúcares reductores 

DO: DO600nm 

En la Tabla 12 se presentan de manera específica los resultados de azúcares reductores para cada 

variante del inóculo y las muestras control, así como la desviación estándar y el coeficiente de 

variación correspondiente a las cinco pruebas de estandarización llevadas a cabo. Es apreciable 

que la mejor condición para el agotamiento de azúcares reductores en el hidrolizado es un consumo 
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inóculo correspondiente a una concentración de DO600nm 0.5. En el caso de la muestra control B+, 

con inóculo de DO600nm 0.1, el agotamiento de glucosa continúa hasta las 48 horas sin embargo se 

presenta un consumo total de 1.63 g/L: 23%, notablemente inferior en comparación con el 

agotamiento de azúcares reductores en las muestras de hidrolizado (Tabla 13). A su vez, en la 

muestra control B- de hidrolizado sin levadura se identifica un agotamiento de azúcares reductores 
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estándar, el consumo de las 30-48 horas puede estimarse en 0.41 g/L, lo cual no representa una 

variación circunstancial en el comportamiento antes descrito. 

Tabla 12. Azúcares reductores en las cinco pruebas de estandarización de fermentación 

alcohólica (PE1-PE5) 

T 

(h) 

Azúcares reductores 

H (DO 0.1) H (DO 0.2) H (DO 0.5) B+ (DO 0.1) B- 

x̄ 

(g/L) 
s CV 

x̄ 

(g/L) 
s CV 

x̄ 

(g/L) 
s CV 

x̄ 

(g/L) 
s CV 

x̄ 

(g/L) 
s CV 

0 6.75 0.43 6% 6.62 0.42 6% 6.70 0.38 6% 7.22 0.51 7% 6.64 0.45 7% 

8 5.15 0.34 7% 4.15 0.20 5% 3.99 0.18 5% 6.74 0.39 6% 6.48 0.48 7% 

24 4.21 0.25 6% 4.13 0.20 5% 3.97 0.21 5% 6.33 0.31 5% 6.33 0.42 7% 

30 4.14 0.19 5% 4.14 0.25 6% 3.98 0.16 4% 6.08 0.29 5% 6.27 0.23 4% 

48 4.22 0.35 8% 4.31 0.28 6% 4.08 0.26 6% 5.59 0.37 7% 4.96 0.91 18% 

T: tiempo 

H: hidrolizado 

B+: glucosa 

B-: hidrolizado sin levadura 

DO: DO600nm    

x̄: media aritmética 

s: desviación estándar 

CV: coeficiente de variación 

Tabla 13. Agotamiento de azúcares reductores en las cinco pruebas de estandarización de 

fermentación alcohólica (PE1-PE5) 

T (h) 

Agotamiento de azúcares reductores* 

H (DO 0.1) H (DO 0.2) H (DO 0.5) B+ (DO 0.1) B- 

x̄ (g/L) x̄ (g/L) x̄ (g/L) x̄ (g/L) x̄ (g/L) 

0-8 1.61 2.48 2.72 0.48 0.15 

0-24 0.93 0.02 0.02 0.40 0.15 

24-30 0.07 0.00 0.03 0.26 0.06 

30-48 0.05 0.00 0.03 0.49 0.41 

*Se considera el error por desviación estándar en los valores de agotamiento de azúcares reductores 

T: tiempo 

H: hidrolizado 

B+: glucosa 

B-: hidrolizado sin levadura 

DO: DO600nm    

x̄: media aritmética 

Adicionalmente, en la primera y segunda prueba complementaria de fermentación alcohólica (PC1 

y PC2) se identificó un patrón de agotamiento de azúcares reductores similar al observado en las 

pruebas de estandarización (PE1-PE5). En la primera prueba complementaria (PC1) se observa un 

agotamiento de 7.15 g/L a 4.49 g/L (2.66 g/L: 37%) de las 0-8 horas de fermentación en el 

hidrolizado con inóculo de DO600nm de 0.5 (Figura 15). A partir de las 8 horas y hasta las 48 horas 
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de fermentación el consumo de azúcares reductores varió con escasa relevancia entre 0.01 g/L y 

0.13 g/L (0-2%). Por otra parte, en la muestra control B+ con inóculo de DO600nm 0.5, el máximo 

agotamiento de glucosa 3.67 g/L (56%) ocurrió a las 8 horas de fermentación, sin embargo, de las 

8-24 horas se registró un consumo de 2.74 g/L (41%) y, a partir de las 24 horas, no se detectaron 

variaciones de glucosa. Este comportamiento no fue observado en las pruebas anteriores al emplear 

un inóculo de menor concentración (DO600nm 0.1), lo que sugiere que al emplear un inóculo de 

DO600nm de 0.5 se alcanza un agotamiento de glucosa significativamente mayor correspondiente al 

97%. Cabe mencionar que en esta prueba el cálculo de la concentración del inóculo se llevó a cabo 

con base en la determinación de la densidad óptica medida a 600 nm, tal como se indica en el 

procedimiento del apartado IV.6. Respecto a la muestra control B- de hidrolizado sin levadura, se 

detectó un agotamiento de azúcares reductores entre 0.05 g/L y 0.28 g/L (1-4%) de las 0-30 horas 

de fermentación, no obstante, de las 30-48 horas ocurrió un agotamiento de 1.48 g/L (20%) que 

resulta atípico en comparación con el patrón de agotamiento de azúcares reductores identificado 

en la muestra control B- de las pruebas anteriores. 

 
Figura 15. Agotamiento de azúcares reductores en la primera prueba complementaria de 

fermentación alcohólica (PC1) 
AR: azúcares reductores 

DO: DO600nm 
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A su vez, en la segunda prueba complementaria (PC2) el máximo agotamiento de azúcares 

reductores del hidrolizado con inóculo de DO600nm de 0.5 ocurre entre las 0-8 horas, de 7.10 g/L a 

4.50 g/L (2.60 g/L: 37%), mientras que de las 8-48 horas el agotamiento varió de manera 

irrelevante entre 0.04 g/L y 0.08 g/L (1%) (Figura 16). En esta prueba se empleó la relación del 

inóculo en 284.5 mg de levadura por litro de hidrolizado correspondiente a una DO600nm de 0.5, 

como se indica en el apartado IV.9 y para probar esta condición, el volumen de hidrolizado se 

varió en 50mL y 100 mL, sin embargo, se observa un comportamiento análogo en el agotamiento 

de azúcares reductores independientemente del volumen de hidrolizado, lo que valida dicha 

relación. 

