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ABSTRACT

The need for renewable energy sources makes microalgae an essential feedstock for biofuels production. The
molecular aspects and the response to nitrogen (N)-limited conditions with a phytohormone stimulus in micro-
algae have been slightly explored. In this work, Scenedesmus obliquus was used as a study model to analyze the
effect of benzyl amino purine (BAP) and gibberellic acid (GA) coupled to nitrogen limitation on cell growth, bio-
mass and fatty acids. The selected 10-5 M BAP increased the biomass by 1.44-fold, and 10-6 M GA by 1.35-fold.
The total lipids also increased by 2.8 and 1.11-fold, respectively. The 10-5 M BAP and 10-6 M GA addition to
S. obliquus cultures at different initial nitrogen percentages (N-0, N-25, and N-50) showed a significant increase
in cell growth and biomass productivity compared to the unstimulated cultures. BAP N-0 and GA N-0 produced
the highest lipid yields with 55% and 50%, respectively. The lipid profile analysis revealed an increase, particularly
in C18:1 and C16:0 fatty acids. Gene expression analysis showed an over-expression of acyl carrying protein
(ACP), stearoyl-ACP desaturase (SAD), fatty acid acyl-ACP thioesterase (FATA), and diacylglycerol acyltransferase
(DGAT) genes, which were mainly induced by nitrogen limitation. Furthermore, BAP and GA produced a signif-
icant over-expression on these genes in the N-replete cultures. This study shows that BAP and GA, coupled to N
limitation stress, can be used to increase the biomass and lipid production in S. obliquus for sustainable biofuels.

KEYWORDS

Biodiesel; gene expression; lipids; microalgae; nitrogen deficiency; phytohormones

1 Introduction

In recent decades, microalgae have attracted attention due to the wide variety of metabolites that they
synthesize, since they are of interest for several industrial sectors, for example: in functional foods,
nutraceuticals, pharmaceuticals, cosmetics, aquaculture and biofuels [1,2]. For these purposes, the
selection of the appropriate strain and growth conditions are critical.

Scenedesmus obliquus is a microalgae with great potential as a feedstock for biodiesel production; it
proliferates fast, has high biomass productivity, and contains the most suitable fatty acid profile for
biodiesel production [3]. In several species of microalgae, the nutrient limitation, mainly nitrogen (N), has
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shown to be a resource capable of modifying the pattern of carbon storage favoring the triacylglycerol (TAG)
formation [4]. However, N deficiency slows down cell division and growth; therefore, biodiesel production’s
cost-benefit is affected [5]. It has been reported that the supplementation of exogenous phytohormones such as
abscisic acid (ABA), 6-benzyl amino purine (BAP), gibberellic acid (GA) and indole-acetic acid (IAA), among
others, increase the microalgae reproduction, and stimulate the production and accumulation of lipids [6].

Phytohormones are chemical messengers that stimulate and regulate cell growth and division in plants
and microalgae [7]. Phytohormone supplementation in microalgae cultures under nitrogen limitation has
been used as a strategy to increase biomass and lipid biosynthesis in Scenedesmus quadricauda [8] and
Acutodesmus dimorphus [9]. However, gene expression analyses in lipid biosynthesis and accumulation
have been poorly evaluated. For example, some genes involved in fatty acid and TAG syntheses, such as
fatty acid acyl-ACP thioesterase (FATA) and diacylglycerol acyltransferase (DGAT), were over-expressed
in Neochloris oleabundans under N-limiting conditions leading to an over-production of fatty acids [10].
In Haematococcus pluvialis, the expression for acyl carrying protein (ACP), FATA, and stearoyl-ACP
desaturase (SAD) genes positively correlated with increases in monounsaturated fatty acids (MUFAs),
polyunsaturated fatty acids (PUFAs), and oleic acid (C18:1), respectively [11]. In another study, over-
expression of ACP, DGAT, and FATA genes, induced by N limitation or high salinity conditions, showed
a positive correlation with lipid accumulation in Scenedesmus spp. [12].

In this work, we selected 10-5 M BAP and 10-6 M GA, and studied their effect on growth, biomass
productivity, lipid production, and fatty acid profile, in S. obliquus N-limited cultures. Also, the gene
expression of four genes involved in the lipid biosynthetic pathway ACP, FATA, SAD, andDGATwas assessed.

2 Materials and Methods

S. obliquus (UTEX 3031) was obtained from the algae collection of the University of Texas, USA.
Bold’s basal medium (BBM) [13] was used to grow the microalgae. The medium was autoclaved at
121°C for 20 min at 15 psi pressure. S. obliquus was cultured in 1000 mL flasks with 800 mL of sterile
BBM at 22 ± 2°C with a 16:8 h light/dark photoperiod, with white light at 76 μmol m-2 s-1. The cultures
were aerated (1500 cc/min) using an aquarium air pump to supply CO2 (0.04%). The flasks were shaken
twice a day to avoid cell sedimentation. On day 20, this culture was used to inoculate the batch experiments.

2.1 Screening of BAP and GA Concentrations for Improving Growth, Biomass, and Lipid Production

in S. obliquus
Both BAP and GA concentrations of 10-5, 10-6, 10-7, 10-8 M were used to obtain the highest cell growth,

biomass productivity, and lipid values in S. obliquus. BBM standard was used to grow the microalgae. The
cultures cell density was adjusted to an absorbance of 0.2 ± 0.01 measured at an optical density (OD) of
750 nm using a UV-vis spectrophotometer (Thermo ScientificTM GENESYS 10S). Cell growth, biomass,
and lipids were measured every 48 h during 15 days in biological triplicate. The flasks were incubated, as
mentioned above.

2.2 Effect of BAP and GA on Growth, Biomass, and Lipid Content under N-Reduced Conditions
The concentrations of BAP and GA with the best results were 10-5 M and 10-6 M, respectively. These

concentrations were used for the following series of experiments along with different N concentrations:
125 mg L-1, 62.5 mg L-1, and 0 mg L-1 (50%, 25%, and 0% of the total N concentration, to the BBM
standard). The incubation conditions were applied identically, as above mentioned.

2.3 Growth and Dry Biomass Determination
Cell density (cells mL-1) was determined by counting with a Bright-Line Hemocytometer (Hausser

Scientific) using an Olympus CH30 microscope (Nikon Inc.). The biomass in dry weight (DW) was
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estimated based on a linear relationship between OD750 and biomass g L-1 DW, which was obtained after a
multiple data analysis and was calculated using Eq. (1) [14]:

Biomass g L�1
� � ¼ 1:6281 ðOD750Þ � 0:006 R2 ¼ 0:9982

� �
(1)

Biomass productivity (P, g L-1 d-1) were calculated from the Eq. (2):

P ¼ Xt2 � Xt1=t2 � t1 (2)

where Xt2 and Xt1 are the dry cell weight concentration (g L-1) at time t2 and t1, respectively [15].

2.4 Lipid Quantification and Fatty Acids Analysis
The lipid quantification was performed by the sulpho-phospho-vanillin (SPV) method, according to

Park et al. [16] protocol with slight modifications. An aliquot of 0.5 mL of microalgae culture was taken
every 48 h. Cells were recovered by centrifugation at 4000 rpm for 5 min, then washed with deionized
water and dried at 100°C until constant weight. The dry biomass was used for the SPV reaction and lipid
estimation using a GENESYS 10S UV-Vis Spectrophotometer (Thermo Fisher Scientific, USA). For fatty
acids analysis, total lipids were extracted by the Blight-Dyer method [17] from 50 mg of biomass
harvested on the 15th day of incubation. The fatty acids were transmethylated to fatty acid methyl esters
(FAMEs) and analyzed using a Varian CP-3800 gas chromatograph (Varian Inc., Walnut Creek, CA)
equipped with a flame ionization detector (FID) using a Stabilwax capillary column (60 m × 0.25 mm
internal diameter, 0.25-μm film, Catalog Number 10626, Restek Corp, USA) as previously described by
Salas-Montes et al. [18].

2.5 Expression Analysis by qRT-PCR
The S. obliquus cells were recovered after 15 days and freeze-dried. Total RNA extraction was done

using the commercial E.Z.N.A.® Kit (Omega Bio-Tek, USA). For cDNA synthesis, the SuperScript III kit
and oligo (dT)20 were used (Invitrogen, USA). The reaction mixture was: 1 μL of oligo (dT)20 (50 μM),
10 mM dNTP’s Mix, 1 μg of RNA, 1 μL of SuperScript III, 4 μL of 5 × First-Stand Buffer, and 1 μL
DTT (0.1 M). The mixture was incubated at 50°C for 1 h. The cDNA was quantified and diluted to
100 ng cDNA μL-1.

The S. obliquus 18S rRNA gene was used as an internal standard. Details of the oligonucleotides and
product size of the DGAT, ACP, FATA, SAD, and ribosomal genes are described in the Appendix A. Real-
time PCR (qRT-PCR) was performed on a 96-well optical grade plate using a real-time PCR system from
Applied Biosystems StepOneTM (Applied Biosystems, Australia) using RadiantTM Green Lo-ROX qPCR
Kit (Alkali Scientific Inc., USA). The program parameters for amplification were 50°C 2 min, 95°C
2.0 min, 40 cycles of 95°C for 5 s and at 60°C for 1.0 min. Melting curves were generated by a cycle of
95°C for 15 s, 60°C for 1 min and 95°C for 30 s. The samples were evaluated in triplicate, and the data
were analyzed using Applied Biosystems Step One real-time PCR system software (Applied Biosystems,
Mulgrave, AUS). Reference data were obtained from cycles 1 to 40. To normalize the number of
transcripts in each sample, the relative abundance of 18S rRNA was also used as the internal standard.
Gene expression data were analyzed using the 2-ΔΔCt method [19].

2.6 Statistical Analysis
The measurements of growth kinetics, biomass productivity, and gene expression analysis were

conducted in triplicate. The analysis of total lipids and fatty acid profile were performed in duplicate.
Data was analyzed using Prism 7 for Windows software, version 7.00 (GraphPad Software, Inc.).
Significant differences between treatment means for each variable were compared using an analysis of
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Tukey at a 95% confidence level (p < 0.05) comparing mean values for a data set using the analysis of
variance (ANOVA). All SD (standard deviation) values in the graphs were represented as error bars.

3 Results

3.1 Effect of BAP and GA Concentrations on Cell density, Biomass, and Lipid Production in S. obliquus
3.1.1 Analysis of BAP

During the first five days, the cell number in BAP cultures were similar in all four concentrations (10-5,
10-6, 10-7, and 10-8 M). From the seventh to the fifteenth day, the 10-5 M BAP had the highest cell number
with 20.08 × 106 cells mL-1, equivalent to 1.44-fold compared to control (Fig. 1A).

Total lipids were measured as a percent of biomass in DW. In Fig. 1B, 10-5 M BAP increased the lipid
production on the fifth day by 2.8-fold, and on the eleventh day, 10-5 M BAP induced the highest lipid
percent with 27% (DW), while in control it was 16% (DW). Furthermore, biomass productivity was
significantly higher (73.52 mg L-1 d-1) with 10-5 M BAP stimulus compared to the other concentrations (Fig. 1C).

Figure 1: Algal growth rates (A), percentage of lipids (DW) (B), and biomass productivity (mg L-1 d-1) (C),
in BAP-stimulated S. obliquus cultures at different concentrations: 10-5 M, 10-6 M, 10-7 M, and 10-8 M. The
error bars indicate the standard deviation of the mean. * indicate the significant differences ANOVA (p <
0.05). Tukey’s multiple comparison test was used when the ANOVA detected significant differences (p <
0.05) between each condition. Data with different letters are significantly different. NS = non-significant data
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3.1.2 Analysis of GA
GA (10-6 M) induced the highest cell growth with 16.44 × 106 mL-1 cells, improving the cell number by

1.35-fold more than the control (12.15 × 106 cells mL-1) (Fig. 2A). On the last day of the experiment
(day 15), 10-6 M GA produced the highest lipid yield and biomass productivity, with 17.8% (DW) and
59.88 mg L-1 d-1, respectively (Figs. 2B and 2C).

These results were used for the following N-limited analyses.

3.2 Effect of BAP and GA on Cell Density, Biomass and Lipid Production in S. obliquus under N-Limited

Conditions
In all N-limited and N-replete (controls) assays, 10-5 M BAP and 10-6 M GA increased cell density

compared to the non-stimulated cultures. BAP N-100 and GA N-100 had the highest cell number. In
N-limited experiments, the most relevant results were in the BAP N-0 and GA N-0 cultures, where cell
numbers increased to 6.91 × 106 cells mL-1 and 5.19 × 106 cells mL-1, respectively (Figs. 3A and 4A),

Figure 2: Algal growth rates (A), percentage of lipids (DW) (B), and biomass productivity (mg L-1 d-1) (C),
in GA-stimulated S. obliquus cultures at different concentrations: 10-5 M, 10-6 M, 10-7 M, and 10-8 M. The
error bars indicate the standard deviation of the mean. * indicate the significant differences ANOVA (p <
0.05). Tukey’s multiple comparison test was used when the ANOVA detected significant differences (p <
0.05) between each condition. Data with different letters are significantly different. NS = non-significant data
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two-fold as much as the N-0 cultures without stimulus. Biomass productivity increased to 1.80-fold higher
than the N-100 control, with 76.16 mg L-1 d-1 (DW) in BAP N-100 and 73.53 mg L-1 d-1 (DW) in BAP N-50
(Fig. 3B). For GA treatments, all biomass productivities were higher than non-stimulated ones. GA N-0 had
the major difference in biomass productivity, which was 32.00 mg L-1 d-1 (DW), 1.48-fold more than the
control (Fig. 4B).

BAP and GA, coupled to N-limitation, also altered lipid production. BAP N-0 produced the highest lipid
yield with 55% (DW) and for GA N-0, it was 50%. At day three, BAP N-0 culture had a significant increase
in lipid production from 1.4-1.8-fold compared to the other BAP N-limited experiments, and on day seven, a
6.0-fold increase (53.9% lipid yield DW) compared to N-100 (Fig. 3C).

GA N-100 did not show a significant lipid production difference compared to N-100 without stimulus
(Fig. 4C). At the experimental endpoint (day 15), the controls (N-100 without phytohormones) produced a

Figure 3: Algal growth rates (A), biomass productivity (mg L-1 d-1) (B), and lipid percentage (DW) (C) of
S. obliquus. Each chart shows the 10-5 M BAP stimulus in S. obliquus at different N percentages: 0% (BAP
N-0), 25% (BAP N-25), 50% (BAP N-50), 100% (BAP N-100), and without 10-5 M BAP stimulus at
different N-percentages: 0% (N-0), 25% (N-25), 50% (N-50), 100% (N-100). In growth kinetics chart, *,
**, °, and °°, indicate the significant differences in each pair from the third to the fifteenth day. The error
bars indicate the standard deviation of the mean. Tukey’s multiple comparison test was used when the
ANOVA detected significant differences (p < 0.05) between each condition. NS= non-significant data
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16% maximum lipid in S. obliquus DW. BAP N-0 and GA N-0 exceeded these results by 3.4 and 3.1-fold,
respectively (Figs. 3C and 4C).

3.3 Effect of BAP and GA on the Fatty Acid Profile of S. obliquus under N-limited Conditions
The methylated fatty acids profiles induced by 10-5 M BAP and 10-6 M GA under N-limited conditions

are shown in Tab. 1. BAP N-0 had the most significant increase in C18:1 (41.12%), and BAP N-100, the
highest palmitic acid C16:0 (22.58%) accumulation. The saturated fatty acid (SFA) composition
decreased to 21.41% with BAP N-0 treatment. In GA N-0 experiments, C18:1 was the predominant fatty
acid with 39.21%, and at GA N-100, the highest increase was for palmitic acid (C16:0) with 37.31%.
The BAP stimulus and higher N deficiency stress degree increased MUFAs and PUFAs percentages. The
GA stimulus, along with increased N limitation in S. obliquus, led to a decrease in SFAs compared to the
GA N-100 control. Also, MUFAs values increased in a manner dependent on N limitation. Treatment
with GA N-0 produced the maximum accumulation of MUFAs with 43.07%, 1.68-fold more than the
control. In GA N-100, the SFAs composition was the highest at 53.70%, while it was 29.35% in control
N-100 without stimulus.

Figure 4: Algal growth rates (A), biomass productivity (mg L-1 d-1) (B), and lipid percentage (DW) (C) of S.
obliquus. Each chart shows the 10-6 M GA stimulus in S. obliquus at different N percentages: 0% (GA N-0),
25% (GA N-25), 50% (GA N-50), 100% (GA N-100), and without 10-6 M GA stimulus at different
N-percentages: 0% (N-0), 25% (N-25), 50% (N-50), 100% (N-100). In growth kinetics chart, *, **, °,
and °°, indicate the significant differences in each pair from the third to the fifteenth day. The error bars
indicate the standard deviation of the mean. Tukey’s multiple comparison test was used when the
ANOVA detected significant differences (p < 0.05) between each condition. NS= non-significant data
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3.4 Effect of BAP and GA in S. obliquus under N-Limited Conditions on the Expression of ACP, FATA,

SAD, and DGAT
All N-limited treatments, with and without 10-5 M BAP, induced an over-expression in the four genes

analyzed (Figs. 5A–5D). Over-expression was N-concentration dependent, with significant differences (p ≤
0.05) in ACP, DGAT, and FATA genes. The BAP N-0 treatment showed a higher expression of ACP with a
1.26-fold increase compared with the N-0 control, and a 3.5-fold increment compared to the non-stimulated
N-100 control (Fig. 5A). FATA expression was the most pronounced with a 4.0-fold increase in the BAP
N-0 and N-0 BAP-less treatments. FATA expression levels were 2.0-fold higher in BAP N-100 compared
to the N-100 experiment (Fig. 5B). In SAD, the BAP N-limited treatments induced a gene expression
increment of up 2.3-fold compared to N-100 control (Fig. 5C). DGAT expression in BAP N-limited
cultures was not significantly different from the N-limited controls; nonetheless, N-100 BAP increased
1.7-fold and N-0 BAP 2.2-fold DGAT expression with respect to the N-replete control (Fig. 5D).

Table 1: Fatty acid profiles (percentage of total fatty acids) of S. obliquus grown under phytohormones and
N-limited conditions

Fatty
acids

Controls (% N) BAP (% N) GA (% N)

0 25 50 100 0 25 50 100 0 25 50 100

C14:0 0.2 ±
0.02a

0.4 ±
0.52a

0.27 ±
0.06a

0.8 ±
0.04a

2.09 ±
0.57a

0.39 ±
0.05a

0.39 ±
0.07a

0.4 ±
0.54a

0.21 ±
0.02a

0.33 ±
0.05a

0.32 ±
0.01a

0.76 ±
0.13a

C16:0 16.74 ±
0.02a

19.18 ±
1.72a

16.07 ±
1.01a

14.92 ±
1.71ab

12.65 ±
0.93ab

15.91 ±
4.01a

22.29 ±
2.49c

22.58 ±
1.09c

14.69 ±
0.72ab

22.3 ±
0.6c

33.8 ±
0.36d

37.31 ±
1.06e

C16:1 4.01 ±
0.64a

4.03 ±
0.69a

4.6 ±
0.28a

2.45 ±
0.33a

3.81 ±
0.19a

2.52 ±
0.19a

3.37 ±
0.20a

2.51 ±
0.22a

3.87 ±
0.26a

3.99 ±
0.25a

3.59 ±
0.66a

4.12 ±
0.15a

C16:2 1.93 ±
0.91a

1.52 ±
0.38a

1.97 ±
1.05a

1.2 ±
0.3a

1.93 ±
0.4a

1.8 ±
0.58a

1.37 ±
0.2a

1.11 ±
0.06a

1.57 ±
0.09a

1.61 ±
0.12a

1.47 ±
0.01a

1.08 ±
0.24a

C16:3 1.54 ±
0.19a

1.3 ±
0.06a

0.89 ±
0.08ac

3.18 ±
0.11b

0.4 ±
0.25c

1.55 ±
0.29a

2.46 ±
0.55b

0.77 ±
0.30ce

0.3 ±
0.04c

1.13 ±
0.44a

0.92 ±
0.07ae

0.76 ±
0.16ce

C18:0 5.16 ±
0.07a

5.69 ±
0.85a

2.03 ±
1.72b

2.32 ±
1.81b

3.43 ±
0.01b

10.08 ±
0.86c

6.78 ±
0.03d

3.05 ±
0.02b

4.36 ±
0.12b

4.0 ±
0.34b

4.7 ±
0.02b

4.08 ±
0.26b

C18:1 37.66 ±
0.80a

29.02 ±
4.10b

31.33 ±
0.97c

21.66 ±
0.74d

41.12 ±
0.63e

30.03 ±
3.03c

26.92 ±
1.25f

25.01 ±
0.79bf

39.21 ±
0.47e

26.95 ±
1.51bf

16.72 ±
1.09g

9.31 ±
0.32h

C18:2 n6 16.1 ±
0.1a

14.79 ±
1.69a

21.82 ±
0.53b

14.43 ±
1.8ac

16.95 ±
0.37ad

15.68 ±
0.63a

16.74 ±
0.69a

16.78 ±
0.48ad

16.84 ±
0.35ad

17.24 ±
0.79ad

15.90 ±
0.02a

15.35 ±
0.21c

C18:3 13.28 ±
0.33a

19.28 ±
2.11b

16.16 ±
1.06a

27.66 ±
0.6c

14.39 ±
0.3a

17.57 ±
1.65bc

16.98 ±
3.86ac

20.98 ±
0.11d

15.52 ±
0.5a

16.11 ±
0.97a

14.33 ±
0.15a

15.68 ±
0.77a

C20:0 3.43 ±
0.98a

4.8 ±
1.25a

4.88 ±
0.27a

11.28 ±
1.25b

3.23 ±
0.5ac

4.46 ±
1.59a

2.69 ±
0.45c

6.8 ±
0.34d

3.42 ±
0.5a

5.88 ±
0.13d

8.23 ±
0.1e

11.55 ±
0.01b

SFA 25.92 ±
0.92a

25.1 ±
1.52a

18.36 ±
1.06b

29.38 ±
1.04c

21.41 ±
0.57b

30.84 ±
0.50d

32.15 ±
0.77d

32.83 ±
0.54d

22.68 ±
0.22b

32.58 ±
0.55d

47.04 ±
0.61e

53.7 ±
1.13f

MUFA 41.67 ±
1.02a

33.05 ±
1.72bc

35.93 ±
1.01b

24.11 ±
0.71d

44.92 ±
0.93a

32.55 ±
0.79c

30.29 ±
1.49c

27.52 ±
1.09d

43.07 ±
0.72a

30.94 ±
0.6c

20.3 ±
0.96e

13.43 ±
1.06f

PUFA 32.4 ±
2.04a

41.85 ±
0.89b

45.71 ±
0.98c

46.52 ±
0.63c

33.67 ±
1.49a

36.61 ±
0.69d

37.55 ±
0.8de

39.65 ±
0.22e

34.25 ±
0.26ad

36.48 ±
0.75d

32.65 ±
0.66a

32.87 ±
1.15a

BAP: benzyl amino purine and GA: gibberellic acid. C12:0, lauric acid; C14:0, myristic acid; C16:0, palmitic acid; C16:1 palmitoleic acid; C18:1,
oleic acid; C18:2 n6, linoleic acid; C18:3, linolenic acid; C20:0, arachidic acid, SFA: saturated fatty acid; MUFA: monounsaturated fatty acid; and
PUFA: polyunsaturated fatty acid. Values are presented as mean ± standard error (n = 2). Different letters within the same row for each fatty acid
indicate values are significantly different at 95% confidence level according to Tukey’s test.
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The ACP, DGAT, and FATA expressions in the GA N-100 cultures increased by 3.3, 2.0, and 2.1-folds,
respectively, compared to N-100 treatment. The ACP and DGAT over-expression in N-limited (N-0, N-25,
and N-50) treatments were slightly higher than the GA N-limited experiments (Figs. 6A and 6B). SAD
expression levels in GA-induced cultures were not significantly higher (p ≤ 0.05) than N-limited tests
without stimulus. Although, there was a 2.0-fold SAD expression increase in the total N-absence
compared to the N-100 trial (Fig. 6C). FATA expression in N-limited and unstimulated GA treatments
were higher than those with GA-added, increased expression by 4.1-fold with N-0, 2.9 with N-25, and
2.65-fold with N-50, compared with N-100 (Fig. 6D).