Por otro lado, la muestra control B+, con inóculo de DO600nm 0.5, presentó el máximo agotamiento 

de glucosa (2.41 g/L: 35%) a las 8 horas de fermentación, aunque el agotamiento continuó de 

manera constante de las 8-48 horas (entre 1.03 g/L y 1.59 g/L: 15-23%) alcanzando un consumo 

total del 89.4% de glucosa a las 48 horas de fermentación alcohólica. En comparación con la 

primera prueba complementaria (PC1) en la que se alcanzó un consumo de glucosa del 97.0%, se 

obtuvo un agotamiento semejante, no obstante, en un mayor tiempo de fermentación alcohólica. 

Referente a la muestra control B- de hidrolizado sin levadura, puede observarse un agotamiento 

de azúcares reductores prácticamente nulo (entre 0.04 g/L y 0.13 g/L: 1-2%), tal y como se 

determinó en las pruebas de estandarización (PE1-PE5). 
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Figura 16. Agotamiento de azúcares reductores en la segunda prueba complementaria de 

fermentación alcohólica (PC2) 

AR: azúcares reductores 

DO: DO600nm 

En la tercera y cuarta prueba complementaria (PC3 y PC4), en la que se utilizó H2SO4 2.7% v/v en 

la hidrólisis ácida, se observó un comportamiento de agotamiento de azúcares reductores más 

eficiente respecto a las pruebas en las que se empleó H2SO4 5% v/v. A pesar de que el máximo 

agotamiento de azúcares reductores del hidrolizado con inóculo de DO600nm de 0.5 se dio 

nuevamente entre las 0-8 horas, de 7.45 g/L a 4.65 g/L (2.79 g/L: 38%) en la PC3 (Figura 17) y de 

9.00 a 6.01 g/L (2.99 g/L: 33%) en la PC4 (Figura 18), este continuó de las 8-30 horas y, a 

diferencia del comportamiento antes registrado, de las 30-48 h presentó un agotamiento de 4.34 

g/L a 1.94 g/L (2.40 g/L: 32%) en la PC3 y de 5.86 g/L a 3.08 g/L (2.78 g/L: 31%) en la PC4. Estas 

pruebas resultaron en el agotamiento total de 5.51 g/L (74%) y 5.91 g/L (66%) de los azúcares 

reductores presentes en el hidrolizado de microalgas al inicio de la fermentación en la prueba PC3 

y PC4, respectivamente. Lo anterior sugiere que al emplear un ácido más diluido (H2SO4 2.7% v/v) 

se promueve una reacción de hidrólisis menos agresiva y, por lo tanto, la formación de menos de 

compuestos inhibidores de la fermentación que permiten un mayor consumo de azúcares 

reductores (70%) llevado a cabo por la levadura C. jadinii, en comparación con las pruebas de 

hidrólisis ácida empleando H2SO4 5% v/v (37%). 
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En cuanto a la muestra control B+, con inóculo de DO600nm 0.5, el máximo agotamiento de glucosa 

(2.41 g/L: 31%) se presentó a las 8 horas de fermentación, y de manera similar a la segunda prueba 

complementaria (PC2), el agotamiento continuó hasta las 48 horas alcanzando un consumo total 

del 87% de glucosa. Respecto a la muestra control B- de hidrolizado sin levadura, a las 48 horas 

de fermentación se observó un agotamiento total de 0.64 g/L (8%) de azúcares reductores en la 

PC3 y de 0.47 g/L (5%) en la PC4, sin embargo, no se detectaron variaciones significativas en el 

transcurso de la prueba de fermentación. 

De manera general, el agotamiento de azúcares reductores observado en la muestra control B- 

resulta un comportamiento inesperado en ausencia de levadura, aun cuando este es mínimo. Sin 

embargo, este efecto podría estar relacionado con procesos químicos derivados del pretratamiento 

de la biomasa microalgal mediante hidrólisis ácida, independientes de la actividad microbiana, 

particularmente la reacción de Maillard, la cual es favorecida por la presencia simultánea de 

azúcares reductores y grupos amino liberados a partir de la desnaturalización e hidrólisis parcial 

de proteínas. La interacción entre estos componentes, bajo condiciones de incubación prolongada, 

puede contribuir al agotamiento de azúcares reductores mediante la formación de compuestos 

nitrogenados y carbonílicos (Changi et al., 2015; El Hosry et al., 2025). 
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Figura 17. Agotamiento de azúcares reductores en la tercera prueba complementaria de 

fermentación alcohólica (PC3) 

AR: azúcares reductores 

DO: DO600nm 

 
Figura 18. Agotamiento de azúcares reductores en la tercera prueba complementaria de 

fermentación alcohólica (PC4) 
AR: azúcares reductores 

DO: DO600nm 
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V.4. Obtención de bioetanol 

La obtención de bioetanol se determinó con base en la tercera prueba preliminar de fermentación 

alcohólica (PP3) a través de la cuantificación de glucosa y etanol por cromatografía líquida de alta 

resolución (HPLC). De manera general, los resultados obtenidos muestran una correlación 

negativa entre el agotamiento de glucosa (Figura 19) y la producción de bioetanol (Figura 20). Las 

determinaciones corresponden a las 0, 8, 30 y 48 horas del proceso fermentativo, en las que se 

observó el máximo consumo de glucosa a las 8 horas para el hidrolizado con inóculo de DO600nm 

0.1 (71%), y un consumo total de glucosa en el caso de los inóculos DO600nm 0.2 y DO600nm 0.5 

(100%). A su vez, a las 8 horas de fermentación se obtuvo la máxima producción de bioetanol 

correspondiente a 0.71 g/L en el inóculo de DO600nm 0.1, 0.95 g/L en el inóculo DO600nm 0.2 y 1.02 

g/L en el inóculo DO600nm 0.5, resultando esta última la mejor condición de obtención de bioetanol 

en este estudio. 

Al respecto, la literatura indica que una mayor eficiencia en la obtención de bioetanol se relaciona 

con concentraciones más elevadas del inóculo inicial de levadura y con fermentaciones de menor 

duración (Tesfaw & Assefa, 2014; Zabed et al., 2014), tal como se observó en este estudio, donde 

a las 8 horas de fermentación, dentro de un periodo total de 48 horas, se alcanzó el mayor 

rendimiento empleando un inóculo de C. jadinii de DO600nm 0.5 (0.28 g/L). De manera similar, 

Silva et al. (2018) reportaron la máxima concentración de etanol al utilizar 12.5 g/L de S. cerevisiae 

a las 2.5 horas de fermentación, mientras que inóculos de 0.1 g/L y 0.5 g/L requirieron al menos 

12 horas para alcanzar dicho valor. Asimismo, Seon et al. (2020) informaron que la mayor 

producción de bioetanol se registró a las 8 horas de fermentación, asociada con un mayor 

crecimiento celular de S. cerevisiae KL17 y un consumo más eficiente de azúcares, lo que respalda 

la tendencia identificada. 

En este sentido, el control del tiempo de fermentación se considera un factor crítico. Romero et al. 

(2021) utilizaron un inóculo de Candida sp., una levadura con un metabolismo comparable al de 

C. jadinii, a una concentración de DO600nm 0.1, alcanzando la mayor producción de bioetanol (5 

g/L) a las 30 horas de fermentación. En contraste, en el presente estudio, el incremento del inóculo 

a una concentración de DO600nm 0.5 permitió obtener la producción máxima de bioetanol en un 

tiempo considerablemente menor (8 horas), aunque con una concentración final inferior (1.02 g/L). 
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Estos resultados concuerdan con la literatura, la cual, como se mencionó anteriormente, señala que 

el aumento del inóculo de levadura disminuye el tiempo de fermentación requerido para alcanzar 

la máxima producción de bioetanol, debido a una mayor disponibilidad inicial de células 

metabólicamente activas (Tesfaw & Assefa, 2014; Zabed et al., 2014). 

Referente a la muestra control B+, con inóculo de DO600nm 0.1, se presentó un consumo constante 

de glucosa hasta las 48 horas (entre 0.12 y 0.33 g/L: 3-8%), mientras que en la producción de 

bioetanol se alcanzó el máximo de 0.23 g/L a las 8 horas, ambos resultados inferiores a los 

registrados en las muestras de hidrolizado. A su vez en la muestra control B-, de hidrolizado sin 

levadura, no se observa un consumo significativo de glucosa sino hasta las 30-48 horas que 

corresponde a la producción de 0.86 g/L de bioetanol. La actividad fermentativa detectada en esta 

muestra, de carácter inesperado, puede explicarse por la ocurrencia de fermentación espontánea, 

asociada tanto a la supervivencia de microorganismos resistentes al proceso de hidrólisis ácida en 

autoclave (bacterias formadoras de endosporas y especies acidotolerantes) particularmente en 

medios con alta carga orgánica (Pahalagedara et al., 2024), como a la contaminación microbiana 

introducida accidentalmente durante la manipulación experimental posterior al pretratamiento 

(Beckner et al., 2011). Este fenómeno favorece el consumo de los azúcares liberados y da lugar a 

la producción de bioetanol en ausencia de un inóculo intencional (Holešinský et al., 2020). 
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Figura 19. Agotamiento de glucosa en la tercera prueba preliminar de fermentación 

alcohólica (PP3) 
DO: DO600nm 

 
Figura 20. Producción de bioetanol en la tercera prueba preliminar de fermentación 

alcohólica (PP3) 
DO: DO600nm 
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Con base en la cuantificación de glucosa, se determinó un rendimiento de producción de bioetanol 

de 0.93 g etanol/g glucosa equivalente al 182.8% respecto al rendimiento teórico máximo (Anexo 

G) para la mejor condición de fermentación alcohólica de hidrolizado, establecida en una 

concentración de inóculo de DO600nm 0.5 a las 8 horas de fermentación. El rendimiento mayor al 

100% podría atribuirse a la presencia de otros azúcares reductores aprovechables en la 

fermentación alcohólica (xilosa, maltosa, fructosa) que en términos de cuantificación de glucosa 

arrojan un rendimiento mayor al teórico máximo para la producción de bioetanol. Sousa et. al 

(2021) mencionan que la levadura C. jadinii tiene la capacidad de asimilar glucosa, sacarosa y D-

xilosa en procesos fermentativos. A su vez, el método de cuantificación de azúcares reductores 

(DNS) comprende la detección de azúcares distintos a la glucosa (xilosa, maltosa y fructosa), lo 

que resulta en una mayor concentración de azúcares reductores respecto a la concentración de 

glucosa cuantificada por HPLC. 

A partir del rendimiento de producción de bioetanol de 0.93 g etanol/g glucosa, la extracción de 

CHO correspondiente al 74.1% y la sacarificación de CHO en azúcares reductores correspondiente 

al 97.7%, el rendimiento de producción de bioetanol a partir de biomasa microalgal en este estudio 

es equivalente a 0.075 g etanol/ g biomasa microalgal (Anexo G). Respecto a estudios previos en 

esta línea de investigación, Camargo (2024) registró un rendimiento de 0.066 g etanol/ g biomasa 

microalgal empleando pretratamiento con ozono e hidrólisis ácida, mientras que Romero (2019) 

obtuvo un rendimiento de 0.022 g etanol/ g biomasa microalgal empleando solamente hidrólisis 

ácida (Tabla 14), lo que sugiere un resultado prometedor en el rendimiento correspondiente a este 

estudio. 



Tabla 14. Rendimiento de la obtención de bioetanol a partir de biomasa microalgal 

Biomasa microalgal Pretratamiento Fermentación alcohólica 
Rendimiento 

bioetanol 
Referencia 

S. obliquus (CNW-N) 

aislada de agua dulce 

Hidrólisis con ácido sulfúrico 2% v/v,        

40 g/L biomasa, autoclave 121 °C, 20 min 

Z. mobilis (DO 2.0/700 mg Levadura/LHidrolizado). 

Temperatura 30°C. pH 6.0 

Tiempo óptimo 4 h 

0.213 g etanol/ 

g biomasa 

Ho et al.      

(2013) 

Desmodesmus sp. 

aislada de agua dulce 

Hidrólisis con ácido sulfúrico 2% v/v,      

100 g/L biomasa, autoclave 120 °C, 30 min 

S. cerevisiae (DO600nm 0.25). 

Vol. hidrolizado 1 mL. 

Temperatura 28°C. pH 6.0 

Tiempo óptimo 30 h 

0.23 g etanol/  

g biomasa 

Sanchez et 

al. (2017) 

S. dimorphus (UTEX 1237) 
Hidrólisis con ácido fosfórico 2.5% v/v,     

20 g/L biomasa, autoclave 120 °C, 30 min 

S. diastaticus (5 mL). 

Vol. hidrolizado 50 mL. 

Temperatura 30°C. pH 6.0 

Tiempo óptimo 24 h 

0.214 g etanol/ 

g biomasa 

Chng et al.  