4 Discussion

Recently, phytohormone supplementation has been used to improve microalgae growth, division, and
metabolite production [20]. However, the biochemical effects of phytohormones on various microalgae
species are not entirely established. There is little knowledge about the functional role of BAP and GA in
S. obliquus physiology under N-limited stress conditions. Therefore, our research aims to determine the
usefulness of these chemical regulators for their potential use in the biotechnology field.

Figure 5: Relative expression of (A) ACP, (B) FATA, (C) SAD, and (D) DGAT in S. obliquus. The relative
expression levels of S. obliquus genes are represented; the black bars represent the expression at different N-
percentages: 0%, 25%, 50%, and 100%, without BAP supplementation and the grey bars represent the gene
expression at the same N-percentages: 0%, 25%, 50%, and 100%, with 10-5 M BAP supplementation. The
analysis by qRT-PCR was normalized with the constitutive gene 18S-ribosomal. The error bars represent one
standard deviation. Data with * are significantly different, by the Tukey’s test p < 0.05
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4.1 Cell Density, Biomass Productivity and Lipids Induced by BAP and GA
The physiological effects of cytokinins and gibberellins in microalgae are similar to those exerted on

plants. When these hormones were applied exogenously to some microalgae strains, cell growth, biomass,
and photosynthetic pigments increased [21].

S. obliquus lipid yield increased significantly on the fifth day of the experiment by 2.85-fold (19.70%
DW) (Fig. 1B). Similarly, Czerpak et al. [22], observed a biomass increase and in the α- and β-carotene
production in Chlorella pyreinosa as BAP concentration increased. In C. pyreinosa, BAP increased
biomass, and the production of α-linoleic acid had an increment by 3.03-fold [23]. S. obliquus contains
12%–14% of lipids DW [24]; compared to these results, 10-5 M BAP application increased lipid yield to
27% DW. According to Yu et al. [25], BAP could change the carbon metabolic flow towards fatty
acid synthesis. On the other hand, 10-6 M GA generated the highest biomass productivity with 59.88 mg
L-1 d-1, while the cell number was 1.35-fold more elevated than the control (Figs. 2A and 2C). GA has
several applications in the agro-industrial sector because of its multifunctional activity as it induces plant
growth, stimulates seed germination, intervenes in cell elongation, and responds to abiotic stress [26]. Du
et al. [27] observed an increase in biomass concentration in C. pyreinosa cultures stimulated with 10 and
20 mg L-1 GA. In another report, the exogenous addition of 10-7–10-6 M GA increased cell number and
photosynthetic pigments under stress conditions by heavy metals such as cadmium and lead [28]. Unlike

Figure 6: Relative expression of (A) ACP, (B) FATA, (C) SAD, and (D) DGAT in S. obliquus. The relative
expression levels of S. obliquus genes are represented; the black bars represent the expression at different N-
percentages: 0%, 25%, 50%, and 100%, without GA supplementation and the grey bars represent the gene
expression at the same N-percentages: 0%, 25%, 50%, and 100%, with 10-6 M GA supplementation. The
analysis by qRT-PCR was normalized with the constitutive gene 18S-ribosomal. The error bars represent
one standard deviation. Data with * are significantly different, by the Tukey’s test p < 0.05
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BAP, GA did not show a significant increase in lipid synthesis (Fig. 2B). This behavior was described in
Chlamydomona reinhardtii [29] and Chlorella vulgaris [30].

4.2 Cell Density, Biomass Productivity and Total Lipids Induced with BAP and GA under N-Limited

Conditions
N limitation is the most widely used strategy to induce higher accumulation of neutral lipids in

microalgae, since it stimulates the hydrolysis of phospholipids, increases the intracellular fatty acid
fraction of acyl-Coenzyme-A (acyl-CoA) and activates diacylglycerol acyltransferase (DGAT), which in
turn catalyzes the conversion of acyl-CoA to triacylglycerol (TAG) [31]. However, it simultaneously
induces rapid protein biodegradation and a dramatic decrease in cell growth and biomass productivity
[32]. The phytohormone application in N-limited microalgae cultures has resulted in high lipid and
biomass productivity in Acutodesmus obliquus [33] and Graesiella emersonii NC-M1, and Chlorophyta
sp. NC-M5 [34]. To our knowledge, this is the first report where BAP and GA are used with nitrogen
limitation to stimulate lipid production and prevent a drastic drop in cell density. We found that N
limitation in S. obliquus supplemented with 10-5 M BAP significantly improved the biomass productivity
1.65-1.92-fold compared with the N-limited trials without BAP. It also significantly increased lipid yield
(up to 1.8-fold) compared to N-reduced assays without BAP (Figs. 3A–3C). There is evidence that
cytokinins confer increased resistance to abiotic stress in plants, promote photosynthesis, stimulate
protein synthesis in chloroplasts, and regulate carbon and nitrogen metabolism [35]. The increase in lipids
content in the N absence/limitation is attributed to a redistribution of carbon from carbohydrate
biosynthesis to lipid synthesis [36], and an increase in the activity of ATP synthetase, calmodulin, and
cyclic electron flow in photosystem I [37].

On the other hand, when 10-6 M GAwas added to the N-limited S. obliquus cultures, cell density was
significantly higher from 1.14 to 2.17-fold than the untreated cultures (Fig. 4A). The effect of GA on lipid
production was not as pronounced as in the case of BAP, probably because of the carbon flow directed
towards carbohydrate synthesis to maintain cell growth in the face of N deficiency [38]. However, the N
limitation stress induced a significant lipid increase compared to the N-replete controls (Fig. 4B). There
are few known about the role of the phytohormones in microalgae metabolism under abiotic stress;
however, an expected mechanism for stress regulation and lipid biosynthesis involves cellular responses
such as over-expression of ribulose 1,5 bisphosphate carboxylase/oxygenase gene (RBCL), improved
photosynthetic and chlorophyll efficiency, and increased production of antioxidases and antioxidants [39].

4.3 S. obliquus Fatty Acid Profile Stimulated with BAP and GA under N-Limited Conditions
The S. obliquus fatty acids profile was modified under the BAP N-limited conditions (Tab. 1). N-0 BAP

had a considerable impact on the relative abundance of MUFAs, particularly C18:1, with a 19% increase, a
7.97% decrease in SFA, and 12.85% decrease in PUFAs, compared to the N-100 treatment without BAP
stimulus. These results are relevant because high oleic acid percentages and lower amounts of PUFAs
increase the oxidative biodiesel stability and significantly reduce the nitrogen oxides (NOx) generation
[40]. In agreement with our results, S. obliquus also had an increase in C18:1 by subjecting to N-depleted
conditions [41]. BAP supplementation in Scenedesmus sp. LX1 caused an increase in MUFAs, and as the
BAP dose increased, PUFAs decreased [42]. For the GA effect in S. obliquus, we found that the most
abundant fatty acids were C16:0, C18:0, and C18:1. Similar results were obtained by Jusoh et al. [30]
in C. vulgaris.

The relative abundance of SFAs in S. obliquus N-limited, decreased with increasing nutritional stress,
while the MUFAs composition became more abundant with increasing N deficiency. These data are
consistent with those of Zhao et al. [36] in Monoraphidium sp. and Renuka et al. [33] in A. obliquus. An
oil with a high proportion of MUFAs and SFAs is critical for improving biodiesel quality since properties
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such as viscosity, cetane number, and iodine value are optimized [43]. The results suggest that it is possible to
use BAP or GA to induce S. obliquus oil enrichment selectively with SFAs or MUFAs.

4.4 Gene Expression Analysis
N limitation stress in microalgae or exogenous phytohormone application increase the gene-expression

in the fatty acid biosynthetic pathway [44,45]. However, few studies have evaluated the expression of genes
involved in lipid synthesis under phytohormone stimulus and N limitation.

In this study, three genes from the fatty acid biosynthesis in microalgae were selected: the ACP, SAD and
FATA, and DGAT, which are involved in TAG synthesis. Acyl-carrying protein (ACP) is essential for the de
novo synthesis of fatty acids, it is responsible for binding and transporting the acyl chains to enzymes
involved in the condensation, reduction and dehydration cycles in fatty acid (FA) biosynthesis [46]. ACP
over-expression was obtained in all BAP and GA treatments N-limited. ACP expression level increased
3.5-fold with BAP N-0 and 3.8-fold with GA N-50, both compared to their N-100 controls without
stimulus (Figs. 5A and 6A). Similarly, Sharma et al. [12], showed in Scenedesmus dimorphus and
S. quadricauda that ACP expression increases by 3.0 and 9.0-fold, respectively, under N-limited
(2.5 mM) conditions. In contrast, BAP did not affect ACP regulation in Botryococcus braunii; however,
with GA (15 mg L-1), ACP was over-expressed by up to 6.5-fold [47].

Of all the genes analyzed, FATA expression was the most pronounced (increased up to 4.0-fold). FATA
primary function is to produce free fatty acids by hydrolyzing oleoyl-ACP substrates, mainly C18:1-ACP
[48]. The over-expression of some thioesterase genes under N deficiency conditions increased fatty acid
production by regulating the feedback rate of fatty acid biosynthesis [49]. In this study, we found that the
higher the N deficiency, the higher the FATA over-expression. BAP and GA induced FATA over-
expression; however, N limitation was the main factor that triggered gene-expression (Fig. 5B). This
behavior is related to S. dimorphus and S. quadricauda results, where FATA was over-expressed under N-
limited conditions by 1.5 and 7.0-folds, respectively [12].

The FATA expression with GA N-100 was 2.0- fold higher than its N-100 control (Fig. 6B). It was
reported that GA stimulates esterase activity in C. pyrenoidosa [50]. The results are consistent with those
of Sivaramakrishnan and Incharoensakdi [51], where FATA expression increased by 1.8-fold in Chorella
sp. In the case of BAP N-100 treatment, it also produced a 2.0-fold increase in FATA expression.
Similarly, in C. pyrenoidosa, BAP increased by 2.0-fold FATA expression, while in B. braunii, the
addition of BAP increased FATA expression by 63.50-fold [27].

The oleic chains synthesis are primarily due to the action of SAD. After stearoyl-ACP (C18:0-ACP) is
formed, SAD converts it to C18:1-ACP by introducing a double bond at the Δ9 position, then being
transported out of the chloroplast [52]. The N limitation coupled to BAP or GA stimulus resulted in over-
expression of SAD by 1.33-2.35-fold (Figs. 5C and 6C). Similarly, in S. dimorphus SD12 and SD16, the
N-deficit stress increased the SAD expression by 1.0 and 1.5, respectively [12]. Although SAD expression
increases were not as pronounced, S. obliquus oil had a considerable enrichment in C18:1 (Tab. 1). The
same behavior was obtained in B. braunii [53]. The BAP and GA effect on SAD overexpression was
similar to that of N-limited and non-stimulated controls. Like our results, GA also did not increase SAD
expression in C. pyreinosa [27]. The SAD expression had a significant increase with BAP N-0 treatment
(Fig. 5C). This result suggests that oleic acid accumulation can be induced since SAD has shown a
positive correlation with C18:1 [11]. DGTA exhibited an over-expression in BAP N-100 and GA N-
100 trials, compared to the non-supplemented N-100 controls (Figs. 5D and 6D). BAP N-0 increased the
DGAT expression by 2.0-fold, although, there were no significant differences with its N-0 control
(Fig. 6D). DGTA has been positively correlated with lipid accumulation since it is the enzyme that
catalyzes the last step for TAG biosynthesis [54]. In this work, as the N limitation incremented, the fatty
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acids C16:0 and C18:1 increased (Tab. 1). It has been seen that DGAT favors the addition of the C16:0 or
C18:1 chains to the sn-3 position of diacylglycerols (DAG) [55]. In comparison with our results, other
microalgae species have shown a similar increase in N-deficit induced DGAT expression, for example, in
S. dimorphus SD12, and S. quadricauda SQ19, DGAT increased 1.5, and 2.0-fold, respectively [12]. In
Graesiella emersonii, DGAT expression increased 3.17-fold when a mixture of IAA and kinetin were
applied under N-limited conditions [34].

Currently, the mechanism of action by which phytohormones alter or regulate the expression levels of
genes involved in microalgae lipid metabolism is not entirely elucidated. However, BAP and GA can control
the metabolic flow towards fatty acid synthesis, promote glycolysis, interferes in the mevalonate pathway,
and direct the carbon flow to pyruvate and acetyl-Co synthesis [25,56].

5 Conclusion

Optimal concentrations of 10-5 M BAP and 10-6 M GA increased cell growth and biomass productivity
in S. obliquus. GA did not affect the total lipid production, and BAP increased the lipids to 27%. Exogenous
10-5 M BAP and 10-6 M GA supplementation along with nitrogen-starvation produced a lipid yield of 55%
and 50% yield, respectively, and maintained the microalgal growth. The proportions of fatty acid
compositions were also affected, leading to high values of C16:0 and C18:1, which are indispensable for
biodiesel’s good quality. The ACP, SAD, FATA, and DGAT expressions were up-regulated mainly by the
increment of the N-limited conditions.

This study generated relevant information to increase cell growth, biomass, and lipid yield in
S. obliquus, which has excellent potential as a raw material for biodiesel production due to the quality of
its oil and the capacity to accumulate high quantities of oil. It also provides data on the regulation of
some key genes in lipid synthesis, which can be considered in metabolic engineering strategies to
optimize lipid productivity in microalgae for sustainable biofuels.
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Appendix

Appendix A: qRT-PCR primers used for S. Obliquus gene expressions analysis

Gene Primer Primer sequence (5’–3’) Amplicon
size (bp)

Annealing
T (°C)

ACP Forward 5´- AGAAGATCGAGCCGGCAAA -3´ 350 55

Reverse 5´- CTTCTGTTTGTCTGTGCTGCA -3´

FATA Forward 5´- ATGCCGGACATGGACCACCTA -3´ 200 62

Reverse 5´- GCACCTGGGTGACCATCAACA -3´

SAD Forward 5´- TGCTGAAGCCGGTGGACAA -3´ 450 55

Reverse 5´- GATGAGGTTCTGGATGGTTAC -3´

*DGAT Forward 5´- AGAAGATCGAGCCGGCAAA -3´ 500 55

Reverse 5´- CTTCTGTTTGTCTGTGCTGCA -3´

18s rRNA Forward 5´- ATATCTTCACGAAGCGCATG -3´ 200 58

Reverse 5´- TGTACTCATTCCAATTACCAG -3´
* [12]
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ACRÓNIMOS 
ABA ácido abscísico 

ACP proteína portadora de acilo 

AG ácido giberélico  

AG N-0 ácido giberélico y nitrógeno al 0% 

AG N-25 ácido giberélico y nitrógeno al 25% 

AG N-50 ácido giberélico y nitrógeno al 50% 

AG N-100 ácido giberélico y nitrógeno al 100% 

AGMI ácidos grasos monoinsaturados 

AGPI ácidos grasos poliinsaturados 

AGS ácidos grasos saturados 

AIA ácido indol acético 

BAP bencilaminopurina 

BAP N-0 bencilaminopurina y nitrógeno al 0% 

BAP N-25 bencilaminopurina y nitrógeno al 25% 

BAP N-50 bencilaminopurina y nitrógeno al 50% 

BAP N-100 bencilaminopurina y nitrógeno al 100% 

CoA coenzima A 

DAG diacilglicerol 

DGAT diacilglicerol aciltransferasa 

DTT ditiotreitol 

FATA ácido graso acil-ACP tioesterasa 

FH fitohormonas 

GAs giberelinas 

MEAG metil estéres de ácidos grasos  

RBCL ribulosa bisfosfato carboxylasa subunidad larga 

SAD estearoil-ACP desaturasa 

SFV sulfofosfovainillina 

TAGs triacilgliceroles 
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RESUMEN 

La necesidad de fuentes de energía y alimentos, hace de las microalgas muy 

importantes a nivel industrial ya que pueden ser una solución sostenible para la demanda 

global de insumos. La bioquímica y los aspectos moleculares de microalgas en respuesta 

a una limitación de nitrógeno (N) acoplada a un estímulo con fitohormonas han sido poco 

exploradas. Primero, analizamos el efecto de dos fitohormonas junto con una limitación 

de N sobre cuatro factores: densidad celular, biomasa, acumulación de lípidos y expresión 

génica en Scenedesmus obliquus. Se evaluaron concentraciones de 10-5-10-8 M de 

bencilaminopurina (BAP) y ácido giberélico (AG) y se seleccionaron las de mejor 

respuesta. BAP 10-5 M y AG 10-6 M aumentaron la biomasa en 1.44 y 1.35 veces; y los 

lípidos en 2.8 y 1.11 veces, respectivamente. El efecto de BAP 10-5 M y AG 10-6 M 

acoplados a una deficiencia de N (N-0, N-25 y N-50) incrementaron significativamente la 

respuesta de los cuatro factores evaluados. BAP N-0 y AG N-0 produjeron rendimientos 

de lípidos de 55% y 50%, respectivamente (controles 16%). El perfil lipídico mostró un 

incremento en los ácidos grasos C18:1 y C16:0. Los análisis de expresión de ACP, SAD, 

FATA y DGAT, revelaron una sobreexpresión (2.0-4.0 veces), principalmente en ausencia 

de N. En la segunda parte de este trabajo, probamos diversas mezclas de disolventes 

menos tóxicos, aplicamos y optimizamos la extracción asistida con irradiación infrarroja 

(EAIR) para incrementar la obtención de lípidos. Demostramos que, este proceso de 

extracción “verde”, generó los rendimientos más altos (24.2%) en comparación con las 

extracciones de Folch, Bligh-Dyer y Soxhlet (4-22%). Aquí proveemos información valiosa 

para potenciar la producción y obtención de aceite de S. obliquus, relevante a nivel 

industrial.  

Palabras clave: Scenedesmus obliquus, Fitohormonas, Depleción de nitrógeno, Lípidos, 

Ácidos grasos, Expresión de genes, Extracción asistida por irradiación infrarroja, 

Metodología de superficie de respuesta. 
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ABSTRACT 
 

The need for energy and food sources makes microalgae very important at the industrial 

level as they can be a sustainable solution to the global demand for inputs. The 

biochemistry and molecular aspects of microalgae in response to nitrogen (N) limitation 

coupled to a phytohormone stimulus have been little explored. First, we analyzed the effect 

of two phytohormones coupled with N limitation on four factors: cell density, biomass, lipid 

accumulation, and gene expression in Scenedesmus obliquus. Concentrations of 10-5-10-

8 M benzyl amino purine (BAP) and gibberellic acid (GA) were evaluated, and those with 

the best response were selected. BAP 10-5 M and AG 10-6 M increased biomass by 1.44 

and 1.35-fold, and lipids by 2.8 and 1.11-fold. The effect of BAP 10-5 M and AG 10-6 M 

coupled to N deficiency (N-0, N-25, and N-50) significantly increased the response of the 

four factors evaluated. BAP N-0 and AG N-0 produced 55% and 50% lipid yields, 

respectively (controls 16%). The lipid profile showed an increase in C18:1 and C16:0 fatty 

acids. Gene expression analysis of ACP, SAD, FATA and DGAT, revealed an 

overexpression (2.0-4.0-fold), mainly in the absence of N. In the second part of this work, 

we tested different mixtures of less toxic solvents, we applied, and optimized the infrared 

irradiation assisted extraction (IRAE) to increase lipid extracts. We demonstrated that this 

"green" extraction process generated the highest yields (24.2%) compared to Folch, Bligh-

Dyer, and Soxhlet extractions (4-22%). Here, we provide valuable information to enhance 

the production and obtainment of industrially relevant S. obliquus oil.  

 

Keywords: Scenedesmus obliquus, Phytohormones, Nitrogen-limited, Lipids, Fatty acids, 

Gene expression, Infrared irradiation assisted extraction, Response surface methodology. 
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1. INTRODUCCIÓN 
La demanda global de energía y alimentos supera los recursos actualmente 

disponibles, y conforme el crecimiento poblacional continúe, será imperativo el desarrollo 

de recursos renovables y ambientalmente amigables. En las últimas décadas, las 

microalgas han llamado la atención en diversos sectores industriales debido a la gran 

variedad de metabolitos que sintetizan, por ejemplo: en alimentos funcionales, 

nutracéuticos, productos farmacéuticos, cosméticos, acuicultura y en los biocombustibles 

(Pulz y Gross 2004; Pienkos y Darzins 2009).  

Las microalgas son procariotas (como las cianobacterias) o eucariotas (como las 

algas verdes) de tamaño microscópico, se les considera los organismos más primitivos y 

dominantes del planeta con capacidad de realizar la fotosíntesis. Su mecanismo 

fotosintético es similar al de las plantas, sin embargo, por su estructura celular simple y 

al estar sumergidas en ambientes acuáticos, son más eficientes que las plantas al 

convertir la energía solar en biomasa ya que obtienen de manera más asequible 

nutrientes como dióxido de carbono (CO2) y agua (H2O) (Brown y Zeiller 1993).  

Como materia prima, las microalgas tienen considerables ventajas sobre las 

plantas; se pueden cultivar fácilmente en lagunas poco profundas, en estanques en tierras 

marginales o en estanques cerrados; además, crecen con rapidez y tienen ciclos de 

cosecha breves, lo que garantiza una alta productividad y un abastecimiento constante 

de materia prima. Su alta eficiencia fotosintética y fácil cultivo, conducen a altas tasas de 

consumo de CO2, y esto se traduce en un aminoramiento en los niveles de CO2 de origen 

antropogénico, en el uso de tierras no cultivables y en la reducción de la producción de 

desechos (Zhou et al., 2017). 