(2019) 

Consorcio con 

predominancia de 

Microcystis sp. 

cultivado en agua residual 

Hidrólisis con ácido sulfúrico 1.4% v/v,    

120 °C, 4 h 

S. cerevisiae (15% v/v). 

Temperatura 30°C. pH 4.5 

Tiempo óptimo 43.6 h 

0.188 g etanol/ 

g biomasa 

El-Mekkawi 

et al. (2019) 

Consorcio con 

predominancia de 

Scenedesmus sp.  

cultivado en agua residual 

Hidrólisis con ácido sulfúrico 5% v/v,      

100 g/L biomasa,                                  

Sistema de reflujo por enfriamiento 90°C, 

120 min 

Candida sp. (DO600nm 0.1). 

Vol. hidrolizado 50 mL. 

Temperatura 28°C. pH 6.5 

Tiempo óptimo 30 h 

0.022 g etanol/ 

g biomasa* 

Romero       

(2019) 

Consorcio con 

predominancia de 

Desmodesmus sp.,                

S. obliquus 

cultivado en agua residual 

Ozonación 0.1 mgO3/mg biomasa.  

Hidrólisis con ácido sulfúrico 2.7% v/v,     

25 g/L biomasa, autoclave 120°C, 25 min 

C. utilis (DO600nm 0.1). 

Vol. hidrolizado 50 mL. 

Temperatura 28°C. pH 6.5 

Tiempo óptimo 8 h 

0.066 g etanol/ 

g biomasa 

Camargo     

(2024) 

Consorcio microbiano con 

predominancia de                      

Desmodesmus sp.,               

S. obliquus 

cultivado en agua residual 

Hidrólisis con ácido sulfúrico 5% v/v,      

100 g/L biomasa, autoclave 120°C, 25 min 

C. jadinii 

(DO600nm 0.5/284.5 mgLevadura/LHidrolizado). 

Vol. hidrolizado 100 mL. 

Temperatura 28°C. pH 6.5±0.05                                    

Tiempo óptimo 8 h 

0.075 g etanol/ 

g biomasa 
Este estudio 

*Valores calculados a partir de la eficiencia reportada en la extracción de carbohidratos, conversión en azúcares reductores/glucosa y obtención de bioetanol



Por otro lado, al obtener un mayor porcentaje de agotamiento de azúcares reductores en la 

fermentación de las pruebas sometidas a hidrólisis ácida con H2SO4 2.7% v/v, se infirió la potencial 

obtención de una mayor cantidad de bioetanol. No obstante, en estas pruebas complementarias 

(PC3 y PC4) no se detectó la producción de bioetanol. Como se indicó anteriormente, la hidrólisis 

ácida con H2SO4 5% v/v y H2SO4 2.7% v/v mostró rendimientos comparables en la extracción de 

CHO y su conversión en azúcares reductores. 

Sin embargo, aunque la sustitución de NaOH 5M por NaOH granular durante la neutralización 

redujo el factor de dilución de azúcares reductores, probablemente limitó la precipitación de 

compuestos inhibidores y promovió el aumento de la concentración de sales solubles (Na2SO4) 

que generan estrés osmótico en la levadura. Lo anterior se refiere a un desequilibrio en la presión 

osmótica entre el interior de la célula de la levadura y el medio externo, lo que propicia la 

desviación energética del metabolismo de la levadura hacia mecanismos de adaptación y 

supervivencia entre ellos la síntesis de glicerol, el bombeo activo de iones y la remodelación de 

membrana (Tilloy et al., 2014), sugiriendo que el consumo de azúcares reductores observado no 

fue dirigido hacia la producción de bioetanol. 

En consecuencia, aunque la condición con H2SO4 2.7% v/v promovió un mayor agotamiento de 

azúcares reductores, la producción de bioetanol pudo verse comprometida al modificar las 

condiciones de neutralización. Al respecto se recomienda el uso de NaOH 5M o la sustitución por 

bases alcalinas de baja solubilidad, como el Ca(OH)2, que favorecen la precipitación de sales y 

compuestos inhibidores y, por lo tanto, viabilizan el proceso fermentativo (Seon et al., 2020). 
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V.5. Consistencia y repetibilidad de los resultados experimentales 

De manera general se utilizó el coeficiente de variación (CV) como referente para el análisis de 

variabilidad y estabilidad de los resultados obtenidos en las pruebas experimentales, utilizando la 

Ecuación 7 que se presenta a continuación, 

Ecuación 7 

𝐶𝑉 =
𝑠

𝑥̅
∙ 100 

Donde, 

x̄: media aritmética 

s: desviación estándar 

CV: coeficiente de variación 

El CV se ha utilizado como medida de precisión en ensayos experimentales cuantitativos, incluso 

preferentemente a la desviación estándar, entendiéndose como una herramienta para evaluar la 

dispersión de datos comparando la cercanía en una medición respecto a otra de diferentes muestras 

entre sí, por lo que entre más bajo se encuentre el CV se asocia una mayor repetibilidad y calidad 

de los datos, así como una mayor fiabilidad del modelo de interés (Brenes, 2024; Reed et al., 2002; 

Schneider et al., 2025). 

En este estudio, respecto a la extracción de CHO a partir del pretratamiento de biomasa microalgal 

con hidrólisis ácida, definida en 74.1% empleando H2SO4 5% v/v y 70.0% empleando H2SO4 2.7% 

v/v, se obtuvo un CV de 1-10%, mientras que, para la sacarificación de CHO en azúcares 

reductores, establecida en 97.7% empleando H2SO4 5% v/v y 97.9% empleando H2SO4 2.7% v/v, 

se obtuvo un CV de 5-8%. A su vez, en el agotamiento de azúcares reductores durante las pruebas 

de fermentación alcohólica la variación de los resultados corresponde a un CV de 5-8% empleando 

H2SO4 5% v/v, con excepción de la muestra control B- de hidrolizado sin levadura, en la que a las 

48 horas de fermentación alcohólica el CV varió a 18%. No obstante, el incremento observado en 

el CV de esta muestra puede asociarse a la interferencia de procesos químicos y biológicos que 

afectan la dinámica del sistema ante tiempos prolongados de incubación, en particular la reacción 

de Maillard y la fermentación espontánea, descritas previamente en los apartados V.3 y V.4. 
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Respecto a las pruebas empleando H2SO4 2.7% v/v (PC3 y PC4) se obtuvo un CV correspondiente 

al 1-13% en el agotamiento de azúcares reductores, con excepción de las muestras de hidrolizado 

de microalgas a las 24 y 30 horas y la muestra control B- de hidrolizado sin levadura a las 48 horas 

de fermentación alcohólica, en las que el CV varió a 20%, 21% y 17% respectivamente. El 

aumento del CV en las pruebas empleando H2SO4 2.7% v/v se atribuye a que el tamaño estadístico 

de la muestra (2 pruebas experimentales) es menor en comparación con las pruebas empleando 

H2SO4 5% v/v (5 pruebas experimentales). Sin embargo, el comportamiento cinético del 

agotamiento de azúcares reductores en el hidrolizado de microalgas, observado en las pruebas PC3 

y PC4, presentó tres fases claramente diferenciadas: fase inicial (0-8 horas), meseta (8-30 horas) y 

reactivación (30-48 horas), lo cual es consistente con una adecuada repetibilidad del proceso 

fermentativo. En cuanto a la muestra control B- de hidrolizado sin levadura, el CV estimado (17%) 

no compromete la repetibilidad del proceso ya que en ambas pruebas se registró un agotamiento 

mínimo de azúcares reductores. 