Durante los últimos años, en todo el mundo se han establecido diversas industrias 

(MiAlgae, Algama, Cyanotech Corporation, Cellana, Shamash, SimrisAlg, etc.) para el 

cultivo y cosecha de microalgas con el fin de elaborar productos ecológicos de valor 

agregado como: a) ácidos grasos omega-3, proteínas ricas en aminoácidos, minerales y 

antioxidantes (industria alimentaria), b) medicinas, proteínas recombinantes, vacunas 

(industria farmacéutica), c) pigmentos y proteínas (cosmética), d) fertilizantes orgánicos 

(en agricultura) y e) lípidos y carbohidratos para producir biogás, biodiesel y bioetanol 

(Schenk et al., 2008). 

Las microalgas oleaginosas tienen un gran potencial para convertirse en un futuro 

corto, en la principal fuente de biodiesel en el mundo, esto es porque cada especie de 
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microalga produce diferentes cantidades de lípidos que van desde un 30 a un 40%, sin 

embargo, la principal limitación para su comercialización como materia prima para 

biocombustibles, es el alto costo de producción de las enormes cantidades de biomasa 

requeridas para la obtención del biodiesel, el cual tiene en el mercado un precio 

relativamente bajo.  No obstante, se ha reportado que a través de cambios químicos y/o 

físicos, el metabolismo de estos microorganismos puede ser manipulado para 

incrementar la proporción de lípidos hasta en un 85% (Brown et al., 1993). 

Está bien descrito que la composición lipídica en microalgas es afectada 

significativamente por la disponibilidad de nutrientes como nitrógeno (N), hierro (Fe), 

fósforo (P), magnesio (Mg), azufre (S) y silicio (Si) debido a su participación en el 

mecanismo celular, fotosíntesis, división celular, respiración, transporte intracelular, 

síntesis de proteínas, etc. Por ejemplo, bajo condiciones limitadas de N, la división celular 

disminuye, pero la actividad biosintética de lípidos se mantiene e incluso aumenta en 

algunas especies de algas bajo ciertas condiciones de luz y concentraciones de CO2. No 

obstante, esto promueve la conversión de ácidos grasos a triacilglicéridos (TAGs) como 

un mecanismo de defensa bajo condiciones de estrés nutritivo. Desafortunadamente, 

aunque la producción de lípidos en microalgas bajo estrés nutritivo sea alta, la producción 

de biomasa es tan baja que el costo-beneficio en la producción de biocombustibles con 

esta estrategia sigue siendo impráctico (Gao et al., 2013; Chen et al., 2018). 

Un procedimiento que se ha utilizado para manipular el metabolismo de las 

microalgas y estimular su división celular es la aplicación de fitohormonas. Las 

fitohormonas son una clase de pequeñas moléculas que actúan como mensajeros 

químicos para coordinar diversas actividades celulares en plantas; sin embargo, existe 

poca evidencia de su presencia y su función en microalgas, ya que la mayoría de la 

información se deriva o es inferida a partir del efecto fisiológico que ejercen en las plantas. 

Las fitohormonas más importantes en plantas son las auxinas como el ácido indol acético 

(AIA), el ácido abscícico (ABA), los brasinosteroides (BRs), las giberelinas (GAs), 

citocininas y el etileno. En microalgas como Chlorella vulgaris, Scenedesmus obliquus, 

Scenedesmus quadricauda y Scenedesmus sp., se ha reportado que algunos de estos 

reguladores de crecimiento y sus análogos tienen un efecto estimulante en crecimiento y 

división celular, además en la producción de metabolitos (por ej. carotenoides, lípidos, 

carbohidratos y proteínas (Zhu et al., 2016). 
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Desde la década de 1970, se han buscado combustibles alternativos para la 

industria moderna, para el transporte y para los sistemas agrícolas, que satisfagan la 

demanda creciente de los mismos, que sean renovables, menos contaminantes y más 

económicos (Benemann 1978).  

Recientemente, la suplementación de fitohormonas acoplada una deficiencia de 

nitrógeno se ha utilizado como una estrategia para incrementar simultáneamente la 

biomasa y la acumulación de lípidos en microalgas (Guldhe et al., 2019). Esta novedosa 

estrategia ha conseguido resultados muy prometedores en cuanto a la mancuerna de 

productividad tan deseablemente buscada: lípidos/biomasa.  

 Otra estrategia utilizada para aumentar la acumulación de lípidos en microalgas es 

la ingeniería metabólica. Los avances recientes en la decodificación del genoma de varias 

especies de microalgas y la identificación de genes clave implicados en las vías de 

síntesis de lípidos hacen de la ingeniería genética y metabólica una herramienta 

sugerente para mejorar la acumulación de lípidos en las microalgas. Aunque, los 

principales retos para las microalgas modificadas genéticamente son su poca viabilidad 

a largo plazo y la evaluación del riesgo ambiental que se generarían en los sistemas de 

cultivo abierto (Sun et al., 2019). 

Estudios sobre la expresión de genes responsables de la biosíntesis y 

almacenamiento de lípidos ha sido poco estudiado. Algunos genes que juegan un papel 

clave en la regulación de la síntesis de ácidos grasos y de TAGs, son: el ácido graso acil-

ACP tioesterasa (FATA) y diacilglicerol aciltransferasa (DGAT), estearoil ACP desaturasa 

(SAD) y el gen para la proteína acarreadora de acilo (ACP). La expresión de estos genes 

ha sido correlacionada positivamente con el aumento de ácidos grasos monoinsaturados 

(AGMI), de ácidos grasos poliinsaturados (AGPI), y del ácido oleico (C18:1n9). Además, 

la sobreexpresión de genes involucrados en el metabolismo lipídico puede ser inducida 

por la deficiencia de N, lo que ha desembocado en una mayor acumulación de lípidos en 

microalgas (Sharma et al., 2015). Estos genes pueden considerarse como candidatos 

viables para diseñar y evaluar nuevas estrategias de mejoramiento de cepas mediante 

ingeniería metabólica con el fin de utilizar comercialmente microalgas para la producción 

de biodiesel.  

El género Scenedesmus es una de las materias primas más prominentes para la 

producción de biocombustibles. Es una microalga de fácil cultivo, crece rápido (aún en 

aguas residuales), tiene una eficiente fijación de CO2, produce cantidades altas de 
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biomasa en poco tiempo y tiene un contenido de lípidos que va de 12 a 55%. S. obliquus 

presenta un perfil de ácidos grasos adecuado para la producción biodiesel, por lo que es 

el candidato ideal por evaluar con el fin de encontrar una materia prima apta de proveer 

fuentes de energía más limpias y suficientes (Mandal et al., 2009; Abomohra et al., 2013). 

La extracción de los lípidos procedentes de biomasa de microalgas es un paso clave 

para su uso posterior en la industria, sin embargo, el principal impedimento para acceder 

a los lípidos es la difícil liberación y extracción del interior celular debido a la fuerte pared 

celular que poseen estos microorganismos. Durante la extracción lipídica, la biomasa de 

la microalga se expone a una continua elución con solventes (polares y no polares) lo que 

produce que los lípidos se separen de la matriz celular y posteriormente, éstos sean 

aislados del disolvente.  Estudios de valoración de ciclo de vida indican que la extracción 

de aceite consume el 90% de la energía, lo que significa que se necesita una mejora 

ecológica y económica en el proceso. A nivel industrial, no existe una rutina ideal para la 

extracción de lípidos en microalgas, por lo que la eficiencia en la extracción, su costo y 

gasto energético, siguen siendo un gran reto. Este proceso ha sido sujeto a diversos 

estudios de optimización como: a) extracción con mezclas de solventes orgánicos, b) 

extracción con solventes orgánicos asistida con ultrasonido, c) extracción con solventes 

orgánicos asistida con microondas y, d) extracción con fluidos supercríticos, sin embargo, 

aún es necesario desarrollar nuevos procedimientos para mejorar el rendimiento de 

extracción de lípidos en microalgas (Al Hattab et al., 2015; Jez et al., 2017).  

En este trabajo, se evaluó la producción de lípidos, el perfil lipídico y la expresión 

de cuatro genes involucrados en el metabolismo lipídico como son: ACP, DGAT, FATA y 

SAD y en respuesta al estímulo de dos fitohormonas: a) ácido giberélico (AG) y b) 6-

bencilaminopurina (BAP) en cultivos con déficit de N, en S. obliquus como modelo de 

estudio. Además, se analizó la extracción de lípidos con solventes orgánicos asistida con 

irradiación infrarroja (EAIR) como una novedosa estrategia para mejorar el rendimiento 

de extracción del aceite. 
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2. MARCO TEÓRICO 

 

 Microalgas oleoginosas 
Diversas especies de microalgas como: Botryococcus braunii, Chlorella vulgaris, 

Dunaliella, Nannochloropsis sp., Neochloris oleabundans, Scenedesmus obliquus, etc. 

(Figura 1) han sido evaluadas como fuentes de materia prima para la industria 

nutraceútica y la de biocombustibles con el fin de seleccionar la especie con el mayor 

potencial en cantidad y calidad de aceite (Slocombe et al., 2017). Las microalgas 

contienen un porcentaje de aceite entre el 20 y el 50%; sin embargo, mayores 

rendimientos pueden ser alcanzados (Zhu et al., 2016). 

 
Figura 1. Especies de microalgas reportadas como oleaginosas: a) Botryococcus 

braunii; b) Chlorella vulgaris; c) Dunaliella; d) Nannochloropsis sp., e) Neochloris 
oleabundans y, f) Scenedesmus obliquus. Imágenes tomadas y modificadas de “UTEX 
culture collection of algae,” 2020. 
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Rodolfi et al. (2009), reportaron cinco géneros de microalgas predominantes para 

la producción de lípidos como son: Nannochloropsis, Pavlova, 

Chlorococcum,Scenedesmus y Chlorella. Los porcentajes más altos van de un 48.2 hasta 

un 61% de productividad de lípidos (mg L-1 d-1) para Nannochloropsis, seguida de Pavlova 

con 49.4-50.2 mg L-1 d-1, Scenedesmus con 35.1-53.9 mg L-1 d-1, Chlorococcum 53.7 mg 

L-1 d-1 y finalmente, Chlorella con una acumulación de lípidos que va de 36.8-44.7 mg L-1

d-1 (Tabla 1).

Tabla 1. Productividad de biomasa, contenido lipídico y productividad lipídica en diversas 
cepas de microalgas 

Microalga 
Productividad de 

Biomasa 
(g L-1 d-1) 

Contenido de 
Lípidos 

(% Biomasa) 

Productividad de 
Lípidos 

(mg L-1 d-1) 
 Cepas Marinas 

Tetraselmis sp. F&M-
M34 0.30 14.7 43.4 

Tetraselmis suecica 
F&M-M35 0.28 12.9 36.4 

Nannochloropsis sp. 
F&M-M26 0.21 29.6 61.0 

Nannochloropsis sp. 
F&M-M28 0.17 35.7 60.9 

Nannochloropsis CS 
246 0.17 29.2 49.7 

Pavlova salina CS 49 0.16 30.9 49.4 
Pavlova lutheri CS 182 0.14 35.5 50.2 
Cepas de agua dulce 
Scenedesmus sp. DM 0.26 0.26 53.9 
Chlorella sorokiniana 

IAM-212 0.23 19.3 44.7 

Chlorella sp. F&M-M48 0.23 18.7 42.1 
Scenedesmus sp. 

F&M-M19 
Chlorella vulgaris sp. 

F&M-M49 

0.21 0.21 40.8 

0.20 18.4 36.9 

Scenedesmus 
quadricauda 0.19 18.4 35.1 

Chlorella vulgaris 
CCAP 211/11b 0.17 19.2 32.6 

Tabla basada y modificada de Rodolfi et al. (2009). 
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Posteriormente, se reportaron más de 20 especies de microalgas con alto contenido 

lipídico (Mata et al., 2010), entre las cuales destacan: Chlorella, Nannochloropsis sp., y S. 

obliquus (Tabla 2).  

Tabla 2. Contenido y productividades lipídicas en diversas especies de microalgas 

Especies de microalgas 
marinas y de agua dulce 

Contenido de 
Lípidos 

(% biomasa en peso 
seco) 

Productividad 
de Lípidos 
(mg L-1 d-1) 

Productividad 
volumétrica de 

Biomasa 
(g L-1 d-1) 

Botryococcus braunii 25.0-75.0 - 0.02
Chaetoceros muelleri 33.6 21.8 0.07
Chlorella emersonii 25.0-63.0 10.3-50.0 0.036-0.041 

Chlorella protothecoides 14.6-57.8 1214 2.00-7.70 
Chlorella sorokiniana 19.0-22.0 44.7 0.23-1.47 

Chlorella vulgaris 5.0-58.0 11.2-40.0 0.02-0.20 
Chlorella sp. 10.0-48.0 42.1 0.02-2.5 

Chlorella 18.0-57.0 18.7 - 
Dunaliella salina 6.0-25.0 116.0 0.22-0.34 

Dunaliella tertiolecta 16.7-71.0 - 0.12
Dunaliella sp. 17.5-67.0 33.5 -

Nannochloris sp. 20.0-56.0 60.9-76.5 0.17-0.51 
Nannochloropsis oculata 22.7-29.7 84.0-142.0 0.37-0.48 

Nannochloropsis sp. 12.0-53.0 37.6-90.0 0.17-1.43 
Neochloris oleabundans 29.0-65.0 90.0-134.0 - 

Nitzschia sp. 16.0-47.0 - - 
S. obliquus 11.0-55.0 - 0.19

S. quadricauda 1.9-18.4 35.1 0.19
Scenedesmus sp. 19.6-21.1 40.8-53.9 0.03-0.26 
Skeletonema sp. 13.3-31.8 27.3 0.09 

Spirulina platensis 4.0-16.6 - 0.06-4.3
Spirulina maxima 4.0-9.0 - 0.21-0.25

Tetraselmis suecica 8.5-23.0 27.0-36.4 0.12-0.32
Tabla basada y modificada de Mata et al. (2010). 

Ma et al. (2016), establecieron diversas especies de microalgas como altamente 

productoras de lípidos (Tabla 3). Nannochloropsis spp. y Neochloris oleabundans 

contienen la mayor concentración de lípidos totales en biomasa seca. Cabe destacar, que 

se reporta a S. obliquus con un porcentaje bajo en contenido lipídico (12-14%); sin 

embargo, es conocido, que esta especie contiene un alto contenido en lípidos saturados, 

lo cual, hace de esta especie muy importante en el ámbito de la producción de 

biocombustibles (Kirian et al., 2014). 

Tabla 3. Contenido de lípidos totales de algunas especies de microalgas. 
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Especies de 
microalgas 

Contenido total de 
Lípidos 

(% en peso seco 
celular) 

Contenido de 
lípidos neutros 
(% de lípidos 

totales) 
Nannochloropsis 37-60 23-58

Isochrysis 25-33 80
Dunaliella salina 23 30

Haemotococcus pluvialis 16-35 50-59
Neochloris oleabundis 2-47 23-73

Crypthecodinium cohnii 20 - 
Spirulina platensis 7.6-8.2 - 

Scenedesmus obliquus 12-14 - 
Tabla traducida de Ma et al. (2016). 

 Lípidos en microalgas 
Las microalgas como las plantas producen y almacenan lípidos. Los lípidos de 

membrana (glucoglicéridos, fosfoglicéridos y lípidos de betaína) y los de almacenamiento 

(en forma de TAGs) son los más abundantes en las microalgas. También contienen 

pequeñas cantidades de otras clases de lípidos como los terpenoides, esfingolípidos, 

esteroles y pigmentos, todos ellos presentes en diferentes porcentajes dependiendo de 

la especie de microalga (Nakamura et al., 2016).  

Debido a la urgente necesidad de utilizar fuentes alternativas y renovables de 

energía, el interés en la obtención de lípidos a partir de microalgas ha ido en aumento a 

través de los años. En términos de uso de suelo, eficiencia en la producción y cantidad 

de aceite en biomasa seca, las microalgas generan más aceite que cualquier otra semilla 

actualmente en uso (Mubarak et al., 2015) (Tabla 4). Diversas especies de microalgas 

pueden inducirse para acumular cantidades mayores de lípidos modificando las 

condiciones de cultivo como temperatura de incubación, composición química del medio 

de cultivo, intensidad de irradiación y ciclos de luz/oscuridad, etc. De esta manera, se han 

reportado porcentajes de producción de aceite de hasta el 75% respecto a la biomasa 

seca (Fan et al., 2014; Chen et al., 2017). 

Tabla 4. Comparación de la producción de aceite en microalgas con otras materias 
primas. 

Planta Contenido de aceite en semilla 
(% de aceite en biomasa) 

Rendimiento de aceite 
(L aceite/ha anual) 

Maíz (Zea mays L.) 44 172 
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Cáñamo (Cannabis 
sativa L.) 

33 363 

Frijol de soya (Glycine 
max L.) 

18 636 

Jatropha (Jatropha 
curcas L.) 

28 741 

Camelina (Camelina 
sativa L.) 

42 915 

Canola (Brassica napus 
L.) 

41 974 

Girasol (Heliantus 
annuus L.) 

40 1070 

Ricino (Ricinus 
communis) 

48 1307 

Aceite de palma (Elaeis 
guineensis) 

36 5366 

Microalgas (contenido 
bajo de aceite) 

30 58,700 

Microalgas (contenido 
medio de aceite) 

50 97,800 

Microalgas (contenido 
alto de aceite) 

70 136,900 

Tabla traducida de Mubarak et al. (2015). 

 

Los lípidos son ácidos grasos y sus derivados, además de sustancias relacionadas 

biosintética o funcionalmente con estos compuestos. De acuerdo su solubilidad en 

disolventes orgánicos e insolubilidad en agua, son clasificados en polares y no polares. 

Se dividen generalmente en tres tipos: a) ácidos grasos b) lípidos neutros y c) lípidos 

polares (“A Lipid Primer - the Diversity of Natural Lipids,” 2020). 

 

 Ácidos grasos  
Diversos autores han evaluado la composición de los ácidos grasos en microalgas 

(Breuer et al., 2013; Yang et al.,2017; Banskota et al., 2019). Los ácidos grasos son 

cadenas largas alifáticas de carbono de diferente longitud (Figura 2), grado de 

insaturación y estructura (Guschina y Harwood 2006). Los ácidos grasos sin dobles 

enlaces se les llama ácidos grasos saturados (AGS), los que tienen un doble enlace se 

llaman ácidos grasos monoinsaturados (AGMI), los que tienen dos son di-insaturados 

(AGDI), con tres son tri-insaturados (AGTI), y los de más de tres insaturaciones son 

ácidos grasos poliinsaturados (AGPI). En microalgas, a diferencia de las plantas, los 

ácidos grasos insaturados son los más comunes. Los ácidos grasos poliinsaturados de 
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cadena larga (AGPI-CL) con cadenas de C20 y C22, y hasta seis dobles enlaces son 

abundantes en cierta phyla. La composición de los ácidos grasos en microalgas varía 

drásticamente entre los diferentes grupos filogenéticos (Khozin-Goldberg et al., 2011; 

Lang et al., 2011). Por ejemplo, en cianobacterias los ácidos saturados C16 y C18, y los 

insaturados, linoleico (AL, 18:2Δ9,12), α-linolénico (ALA, 18:3Δ9,12,15) y γ-linolenico (GLA, 

18:3Δ6,9,12) son los más comunes. En las diatomeas (Bacillariophyta y Eustigmatophyta) 

los C14:0, C16:0 y C16:1 n-7 son los más abundantes, mientras que, en las Chlorophytas, 

los ácidos grasos mayoritarios son C16:0 y C18:1 n-9 (Cohen et al., 1995). 

 
Figura 2. Esquema general de la estructura química de tres ácidos grasos saturados 
comunes en microalgas: ácido mirístico C14:0, ácido palmítico C16:0 y ácido esteárico 
C18:0. Imagen elaborada por Hans C. Correa en ChemDraw Professional 17.0.  

 

Las microalgas son fuentes naturales de AGPI-CL (Figura 3), los cuales son importantes 

fisiológicamente como componentes de membrana y precursores de eicosanoides 

biológicamente activos (Wang et al., 2018; Zárate et al., 2020). 

 



20 
 

 
Figura 3. Esquema de las estructuras químicas de algunos ácidos grasos insaturados de 
importancia biológica: ácido oleico C18:1Δ9, ácido linoleico C18:2Δ9,12, ácido α-linolénico 
C18:3Δ9,12,15, ácido γ-linolénico C18:3Δ6,9,12, ácido eicosapentaenoico C20:5Δ5,8,11,14,17 y 
ácido docosahexaenoico C22:6Δ4,7,10,13,16,19. Imagen elaborada por Hans C. Correa en 
ChemDraw Professional 17.0.  
 

 Lípidos Neutros  
Los lípidos neutros predominantes en microalgas son los acilglicéridos como los 

TAGs, seguido de DAG, monoacilglicerol (MAG), ácidos grasos libres, esteroles y ésteres 

de esteroles.  Los TAGs no tienen un papel estructural si no que es una forma de 

almacenamiento de carbono y de energía en las células (Leblond et al., 2000). En 

microalgas se depositan en cuerpos lipídicos en el citoplasma de las algas principalmente 

como reserva energética, sin embargo, existe evidencia de que las gotas de lípidos 

funcionan como organelos dinámicos, además de participar también en diversas 

reacciones metabólicas, en el tráfico y en la comunicación inter-organelar, y en respuesta 

al daño oxidativo por estrés abiótico (Goodman, 2009; Chokshi et al., 2017). El DAG es 

un precursor para la síntesis de galactolípidos y sulfolípidos importantes en la fotosíntesis.  

Las microalgas también producen pigmentos como carotenoides, ficobilinas y 

clorofila (Grama et al., 2016), estos compuestos naturales tienen un rol importante en el 

metabolismo fotosintético. Además, tienen actividades biológicas como antioxidantes, 

anticancerígenos, antivirales, antinflamatorios e inmunomoduladores (Konícková et al., 

2014, Wu et al., 2016). Los carotenoides pueden considerarse como lípidos neutros, son 

moléculas hidrofóbicas y están presentes en membranas y estructuras celulares 

lipofílicas. Desempeñan dos papeles clave en la fotosíntesis: a) absorben la luz en 
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regiones del espectro visible, en las que la clorofila no absorbe eficientemente; b) 

protegen los sistemas fotosintéticos. Los principales carotenoides en microalgas son: el 

β-caroteno, la luteína, violaxantina y la zeaxantina, éstos forman parte del aparato 

fotosintético; y la astaxantina, cantaxantina y quinenona desempeñan una función 

protectora en respuesta a diversos factores ambientales adversos (von Alvensleben and 

Heimann, 2018).  

 

 Lípidos Polares 
Son moléculas anfifílicas, es decir, poseen un extremo hidrofílico y uno 

hidrofóbico. Ejemplos de estas moléculas son los fosfolípidos, esfingolípidos y 

galactolípidos que constituyen la membrana y la pared celular de todos los organismos 

vivos. 