Con base en la interpretación del coeficiente de variación según Schneider et al. (2025) los valores 

del CV se consideran aceptables por debajo del 15% en sistemas biológicos. En los resultados 

obtenidos en este estudio la mayoría de los valores del CV se encuentran entre el 1-13% en la 

extracción de CHO, sacarificación de CHO en azúcares reductores y agotamiento de azúcares 

reductores, por lo que pueden considerarse aceptables bajo el criterio antes mencionado. 

En síntesis, el presente estudio abordó la estandarización del proceso para la obtención de bioetanol 

a partir de biomasa microalgal cultivada en agua residual mediante la realización de doce 

experimentos, en los cuales se afinó progresivamente la metodología experimental y se observó 

un patrón de repetibilidad en el proceso a partir del análisis del coeficiente de variación de los 

resultados obtenidos en cada una de las etapas experimentales correspondiente al 1-13% en su 

mayoría, cumpliendo con el criterio de aceptabilidad en ensayos de sistemas biológicos de acuerdo 

con Schneider et al. (2025). Por lo que se estableció una alta estabilidad y con ello, una baja 

variabilidad en los datos reportados. 

Al llevar a cabo el pretratamiento de la biomasa microalgal con hidrólisis ácida en autoclave por 

25 minutos, empleando ácido sulfúrico (H2SO4) 5% v/v y 2.7% v/v, utilizando una carga orgánica 

de 100 g/L, se obtuvo la extracción del 74.1% y 70.0% de CHO, respectivamente, presentes en el 
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sobrenadante (hidrolizado de microalgas). De manera complementaria, en la biomasa residual de 

hidrólisis ácida se cuantificó el contenido de CHO de 27.3% al emplear H2SO4 5% v/v y 29.3% al 

emplear H2SO4 2.7% v/v, lo que permitió establecer un balance de CHO en esta etapa 

experimental. 

A su vez, considerando un factor de dilución del hidrolizado equivalente al 28.6% por ajuste de 

pH a 6.5 se logró una conversión de CHO en azúcares reductores (sacarificación) del 97.7% al 

emplear H2SO4 5% v/v. Adicionalmente, con los ajustes propuestos en la metodología 

experimental para anular el factor de dilución del hidrolizado de microalgas por ajuste de pH se 

corroboró la sacarificación al 97.9% empleando H2SO4 2.7% v/v. Por lo que, tanto para la 

extracción de CHO de la biomasa microalgal, así como su conversión en azúcares reductores, 

potencialmente aprovechables en la fermentación alcohólica, no existe una diferencia significativa 

en los rendimientos obtenidos al emplear H2SO4 5% v/v o H2SO4 2.7% v/v. 

Respecto a las pruebas de fermentación alcohólica, se empleó la levadura C. jadinii como 

microorganismo fermentador con un crecimiento de 24 horas y una posterior reactivación del 

inóculo de 12 horas previas a la fermentación. El hidrolizado de microalgas fue inoculado, 

inicialmente, en una concentración correspondiente a una densidad óptica medida a 600 nm 

(DO600nm) de 0.1, 0.2 y 0.5, resultando esta última condición (DO600nm 0.5) la más efectiva para el 

agotamiento de azúcares reductores, indicando que al aumentar la concentración de levadura se 

obtiene un mayor consumo de azúcares reductores en un menor tiempo de fermentación alcohólica. 

Con la finalidad de aumentar la practicidad en la etapa de fermentación alcohólica, se estableció 

la equivalencia de la concentración óptima del inóculo (DO600nm 0.5) en 284.5 mg de levadura por 

litro de hidrolizado. 

Asimismo, se realizó un estricto seguimiento del agotamiento de los azúcares reductores que 

permitió realizar diversos ajustes en la etapa de fermentación alcohólica. En las pruebas de 

estandarización, en las que se empleó H2SO4 5% v/v en la hidrólisis ácida, se registró el máximo 

agotamiento de azúcares reductores de 2.72 g/L en el hidrolizado de microalgas en un tiempo de 

8 horas de fermentación alcohólica, equivalente al consumo del 41%. Sin embargo, en las pruebas 

complementarias se alcanzó un agotamiento más eficiente de azúcares reductores al emplear 

H2SO4 2.7% v/v, que se atribuye a una menor producción de compuestos inhibidores que 
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permitieron el agotamiento de 5.71 g/L de azúcares reductores en el hidrolizado equivalente al 

consumo del 70% a las 48 horas del proceso fermentativo. No obstante, no se detectó la producción 

de bioetanol bajo el uso de H2SO4 2.7% v/v en la hidrólisis ácida, atribuible a la modificación de 

las condiciones de neutralización que probablemente causaron el desvío energético del 

metabolismo de C. jadinii hacia mecanismos de adaptación y supervivencia debido a una alta 

concentración de sales solubles en el hidrolizado (Tilloy et al., 2014). 

Con base en lo anterior, se recomienda el uso de H2SO4 2.7% v/v frente al H2SO4 5% v/v 

integrando la neutralización del hidrolizado microalgal con bases alcalinas de baja solubilidad que, 

que podrían resultar en la producción eficiente de bioetanol. Cabe mencionar que en estudios 

previos se ha recomendado el uso de una baja concentración de ácidos (1-3% v/v) en el 

pretratamiento de biomasa con hidrólisis ácida con fines fermentativos (Camargo, 2024; Chng et 

al., 2019; El-Mekkawi et al., 2019; Ho et al., 2013). 