 Los galactolípidos como el monogalactosil diacilglicerol (MGDG) y el digalactosil 

diacilglicerol (DGDG) son lípidos estructurales predominantes en microalgas, están 

presentes en los tilacoides, y forman parte de los complejos fotosintéticos y cloroplastos 

(Kobayashi et al., 2013). La composición ácido-grasa del MGDG es altamente insaturada 

en los AGPIs C18 y AGPI-CL, lo cual provee de una mayor fluidez y curvatura a la 

membrana del tilacoide en las células de microalgas, lo que les ayuda a soportar 

diferentes condiciones ambientales (Sato y Moriyama 2007). Otro lípido polar aniónico 

abundante en los tilacoides de cianobacterias, algas y plantas es el sulfoquinovosil 

diacilglicerol (SQDG). El ácido palmítico (C16:0) es su mayor componente (60 %), seguido 

de los AGPIs C18 y C20 (Abida et al., 2015). La función principal del SQDG se ha 

detectado en microalgas bajo condiciones limitadas de azufre (S), dónde es fuente de S 

para la síntesis de proteínas (Sugimoto et al., 2007). 

 Los principales fosfolípidos presentes en células fotosintéticas, particularmente en 

membranas extra plastídicas, son la fosfatidilcolina (FC), fosfatidiletanolamina (FE), el 

fosfatidilglicerol (FG), y el fosfatidilinositol (FI). FC se produce en la capa exterior de la 

membrana del cloroplasto, al menos en las células de las algas verdes. El FI juega un 

papel importante en la señalización de lípidos y la transducción de señales (Harwood 

1998). FG es el único presente en cianobacterias y en las membranas de los tilacoides, 

aunque también se le encuentra en otras membranas plastídicas como en las del RE y 

mitocondrias (Dörmann 2005). FG es indispensable en mantener la fotosíntesis, 

principalmente a bajas temperaturas, además, también puede ser utilizado en la síntesis 
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de difosfatidilglicerol (cardiolipina) (Bogos et al., 2010). Existen otros tipos de lípidos 

polares como los lípidos de la betaína, los cuales no se abordarán en este trabajo. 

  Biosíntesis de lípidos en microalgas 
La biosíntesis de lípidos en microalgas es compleja, sin embargo, en la Figura 4, 

se presenta un enfoque simplificado de este proceso. 

 
Figura 4. Esquema simplificado de la biosíntesis de lípidos en células verdes 
fotosintéticas. Abreviaciones: PDC complejo piruvato deshidrogenasa, ACCasa acetil Co-
A carboxilasa, MT malonil transferasa, ACP proteína acarreadora de acilo, KAS cetoacil 
ACP sintasa, FAS ácido graso sintasa, ACDP palmitoil desaturasa, FATA ácido graso 
acil-ACP tioesterasa, FAD ácido graso desaturasa, SAD estearoil ACP desaturasa, GPAT 
glicerol-3-fosfato aciltransferasa, LPAAT ácido lisofosfatídico aciltransferasa, LPAT 
lisofosfatidil aciltransferasa, DGAT diacilglicerol aciltransferasa, PT palmitoil tiosterasa, 
ST estearoil tioesterasa, TAGs triacilgliceroles. Imagen elaborada por Hans C. Correa en 
Biorender.com. 
 

En la figura 4, se observan una serie de reacciones de síntesis de lípidos que 

pueden ser perturbadas bajo diferentes condiciones de cultivo. En la biosíntesis de ácidos 

grasos se provee de grupos acilo para la construcción de lípidos de membrana como los 

glucosil glicéridos, fosfoglicéridos y TAGs. Esto ocurre en el cloroplasto y se requiere de 

carbono (C) en forma de acetil-CoA, adenosín trifosfato (ATP) y nicotinamida dinucleótido 
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reducida (NADPH). El ATP y la NADPH obtenidos a partir de reacciones fotosintéticas, 

son utilizados para la generación de biomasa para regenerar adenosín difosfato (ADP) y 

nicotinamida dinucleótido oxidada (NADP+) como moléculas aceptoras de electrones y 

así, continuar la fotosíntesis en condiciones favorables de crecimiento, por el contrario, 

bajo condiciones limitadas de nutrientes, se genera una reducción drástica de NADP+ 

debido a una reducción en la proliferación y crecimiento celular. En tales circunstancias, 

el NADPH es consumido en la biosíntesis de ácidos grasos y es posible regenerar NADP+ 

y proteger el desarrollo celular perpetuando el proceso de fotosíntesis (Hu et al., 2008). 

La síntesis de ácidos grasos inicia en el estroma por medio de la acetil Co-A 

carboxilasa (ACCasa), que cataliza la conversión de la acetil Co-A a malonil Co-A, 

posteriormente por un proceso de elongación de la cadena de carbonos, se obtienen 

cadenas de acil-ACP saturados de 16 o 18 carbonos. Los C16 o C18 son oxidados por la 

estearoil ACP desaturasa (SAD) para formar ácidos grasos insaturados y finalmente, aún 

dentro de la envoltura del cloroplasto, la síntesis termina con la liberación de los acil-

ACP’s saturados e insaturados mediante la acción de la acil-ACP tioesterasa (FATA). Los 

ácidos grasos libres (AGL) son reesterificados en el citoplasma a acil-CoA y utilizados en 

compartimentos extra plastídicos para la síntesis de glicerolípidos o diacilglicerol (DAG). 

En el retículo endoplásmico, la biosíntesis de triacilglicerol se da por la vía de 

Kennedy, ésta inicia con la acil Co-A que es añadida secuencialmente a diferentes 

posiciones del glicerol-3-fosfato (G3P). Las enzimas glicerol-3-fosfato aciltransferasa 

(GPAT) y la ácido lisofosfatídico aciltransferasa (LPAAT) catalizan la transferencia de 

acilos a la G3P, la lisofosfatidil aciltransferasa (LPAT) produce diacilglicerol y por último, 

la diacilglicerol aciltransferasa (DGAT) utiliza una molécula de acil Co-A como donador 

de grupo acilo para generar TAGs. Finalmente, los TAGs (90%) y algunos lípidos polares 

(5%) se almacenan en estructuras subcelulares hidrofóbicas, llamadas gotas de lípidos u 

oleosomas, implicadas en numerosos procesos celulares como la homeostasis lipídica, 

la señalización, el tráfico y la comunicación intercelular (Goold et al., 2015).  

Acumulación de lípidos bajo limitación de N 
Las microalgas subsisten en condiciones ambientales extremas ya que son 

capaces de alterar su patrón metabólico para adaptarse a diversos entornos. 

Macronutrientes como N, P, y S son componentes esenciales para un correcto 

funcionamiento del mecanismo celular, por ejemplo, el N influye en la producción y 
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metabolismo de lípidos, además, es un constituyente primordial en la organización celular 

y en catalizadores enzimáticos del metabolismo primario (Borowitzka et al., 2016). Se 

encuentra también en aminoácidos, nucleótidos (ADP/ATP y NAD(P)+/NAD(P)H), 

vitaminas, en clorofilas y cromóforos de ficobilinas, en sustancias de crecimiento 

endógenas como el ácido indol acético (AIA) y citoquininas (CQs), así como en el 

glutatión, implicado en la eliminación es especies reactivas de oxígeno (EROs). Forma 

del 1%-10% de la biomasa total de las microalgas, y puede ser utilizado en forma de 

nitratos (NO3
-), nitritos (NO2

-), amonio (NH4
+) o como nitrógeno molecular (N2) (Costa et 

al., 2001, Andrews et al., 2013).  

El N desempeña un papel importante en los mecanismos de respuesta a los 

cambios de condiciones ambientales, tanto abiótico como biótico. Estas respuestas 

incluyen la producción de osmolitos que contienen N como la glicina-betaína y la prolina, 

la síntesis de metalotioneínas y fitoquelatinas, y en la protección contra los rayos UV en 

compuestos tipo micosporina (Kageyama et al., 2017). 

La limitación de N conduce a una depleción en la división celular, sin embargo, la 

actividad biosintética de lípidos se mantiene e inclusive aumenta en algunas especies 

(Tabla 5) (Gao et al., 2013), esto es porque conforme el crecimiento y división celular de 

las microalgas disminuye, la síntesis de compuestos de membrana ya no son requeridos 

y se promueve la conversión de ácidos grasos a TAGs como producto de almacenamiento 

de carbono y energía en respuesta a las condiciones de estrés (Chisti, 2007; Hu et al., 

2008). Además, en la membrana del tilacoide se activa la acil hidrolasa y se estimula la 

hidrólisis de fosfolípidos; que en conjunto aumenta la fracción intracelular de ácidos 

grasos de acil-CoA. Esta deficiencia en nitrógeno también activa la diacilglicerol 

aciltransferasa, que cataliza la conversión de la acil-CoA a TAGs (Xin et al., 2010). 

 
Tabla 5. Inducción en la producción de lípidos en microalgas bajo condiciones de estrés 
por deficiencia de nitrógeno. 
 

Especie/cepa de 
microalga Estrés nutritivo Alteración en el perfil lipídico 

C. vulgaris Limitación de 
nitrógeno 

Incremento en lípidos totales de 
16.41% y de TAGs 

Nannochloropsis 
oculata 

Limitación de 
nitrógeno 

Aumento de lípidos totales en 
15.31% 

Phaeodactylum 
tricosnutum 

Limitación de 
nitrógeno 

Nivel de TAGs aumentados de 
69 a 75% 

Scenedesmus 
subspicatus 

Limitación de 
nitrógeno Incremento en lípidos totales 



25 

Nannochloropsis 
salina 

Limitación de 
nitrógeno 

Incremento en lípidos y TAGs 
por encima de 56.1 y 15.1% en 

peso seco, respectivamente 
Chlamydomonas 

reinhardtii 
Limitación de 

nitrógeno 
Mejora en la acumulación de 

lípidos 

Nannochloropsis 
oculata 

Limitación de 
nitrógeno 

Incremento en la producción de 
lípidos y productividad arriba de 
49.7% en peso seco y 41.5 mg 

L-1 d-1

Chlorella 
zofingiensis 

Limitación de 
nitrógeno 

Aumento en la producción de 
lípidos y productividad hasta 

54.5% en peso seco y 22.3 mg 
L-1 d-1

Tabla modificada de Ravindran et al. (2017). 

Acumulación de lípidos por estímulo con fitohormonas 
La limitación de N, ha mostrado ser un recurso eficaz para modificar el patrón de 

almacenamiento de carbono favoreciendo la síntesis de lípidos, principalmente de TAGs 

(Fakhry y El Maghraby 2015). Sin embargo, esta condición disminuye la división y el 

crecimiento celular, lo que genera bajas productividades de biomasa y por lo tanto de 

lípidos, limitando su aplicación a nivel industrial (Kamalanathan et al., 2016). 
Fitohormonas (FH) como las auxinas, el ácido abscísico (ABA), CQs y GAs, han 

sido encontradas de manera endógena en diversas cepas de microalgas (Figura 4). Las 

fitohormonas son moléculas de señalización producidas por las plantas que controlan una 

amplia gama de procesos de crecimiento y desarrollo a bajas concentraciones. También 

regulan procesos de reproducción, estimulan respuestas de defensa, diferenciación, 

desarrollo y formación de flores, semillas y hojas, división celular o germinación de semilla 

(Han et al., 2018).   

La función de las fitohormonas endógenas en microalgas aún permanece incierta, 

ya que la mayoría de ellas, se han inferido a partir de los efectos fisiológicos en plantas; 

sin embargo, existe evidencia de los posibles roles que ejercen estas moléculas. Por 

ejemplo, el ABA tiene una función de tolerancia a estrés (salino, osmótico, oxidativo y 

nutritivo) en cianobacterias y microalgas eucariotas (Maršálek et al., 1992; Yoshida et al., 

2004). Las auxinas, como el AIA, tienen un papel regulador y proveen tolerancia a estrés 

salino y a temperaturas extremas. Las CQs intervienen en el ciclo celular y régimen de 

luz en Nannochloropsis oceánica y Chlorella sp. (Stirk et al., 2011; 2014). Diversas GAs 
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han sido detectadas en diversas especies de microalgas, su principal efecto es sobre la 

división y el crecimiento (elongación) celular (Romanenko et al., 2016). 

 Es por esto, que la suplementación de fitohormonas es una estrategia 

recientemente utilizada para regular la biosíntesis de metabolitos de interés con el fin de 

aumentar la biomasa y mejorar la producción de metabolitos. Auxinas como el AIA han 

sido aplicadas de manera exógena y se han observado resultados prometedores, por 

ejemplo, en C. vulgaris se mejoró la síntesis de pigmentos, proteínas y monosacáridos 

(Piotrowska-Niczyporuk et al., 2014), en Dunaliella salina (Mousavi et al., 2016) se 

incrementó el crecimiento y la producción de β-caroteno, en S. obliquus aumentó el 

crecimiento, los ácidos grasos, proteínas y carbohidraros (Salama et al., 2014). CQs como 

zeatina y kinetina, también se han probado en diversas microalgas, en general se 

observaron aumentos en el crecimiento, división celular, biomasa, lípidos y carbohidratos 

en cultivos de C. vulgaris, Acutodesmus obliquus y Gracilaria caudata (Piotrowska et al., 

2009; Souza et al., 2016; Renuka et al., 2017). 

 La utilización de otra citoquinina, 6-bencilaminopurina (BAP) para estimular un 

incremento en la producción de biomasa y/o de lípidos en microalgas está poco 

documentada; sin embargo, existen ciertos reportes en dónde utilizan BAP para estos 

fines. En el primero, Czerpak et al. (1997) evaluaron el efecto de esta fitohormona en 

Chlorella pyrenoidosa chick sobre carotenos y xantofilas a tres concentraciones, 1 X 10-

4, 5 X 10-5 y 1 X 10-6 M. Los pigmentos se incrementaron con la concentración más alta 

de BAP. En otro trabajo, Yu et al. (2016) realizaron un análisis metabolómico de 

Aurantiochytrium sp., en dónde identificaron 71 metabolitos por cromatografía de gases 

acoplada a espectrometría de masas (CG-EM) y observaron un aumento en la producción 

de lípidos y de ácido docosahexaenoico (DHA) al suplementar BAP (3-5 mg L-1). En C. 

pyrenoidosa ZF (Du et al., 2017) evaluaron concentraciones de BAP de 0.010, 0.020, 

0.050, 0.100, 1.000 y 5.000 mg L-1, en las que el BAP 1.000 mg L-1 indujo las mayores 

densidades celulares y aumentos de la producción de lípidos. 

 Las GAs (Figura 5) también han sido utilizadas con el fin de incrementar la 

capacidad metabólica de las microalgas. Por ejemplo, bajo la influencia de la giberelina 

GA3 (10-5 M), células de C. vulgaris incrementaron la bioacumulación y bioconcentración 

de plomo (Pb) y cadmio (Cd) presentes en el medio en función de la dosis y la exposición. 

Además, esta fitohormona protegió a C. vulgaris contra el estrés por Pb y Cd ante una 

serie concentraciones de 10-7-10-6 M, e indujo un aumento en el número de células, 
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proteínas, pigmentos fotosintéticos y contenido de monosacáridos (Falkowska et al., 

2011). De igual forma, el efecto individual y combinado de la giberelina GA3 y la kinetina 

fueron evaluados en la acumulación de lípidos, estas condiciones aumentaron la 

producción lípidos con 61.5% en peso seco (PS) celular comparado con el control (35.5%) 

en Nannochloropsis oceanica CASA CC201 (Udayan et al., 2018).  

 

 

 
 
Figura 5. Estructuras químicas representativas de algunas fitohormonas. Esquema 
modificado de Romanenko et al. (2016). 
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El uso exógeno de FH parece ser prometedor para estimular el ciclo celular de microalgas, 

sin embargo, se ha observado que, en especies pertenecientes a diferentes divisiones de 

algas, diferentes concentraciones de FH pueden tener efectos estimulantes, inhibidores 

o incluso nulos sobre el crecimiento microalgal (Romanenko et al., 2016). Debido a esto, 

un mayor conocimiento de la fisiología y bioquímica de las microalgas generaría nuevas 

rutas de investigación para cultivar microalgas con fines comerciales. En un futuro a corto 

plazo, las fitohormonas podrían ser utilizadas con éxito en la producción a gran escala de 

microalgas, no obstante, es esencial una comprensión más profunda de su 

comportamiento y efectos en el metabolismo y homeostasis de las microalgas. 

 

 Acumulación de lípidos bajo deficiencia de N acoplada a un estímulo con 
fitohormonas 

Recientemente, la suplementación de fitohormonas en cultivos de microalgas bajo 

una deficiencia de nitrógeno se ha utilizado como una estrategia para incrementar 

simultáneamente la biomasa y la biosíntesis de lípidos (Guldhe et al., 2019). Algunos 

estudios bajo estas condiciones han reportado incrementos en el crecimiento, biomasa o 

producción lípidos. Por ejemplo, en Scenedesmus SDEC-8 y Chlorella sorokiniana SDEC-

18 se determinó que la privación de N, en combinación con fitohormonas como el ácido 

indolbutírico (AIB) y el ácido naftalenacetico (ANA) mantuvo la producción de biomasa y 

se aumentó en casi tres veces la productividad de lípidos respecto al control (Yu et al., 

2018). De igual forma, Babu et al. (2017) investigaron la acción de fitohormonas como el 

AIA (10-5 M) y el hexanoato de dimetilaminoetilo (DA-6) (10-9 M), sobre C. sorokiniana 

bajo limitación de N. Encontraron que la administración de dosis mínimas estas 

fitohormonas AIA (10-5 M) y DA-6 (10-9 M) junto con el 50% de N, se obtuvieron los mejores 

resultados en cuanto a biomasa y producción de lípidos. Además, observaron que se 

favoreció la producción de ácidos grasos saturados (AGS), lo que es determinante para 

tener buena calidad de biodiesel.  

No son abundantes las investigaciones sobre la suplementación de fitohormonas 

en microalgas bajo una deficiencia o limitación de nitrógeno, sin embargo, algunos 

ejemplos se presentan en la Tabla 6. 
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Tabla 6. Efecto de fitohormonas sobre la biomasa y lípidos bajo estrés por deficiencia de 
N en diversas especies de microalgas 
 

Microalga 
Cepa/especie Fitohormona 

Efecto sobre *B/L 
comparado con el 

control 
Referencia 

Chlamydomona 
reihhardtii 

AIA, AG 
Kinetina 

1-triacontanol 
ABA 

  

Nd, + 
+, = 
+, = 
+, = 

Park et al. (2013) 

S. obliquus ABA +, = Sulochana y 
Arumugam (2016) 

A. obliquus Kinetina 
Zeatina 

+, = 
+, = Renuka et al. (2017). 

Monoraphidium sp. Melatonina +, + Zhao et al. (2018) 
Haematococcus 

pluvialis 
Ácido fúlvico 
Melatonina 

+, + 
=, + Ding et al. (2018) 

*B/L: biomasa/lípidos. Ácido indolacético (AIA), ácido giberélico (AG), ácido abscícico 
(ABA). Tabla modificad de Zhao et al. (2019) 
 

El estrés por deficiencia de N, aunque provee una base para aumentar la 

acumulación de lípidos en microalgas, siempre causa efectos negativos en el número de 

células. La aplicación de este tipo de estrés abiótico acoplado con un estímulo de 

fitohormonas, puede incrementar la producción de lípidos y simultánemente mantener la 

división y crecimiento celular (tabla 6). Esta estrategia abre una nueva ventana de 

posibilidades para poder afrontar los retos que impiden la comercialización del aceite de 

microalgas como materia prima para la industria, principalmente la de biocombustibles.  

 

 Expresión de genes involucrados en la biosíntesis y almacenamiento de 
lípidos 
      Si bien se han logrado importantes progresos en la comprensión del metabolismo de 

los lípidos en plantas, la regulación molecular de los lípidos en las microalgas sigue sin 

esclarecerse. En consecuencia, el entendimiento de la bioquímica de los lípidos en 

microalgas requiere una atención especial para comprender el metabolismo y regulación 

de los lípidos. Diversos estudios han investigado el rol de algunos genes que codifican a 

las enzimas que regulan la biosíntesis de ácidos grasos en microalgas (Wagner et al., 

2010; Khozin-Goldberg y Cohen 2011; Liu et al., 2013). 

 ACP, SAD y FATA son genes importantes en la síntesis de ácidos grasos. ACP 

es un cofactor importante en la síntesis de ácidos grasos ya que desplaza a la CoA de la 
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malonil CoA para poder continuar con las etapas de elongación de la cadena de acilo 

(Mindrebo et al., 2020). SAD desempeña un rol fundamental en la proporción de los 

ácidos grasos insaturados (AGI) y cataliza el primer paso de desaturación que conduce 

al ácido oleico, este puede desaturarse a los ácidos linoleico y α-linolénico (Liu et al., 

2012). FATA está asociada con la biosíntesis de ácidos grasos de novo, tiene un papel 

relevante en la terminación de la elongación de la cadena de ácidos grasos mediante la 

hidrólisis del enlace de tioéster que une las cadenas de acilo a una proteína portadora de 

acilo formando finalmente ácidos grasos libres y ACP (Peng et al., 2020). La DGAT es 

clave en la biosíntesis de TAGs y por ello, una de las más estudiada en plantas, y aunque 

en microalgas su estudio sigue en desarrollo, parece tener gran importancia. La DGAT es 

la enzima primaria en la síntesis de novo de TAGs en todos los organismos, participa 

transfiriendo los Acil-CoAs en la vía de Kennedy. Hay dos isoformas no homólogas 

conocidas como DGAT1 y DGAT2, que catalizan la misma reacción, pero no comparten 

ninguna secuencia o similitud estructural. También se conoce de la existencia de un 

DGAT citosólico tipo 3 pero su función en la biosíntesis de los TAGs aún no es clara 

(Chen et al., 2012). 

 

 Expresión de genes con limitación de N 
  Reportes sobre el transcriptoma, incluyendo la sobre expresión de genes y 

técnicas de silenciamiento, han sido aplicados para entender el papel de genes de 

microalgas en la biosíntesis/asimilación de ácidos grasos (Yu et al., 2011; Klaitong et al., 

2017; Sirikhachornkit et al., 2018).  Estudios han mostrado, que en genes que participan 

en la asimilación de lípidos, existe un cambio metabólico en la fase temprana de la 

acumulación de lípidos bajo condiciones de estrés, principalmente en limitación de N. 

Otras investigaciones se han realizado bajo condiciones de estrés nutritivo en microalgas 

con el fin de aumentar la producción de lípidos (Choi et al., 2011; Ikaran et al., 2015) 

Algunos genes como FATA y DGAT fueron sobre expresados en Neochloris 

oleabundans bajo condiciones de limitación de N conduciendo al incremento de ácidos 

grasos (Rismani-yazdi et al., 2012). En Haematococcus pluvialis, la expresión de los 

genes ACP, FATA y SAD correlacionó positivamente con el aumento de AGMI, AGPI, y 

del ácido oleico (C18:1n9), respectivamente (Lei et al., 2012). En otro estudio, la sobre 

expresión de ACP, DGAT y FATA inducida por la deficiencia de N o por una alta salinidad, 

también mostró una correlación positiva con la acumulación de lípidos en Scenedesmus 
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spp. (Sharma et al., 2015). Por lo anterior, consideramos que estos genes deben de 

estudiarse en diversas especies de microalgas ya que son posibles candidatos para 

diseñar y evaluar nuevas estrategias de mejoramiento de cepas mediante ingeniería 

metabólica con el fin de utilizar comercialmente microalgas para la producción de 

biodiesel. 

 

 Expresión de genes bajo deficiencia de N acoplada a un estímulo con 
fitohormonas 
Como se ha mencionado, el estrés nutritivo inhibe la división celular, disminuye la 

biomasa y aumenta la acumulación de lípidos, mientras que las fitohormonas pueden 

mantener el crecimiento celular, promover la síntesis de algunos metabolitos y proveen a 

las células microalgales de cierta resistencia al estrés. Por esto, la aplicación simultánea 

de estas dos estrategias en cultivos de microalgas, y el estudio de la expresión de genes 

involucrados en estas respuestas, puede proporcionar información relevante para inducir 

considerables mejoras en cuanto a la producción de lípidos y de biomasa. Actualmente, 

la aplicación de un estrés por deficiencia de N junto con un estímulo por fitohormonas 

para lograr mayor desarrollo celular y una regulación en la síntesis de lípidos en 

microalgas, sigue siendo ocasionalmente utilizada.  

Babu et al. (2017), analizaron en C. sorokiniana el efecto de AIA y dietil aminoetil 

hexonato (DA-6) en la producción de biomasa, lípidos y expresión génica, bajo una 

limitación de N. En este estudio, la suplementación de AIA (10-5 M) o DA-610-9 M, generó 

substanciales incrementos en biomasa, con un 22% y 43% y aumentos del 49% y 84% 

de en la productividad de lípidos, comparados con el control. Además, los niveles 

intracelulares de RuBisCO y ACCasa fueron considerablemente aumentados por estas 

fitohormonas bajo la limitación de N. Otro estudio similar, fue llevado a cabo también en 

la microalga C. sorokiniana, en dónde, bajo limitación de N, se utilizaron diferentes 

fitohormonas como AIA, AG y kinetina con el fin de incrementar la biomasa y el contenido 

de lípidos. La mayor productividad de biomasa de 146.07 mg L-1 d-1 y la mayor expresión 

relativa del gen rbcL se observó en el tratamiento con IAA (7.5 mg L-1). Sin embargo, la 

adición de kinetina (10 mg L-1) mostró el mayor incremento en la acumulación de lípidos, 

con 35,85%, y una mayor expresión génica de accD en comparación con otros 

tratamientos.  
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Mandal et al. (2019), utilizaron la combinación de fitohormonas como AIA y 

kinetina en cultivos de Graesiella emersonii NC-M1 bajo limitación de N y observaron un 

aumento en 2.3 y 2.5 veces en la biomasa y lípidos, respectivamente. Asimismo, de una 

reducción en el daño oxidativo causado por la deficiencia de N y un aumento en el 

contenido de AGMI. Respecto a la expresión de genes, hubo incrementos en los niveles 

de expresión de GPAT y DGAT en 5.2 y 3.17 veces, respectivamente.  

Así pues, la combinación de estas dos estrategias y el estudio de la expresión 

génica, ha mostrado ser un recurso capaz de proveernos con más información para 

favorecer la formación de lípidos y el crecimiento celular, sin embargo, sigue siendo un 

área poco estudiada. Los efectos bioquímicos y moleculares de otras fitohormonas en 

diversas especies de microalgas bajo deficiencia de N, aún no están bien establecidos, 

por lo que es un área de oportunidad para seguir investigando. 

 

  Extracción de lípidos en microalgas 
La extracción de los lípidos procedentes de la biomasa microalgal para su uso 

posterior en la industria, es un paso clave debido a la posible contaminación del aceite 

con otros componentes celulares.  Sin embargo, debido a la presencia de fuertes paredes 

celulares en las microalgas, los procedimientos y la eficacia de extracción no han sido 

completamente establecidos. De hecho, en la literatura sobre la extracción de ácidos 

grasos o lípidos totales en microalgas no existe un método estándar (Al Hattab et al., 

2015). 

Tradicionalmente, la extracción de lípidos a partir de microalgas se lleva a cabo 

mediante las técnicas de Folch et al. (1957) o la de Bligh y Dyer (1959). Folch et al. (1957), 

desarrollaron un método simple para la extracción de lípidos totales a partir de tejidos 

animales. Sin embargo, la eficiencia del método depende de las sales minerales 

presentes en el extracto crudo y en el uso de grandes cantidades de solventes (cloroformo 

y metanol). Por otro lado, Bligh y Dyer (1959) desarrollaron un método rápido para 

determinar los lípidos presentes en tejido congelado de pescado. Este método se aplica 

a tejidos con un 80% de humedad, y su eficiencia depende de las proporciones de los 

solventes (cloroformo, metanol y agua) de acuerdo al contenido de humedad del tejido. 

Esta técnica, es la más citada, y la más utilizada como punto de referencia para comparar 

diversos métodos de extracción de lípidos por solvente. No obstante, el cloroformo y 

(CHCl3) el metanol (MeOH) son tóxicos e inflamables, y a nivel industrial se generan 
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grandes cantidades de desechos, lo que conlleva a un deterioro de la salud y del medio 

ambiente. Es por esto que: a) mejorar el rendimiento, b) disminuir costos y, c) hacer de la 

extracción de lípidos en microalgas, un proceso más “verde”, son algunos de los retos 

más importantes a superar en la actualidad (de Souza et al., 2019; Imbimbo et al., 2020). 

Del proceso de extracción depende el rendimiento total de aceite obtenido a partir 

de microalgas, es por esto que ha sido sujeto a numerosos estudios, desde la adición de 

disolventes y la posterior incubación (Ackman et al. 1968), molienda y homogeneización 

(Ben-Amotz et al., 1985), agitación (Cartens et al. 1996), homogeneización (Ben-Amotz 

et al. 1996), hasta de estudios de optimización con microondas (MO), ultrasonido (US), 

etc. (Tabla 7). Además, basado en un estudio de valoración de ciclo de vida, la extracción 

de aceite consume el 90% de la energía, y es contaminante en el caso de uso de 

solventes peligrosos, por lo que es imperativo una mejora ecológica y económica de este 

proceso (Jez et al., 2017). 

 

Tabla 7. Técnicas y procesos para la mejora en la extracción de lípidos de microalgas. 
 

Técnicas de 
intensificación 

del proceso 
Ventajas Desventajas 

Extracción 
asistida por 
microondas 

- Más económico 
- Ambientalmente amigable 

- Tiempo de extracción 
reducido 

- Reducción en uso de 
solventes 

- Mejora en rendimiento de 
extracción 

- Filtración o centrifugación es necesaria 
para remover el residuo sólido 

- La eficiencia del microondas es baja 
cuando el compuesto objetivo o el solvente 

no son polares o volátiles 
- Fácil de escalar, pero no estandarizada a 

nivel comercial 
 
 

Extracción 
asistida por 
ultrasonido 

- Bajos tiempos de extracción 
- Reducción en uso de 

solventes 
- Liberación del contenido 

celular mejorada debido a una 
mayor penetración de solvente 

 

- Consumo alto de energía 
- Difícil de escalar 

- Poca calidad en el producto debido al 
daño durante el proceso 

 

Extracción 
asistida por 

enzimas 

- Rápido y altamente 
específico 
- No tóxico 

- Rompimiento específico de 
compuestos objetivo 

 

- La eficiencia del método depende de la 
composición lipídica, tipo y etapa de la 

microalga 
- Costoso 
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Extracción 
asistida por 
surfactantes 

- - Permite la extracción en 
biomasa húmeda 

- No se requiere equipamiento 
especial 

- Biodegradable 
- No tóxico 
 

- Eficiencia del método depende de la etapa 
de crecimiento de la microalga y de la 

estructura del surfactante  

Extracción (con 
solventes, MO u 
US) de lípidos a 

partir de biomasa 
húmeda 

 

- Permite la extracción en 
biomasa húmeda 
- Ahorra energía 

- Bajo uso de solventes 
 

- La calidad de los lípidos puede no ser de 
tanta calidad como la de microalga seca 

Extracción 
simultánea y 

transesterificación 
de lípidos 

- Más económico 
- Permite sintetizar MEAGs en 

un sólo paso 
- Ahorra energía en secado y 

extracción 
- Reduce tiempo y solventes 
- Productos fácil de separar 

- Estudios de las variables a nivel comercial 
son necesarios 

- MEAGs pueden no ser de tan buena 
calidad como los de biomasa seca 

Tabla modificada de Ranjith Kumar et al. (2015). 
 

La biomasa de las microalgas puede ser utilizada para producir un gran número 

de productos de valor agregado como biodiesel, bioetanol, biogás, biohidrógeno, 

alimentos para peces, suplementos alimenticios para humanos y productos para el 

cuidado de la piel (Merz et al., 2017; Odjadjare et al., 2017). Sin embargo, para que se 

puedan cumplir estas expectativas, se requiere de un crecimiento y recuperación de 

biomasa altos, y principalmente, de una extracción de aceite más eficiente, asequible y 

ambientalmente amigable. 

 

 Extracción asistida con irradiación infrarroja (EAIR) 
 Con el fin de disminuir las necesidades energéticas, y con una visión hacia la 

extracción de aceite de microalgas con un enfoque “verde”, se han investigado nuevas 

metodologías para reducir al mínimo el tiempo de extracción, mejorar el rendimiento del 

producto y evitar subproductos no deseados. Estas son: el uso de líquidos supercríticos 

(LSC), líquidos iónicos (LI), solventes ambientalmente más amigables, surfactantes (Al 

Hattab et al., 2015; Kumar et al., 2017; Wu et al.2017), y las denominadas formas de 

energía no clásicas como la sonicación y las MO (Lee et al., 2020). Sin embargo, existe 

otra forma de energía que no ha sido evaluada en la extracción de metabolitos en 

microalgas, esta es la irradiación infrarroja (IR).  
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La IR es la parte del espectro electromagnético ubicada entre las regiones visible y 

de microondas. Esta región se divide en tres zonas: la porción limitada entre 14290 cm-1 

y 4000 cm-1 (0.7-2.5 µm), conocida como infrarrojo cercano o de onda corta (IRC), la 

región media o infrarrojo medio (IRM) entre 4000 cm-1 y 666 cm-1 (2.5-15.0 µm); y el 

infrarrojo de onda larga, también conocido como infrarrojo lejano (IRL) con una región de 

que va 700-200 cm-1 (14.3-50 µm) (Silverstein et al., 2014). La energía infrarroja se 

dispersa del filamento de la lámpara a las superficies del disolvente en contacto con una 

muestra, este absorberá la energía fácilmente y se calentará. Por lo que, la irradiación 

infrarroja es una forma directa de calentamiento. Además del efecto de calor, la irradiación 

infrarroja genera cambios en la matriz y en el analito a extraer.  Una molécula orgánica 

absorbe la IR y la convierte en energía de rotación molecular a una frecuencia de 100 cm-

1, a frecuencias absorbidas de 10,000-100 cm-1 la molécula dispersará la energía en forma 

de vibración.  La emisión de un espectro continuo sobre moléculas orgánicas, excita a las 

moléculas del disolvente, esto hará que haya un mayor flujo y capacidad de arrastre de 

los lípidos (Silverstein et al 2014). 

Recientemente, la IR ha despertado gran interés en el área de la química verde, 

esto es por la alta eficacia de calentamiento asociada con la línea de visión entre la fuente 

y el producto (Escobedo et al., 2016). Por esta razón, ha sido utilizada para favorecer la 

extracción de metabolitos en plantas. Por ejemplo, Chen et al. (2010) emplearon la IR 

para extraer los compuestos activos de cuatro ácidos fenólicos y cuatro diterpenoides, de 

la planta Radix Salviae miltiorrhizae. Li et al. (2015), evaluaron el efecto de la EAIR junto 

con un líquido iónico, hidróxido de tetrabutilfosfonio (TBPH), para extraer salidrósido a 

partir de Rhodiola crenulata con reultados prometedores. Y en 2018, se determinó el 

potencial antidiabético de extractos de Prunus armeniaca, en dónde se compararon la 

eficiencia de los extractos obtenidos por IR y por un método de extracción convencional, 

logrando mejoras en el primer método (Raafat et al. 2018). 

El uso de EAIR tiene las ventajas de una alta permeabilidad, un funcionamiento sencillo, 

un bajo consumo de energía y un rápido calentamiento (Neetoo et al., 2014). Además, 

permite seleccionar y utilizar recursos renovables (como microalgas), utilizar disolventes 

alternativos y menos contaminantes, reducir el consumo de energía, favorecer los 

procesos seguros, robustos, controlados, y aspirar a un extracto no desnaturalizado y 

biodegradable (Vicente y Castro, 2007). Estas características cumplen con cinco de los 

seis principios establecidos para una extracción verde (Chemat et al., 2012), y pueden 
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lograr incrementar la eficiencia del proceso de extracción de los lípidos de microalgas en 

comparación con las técnicas convencionales, como la extracción Soxhlet (ES), Folch o 

Bligh-Dyer. 

  

 Optimización por metodología de superficies de respuesta 
En diversos casos, cuando se realiza un experimento es necesario determinar las 

mejores condiciones de operabilidad de un proceso para optimizar la respuesta de una o 

más variables. El término “optimización” se refiere a la mejora del rendimiento de un 

sistema, un proceso o producto (metabolitos o lípidos) para obtener el máximo beneficio 

de él (Bezerra et al., 2008). Para lograr esto, se pueden aplicar técnicas estadísticas que 

permitan desplazarse de la región experimental inicial, a otras regiones más amplias o 

para detallar la región experimental previa (Figura 6).  La metodología de superficie de 

respuesta (MSR) es un conjunto de técnicas estadísticas que permiten optimizar un 

experimento, ya que reduce significativamente el número de experimentos, estudia un 

gran número de parámetros y considera los efectos de interacción entre todas las 

variables involucradas en el proceso (Momeni et al., 2018). 

 
Figura 6. Acciones básicas en el diseño por metodología de superficie de respuesta. 
Figura creada en Biorender.com. Adaptada de Pulido et al. (2008). 

 

Tradicionalmente, la mejora de la extracción de lípidos en microalgas se ha llevado 

a cabo mediante el control de la influencia de un factor a la vez a una respuesta 

experimental. Esto se ha hecho modificando un solo parámetro, mientras que los demás 
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se mantienen constantes (Halim et al., 2017). Esta técnica de “optimización” se denomina 

una variable a la vez. Sin embargo, este tipo de diseños no representa los efectos 

completos de un parámetro sobre la respuesta y no considera los efectos interactivos 

entre las demás variables involucradas (Amdoun et al., 2021). Hasta este punto, la 

información obtenida mediante el diseño de una variable a la vez, nos da información 

acerca de las mejores condiciones o la mejor combinación de niveles de los factores 

analizados. En contraste, el punto óptimo, nos proporciona la mejor combinación posible 

en toda la región de operabilidad (Gutiérrez et al., 2008). 

Antes de utilizar la MSR, se tiene que definir un diseño experimental que nos 

oriente sobre los ensayos que se llevarán a cabo en una región experimental. Para esto, 

se puede utilizar un diseño de primer orden, el cual se vale de matrices experimentales 

cuando el conjunto de datos no presenta curvatura. Las superficies generadas por los 

modelos lineales pueden utilizarse para indicar la dirección en la que debe desplazarse 

el diseño original para alcanzar las condiciones óptimas. Sin embargo, cuando los datos 

no pueden describirse mediante funciones lineales, un diseño factorial de tres niveles 

(Figura 7) como el diseño central compuesto (DCC), puede aplicarse con el fin de 

aproximarse a una función de una respuesta (Whitcomb y Anderson, 2004). 

 

 
Figura 7. Diseños factoriales de tres niveles para la optimización de: A) dos, B) tres 
variables. Adaptada de Bezerra et al. (2008). 
 

El DCC es un modelo cuadrático en dónde la mejor respuesta generada, se 

visualiza como un máximo, un mínimo o como una figura similar al de una silla de montar 

(Figura 8). 

 

A B 
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Figura 8. Gráficas de un modelo cuadrático de superficie de respuesta para la 
optimización de dos variables: A) Punto máximo dentro de la región experimental, B) 
Punto mínimo, C) Silla de montar. Tomada y adaptada de Bezerra et al. (2008). 
 

El DCC se puede construir a partir de un diseño factorial completo 2k o fraccionado 

2k-p agregando puntos sobre los ejes y al centro.  Es uno de los diseños más importantes 

y utilizados por su gran flexibilidad, ya que se puede construir a partir de diseños más 

simples, lo que permite optimizar el gasto de los recursos. No hay necesidad de iniciar de 

cero, ya que se pueden utilizar los datos obtenidos previamente para construir un diseño 

más complejo (Gutiérrez et al., 2008). 

Este diseño ha sido aplicado para optimizar la producción de biomasa y de lípidos 

en microalgas, por ejemplo, Kiran et al. (2016) estudiaron la temperatura, la concentración 

de nitrato y fosfato y sus interacciones, y obtuvieron incrementos en la productividad de 

biomasa (47.8 mg L-1 d-1) y cantidad de lípidos (109.5 mg L-1) después de la optimización. 

En otro estudio, evaluaron la aplicación del DCC para optimizar la extracción de lípidos 

en S. obliquus mediante la extracción asistida con ultrasonido. Este reporte reveló que 

con el uso de disolventes como hexano e isopronaol junto con el ultrasonido, se pueden 

extraer lípidos de esta microalga con un rendimiento de 14.30; al aplicar la MSR con un 

DCC lograron incrementar el rendimiento hasta 26.35% (Ido et al., 2018). 

 

 Aplicaciones de lípidos de microalgas  
La amplia diversidad de productos sintetizados por microalgas a partir de distintas 

vías metabólicas provee fuentes de ácidos grasos, esteroides, carotenoides, 

polisacáridos, lectinas, aminoácidos, compuestos halogenados, policétidos, toxinas, 

agar-agar, ácido algínico y carrageninas (Priyadarshani et al., 2012). Particularmente, 
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estas células fotosintéticas producen en abundancia lípidos de acilo e isoprenoides, esto 

es importante a nivel industrial ya que pueden ser una solución sostenible para la 

demanda global actual de insumos. 

Se ha reportado que el aceite de microalgas contiene antioxidantes, clorofilas y 

carotenoides, ácidos grasos poliinsaturados, triglicéridos, y vitaminas, que tienen gran 

potencial o ya se utilizan comercialmente en diferentes sectores industriales, por ejemplo, 

en la cosmética, alimentos funcionales, salud humana, biocombustibles, etc. (Borowitzka, 

et al., 1995; Pulz y Gross 2004; Mišurcová et al., 2011). 

 

 Cosméticos 
Los pigmentos de las microalgas son frecuentemente utilizados en cosméticos 

como antioxidantes (Tabla 8). Algunas especies de microalgas como Arthrospira y 

Chlorella se han establecido en el mercado del cuidado de la piel (Stolz y Obermayer, 

2005). Los lípidos neutros se utilizan principalmente en productos de cuidado de la cara 

y la piel en general como cremas antienvejecimiento, refrescantes o productos de cuidado 

regenerantes, emolientes y como antiirritantes en exfoliaciones (Mourelle et al., 2017). 

Los ácidos grasos de microalgas intervienen en la pérdida de agua transepidérmica y en la 

restauración de la barrera de permeabilidad (Servel et al., 1994). Tominaga et al., en 2012, 

encontraron que la astaxantina, tiene la propiedad de renovar la condición de la piel ya que 

desvaneció algunas arrugas de la piel (patas de gallo), disminuyó el tamaño de manchas de la piel 

debidas a la edad, mejoró la elasticidad y textura de la piel. En productos para la protección solar 

y productos para el cuidado del cabello. Las especies típicas que se utilizan para los cosméticos 

son Chondrus crispus, Mastocarpus stellatus, Ascophyllum nodosum, Alaria esculenta, Spirulina 

platensis, N. oculata, C. vulgaris y D. salina.  

 

Tabla 8. Uso potencial de derivados lipídicos de microalgas en cosméticos. 
  

Molécula 
bioactiva Microalga Uso potencial en 

cosméticos Referencia 

β-caroteno Dunaliella salina Antioxidantes Hamed, 
(2016) 

Asthaxantina Haematococcus 
pluvialis 

Antioxidantes y 
protector solar 

Hamed, 
(2016) 

Koller et al. 
(2014) 
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Licopeno Anabaena vaginicola 
Antioxidante 

Antienvejecimiento 
Pantalla solar 

Singh et al. 
(2012) 

Hashtroudi et 
al., (2013) 

Extractos de 
microalgas 

Chlorella vulgaris Reparador de 
colágeno 

Koller et al. 
(2014) 

Scenedesmus 
vacuolatus, 

Phaeodactylum 
Tricornutum y 

Chlorella kessleri 

Antioxidantes 

Morelli et al. 
(2004) 

Sabatini et al. 
(2009) 

Tabla modificada de Mourelle et al. (2017) 

  

 Alimentos funcionales 
Las microalgas tienen numerosos compuestos lipoides que están presentes 

actualmente en nutracéuticos, por ejemplo, vitaminas: A (retinol), D, y E (tocoferol). Sin 

olvidar también a los ácidos araquidónico (AA) (ω6), docosahexaenoico (ADH) (ω3) y 

eicosapentaenoico (AEP) (Ryckebosch 2012, Bishop y Zubeck 2012). También son una 

fuente cuantiosa de vitaminas B1, B2, C y E; nicotinato; biotina; ácido fólico, ácido 

pantoténico, niacina, y minerales como yodo (I), potasio (K), hierro (Fe), magnesio (Mg), 

y calcio (Ca) (Becker et al., 2004). Los carotenoides como el α- y β-carotenos, licopeno, 

β-criptoxantina, zeaxantina y luteína tienen aplicaciones comerciales como colorantes 

naturales para alimentos (Pulz y Gross 2004). 

 El β-caroteno es un poderoso antioxidante y debido a que su coloración varía 

desde el rojo hasta el amarillo, se ha utilizado para dar el color amarillo a la margarina y 

al queso, así como para realzar el color de la carne de pescados y la yema de los huevos. 

También se utiliza como colorante en frituras, mantequilla para palomitas de maíz, en 

imitaciones de lácteos, gelatinas, dulces, etc. Además, mejora la salud y la fertilidad del 

ganado alimentado con cereales (Gordon et al., 1983). Una de las principales ventajas 

del uso de carotenoides en la industria alimentaria es que tienen un impacto positivo en 

la salud humana (Higuera-Ciapara et al., 2006; Tang et al., 2011). Por ejemplo, la 

espirulina que es rica en carotenoides se suministró a niños de 1 a 6 años y se observaron 

mejoras significativas en el contenido de hemoglobina, la proteína del suero, y los niveles 

de retinol sérico (Thinakar et al., 1999). La Chlorella contiene grandes cantidades de 

folato, vitamina B12 y Fe, lo que ayuda a mejorar la anemia y trastornos hipertensivos 

(Fallah, et al., 2018). Dunaliella es rica en carotenos mixtos (α-caroteno, trans -caroteno, 

9-cis β-caroteno, 9-15-dicis β-caroteno, 15-cis β-caroteno y licopeno) y xantofilas 
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(zeaxantina, luteína, α y β-cryptoxantina, violaxantina). Estos carotenos pueden proteger 

células contra el estrés oxidativo y fotooxidativo (Murthy et al., 2005). Scenedesmus 

también es una especie rica en compuestos bioactivos (principalmente de vitaminas y 

pigmentos) que están siendo utilizados en la industria de los alimentos y que son 

comparables aquellos presentes en los vegetales (Tabla 9).  