Respecto a las pruebas de estandarización con H2SO4 5% v/v, se determinó el rendimiento de 

producción de bioetanol de 0.93 g etanol/g glucosa equivalente al 182.8% respecto al rendimiento 

teórico máximo mediante el análisis de cromatografía líquida de alta resolución (HPLC) para la 

mejor condición de fermentación alcohólica de hidrolizado de microalgas y, con ello, se infirió la 

presencia de otros azúcares reductores que en términos de glucosa arrojan un rendimiento mayor 

al teórico máximo para la producción de bioetanol. Lo que representa una oportunidad para dirigir 

el desarrollo investigativo posterior hacia la caracterización detallada de la composición de los 

azúcares presentes en el hidrolizado microalgal. Sin embargo, se obtuvo un rendimiento de 

producción de bioetanol a partir de biomasa microalgal de 0.075 g etanol/ g biomasa microalgal, 

un resultado competitivo de acuerdo con la bibliografía consultada en esta línea de investigación 

en la que se continúan realizando esfuerzos orientados a la implementación de tecnología 

ambiental sustentable y de vanguardia en la producción de biocombustibles de tercera generación. 
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VI. CONCLUSIONES 

En el presente estudio se estandarizó un proceso reproducible para la obtención de bioetanol a 

partir de biomasa microalgal cultivada en agua residual, evidenciando alta estabilidad y baja 

variabilidad experimental al emplear H₂SO₄ 5% v/v en el pretratamiento de la biomasa con 

hidrólisis ácida. La fermentación alcohólica del hidrolizado mostró un desempeño adecuado de C. 

jadinii, identificándose como condición óptima un inóculo equivalente a una DO600nm de 0.5, al 

favorecer un mayor consumo de azúcares reductores. Bajo estas condiciones, se alcanzaron 

rendimientos de bioetanol comparables con los reportados en la literatura, confirmando el 

potencial de la biomasa microalgal como materia prima para la producción de bioetanol de tercera 

generación en el marco de tecnologías ambientales sustentables, integrando la valorización de 

efluentes con la generación de energía renovable. 

Adicionalmente, las pruebas complementarias confirmaron la recuperación y sacarificación 

eficientes de carbohidratos, sin diferencias significativas entre las concentraciones de ácido 

evaluadas. Sin embargo, el uso de H₂SO₄ 2.7% v/v sugirió una potencial optimización del 

rendimiento de bioetanol, a reserva de realizar pruebas posteriores manteniendo las condiciones 

sugeridas de neutralización del hidrolizado microalgal.  
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ANEXOS 

Anexo A. Método de cuantificación de carbohidratos totales (CHO) 

La cuantificación de carbohidratos totales se llevó a cabo de acuerdo con el método colorimétrico 

de DuBois et al. (1956) que se basa en la hidrólisis de carbohidratos por medio de ácido sulfúrico 

que, al reaccionar con fenol, forman un complejo amarillo-marrón. La intensidad del color, medida 

espectrofotométricamente a 490 nm, es proporcional a la concentración de carbohidratos en la 

muestra. Esta absorbancia se compara con una curva de calibración, lo que permite cuantificar los 

CHO presentes. 

Preparación de la muestra 

1. Suspender 0.15 g de biomasa microalgal en 20 mL de agua destilada en un matraz 

Erlenmeyer. Suministrar agitación constante hasta homogeneizar la muestra. Se 

recomienda un mínimo de 8 horas. Trasvasar a un tubo Falcon. 

2. Agregar 1 mL de agua destilada a un tubo roscado para la preparación del blanco. 

3. Agitar la muestra de biomasa microalgal. Agregar 1 mL de la muestra a un tubo roscado 

en una dilución 1:10 (100 µL de muestra y 900 µL de agua destilada). Realizar por 

triplicado. 

Cuantificación de carbohidratos totales 

1. Dentro de la campana de extracción, agregar con una pipeta 1 mL de fenol 5% m/v a cada 

muestra. 

2. Agregar 5 mL de ácido sulfúrico concentrado a cada muestra, utilizando una bureta sujeta 

por una pinza tipo mariposa a un soporte universal. 

3. Agitar 3 veces. Dejar reposar 10 minutos. Introducir en un baño de agua a temperatura 

ambiente. 

4. Encender el espectrofotómetro Hach DR 3900, seleccionar longitud de onda única y ajustar 

a 490 nm. 

5. Introducir el tubo con el blanco y ajustar a cero. Secar el tubo previamente con un paño de 

microfibra. 

6. Introducir cada muestra y medir absorbancia. Secar los tubos previamente con un paño de 

microfibra. 

7. Calcular el contenido de CHO con la Ecuación 8: 

Ecuación 8 

𝐶𝐻𝑂 [
𝑚𝑔

𝐿
] =

𝐴𝑏𝑠 − 0.0327

0.0119
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Curva de calibración para la cuantificación de carbohidratos totales 

La curva de calibración (Figura 21) se preparó a partir de una solución madre de glucosa (estándar) 

de 519 mg/L. Se prepararon 10 soluciones con una concentración real de 5.19-166.08 mg/L. A 

cada punto de la curva se le agregó 1 mL de fenol 5% m/v y 5 mL de ácido sulfúrico. Se dejó 

reposar por 10 minutos y se introdujo en un baño de agua a temperatura ambiente. Por último, se 

midió la absorbancia en el espectrofotómetro Hach DR 3900 a 490 nm (Tabla 15). 

Tabla 15. Resultados de la curva de calibración de carbohidratos totales (CHO) 

Concentración real 

(mg/L) 
Absorbancia x̄ Absorbancia DESVEST CV (%) 

5.19 0.072 0.080 0.079 0.077 0.004 5.66 

10.38 0.143 0.140 0.147 0.143 0.004 2.45 

20.76 0.272 0.268 0.263 0.268 0.005 1.68 

41.52 0.553 0.508 0.543 0.535 0.024 4.42 

62.28 0.805 0.780 0.786 0.790 0.013 1.65 

83.04 1.062 1.046 1.090 1.066 0.022 2.09 

103.80 1.280 1.278 1.251 1.270 0.016 1.28 

124.56 1.554 1.459 1.549 1.521 0.053 3.52 

145.32 1.766 1.765 1.733 1.755 0.019 1.07 

166.08 1.962 1.941 2.047 1.983 0.056 2.83 

DESVEST: Desviación estándar 

CV: Coeficiente de variación 

 
Figura 21. Curva de calibración de carbohidratos totales (CHO) 
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Anexo B. Método de cuantificación de azúcares reductores (DNS) 

La cuantificación de azúcares reductores se llevó a cabo de acuerdo con el método colorimétrico 

de Miller (1959) que se basa en la reacción de los azúcares reductores con el reactivo DNS (ácido 

3,5-dinitrosalicílico) bajo calor, reduciéndolo a ácido 3-amino-5-nitrosalicílico de tonalidad 

amarillo-anaranjada. La intensidad del color, medida espectrofotométricamente a 540 nm, es 

proporcional a la concentración de azúcares reductores en la muestra. Esta absorbancia se compara 

con una curva de calibración, lo que permite cuantificar los azúcares reductores presentes. 