 

Tabla 9. Contenido de vitaminas en microalgas comparadas con otras fuentes y con la 
ingesta diaria recomendada (IDR) (valores en mg Kg-1 de biomasa seca).  
 

Fuente 
Vitamina 

Niacina Ácido 
pantoténico A B1 B2 B6 B12 E 

IDR (mg d-1) 1.7 1.5 2.0 2.5 0.005 30.0 18.0 8.0 

Espinaca 
(Spinacia 

oleracea) 

130.0 0.9 1.8 1.8 - - 5.5 2.8 

Saccharomyces 

cerevisiae 
- 7.1 16.5 21.0 - 112.0 4.0 - 

S. platensis 840 44.0 37.0 3.0 7.0 120.0 - 13.0 

C. pyrenoidosa 480.0 10.0 36.0 23.0 - - 240.0 20.0 

S. quadricauda 554.0 11.5 27.0 - 1.1 - 10.8.0 46.0 

Tabla modificada de Schenk et al. (2008). 

 

 Salud Humana 
Los ácidos grasos de microalgas como Spirulina, Chlorella, D. salina y 

Aphanizomenon flos-aquae son excelentes para el cuidado de la salud, son 

anticancerígenos (Jayappriyan et al., 2013; Konícková et al., 2014), tienen actividad 

antioxidante, antiviral y antibacterianas (Liu et al 2011; Halperin et al., 2003; Kumar et al., 

2011), participan en procesos antiinflamatorios e inmunomoduladores (Abdel-Daim et al., 

2015;  Wu et al., 2016), además, se han observado efectos positivos contra la 

hiperlipidemia, daño por radiación, diabetes, intoxicación por metales pesados y/o 

toxicidad inducida por químicos, en reacciones alérgicas, y anemia (Kuriakose et al., 

2008; Joventino et al 2012;  Vo et al., 2012; Eid et al., 2016; Matos et al., 2017; Abdelhafez 

et al., 2019). 
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Se ha encontrado que extractos lipídicos de S. obliquus tienen actividades 

antimicrobianas, citotóxicas (Marrez et al., 2019); y actividad anticancerígena contra las 

líneas celulares MCF7 de la mama humana, HePG2 hepática, HCT116 del colon y contra 

la del adenocarcinoma cervical humano HeLa (Abd El Baky et al., 2014; Silambarasan et 

al., 2014). 

 Biocombustibles: biodiesel 
El biodiesel (Figura 9) se define como los ésteres monoalquílicos de aceites 

vegetales o de grasas animales de acuerdo con la Norma Americana de Biodiesel ASTM 

D6751 (Moser et al., 2011). Además de servir como combustible para el transporte, el 

biodiésel también es atractivo como combustible para calefacción. Las ventajas del 

biodiesel sobre el petrodiésel son: a) es derivado de recursos renovables; b) miscible con 

el diésel convencional a cualquier proporción de mezcla; c) tiene un balance energético 

positivo; d) es biodegradable; d) baja emisión de óxidos de nitrógeno (NOx); e) contenido 

escaso o nulo de azufre y compuestos aromáticos, etc.  

 

 
 
Figura 9. Proceso de transesterificación de un aceite (triglicéridos) a biodiesel. Elaborada 
por Hans Correa en ChemDraw Professional 17.0. 

 
La producción de biodiesel a partir de microalgas ofrece diversas ventajas, por 

ejemplo: a) alta eficiencia fotosintética (elevada tasa de crecimiento); b) menor demanda 

de agua en comparación que la de los cultivos vegetales; c) se mitiga el CO2 atmosférico; 

d) superficies de cultivo inferiores y uso de tierra no arable (Demirbas et al., 2010). El 

aceite de microalgas parece ser el único con el potencial para desplazar al diésel 

convencional. A diferencia de otros cultivos oleaginosos, las microalgas crecen 

extremadamente rápido y muchas son ricas en aceite (Tabla 10). 

 

Tabla 10. Cantidad de aceite producido por diversas materias primas 
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Materia prima Litros/hectárea/año 
Ricino 484-1,307 
Girasol 98-1,070 

Palma 3,226-6,000 
Semilla de soya 56-636 

Microalgas 58,700-136,900 
Tabla modificada de Gouveia et al. (2017). 

 

Sin embargo, para que las algas se conviertan una plataforma viable 

económicamente para sustituir al petróleo, hay una serie de inconvenientes a considerar, 

desde cómo y dónde cultivar estas algas, hasta la mejora de la extracción del aceite y el 

procesamiento del combustible. Los principales desafíos por vencer incluyen el 

aislamiento de las cepas, la obtención y utilización de nutrientes, la gestión de la 

producción, cosecha, el desarrollo del coproducto, la extracción del aceite y 

transformación a combustible, su refinado y la utilización de biomasa residual (Hannon et 

al., 2010). 

Otro punto clave es la selección de especies, ya que se deben de tener en cuenta 

características como el tiempo de producción y rendimiento adecuados de biomasa, 

lípidos y pigmentos. Las especies ideales, también deben de tener una biomasa 

fácilmente separable del medio de cultivo, adaptarse a condiciones de cultivo de bajo 

costo y debe ser resistente a organismos invasores. 

Así pues, el cultivo de microalgas para la producción de biodiesel implica no sólo 

la selección y producción de especies, la evaluación de los tipos y la cantidad de lípidos, 

sino también el mercado potencial para los coproductos. 

 

 Scenedesmus obliquus 

Los miembros del género Scenedesmus spp. se han convertido en el principal 

modelo de estudio en diversos campos de la limnología (Figura 10). Se han utilizado como 

organismos estándar en áreas de la investigación acuática, en la tecnología y manejo del 

agua (Putri et al., 2015; Huang et al., 2018); y como fuente de alimento en experimentos 

con zooplancton herbívoro (Liady et al., 2015).  
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Figura 10. Células de Scenedesmus obliquus. Imagen A tomada de Liao, Y. 2014. 
Imagen B tomada de “Algotherm Cosmétique Marine”, 2020. 

 

Scenedesmus spp., también ha sido utilizado en diversas aplicaciones 

biotecnológicas debido a su alto contenido nutricional y bioactividad (Tabla 11). Es por 

esto, que la determinación cuantitativa de la composición bioquímica celular de las algas, 

principalmente, en su composición de pigmentos y ácidos grasos es muy importante.  

 

Tabla 11. Metabolitos importantes encontrados en Scenedesmus spp y sus aplicaciones 
 
Molécula bioactiva Aplicaciones Referencia 

Vitaminas B, C, E Alimentos-salud, Aditivo para 
alimentos, Farmacéuticos 

Limón et al. (2015); Becker 
(2004) 

  

Luteína Nutrición animal, 
Farmacéuticos 

Chen et al. (2019);  
Skjanes et al. (2013) 

Astaxantina 
Acuacultura, Cosméticos, 

nutrición humana, 
medicamento 

Jouni y Makhoul (2012); 
Gouveia et al. (2008).  

β-caroteno Medicamento, Colorante de 
alimentos Guedes et al. (2013); Indira y 

Biswajit (2012);  Clorofila a, b, c Cosméticos, Colorantes de 
alimentos, Farmacéuticos 

Aminoácidos Alimento Chacón-Lee y Gonzalez- 
Marino (2010). 

Ácidos grasos 
saturados e 
insaturados 

Biodiesel, Farmacéticos, 
nutrición humana, acuacultura 

Abomohra et al. (2016); 
Pandian et al. (2012); Mahale 

et al. (2013) 
 

Scenedesmus obliquus ha mostrado ser una especie con gran potencial para 

acumular lípidos. Mandal et al. (2009), lograron potenciar la síntesis de lípidos de S. 
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obliquus al cultivarlo en un medio previamente suplementado con glucosa en conjunto 

con una serie optimizada de concentraciones de nitrato, fosfato y tiosulfato de sodio en 

una segunda fase. También se ha logrado incrementar la producción de lípidos en esta 

microalga utilizado medio mixotrófico (dextrosa, acetato de sodio, citrato y bicarbonato, 

glicerol y cisteína), de manera que se sugiere utilizar medios mixotróficos sobre los 

autotróficos para obtener mayores cantidades de lípidos sin comprometer la producción 

de biomasa (Patnaik et al., 2015).  

Otros reportes previos sugieren que, si el propósito es el de producir biodiesel de 

una especie en particular, Scenedesmus obliquus es la microalga que presenta el perfil 

de ácidos grasos más adecuado por sus bajas concentraciones de ácido linolénico y otros 

ácidos grasos poliinsaturados. Estos estudios revelaron que las propiedades 

fisicoquímicas del biocombustible de aceite de S. obliquus son equiparables con las del 

diésel convencional (Abomohra et al., 2013; 2016). 
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3. JUSTIFICACIÓN 
 

La economía global requiere de nuevas fuentes de alimentos, y de energía. La 

demanda de energía para el transporte, iluminación, producción de plásticos y 

fertilizantes, junto con el constante incremento de la población incrementan día a día el 

uso de los combustibles fósiles. La energía solar es renovable, mientras que todas las 

demás fuentes de energía, incluidas las de origen fósil y nuclear, tienen una cantidad 

limitada de producción y son agotables. Un método eficiente para capturar energía solar 

es mediante la actividad fotosintética de microalgas para producir biomasa (materia prima 

renovable para la producción de alimentos, combustibles y productos químicos) a través 

de estrategias apropiadas. Los costos asociados con la cosecha y el transporte de 

microalgas son relativamente bajos, en comparación con los de otros materiales de 

biomasa como árboles, cultivos, etc. En virtud de sus tamaños relativamente pequeños, 

las microalgas se pueden tratar químicamente de manera fácil, se pueden cultivar en 

condiciones más simples o “duras” en comparación con la producción de cultivos 

convencionales, no compiten por tierras de cultivo, y, además, son capaces de fijar CO2 

en la atmósfera lo que facilita la reducción de los niveles atmosféricos de este gas, que 

ahora se considera un problema global. 

A pesar de las numerosas ventajas que ofrecen las microalgas en la generación 

de fuentes de energía y de alimentos, sigue siendo un reto el alto costo que presenta su 

producción debido al alto costo energético y de disolventes necesarios en la extracción 

de metabolitos, la necesidad de reactores, de fuentes puras de carbono (CO2), de 

temperaturas óptimas de cultivo, etc. Debido a lo anterior, nuevas estrategias de 

producción y extracción de metabolitos y, principalmente de aceite de microalgas se 

tienen que explorar para superar los desafíos y lograr los máximos resultados posibles 

en términos de rendimiento, sostenibilidad y rentabilidad. Estas estrategias involucran el 

estudio de la eficiencia en la extracción (disminución del costo y gasto energético), 

además de una combinación de factores de estrés (temperatura, pH, intensidad y tiempo 

de irradiación, etc.), y la adición de fitohormonas. Adicionalmente, el análisis de expresión 

genética es una herramienta muy importante para el estudio de microalgas ya que revelan 

los genes funcionales implicados en la biosíntesis y acumulación de lípidos; este 

conocimiento puede aprovecharse para mejorar la aplicación de técnicas moleculares en 

ingeniería metabólica y genética.  
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Por todo lo descrito, en este trabajo se propuso evaluar la expresión de genes y 

la capacidad de producción de ácidos grasos en Scenedesmus obliquus bajo condiciones 

de estrés nutritivo acoplado a un estímulo con fitohormonas; así como estudiar, comparar 

y optimizar la técnica de extracción de lípidos bajo irradiación infrarroja. Todo lo anterior, 

con el fin de incrementar la producción y extracción de lípidos, con un proceso 

ambientalmente amigable; por un consumo energético y de insumos disminuidos. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



48 
 

4. OBJETIVO GENERAL 
 

  Incrementar la producción de ácidos grasos en S. obliquus en respuesta a ácido 

giberélico (AG) y bencil amino purina (BAP) bajo déficit de nitrógeno, analizar la expresión 

de genes involucrados en la biosíntesis de lípidos; evaluar y optimizar la técnica de 

extracción de lípidos por irradiación infrarroja con metodología de superficie de respuesta. 

 

 Objetivos particulares 

 Evaluar las cinéticas de crecimiento, la producción de lípidos y de biomasa en 

cultivos de S. obliquus con los reguladores de crecimiento AG y BAP a diferentes 

concentraciones (10-5 M-10-8 M). 

 Evaluar las cinéticas de crecimiento, la producción de lípidos y de biomasa en 

cultivos de S. obliquus a diferentes porcentajes de nitrógeno (0%, 25% y 50%) 

tratados con AG y con BAP. 

 Cuantificar y caracterizar los ácidos grasos de S. obliquus en respuesta a AG y 

BAP bajo déficit de nitrógeno. 

 Analizar la expresión de genes de S. obliquus para la estearoil ACP desaturasa 

(SAD), la ácido graso ACP tioesterasa (FATA), la diacil glicerol acil transferasa 

(DGAT) y para la proteína acarreadora de acilo (ACP) en respuesta al estímulo 

con AG y BAP por déficit de N. 

 Evaluar, comparar y optimizar la extracción de lípidos totales de S. obliquus con 

solventes asistida con irradiación infrarroja (EAIR) metodología de superficie de 

respuesta (MSR). 

 

. 
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5. HIPÓTESIS

La adición de fitohormonas como AG y BAP estimulará la producción de biomasa en S. 

obliquus, esta condición junto con un estrés por déficit de N, generará un incremento 

biosintético de ácidos grasos en la microalga y, por lo tanto, la sobre expresión de genes 

involucrados en el metabolismo lipídico. Además, la implementación y optimización de la 

irradiación infrarroja en la extracción de lípidos totales en S. obliquus, mejorará el 

porcentaje de obtención de los mismos. 
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6. METODOLOGÍA 

 Cultivo de S. obliquus 
S. obliquus (UTEX 3031) se obtuvo de la colección de algas de la Universidad de 

Texas E.U.A. Bajo condiciones estériles, en recipientes de vidrio de 1 L (triplicado), se 

agregaron 15 mL de cultivo denso de S. obliquus hasta llegar a una densidad óptica de 

0.20 ± 0.01, medida en un espectrofotómetro Uv-vis (Thermo Scientific Genesys 10s) a 

750 nm (D.O.750). Se adicionaron 850 mL de medio Basal Bold (MBB) estéril (Andersen, 

2005) y se ajustó el pH a 8. Los recipientes se taparon y a través de las tapas se introdujo 

un tubo de vidrio estéril conectado, por medio de una manguera, a una bomba de aire a 

un flujo de 1500 cc/min. Los cultivos se incubaron a una temperatura de 22 °C ± 2 °C, 

bajo fotoperiodo luz/oscuridad de 16/8 h con lámparas de luz blanca-fría fluorescente 

(OSRAM 096/850) a una intensidad 76 µmol m2 s-1 durante 15 días continuos. 

 

 Cinética de crecimiento de S. obliquus 
Se determinaron las cinéticas de crecimiento por conteo celular directo de la 

siguiente manera: se tomaron alícuotas de 1 mL en cada uno de los ensayos y se 

determinó la concentración celular (C) en un hematocitómetro de 0.1 mm de profundidad 

con reglilla de Neubauer. Se observaron las muestras (10 µL) en un microscopio óptico 

(Olympus CH30 LF 100) con un aumento de 40X cada 48 h por 15 días. Se determinó el 

promedio (en cada uno de los triplicados) de la concentración celular (células/mL) de 

acuerdo a la ecuación 1:  

C = [(N / 4) / 10-6] X factor de dilución   ec. 1 

Donde N = promedio de células presentes en los 5 cuadros pequeños del cuadro 

central del hematocitómetro.  

Se estimó la biomasa cada 48 h hasta el día 15 por medición de la densidad óptica 

de los cultivos a 750 nm. Los valores de la D.O.750 se convirtieron a biomasa (g L-1), 

basados en una relación lineal entre la D.O.750 y biomasa (g L-1), la cual se obtuvo después 

de un análisis de datos múltiple y fue calculado por la ecuación 2 (George et al., 2014): 

Biomasa = 1.6281 (OD750)-0.006 (R2=0.9982)  ec. 2 

La productividad de biomasa (P, g L-1 d-1) fue calculada mediante la ecuación 3:  

P = Xt2-Xt1 t2-t1⁄   ec. 3 
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donde Xt2 y Xt1 son la concentración de peso de células secas (g L-1) en el tiempo t2 y 

t1, respectivamente (Babu et al., 2017). 

A los 15 días los cultivos fueron decantados y centrifugados a 10,000 rpm por 10 

min. La biomasa obtenida se lavó con agua destilada (3 veces con 5 mL), se congeló (-

20 °C) y se liofilizó. Se determinó el peso de la biomasa liofilizada gravimétricamente. 

 

 Crecimiento de S. obliquus con estímulo de BAP y AG a 10-5-10-8 M 
Se reactivó un cultivo de está microalga inoculando un matraz Erlenmeyer de 1L 

con 800 mL de MBB a una D.O.750 inicial de 0.2 ± 0.01. Los matraces se incubaron a una 

temperatura de 22 °C ± 2 °C y se aplicaron ciclos de luz/oscuridad de 16/8 h con lámparas 

de luz blanca-fría fluorescente (OSRAM 096/850) a una intensidad 76 µmol m2    s-1 

durante 20 días continuos. Se tomaron alícuotas de este cultivo y enseguida, en matraces 

Erlenmeyer de 1 L (triplicado), de la biomasa inmediatamente obtenida de cultivos 

previamente cosechados en la parte final de la fase exponencial, se inocularon, bajo las 

mismas condiciones mencionadas anteriormente, en 800 mL de medio MBB fresco y se 

suministraron diferentes concentraciones (10-5, 10-6, 10-7 y 10-8 M) de BAP y AG. Se 

evaluaron las cinéticas de crecimiento por el método descrito anteriormente. 

 

 Efecto de BAP y AG sobre el crecimiento y el contenido de lípidos con 
limitación de N 

Las concentraciones seleccionadas de BAP y AG que arrojaron los mejores 

resultados fueron 10-5 M y 10-6 M, respectivamente. Estas concentraciones fueron 

aplicadas para la siguiente serie de experimentos con diferentes concentraciones de N: 

125 mg L-1, 62.5 mg L-1 y 0 mg L-1 (o 50%, 25% y 0% de la concentración total de N, 

respecto a la concentración inicial estándar del MBB). Las condiciones de crecimiento se 

aplicaron de manera idéntica, como ya se mencionó anteriormente. 

 

 Cuantificación de lípidos de S. obliquus 

 Método de la Sulfofosfovainillina 

La cuantificación de lípidos en cultivos de S. obliquus estimulados con BAP y AG 

con y sin estrés nutritivo, se realizó de acuerdo al protocolo de Park et al. (2016) con 

ligeras modificaciones. La fosfovainillina se preparó disolviendo 0.6 g de vainillina en 10 

mL de etanol (EtOH) absoluto y 90 mL de agua destilada. Enseguida, se agregó a la 
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solución 400 mL de ácido fosfórico (H3PO4) concentrado y se guardó la mezcla en frasco 

ámbar en oscuridad.  

En tubos Pyrex de 15 mL, se adicionó una cantidad conocida de biomasa de la 

microalga, se agregaron 2 mL de ácido sulfúrico concentrado y se calentó la mezcla a 

100 °C por 10 min, luego se enfrió a t.a. por 5 min y se agregaron 5 mL de reactivo de 

sulfofosfovainillina; la muestra se incubó a 37 °C por 15 min con agitación ocasional. 

Finalmente, se leyó la absorbancia a 530 nm. Se obtuvieron las curvas de calibración 

utilizando como estándar aceite de canola comercial. Las determinaciones de lípidos se 

realizaron cada 48 h para por 15 días. 

 

 Caracterización de los ácidos grasos de S. obliquus por cromatografía de 
gases (CG)-FID 
Para el análisis de ácidos grasos, los lípidos totales se extrajeron mediante el 

método Bligh-Dyer con 50 mg de biomasa recuperada al día 15 de cultivo. Los ácidos 

grasos se transmetilaron a metil ésteres de ácidos grasos (MEAGs) como lo describe 

Salas-Montantes et al. (2018). Las muestras se analizaron con un cromatógrafo de gases 

Varian CP-3800 (Varian Inc., Walnut Creek, CA) equipado con un detector de ionización 

de llama (FID) utilizando una columna capilar Stabilwax (60 m x 0.25 mm de diámetro 

interno, película de 0.25-μm, Número de Catálogo 10626, Restek Corp, USA). La 

temperatura del horno se programó de 150 a 200 °C a una velocidad de 10 °C min-1 y se 

mantuvo a esta temperatura durante 1 min; después, la temperatura se elevó a 250 °C a 

3 °C min-1 y se mantuvo durante 1 min. Se utilizó hidrógeno como gas acarreador a una 

tasa de flujo de 2 mL min-1. La temperatura del inyector se fijó en 250 °C (flujo dividido 

50:50) y la temperatura del detector fue de 300 °C. Los FAME se identificaron 

comparando sus tiempos de retención con una mezcla MEAGs estándar conocida 

(mezcla con 37 componentes, número de catálogo SIGMA 47885-U, Supelco, USA). Para 

el perfil de ácidos grasos, el porcentaje de cada ácido graso particular con respecto a la 

fracción de ácidos grasos totales se calculó según el método AOCS Ce 1-602. 

 

 Análisis de expresión 

 Extracción de ADN  
En la extracción de ADN, se tomó 0.1 g de muestra liofilizada de S. obliquus y se 

colocó en un tubo Eppendorf® de 1.5 mL. Luego se agregó: buffer de lisis (en proporción 
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1:1 y preparado con SDS 10%, NaCl 5M, TrisCl 1mM, EDTA 0.5 M) y 250 µL de NaCl 1.4 

M. La muestra se mezcló por inversión y se colocó 10 min en hielo. Luego se centrifugó 

durante 10 min a 12,000 rpm y la fase superior fue colocada en un tubo nuevo al cuál se 

le agregó un volumen de fenol:cloroformo:alcohol isoamílico (25:24:1) y enseguida se 

agitó manualmente hasta homogenizar. Enseguida se centrifugó durante 5 min a 12 000 

rpm, la fase superior se colocó en un tubo nuevo, se agregó un volumen de isopropanol 

y 1/9 V/V de acetato de sodio 3 M. Enseguida se mezcló la muestra por inversión y se 

incubó durante 10 min a temperatura ambiente. Para colectar el ADN en la base del tubo, 

la mezcla se centrifugó a 12,000 rpm por 5 min y el sobrenadante se eliminó con una 

pipeta. El ADN se lavó dos veces con etanol al 70% y la pastilla se dejó secar al aire. 

Finalmente, el ADN fue resuspendido en 30 µL de agua estéril.  

 

 Extracción de ARN y síntesis de ADNc  
Se colocaron 0.05 g de muestra iofilizada por cada tubo Eppendorf® de 1.5 mL y 

se agregaron 500 µL de PureLink® Plant RNA Reagent, la mezcla se agitó con vórtex y 

se incubó a temperatura ambiente por 5 min. Enseguida los tubos fueron centrifugados a 

11, 500 rpm durante 2 min y la fase superior se recuperó en tubos nuevos con 300 µL de 

cloroformo. Luego los tubos fueron centrifugados a 11,500 rpm durante 10 min a 4 °C y 

la fase superior fue recuperada en tubos nuevos. Enseguida se agregó a cada tubo 

isoproropanol (1:1) y luego se incubaron a temperatura ambiente por 10 min. 

Posteriormente, los tubos fueron centrifugados a 11,500 rpm durante 10 min a 4 °C y la 

pastilla de ARN se lavó con 1 mL de etanol al 75%. El ARN obtenido fue diluido en 20 µL 

de agua estéril.  

La primera hebra de ADNc fue sintetizada a partir de 1 µg de ARN total con 1µL de 

oligo d(T) (Invitrogen) y 1 µL de mezcla de dNTPs 10 mM llevando el volumen total de la 

mezcla a 10 µL con agua estéril. Esta mezcla fue incubada a 65 °C por 5 min e 

inmediatamente colocada en hielo. Enseguida se agregaron 2 µL de buffer de síntesis 

5X, 4 µL de MgCl2, 2 µL de DTT 0.1 M, 1 µL de RNase OUT y 1 µL de RT SuperScript 

(Invitrogen). La solución fue incubada a 50 ºC por 50 min y enseguida a 85 °C por 5 min 

y luego se colocó en hielo y se agregó 1 µL de RNase H. La reacción concluyó incubando 

la solución a 37 °C por 20 min. El cADN obtenido se almacenó a -20 °C hasta su posterior 

uso en el análisis de expresión por RT-PCR. 
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 Diseño de oligonucleótidos   
Para la amplificación de cada uno de los genes de interés, se diseñaron 

oligonucleótidos específicos utilizando el programa DNAMAN, a partir de secuencias 

reportadas en el NCBI (Tabla 13). Para el diseño, se consideró un contenido de GC de 

40 a 60%, 19 a 24 pb de longitud, diferencias de Tm entre ambos oligonucleótidos no 

mayores a 2 °C. Además, se evitó en lo posible la complementariedad entre los 2 o 3 

nucleótidos del extremo 3’ así como también la formación de horquillas y dímeros 

continuos y discontinuos. También se utilizaron oligonucleótidos reportados en la 

literatura únicamente para el gen DGAT. Estos iniciadores fueron probados en ADN de 

S. obliquus hasta encontrar las condiciones óptimas de amplificación de cada gen. Luego 

se procedió a la amplificación del ARNm. 

 

 Análisis de expresión mediante PCRq  
El gen 18S rRNA de S. obliquus se utilizó como estándar interno. Los pares de 

oligonucleótidos de los genes seleccionados se enumeran en la tabla 12. La PCR en 

tiempo real (qRT-PCR) se realizó en una placa de grado óptico de 96 pocillos utilizando 

un sistema de PCR en tiempo real de Applied Biosystems StepOneTM (Applied 

Biosystems, Australia) utilizando SYBR Green de acuerdo con las instrucciones del 

fabricante. La solución de reacción de 20 μL de PCR en tiempo real estaba compuesta 

de 10 μL de reactivo SYBR Green Master Mix (Applied Biosystems), 100 ng de ADNc y 

0.5 pmol de oligonucleótidos directos e inversos específicos de genes.  

Los parámetros del programa para la amplificación fueron 50°C 2 min, 95°C 10 

min, 40 ciclos de 95°C durante 15 s y a 60°C durante 1 min. Las curvas de fusión se 

generaron mediante un ciclo de 95°C durante 15 s, 60°C durante 1 min y 95°C durante 

30 s. Las muestras se evaluaron por triplicado y los datos se analizaron utilizando el 

software del sistema de PCR en tiempo real Step One de Applied Biosystems (Applied 

Biosystems). Los datos de referencia se obtuvieron de los ciclos 1 a 40. Para normalizar 

la cantidad de transcripciones en cada muestra, la abundancia relativa de 18S rRNA 

también se utilizó como el estándar interno. Los datos de expresión génica se analizaron 

utilizando el método 2-ΔΔCt (Livak et al., 2001). 

 
Tabla 12. Iniciadores utilizados para el análisis de expresión genéticas de S. obliquus por  
qRT-PCR. 
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*Sharma et al. (2015). 

 

 Análisis estadístico 
Las mediciones de la cinética de crecimiento, la productividad de biomasa y el 

análisis de la expresión de genes se realizaron por triplicado. El análisis de lípidos totales 

y del perfil ácidos grasos se realizaron por duplicado. Los datos se analizaron utilizando 

el software Prisma 7 para Windows, versión 7.00 (GraphPad Software, Inc.). Se 

compararon las diferencias significativas entre las medias de tratamiento para cada 

variable utilizando un análisis de Tukey con un nivel de confianza del 95% (p < 0.05), 

comparando los valores medios para un conjunto de datos mediante el análisis de 

varianza (ANOVA). Todos los valores SD (desviación estándar) de los gráficos se 

representaron como barras de error. 

En el caso de la optimización de la EAIR por MSR, el diseño experimental se 

orientó en el rendimiento (%) de los lípidos totales, definiendo tres factores para el 

análisis: tiempo de extracción, relación masa/volumen de disolvente y proporción de la 

mezcla de disolventes.  Se estableció un diseño central compuesto (DCC) factorial 

completo 23 (Tabla 13), y los datos obtenidos se analizaron con el software Design-

Expert® v11 para Windows (STAT‑EASE®).  

 

 

 

Gen 
Secuencias iniciadores 

(5’-3’) 
Amplicon 

tamaño (bp) 
Alineamiento 

T (°C) 
 

ACP 
5´- AGAAGATCGAGCCGGCAAA -3´ 

350 55 
 

5´- CTTCTGTTTGTCTGTGCTGCA -3´  
FATA 5´- ATGCCGGACATGGACCACCTA -3´ 

200 62 
 

 5´- GCACCTGGGTGACCATCAACA -3´  

SAD 
5´- TGCTGAAGCCGGTGGACAA -3´ 

450 55 
 

5´- GATGAGGTTCTGGATGGTTAC -3´  

*DGAT 
5´- AGAAGATCGAGCCGGCAAA -3´ 

500 55 
 

5´- CTTCTGTTTGTCTGTGCTGCA -3´  

18s 

rRNA 

5´- ATATCTTCACGAAGCGCATG -3´ 
200 58 

 
5´- TGTACTCATTCCAATTACCAG -3´  
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Tabla 13. Factores y niveles del diseño experimental para la optimización de la EAIR en 
el rendimiento de lípidos totales en S. Obliquus. 
 

 
 

El modelo se ajustó a una ecuación polinomial de segundo orden según la ecuación 4:  

 

   ec. 4 

 

Donde X1, X2,…..Xk son las variables independientes codificadas que influyen en la 

respuesta de Y; β0, βi(i = 1, 2,…, k), βii (i = 1, 2,…, k) and βij (i = 1, 2,…, k), son los 

coeficientes de regresión para los términos de intercepción, lineales, cuadráticos y de 

interacción, respectivamente; k es el número de variables. 

La calidad del ajuste del modelo se evaluó mediante los coeficientes de 

determinación (R2) y por un ANOVA. Se construyeron gráficos de superficies de respuesta 

y de contorno utilizando la ecuación polinómica cuadrática ajustada. 

 

 Extracción de lípidos 
  Métodos de extracción de Folch y de Bligh-Dyer 

En tubos Falcon de 50 mL, se pesaron (por separado) 0.2 g en peso seco de 

biomasa de S. obliquus y se adicionaron 10 mL de una mezcla de cloroformo 

(CHCl3):metanol (MeOH) en proporción 2:1 v/v (Folch, 1957) y, una mezcla de 

CHCl3:MeOH:H2O destilada en proporción 2:2:1.8 v/v/v (Bligh-Dyer, 1959). Los tubos se 

agitaron en vórtex por 10 min. Las fases acuosas y orgánicas se apartaron en embudos 

de separación. Las fases orgánicas se evaporaron a 40 °C bajo presión reducida en 

rotavapor. 

 

Variables Rangos y niveles 
-1 0 +1 

Tiempo                                              20 35 50 
Relación (m/v)                                  50 100 150 
Proporción de disolventes             0.5 0.875 1.25 
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 Método de extracción Soxhlet 
Se agregaron 0.2 g de biomasa liofilizada de microalga a un cartucho de celulosa, 

esta se colocó dentro de la cámara de extracción del equipo Soxhlet. Los lípidos se 

extrajeron por 3 horas a reflujo (1 gotas por segundo) con 150 mL de la mezcla de 

solventes de acuerdo a la Tabla 12. 

 

 Extracción asistida por irradiación infrarroja  
Se agregaron 0.20 ± 0.001 g de biomasa liofilizada de S. obliquus a un matraz de 

fondo redondo de 250 mL acoplado a un condensador, con 10 mL (masa/volumen 

disolvente 1:50) de la mezcla de solventes como: acetato de etilo (AcOEt), diclorometano 

(CH2Cl2), etanol (EtOH), Hexano (Hex), isopropanol (isPrOH) y MeOH (Tabla 12). Los 

lípidos se extrajeron bajo irradiación infrarroja con una lámpara de 250 W colocada a 2 

cm de distancia de la solución por 10 min (Figura 11).  

 

Tabla 14. Mezcla de disolventes a diferentes proporciones para extracción de lípidos 
 

 
La cantidad de aceite extraído se determinó gravimétricamente midiendo el peso 

del residuo. El rendimiento de extracción (% p/p) se calculó de acuerdo a la siguiente 

ecuación (5): 

 

     ec. 5 

 

Método Disolventes Tiempo 
(min) Mezcla  Proporción  

      Folch                      CHCl3:MeOH                             2:1 
10  Bligh y Dyer              CHCl3:MeOH:H2O                    2:2:1.8 

Soxhlet 

CH2Cl2:MeOH 1:2 2:1 3:2 

180 

CH2Cl2:EtOH 1:2 2:1 3:2 
CH2Cl2:isPrOH 1:2 2:1 3:2 
AcOEt:MeOH 1:2 2:1 3:2 
AcOEt:EtOH 1:2 2:1 3:2 

AcOEt:isPrOH 1:2 2:1 3:2 

EAIR 

CH2Cl2:MeOH 1:2 2:1 3:2 

 
10 

CH2Cl2:EtOH 1:2 2:1 3:2 
CH2Cl2:isPrOH 1:2 2:1 3:2 
AcOEt:MeOH 1:2 2:1 3:2 
AcOEt:EtOH 1:2 2:1 3:2 

AcOEt:isPrOH 1:2 2:1 3:2 
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Figura 11. Equipo para la extracción de lípidos asistida con irradiación infrarroja. 
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 Cultivo y tasa de crecimiento de S. obliquus  
 Se realizó la evaluación de la tasa de crecimiento de S. obliquus en medio MMB, y 

se determinó el día en el cual inició la fase estacionaria temprana. Esta determinación se 

hizo por medio de una cinética de crecimiento. En la figura 12, se observan imágenes de 

los biorreactores con el cultivo de S. obliquus por triplicado.   

 
Figura 12. Cultivos de S. obliquus en medio MMB. 

 

 La cinética de crecimiento obtenida se muestra en la figura 13. Los resultados 

indican una fase de exponencial del día 2 al 13. En el día 15 se muestra el inicio de la 

fase estacionaria. El número de células en este día fue de 13.86 X 106 cél. mL-1.  

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 13. Cinética de crecimiento de S. obliquus. Las barras indican la desviación 
estándar de la media (n=3). 
  

 

7. RESULTADOS Y DISCUSIÓN  
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 La biomasa producida para estos cultivos con un volumen de 800 mL de medio fue 

de 0.81 g L-1. Estos resultados son comparables con los obtenidos por otros autores, en 

donde obtuvieron cantidades desde 0.63-4.92 g L-1 (Tabla 15). La intensidad de la luz, 

indispensable para la fotosíntesis, la temperatura requerida para que las algas se 

desarrollen, el medio de cultivo (nutrientes) y la composición del agua (incluyendo la 

salinidad), el pH entre 7-9, la aireación/requerimientos de CO2, y los ciclos de 

luz/oscuridad, son los factores más importantes que determinan la tasa de crecimiento en 

microalgas. La manipulación de uno o varios de estos factores, han mejorado la tasa de 

crecimiento, cantidad de biomasa y de metabolitos en diversas especies de microalgas 

(Xin et al., 2011; Ramanna et al., 2017).  

 
Tabla 15. Cantidad de biomasa de Scenedesmus en otros estudios. 
 

Biomasa 
(g L-1) 

Cosecha 
(d) 

Fotoperiodo 
(h) (L/O) 

Intensidad 
luz 

(µmol/m2 s) 
T 

(°C) 
CO2 
(%) Referencia 

1.15 17 14/10 143 20 ± 1 4.0 
Álvarez-

Díaz 
(2015) 

1.68-4.92 8 24/0 200 25 98/2 
aire/CO2 

Feng et al. 
(2014) 

2.0-8.0 8 24/0 200-1500 20-35 Suficiente Breuer et 
al. (2013) 

0.63-1.80 13 12/12 - 30 ± 1 5 Welter et 
al. (2013) 

0.81 15 16/8 76 22 ± 2 0.04 Este 
estudio 

  

 Aunque las condiciones de cultivo son muy diferentes entre cada estudio, nuestros 

resultados, generaron una cantidad considerable de biomasa (0.81 g L-1), sin utilizar 

ningún tipo de estímulo o condiciones especiales. En comparación con Álvarez-Díaz et 

al. (2015), ellos utilizaron aguas residuales bajo diferentes condiciones luz, y varias 

concentraciones de CO2 y salinidad, ellos lograron una producción máxima de biomasa 

de 1.15 g L-1. Otro ejemplo es el de Welter et al. (2013), en dónde evaluaron las 

condiciones nutrimentales mínimas para el desarrollo de S. dimorphus y lograron 

disminuir las cantidades de metales traza, vitaminas, nitratos, cloruros y fosfatos sin 

aparente afectación en la biomasa de la microalga. 

 En nuestro caso, utilizamos las condiciones nutrimentales estándar de cultivo, sólo 

como un parámetro de referencia para observar el comportamiento de S. obliquus y 
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determinar la tasa de crecimiento y la fase estacionaria temprana para posteriores 

experimentos. 
 

 Reacción de la sulfofosfovainillina: curva de calibración para determinar 
lípidos totales  
 La cuantificación de lípidos totales en S. obliquus se llevó a cabo por el método de 

la sulfofosfovainillina (SFV) con algunas modificaciones (Park et al., 2016). Primero, se 

obtuvo una curva de calibración al preparar una solución madre de aceite de canola 

comercial en cloroformo a una concentración de 1 mg/mL; a partir de esta solución, se 

hicieron las diluciones correspondientes para obtener las siguientes concentraciones (µg) 

de aceite: 5, 10, 20, 30, 40, 50, 60, 70, 80, 100, 120, 160 y 200. (Figura 14). 

 

 
Figura 14. Reacción con la SFV. Color desarrollado en la curva de calibración con 5-200 
µg de aceite de canola. 
 

La figura 15, muestra un ajuste lineal con una R2 de 0.9968, para la determinación de 

lípidos en aceite de canola. 
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Figura 15. Curva de calibración para la cuantificación de lípidos en aceite de canola (n=2). 

  

 También se realizó una curva de calibración para poder valorar la cantidad de 

lípidos, en un volumen de cultivo dado, por mg de biomasa seca de S. obliquus, se realizó 

una curva de calibración de cantidad de biomasa en peso seco contra densidad óptica a 

750 nm (DO750). Mediante un análisis múltiple de datos se obtuvieron los resultados de la 

curva de calibración de biomasa de S. obliquus contra D.O.750 (Figura 16). 

 
Figura 16. Curva de calibración de la biomasa en peso seco de S. obliquus contra la 

D.O.750 (n=2). 

 

 Éste gráfico se utilizó para encontrar la cantidad de biomasa seca en cualquier 

volumen de cultivo de microalga, con cierto valor de DO750. Los datos anteriores nos 

permitieron establecer el porcentaje de lípidos totales en las muestras de S. obliquus. 
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 Actualmente, los métodos de detección más utilizados para la determinación de los 

lípidos en microalgas incluyen métodos gravimétricos, cromatografía de gases y tinción 

fluorescente lipofílica para espectrofotometría cuantitativa. El método gravimétrico para 

la determinación del contenido de lípidos consiste en la extracción asistida por 

disolventes, generalmente con disolventes orgánicos o clorados como hexano o 

cloroformo de una cantidad conocida de biomasa seca. El peso exacto del extracto lipídico 

se toma después de la evaporación del disolvente de extracción con el fin de obtener el 

porcentaje de lípidos. Las principales desventajas del método gravimétrico es que 

necesita una cantidad relativamente grande de muestra y requiere de procesos de 

extracción y secado, los cuales consumen tiempo y energía (Chen et al., 2018). Otros 

métodos como la cromatografía de gases (CG) o la cromatografía líquida de alta presión 

(CLAP), requieren menos cantidad de muestra en comparación con los métodos 

gravimétricos y pueden proporcionarnos datos precisos sobre la composición de los 

lípidos. Sin embargo, se requiere de una preparación exhaustiva de la muestra, se debe 

prevenir la oxidación de los lípidos y, se debe asegurar una conversión de los lípidos 

(derivatización) mayor al 90% (Tang et al., 2013). Este proceso, además de clorofila 

extrae lípidos neutros, lo que puede resultar en una sobre cuantificación de los lípidos 

totales. La aplicación de la reacción SFV para la detección lípidos en microalgas, provee 

grandes ventajas sobre las técnicas mencionadas. Este método requiere de una pequeña 

cantidad de biomasa en los órdenes de miligramos o menos, no requiere pasos de secado 

y extracción, además, es mucho más simple y rápida en comparación con cualquier otra 

técnica existente (Anschau et al., 2017). 

 

 Determinación de lípidos totales en S. obliquus. 
 Primero, se determinó la biomasa en las muestras de los cultivos control (Tabla 16). 

Para esto, se leyó la D.O.750 cada 48 h en los cultivos y se interpolaron los datos 

correspondientes con la curva de calibración (Figura 16) mostrada en la sección anterior.  

 
Tabla 16. Producción de biomasa de S. obliquus control en MBB 
 

Día D.O.750 Biomasa (g/L) 
1 0.2005 0.13 
3 0.28 0.18 
5 0.47 0.29 
7 0.561 0.44 
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9 0.735 0.56 
11 1.0815 0.67 
13 1.22 0.78 
15 1.475 0.81 

 

 El porcentaje de lípidos totales en los cultivos controles se muestra en la tabla 17. 

En el día 13, se obtuvo el porcentaje máximo de lípidos producidos con un 15.92% de 

rendimiento. Bajo distintas condiciones de cultivo (nutrientes, ciclos de luz, intensidad de 

luz, estrés abiótico, estímulos etc.), se han reportado porcentajes desde 11% hasta 55% 

de rendimiento en lípidos totales en Scenedesmus obliquus (Mata et al., 2010). Nuestros 

resultados están por encima del porcentaje mínimo reportado, y por debajo del máximo, 

esto es debido a que en estos ensayos no se utilizó ningún tipo de estrés o estímulo en 

los cultivos. 

Tabla 17. Por ciento de rendimiento de lípidos totales en cultivos control de S. obliquus. 
 

Día Biomasa 
(g L-1) 

Lípidos Totales 
(%) 

1 0.13 4.69 
3 0.18 5.15 
5 0.29 6.47 
 7 0.44 13.33 
9 0.56 14.17 

11 0.67 15.10 
13 0.78 15.92 
15 0.81 15.66 

 

 Determinación de las concentraciones de BAP y AG para mejorar la tasa de 
crecimiento, biomasa y la producción de lípidos en S. obliquus  

 Bencilaminopurina 
 Recientemente, las fitohormonas han sido aplicadas en microalgas para aumentar 

el crecimiento y la producción de metabolitos (Yu et al., 2015). Sin embargo, los efectos 

bioquímicos de las fitohormonas en diversas especies de microalgas aún no están bien 

establecidos. En este trabajo, se aplicaron diferentes concentraciones (10-5, 10-6, 10-7 y 

10-8 M) de BAP a cultivos de S. obliquus con el fin de conocer cuál de éstas genera una 

mayor cantidad de biomasa y de lípidos. En la figura 17A, el número de células en los 

cultivos con BAP fue similar en las cuatro concentraciones durante los primeros cinco 

días. A partir del séptimo y hasta el quinceavo día, la concentración de 10-5 M tuvo el 
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mayor número de células con 20.08 X 106 cél mL-1 lo que equivale a 1.44 veces más que 

el control  

 BAP ha sido poco utilizado como regulador de crecimiento en microorganismos, sin 

embargo, en un reporte en el cuál estudiaron el efecto de BAP sobre la producción de 

carotenos en Chlorella pyrenoidosa sp., se demostró que a mayor concentración de BAP 

y con 20 días de cultivo, causó un aumento en el crecimiento de la microalga de 1.85-

1.90 veces en comparación con el control. Las concentraciones utilizadas fueron de 1X10-

4 M, 5 X 10-5 M y 1 X 10-5 M, siendo la primera la que obtuvo los mejores resultados 

(Czerpack et al., 1997). Esto es congruente con nuestros resultados ya que conforme se 

aumentó la concentración de BAP, el número de células de S. obliquus también se 

aumentó, siendo la concentración de 1 X 10-5 M la que produjo mejores resultados (Figura 

17A). Además, la productividad de biomasa también fue significativamente más alta a 10-

5 M, con 73.52 mg L-1 d-1 (Figura 17C). La cantidad de lípidos totales en S. obliquus se 

midió como % de peso seco (PS) de biomasa. 
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Figura 17. Tasa de crecimiento (A), porcentaje de lípidos en biomasa (PS) (B), y 
productividad de la biomasa (mg L-1 d-1) (C), en cultivos de S. obliquus estimulados por 
BAP a diferentes concentraciones: 10-5, 10-6, 10-7 y 10-8 M. Las barras indican la 
desviación estándar de la media (n = 3). * indican las diferencias significativas ANOVA (p 
< 0.05). La prueba de comparación múltiple de Tukey se utilizó cuando el ANOVA detectó 
diferencias significativas (p < 0.05) entre cada condición. Los datos con letras diferentes 
son significativamente diferentes. NS = datos no significativos. 
 