Preparación de la muestra 

1. Agitar la muestra a cuantificar. 

2. Agregar asépticamente 0.5 mL de la muestra a un tubo roscado cubierto con aluminio en 

una dilución 1:5 (100 µL de muestra y 400 µL de agua destilada). Realizar por triplicado. 

3. Agregar 0.5 mL de agua destilada a un tubo roscado cubierto con aluminio para la 

preparación del blanco. 

Cuantificación de azúcares reductores 

1. Agregar con una pipeta 0.5 mL de reactivo DNS a cada muestra. El reactivo DNS debe 

colocarse en un baño de hielo durante su uso. 

2. Colocar los tubos cubiertos con aluminio en un baño de agua hirviendo durante 5 minutos. 

Los tubos deben estar correctamente cerrados. 

3. Retirar del baño de agua y agregar 5 mL de agua destilada a cada muestra, utilizando una 

bureta sujeta por una pinza tipo mariposa a un soporte universal. Agitar 3 veces. Dejar 

reposar 15 minutos. 

4. Encender el espectrofotómetro Hach DR 3900, seleccionar longitud de onda única y ajustar 

a 540 nm. 

5. Introducir el tubo con el blanco y ajustar a cero. Retirar el aluminio y secar el tubo 

previamente con un paño de microfibra. 

6. Introducir cada muestra y medir absorbancia. Retirar el aluminio y secar los tubos 

previamente con un paño de microfibra. 

7. Calcular el contenido de azúcares reductores con la Ecuación 9: 

Ecuación 9 

𝐴𝑧ú𝑐𝑎𝑟𝑒𝑠 𝑟𝑒𝑑𝑢𝑐𝑡𝑜𝑟𝑒𝑠 [
𝑚𝑔

𝐿
] =

𝐴𝑏𝑠 + 0.0253

0.0007
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Curva de calibración para la cuantificación de azúcares reductores 

La curva de calibración (Figura 22) se preparó a partir de una solución madre de glucosa (estándar) 

de 20.008 g/L. Se prepararon 8 soluciones con una concentración real de 200.08-1600.64 mg/L. A 

cada punto de la curva se le agregó 0.5 mL de reactivo DNS y se colocó en un baño de agua 

hirviendo durante 5 minutos. Se agregaron 5 mL de agua destilada y se dejó reposar por 15 

minutos. Por último, se midió la absorbancia en el espectrofotómetro Hach DR 3900 a 540 nm 

(Tabla 16). 

Tabla 16. Resultados de la curva de calibración de azúcares reductores 

Concentración real (mg/L) Absorbancia x̄ Absorbancia DESVEST CV (%) 

200.08 0.108 0.107 0.116 0.110 0.005 4.47 

400.16 0.249 0.257 0.262 0.256 0.007 2.56 

600.24 0.416 0.418 0.431 0.422 0.008 1.93 

800.32 0.556 0.554 0.565 0.558 0.006 1.05 

1000.40 0.706 0.703 0.722 0.710 0.010 1.44 

1200.48 0.827 0.836 0.846 0.836 0.010 1.14 

1400.56 0.954 0.988 0.962 0.968 0.018 1.84 

1600.64 1.137 1.15 1.119 1.135 0.016 1.37 

DESVEST: desviación estándar 

CV: coeficiente de variación 

 
Figura 22. Curva de calibración de azúcares reductores 
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Anexo C. Preparación de soluciones 

Fenol 5% m/v. Dentro de la campana de extracción, añadir 10 g de fenol a 100 mL de agua 

destilada en un vaso de precipitados. Agitar hasta disolver. Llevar a un volumen final de 200 mL 

en un matraz aforado, realizando lavados del vaso de precipitados. Almacenar en un recipiente de 

vidrio ámbar. 

Reactivo DNS (Ácido dinitrosalicílico). Añadir 8 g de NaOH a 250 mL de agua destilada en un 

vaso de precipitados y agitar hasta disolver. Añadir 150 g de tartrato de sodio y potasio y agitar 

hasta disolver. Cubrir un matraz aforado de 500 mL con aluminio impidiendo la entrada de luz. 

Añadir 5 g de ácido, 3-5 dinitrosalicílico. Disolver con agitación y leve calentamiento. Llevar a un 

volumen final de 500 mL. Agitar 3 veces para mezclar. Almacenar a 4°C en un recipiente de 

plástico cubierto con aluminio. 

Ácido sulfúrico (H2SO4) 5% v/v. Dentro de la campana de extracción, agregar 500 mL de agua 

destilada a un matraz aforado de 1L. Añadir lentamente 50 mL de H2SO4 concentrado y aforar a 

1L con agua destilada. Agitar 3 veces para mezclar. Almacenar en un recipiente de vidrio ámbar. 

Hidróxido de sodio (NaOH) 5M. Añadir 100 g de NaOH a 250 mL de agua destilada en un vaso 

de precipitados. Agitar en baño de agua fría hasta disolver. Cuando la solución esté fría, llevar a 

un volumen final de 500 mL en un matraz aforado, realizando lavados del vaso de precipitados. 

Almacenar en un recipiente de plástico. 

Anexo D. Preparación de medios de cultivo 

Agar YPD (levadura peptona dextrosa) 2%. Añadir 12.5 g de caldo YPD a 250 mL de agua 

destilada en un matraz Erlenmeyer. Disolver con agitación y calentamiento (sin llegar a 

ebullición). Añadir 5 g de agar bacteriológico y disolver nuevamente. Colocar en autoclave a 

120°C (18 psi) por 15 minutos. Distribuir asépticamente el agar en 10 cajas Petri (25 mL c/u) con 

ayuda de una probeta estéril. Dejar enfriar el medio de cultivo. Someter a prueba de esterilidad en 

incubadora a 28°C por 24 horas. Almacenar a 4°C para su conservación. 

Agua de dilución 

Solución patrón A.  

Añadir 3.4 g de fosfato monopotásico (KH2PO4) a 50 mL de agua destilada. Disolver. 

Almacenar en una botella lechera. 
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Solución patrón B. 

Añadir 50 g de sulfato de magnesio (MgSO47H2O) a 100 mL de agua destilada. Disolver. 

Almacenar en una botella lechera. 

Agregar 0.625 mL de la solución patrón A y 2.5 mL de la solución patrón B a 500 mL de agua 

destilada. Distribuir en botellas lecheras (90 mL c/u) y colocar en autoclave a 120°C (18 psi) por 

15 minutos. Dejar enfriar. Almacenar a 4°C para su conservación. 

Caldo YPD (levadura peptona dextrosa) 50 g/L. Añadir 2.5 g de caldo YPD a 50 mL de agua 

destilada en un matraz Erlenmeyer. Disolver con agitación y calentamiento (sin llegar a 

ebullición). Colocar en autoclave a 120°C (18 psi) por 15 minutos. Dejar enfriar. Someter a prueba 

de esterilidad en incubadora a 28°C por 24 horas. Almacenar a 4°C para su conservación. 

Anexo E. Curva de calibración para la densidad celular de acuerdo con la escala de McFarland 

 
Figura 23. Curva de calibración para la densidad celular de acuerdo con la escala de 

McFarland 
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Anexo F. Curvas de calibración para la cuantificación de glucosa y etanol por HPLC 

 
Figura 24. Curva de calibración para la cuantificación de glucosa por HPLC 

 

Figura 25. Curva de calibración para la cuantificación de etanol por HPLC 

Anexo G. Rendimiento de producción de bioetanol a partir de biomasa microalgal 

Se presenta la memoria de cálculo para el rendimiento de producción de bioetanol a partir de 

biomasa microalgal. 

La concentración de CHO iniciales en la biomasa microalgal corresponde al 11.12%, 

11.12% = 0.1112
𝑔𝐶𝐻𝑂𝑡𝑜𝑡
𝑔𝑏𝑖𝑜𝑚𝑎𝑠𝑎
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De acuerdo con las pruebas experimentales en este estudio, la extracción de CHO corresponde al 

74.1% y la sacarificación de CHO en azúcares reductores corresponde al 97.7%, 

0.1112
𝑔𝐶𝐻𝑂𝑡𝑜𝑡
𝑔𝑏𝑖𝑜𝑚𝑎𝑠𝑎

∙ 0.741
𝑔𝐶𝐻𝑂𝑒𝑥𝑡
𝑔𝐶𝐻𝑂𝑡𝑜𝑡

= 0.0824
𝑔𝐶𝐻𝑂𝑒𝑥𝑡
𝑔𝑏𝑖𝑜𝑚𝑎𝑠𝑎

 

 

0.0824
𝑔𝐶𝐻𝑂𝑒𝑥𝑡
𝑔𝑏𝑖𝑜𝑚𝑎𝑠𝑎

∙ 0.977
𝑔𝑔𝑙𝑢𝑐𝑜𝑠𝑎

𝑔𝐶𝐻𝑂𝑒𝑥𝑡
= 0.0805

𝑔𝑔𝑙𝑢𝑐𝑜𝑠𝑎

𝑔𝑏𝑖𝑜𝑚𝑎𝑠𝑎
 

De acuerdo con la reacción química de la fermentación alcohólica (Ecuación 5), 

𝐶6𝐻12𝑂6 → 2𝐶𝐻3𝐶𝐻2𝑂𝐻 + 2𝐶𝑂2 

Y la masa molar del reactivo: glucosa (C6H12O6) y los productos: etanol (CH3CH2OH) y dióxido 

de carbono (CO2), 

𝑀𝑀𝐶6𝐻12𝑂6 = 180.156
𝑔

𝑚𝑜𝑙
 

𝑀𝑀𝐶𝐻3𝐶𝐻2𝑂𝐻 = 46.069
𝑔

𝑚𝑜𝑙
 

𝑀𝑀𝐶𝑂2 = 44.009
𝑔

𝑚𝑜𝑙
 

180.156
𝑔𝐶6𝐻12𝑂6
𝑚𝑜𝑙

→ 2 (46.069
𝑔𝐶𝐻3𝐶𝐻2𝑂𝐻

𝑚𝑜𝑙
) + 2 (44.009

𝑔𝐶𝑂2
𝑚𝑜𝑙

) 

92.138
𝑔𝐶𝐻3𝐶𝐻2𝑂𝐻
𝑚𝑜𝑙

180.156
𝑔𝐶6𝐻12𝑂6
𝑚𝑜𝑙

= 0.511
𝑔𝐶𝐻3𝐶𝐻2𝑂𝐻

𝑔𝐶6𝐻12𝑂6
 

El valor para el rendimiento teórico máximo en la fermentación alcohólica es de 0.511 g etanol/g 

glucosa. Con base en la cuantificación de glucosa y etanol por cromatografía líquida de alta 

resolución (HPLC) se obtuvo un rendimiento de 0.93 g etanol/g glucosa, equivalente al 182.8% 

para la mejor condición de fermentación alcohólica. Así, el rendimiento de producción de 

bioetanol a partir de biomasa microalgal corresponde a 0.075 g etanol/ g biomasa microalgal en el 

presente estudio. 

0.0805
𝑔𝑔𝑙𝑢𝑐𝑜𝑠𝑎

𝑔𝑏𝑖𝑜𝑚𝑎𝑠𝑎
∙ 0.93

𝑔𝐸𝑡𝑂𝐻
𝑔𝑔𝑙𝑢𝑐𝑜𝑠𝑎

= 0.075 
𝑔𝐸𝑡𝑂𝐻
𝑔𝑏𝑖𝑜𝑚𝑎𝑠𝑎
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GLOSARIO DE TÉRMINOS 

Agua residual. Efluente secundario de una planta de tratamiento de aguas residuales municipales 

principalmente compuesto de materia orgánica biodegradable. 

Azúcares reductores. Carbohidratos que actúan como agentes reductores al tener un aldehído o 

cetona libre en su composición molecular. 

Bioetanol. Alcohol de origen biológico producido por la fermentación de azúcares contenidos en 

la materia orgánica. 

Biomasa microalgal. Materia orgánica compuesta predominantemente por microalgas y que se 

utiliza como fuente de energía para la producción de biocombustibles. 

Cromatografía líquida de alta resolución (HPLC). Técnica analítica para la separación y 

cuantificación de los analitos de una muestra que es inyectada en una columna, donde una fase 

móvil líquida bombeada a alta presión propicia la interacción de los componentes con una fase 

estacionaria generando picos en un cromatograma de acuerdo con su tiempo de retención. 

Estandarización. Definición y documentación de características específicas para adaptar un 

proceso a un modelo o patrón. 

Fermentación alcohólica. Degradación anaerobia de glucosa a etanol y CO2 como subproducto 

llevada a cabo por microorganismos. 

Hidrólisis ácida. Alteración de la estructura molecular de los polisacáridos para su degradación 

en azúcares simples empleando ácidos diluidos. 

Repetibilidad. Dispersión característica de resultados obtenidos bajo las mismas condiciones de 

medición. 