BAP pertenece al grupo de las citoquininas, por lo que estos incrementos en 

contraste con los del control, se deben a que induce división celular, estimula los procesos 

de crecimiento y aumenta la actividad fotosintética (Romanenko et al., 2016).  

Se desconoce el mecanismo por el cual las citoquininas regulan el ciclo celular en 

microalgas. Sin embargo, diversos procesos metabólicos son similares en plantas y 

microalgas. El efecto de las CQs en las plantas es regular la transición G1/S mediante la 

actividad de la CDKA y por asociación con ciclinas de tipo D (CYCD). El complejo 

CDKA/CYCD favorece la entrada en la fase S mediante la fosforilación de la proteína 

RBR, lo que neutraliza su inhibición por los factores de transcripción E2F (Figura 18). Las 

citoquininas inducen la expresión de los tres genes CYCD3 haciendo entrar a la célula en 

fase de crecimiento G1 (Schaller et al., 2014), y en consecuencia existe un estímulo en 

la división celular.  

 
Figura 18. Activación del ciclo celular mitótico por acción de citoquininas. Descripción de 
dos mecanismos potenciales para la activación del ciclo celular mediado por citoquininas 
en G1/S y G2/M. CQ: citoquininas, CDC: ciclinas dependientes de quinasas, WEE1: 
quinasa nuclear perteneciente a la familia Ser/Treo, sus iniciales provienen de Western 
Equine Encephalitis, CYCB1: ciclina-beta-1, es una quinasa dependiente de ciclinas con 
actividad reguladora en proteínas Ser/Treo, CDKA/B: ciclinas dependientes de quinasas 
A o B, NO: óxido nítrico, CYCD3: ciclina-delta-3, ICK/KRP: inhibidor de ciclinas 
dependientes de quinasas/proteínas relacionadas a proteínas Kip, RBR: proteínas 
relacionadas a proteínas del retinoblastoma,  E2F: factor de transcripción para regular el 
progreso del ciclo celular. Adaptada de Cytokinin and the cell cycle, Schaller et al. (2014). 
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Sin embargo, se ha informado que altas concentraciones de BAP son perjudiciales 

para las células vegetales. Por ejemplo, la aplicación de BAP (0.5 mg L-1, 1.5 mg L-1, 2 

mg L-1, 3.7 mg L-1, 6.8 mg L-1, 8.7 mg L-1, 9.4 mg L-1) en Grand naine (Musa sp.) mostró 

que el número de formación de brotes en los cultivos durante el proceso aumentó. No 

obstante, la mayor concentración de BAP aumentó simultáneamente la formación de 

brotes anormales (Reddy et al., 2014). Además, altas concentraciones de citoquininas 

han inducido una muerte celular programada tanto en animales como en plantas (Carimi 

et al., 2003; Vescovi et al., 2012). 

  En la Figura 17B, la concentración de BAP que más favoreció la producción de 

lípidos fue de 10-5 M. Es muy interesante que, en el quinto día, el contenido de lípidos 

aumentó en 2.8 veces más respecto al control. A esta concentración de BAP, se obtuvo 

el porcentaje más alto de lípidos con 27% (PS), mientras que en el control fue de 16% 

(PS).  
 Yu et al (2016) realizaron un estudio metabolómico en Aurantiochytrium sp. bajo un 

tratamiento con BAP (1.33 X 10-5 M o 3 mg mL−1, concentración óptima). Al evaluar 71 

metabolitos, el 76.9% de la variación de estos metabolitos estaba ligada al efecto de la 

fitohormona. Los metabolitos que respondieron a BAP fueron: ácidos grasos (C14:0, 

C18:0, C18:1, C20:4), aminoácidos, ácidos orgánicos, carbohidratos, alcoholes, el 

escualeno, colesterol, entre otros. Este análisis mostró que BAP estimula el flujo 

metabólico del ciclo de los ácidos tricarboxílicos (CAT), de la vía del mevalonato y del 

metabolismo del glicerol, hacia la síntesis de ácidos grasos.   

 En un estudio similar, se aplicaron dosis de 0.01, 0.1, 1.0 y 10 mg L-1 de BAP en 

Scenedesmus sp. LX1. La dosis óptima que generó mayores tasas de crecimiento y 

producción de metil esteres de ácido grasos (MEAG), fue la de 0.1 mg L-1 (4.44 X 10-7 M), 

 Por otro lado, concentraciones de BAP ligeramente superiores a las que nosotros 

utilizamos (10-5 M), han mostrado resultados prometedores; por ejemplo, en C. 

pyrenoidosa 4 mg L-1 (1.77 X 10-5 M) de BAP incrementaron la cantidad de biomasa y 

produjeron un aumento en 3.03 veces de ácido α-linoleico, en comparación con el control 

(Kokkiligadda et al., 2017). En C. vulgaris, Lin et al. (2018) evaluaron el efecto de BAP (2-

10 mg L-1) en la biomasa y la producción de ácido alfa-linolénico. Ellos reportaron una 

concentración óptima de 4 mg L-1 (1.77 X 10-5 M), con un aumento de la biomasa en 1.26 

veces. En Botryococcus braunii, 5.0 mg L-1 (2.21 X 10-5 M) de BAP, produjeron la mayor 

cantidad de biomasa.   
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con un incremento de lípidos de 20.7% a 25.4% (Dao et al., 2019).  En nuestros 

resultados, la suplementación de BAP 10-5 M, incrementó el porcentaje de lípidos de 16% 

hasta un 27%. Mientras que Dao et al. (2019) obtuvieron los mejores resultados con las 

dosis más bajas de BAP, mientras que la dosis más alta de BAP (10 mg L-1 o 4.4 X 10-5 

M), inhibió la división celular de la microalga. Esto es opuesto a nuestros resultados y a 

otros reportados, donde la mayor dosis de BAP, propició un mayor estímulo. 

Adicionalmente, este reporte señala que BAP aumentó la velocidad de captación de N y 

P en Scenedesmus sp LX1 e incrementó la actividad de la deshidrogenasa, lo que se 

traduce en mayor actividad sintética y metabólica, mayor acumulación de ATP y, por lo 

tanto, en un crecimiento celular y producción de metabolitos aumentados. 

 

 Ácido giberélico 
Se conocen 20 isoformas de GAs en diversas especies de microalgas, entre ellas 

está el ácido giberélico, sus efectos fisiológicos son similares a los ejercidos en las 

plantas, es por esto que al aplicar de manera exógena esta hormona, se han inducido el 

crecimiento y división celular, e incrementado la biomasa y los pigmentos fotosintéticos 

(Romanenko 2016).  
En S. obliquus, la concentración de AG 10-6 M, fue la que indujo el mayor 

crecimiento celular con 16.44 X 106 células mL-1, mejorando la densidad celular en 1.35 

veces más que el control (12.15 X 106 células mL-1) (Figura 19A). Todos los tratamientos 

de AG (de 10-5 a 10-8 M) modificaron ligeramente la acumulación de lípidos y la 

productividad de biomasa en los cultivos de S. obliquus al final del experimento (Figuras. 

19B y 19C). En el último día del experimento, AG 10-6 M produjo el mayor rendimiento de 

lípidos en biomasa (PS) con 17.8%, en comparación con el control con 16% PS (Figura 

19B). AG 10-6 M también incrementó la productividad de biomasa a 59.88 mg L-1 d-1 

(Figura 19C). Nuestros resultados son consistentes con los de Du et al. (2017) en los que, 

también observaron un aumento en la cantidad de biomasa en cultivos de C. pyrenoidosa 

estimulados con AG. Ellos probaron diversas concentraciones desde 0.1 mg L-1 (4.44 X 

10-7 M) hasta 20 mg L-1 (8.87 X 10-5 M), esta última generó la mayor tasa de crecimiento, 

mientras que 5 mg L-1 (2.22 X 10-5 M), la mayor productividad de lípidos. En otro estudios, 

la suplementación de AG (10-7-10-6 M) incrementó el número de células y los pigmentos 

fotosintéticos en condiciones de estrés por metales pesados como cadmio y plomo 

(Falkowska et al., 2011). Sivaramakrishnan et al. (2020) reportaron que 1 mM de AG, 



69 
 

produjo la mayor tasa de crecimiento (0.274 ± 0.23 d-1) en Chorella sp., sin embargo, no 

se observaron cambios significativos en la composición de los ácidos grasos. 

A diferencia de BAP que incrementó el contenido lipídico en S. obliquus, AG no 

mostró una diferencia significativa en la acumulación de lípidos (Figura 19B). Este 

comportamiento fue observado también en C. reinhardtii (Park et al., 2013), en dónde la 

dosis óptima de 1 mg L-1 (4.44 X 10-6 M) mostró un aumento del 68% en la biomasa, sin 

embargo, no se presentaron cambios en los MEAG. En Chlorella vulgaris (Jusoh et al., 

2018) AG (1 X 10-5 M) incrementó la densidad celular en 42%, aunque este aumento no 

se vio reflejado en la producción de lípidos totales. 

 

 

Figura 19. Tasa de crecimiento (A), porcentaje de lípidos en biomasa (PS) (B), y 
productividad de la biomasa (mg L-1 d-1) (C) en cultivos de S. obliquus estimulados por 
AG a diferentes concentraciones: 10-5, 10-6, 10-7 y 10-8 M. Las barras indican la desviación 
estándar de la media (n = 3). * indican las diferencias significativas ANOVA (p < 0.05). La 
prueba de comparación múltiple de Tukey se utilizó cuando el ANOVA detectó diferencias 
significativas (p < 0.05) entre cada condición. Los datos con letras diferentes son 
significativamente diferentes. NS= datos no significativos. 
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 El AG tiene diversas aplicaciones en el sector agroindustrial por su polifuncional 

actividad ya que induce el crecimiento de plantas, estimula la germinación de semillas, 

interviene en la elongación celular y responde al estrés abiótico (Camara et al., 2018). 

Debido a la presencia de un complejo sistema de regulación homeostática en la 

señalización de AG, aún no se elucida completamente la función de los factores que 

intervienen en respuesta a esta hormona. Recientemente se encontró que la 

suplementación de AG promueve la orientación transversal de los microtúbulos, 

produciendo un crecimiento celular anisotrópico (Shibaoka 1993). 

 En microalgas, se ha encontrado que AG favorece la captación de nitrógeno y la 

capacidad de utilizar los carbohidratos (Pan et al., 2008), e incrementa el crecimiento y la 

acumulación de lípidos al aumentar la actividad de la esterasa y al regular la distribución 

intracelular de carbono (Du et al., 2015). 

 

 Efecto de BAP y AG en la densidad celular, la biomasa y la producción de 
lípidos en de S. obliquus en condiciones de limitación de N 
 La deficiencia de N es la estrategia más utilizada para inducir una mayor 

acumulación de lípidos neutros en microalgas, ya que estimula la hidrólisis de fosfolípidos, 

aumenta la fracción intracelular de ácidos grasos de la acil- coenzima-A (acil-CoA) y 

activa la diacilglicerol aciltransferasa (DGAT), que a su vez cataliza la conversión de la 

acil-CoA a triacilglicerol (Xin et al., 2010). Sin embargo, simultáneamente se induce una 

rápida biodegradación de proteínas y una drástica disminución del crecimiento celular y 

productividad de biomasa (Juneja et al., 2013). 

 Se utilizó la concentración de 10-5 M para BAP y 10-6 M para GA, dónde se evaluó 

su efecto en la densidad celular bajo diferentes porcentajes de N: N-100, N-50, N-25 y N-

0 para incrementar la acumulación de lípidos. La aplicación de fitohormonas en cultivos 

de microalgas N-limitados ha dado buenos resultados para obtener altas productividades 

de lípidos y biomasa (Babu et al., 2017; Mandal et al., 2019). Los cultivos de S. obliquus 

adicionados con BAP y GA tuvieron la capacidad de incrementar la densidad celular 

respecto a los cultivos N-reducidos sin estímulo. En los cultivos con BAP N-0 y GA N-0 

se incrementó el número de células de 6.91 X 106 células mL-1 y de 5.19 X 106 células 

mL-1, respectivamente, lo que equivale a dos veces comparado con los cultivos N-0 sin 

estímulos. La productividad de biomasa se incrementó hasta 1.8 veces más que el control 

en BAP N-100 con 76.16 mg L-1 d-1 y en BAP N-50 con 73.53 mg L-1 d-1. Para los 
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tratamientos con AG, todas las productividades de biomasa también fueron superiores a 

los no estimulados. La mayor diferencia en productividad de biomasa se observó con GA-

N0 que fue de 32.00 mgL-1d-1 (1.48 veces más que el control). Existe evidencia de que 

las citoquininas confieren una mayor resistencia al estrés abiótico en plantas, promueven 

la fotosíntesis, estimulan la síntesis de proteínas en cloroplastos, y regulan el 

metabolismo del carbono y del nitrógeno (Xiaotao et al., 2013, Wu et al., 2014). Y en 

cuanto a las giberelinas, han mostrado que reducen considerablemente la fase de lag de 

crecimiento y estimulan la división celular en la fase exponencial de crecimiento de las 

microalgas (Park et al., 2013), además en C. vulgaris activaron las respuestas de defensa 

y disminuyeron los daños oxidativos (Piotrowska-Niczyporuk et al., 2012). 

  La producción de lípidos se vio alterada principalmente debido al estrés generado 

por la deficiencia de N (Figuras 20C y 21C), sin embargo, se detectó un efecto positivo 

sobre la acumulación de lípidos por acción de estas fitohormonas. BAP N-0 produjo el 

mayor rendimiento de lípidos con 55% (PS), mientras que para GA N-0 fue de 50%. Al 

tercer día del tratamiento con BAP N-0, se observó un incremento significativo en la 

producción de lípidos de 1.4-1.8 veces más, en comparación con los otros ensayos BAP, 

y un incremento de 6 veces (53.9% de rendimiento de lípidos PS) en comparación con N-

100 para el día 7. Este comportamiento es consistente con los resultados obtenidos Yu 

et al. (2019). Ellos lograron incrementar la cantidad de lípidos hasta 55.3% en 

Aurantiochytrium sp. inducida por BAP (6 mg L-1) y atribuyen este resultado a que BAP 

interviene en diversos procesos metabólicos como: síntesis de ácidos grasos, 

metabolismo del carbono, factores de transcripción, transducción de señales y en la vía 

del mevalonato. 

 Aunado a lo anterior, el incremento de lípidos en ausencia/limitación de N se ha 

adjudicado a una redistribución del carbono de la biosíntesis de carbohidratos a la síntesis 

de lípidos (Zhao et al., 2018) y a un aumento en la actividad de la ATP sintetasa, de la 

calmodulina y del flujo cíclico de electrones en el fotosistema I (Chen et al., 2015).  
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Figura 20. Tasa de crecimiento (A), productividad de la biomasa (mg L-1 d-1) (B), y 
porcentaje de lípidos en biomasa (PS) (C) de S. obliquus. Cada gráfico muestra el 
estímulo de BAP 10-5 M en S. obliquus a diferentes porcentajes de N: 0% (BAP N-0), 25% 
(BAP N-25), 50% (BAP N-50), 100% (BAP N-100), y sin estímulo de BAP 10-5 M a 
diferentes porcentajes de N: 0% (N-0), 25% (N-25), 50% (N-50), 100% (N-100). En la 
figura A, *, **, °, y °°, indican las diferencias significativas en cada par, desde el tercer al 
decimoquinto día. Las barras indican la desviación estándar de la media (n = 3). En la 
figura B, * indica las diferencias significativas ANOVA (p < 0.05) respecto al control.  La 
prueba de comparación múltiple de Tukey se utilizó cuando el ANOVA detectó diferencias 
significativas (p < 0.05) entre cada condición. Los datos con letras diferentes son 
significativamente diferentes NS= datos no significativos. 
 

 Debido a la falta de N, las células se ven forzadas a tomar el N de la clorofila y 

proteínas para continuar con la fabricación de enzimas esenciales con el fin de mantener 

el metabolismo celular. Los TAGs y otros lípidos se ven aumentados bajo estas 

circunstancias, más debido a una regeneración de la membrana celular que a un 

incremento en la actividad en la síntesis de novo de ácidos grasos. El CAT interviene para 

tratar de restaurar la deficiencia metabólica manteniendo el nivel de NADPH y ATP, 

esenciales para la síntesis de ácidos grasos (Nagappan et al., 2020).  

 Los tratamientos con AG N-reducido (N-0, N-25 y N-50), no mostraron diferencias 

significativas en el rendimiento de lípidos comparados con los N-reducidos sin estímulo 
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(Figura 21C). Esto probablemente se deba a que el flujo de carbono se dirige 

principalmente hacia la síntesis de carbohidratos a manera de mantener el crecimiento 

celular ante la deficiencia de N (Ikaran et al., 2015). En el punto final experimental (día 

15), los cultivos de S. obliquus N-100 y sin estímulo de fitohormonas, produjeron un 

máximo de 16% de rendimiento lipídico. BAP N-0 y AG N-0 superaron estos resultados 

en 3.4 y 3.1 veces más, respectivamente. 

 

 

Figura 21. Tasa de crecimiento (A), productividad de la biomasa (mg L-1 d-1) (B), y 
porcentaje de lípidos (PS) (C) de S. obliquus. Cada gráfico muestra el estímulo de AG 10-

6 M en S. obliquus a diferentes porcentajes de N: 0% (AG N-0), 25% (AG N-25), 50% (AG 
N-50), 100% (AG N-100), y sin estímulo de AG 10-6 M a diferentes porcentajes de N: 0% 
(N-0), 25% (N-25), 50% (N-50), 100% (N-100). En la figura A, los símbolos, *, **, °, y °°, 
indican las diferencias significativas en cada par, desde el tercer al decimoquinto día. Las 
barras indican la desviación estándar de la media (n = 3). En la figura B, * indica las 
diferencias significativas ANOVA (p < 0.05) respecto al control. La prueba de comparación 
múltiple de Tukey se utilizó cuando el ANOVA detectó diferencias significativas (p < 0.05) 
entre cada condición. Los datos con letras diferentes son significativamente diferentes 
NS= datos no significativos. 
 
   Un probable mecanismo para la regulación del estrés y biosíntesis de lípidos 

involucra respuestas celulares como una sobreexpresión de la ribulosa 1,5 bifosfato 
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carboxilasa/oxigenasa (RuBisCO), un aumento de la eficiencia fotosintética y de clorofila, 

una producción elevada de antioxidasas y antioxidantes (Zhao et al., 2019), y una mayor 

actividad de enzimas involucradas en la absorción de nitrógeno (Pan et al., 2008, Aftab 

et al., 2011). 

 

 Efecto de BAP 10-5 M y AG 10-6 M bajo condiciones de limitación de N en el 
perfil de ácidos grasos de S. obliquus 
 El perfil de los MEAGs de S. obliquus inducido por BAP y AG en condiciones de 

limitación de N se muestra en la tabla 18. El ácido graso con mayor presencia fue C18:1 

(41.12%) en BAP N-0, y en BAP N-100, el ácido palmítico (C16:0) fue el más alto 

(22.58%). BAP N-0, tuvo un impacto considerable en la cantidad de los AGMI, por 

ejemplo, en el ácido oleico (C18:1) tuvo un 19% de incremento, además de un 

decremento de hasta 15% en los AGS y 5% en los AGPI. Esto tiene relevancia debido a 

que altos porcentajes de ácido oleico y menores cantidades de AGPI, aumentan la 

estabilidad oxidativa del biodiesel y reducen significativamente la producción óxidos de 

nitrógeno (NOx) (Tat et al., 2007). En concordancia con nuestros resultados,  Breuer et 

al. (2013) demostraron que hubo un incremento en C18:1 al someter a S. obliquus a una 

ausencia total de N. Y recientemente, se reportó que la suplementación de BAP en 

Scenedesmus sp. LX1 causó un aumento en los AGMI y, conforme la dosis de BAP se 

incrementó, los AGPI disminuyeron (Dao et al., 2019). En nuestros resultados, la 

presencia de BAP modificó ligeramente la composición de AGS. De manera general, la 

suplementación de BAP y el mayor grado de N-estrés aumentaron los AGMI y 

disminuyeron los porcentajes de AGPI. BAP N-50 y N-25 incrementaron el contenido de 

AGS, como el ácido palmítico C16:0, y en menor proporción el ácido esteárico C18:0, 

respectivamente. 

  En los experimentos de AG N-0, C18:1 fue el ácido graso predominante con 

39.21%, y en el AG N-100, el mayor aumento fue para el ácido palmítico (C16:0) con 

37.31%. Los estímulos de AG junto con un mayor estrés por deficiencia de N en S. 

obliquus, condujeron a una disminución de los AGPI en comparación con el control. 

Además, redujeron los valores de AGS y aumentaron los de AGMI de una manera 

dependiente de la deficiencia de N. Resultados similares fueron obtenidos por Jusoh et 

al. (2018). Además, la abundancia relativa de los AGS en S. obliquus bajo deficiencia de 

N, disminuyó conforme el estrés nutritivo se fue incrementando, mientras que la 
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composición de AGMI se enriqueció a mayor deficiencia de N. Estos datos concuerdan 

con los de Zhao et al. (2018) en Monoraphidium sp. y Renuka et al. (2018) en 

Acutodesmus obliquus. Un aceite con una proporción alta de AGMI y AGS es crítica para 

mejorar la calidad del biodiesel, ya que propiedades como la viscosidad, número de 

cetano y el índice de iodo se mejoran (Hoekman et al., 2012). Los resultados observados 

nos sugieren que es posible utilizar BAP o GA para inducir selectivamente el 

enriquecimiento en AGS o AGMI del aceite de S. obliquus.  

 

Tabla 18.  Perfil de ácidos grasos (porcentaje de ácidos grasos totales) de S. obliquus 
bajo estímulo de fitohormonas y en condiciones de N-limitado. 
 

 

Ácidos 
grasos 

Control (% N) BAP (% N) AG (% N) 

0 25 50 100 0 25 50 100 0 25 50 100 
C14:0 0.2  

± 
0.02a 

0.4  
± 

0.52a 

0.27 
± 

0.06a 

0.8  
± 

0.04a 

2.09  
± 

0.57a 

0.39  
± 

0.05a 

0.39 
± 

0.07a 

0.4    
± 

0.54a 

0.21 
± 

0.02a 

0.33
± 

0.05a 

0.32 
± 

0.01a 

0.76 
± 

0.13a 

C16:0 16.74 
± 

0.02a 

19.18 
± 

1.72a 

16.07 
± 

1.01a 

14.92  
± 

1.71ab 

12.65
± 

0.93ab 

15.91
± 

4.01a 

22.29 
± 

2.49c 

22.58
± 

1.09c 

14.69
± 

0.72ab 

22.3
± 

0.6c 

33.8 
± 

0.36d 

37.31 
± 

1.06e 

C16:1 4.01
± 

0.64a 

4.03
± 

0.69a 

4.6  
± 

0.28a 

2.45 
± 

0.33a 

3.81 
 ± 

0.19a 

2.52  
± 

0.19a 

3.37 
± 

0.20a 

2.51 
 ± 

0.22a 

3.87 
± 

0.26a 

3.99 
± 

0.25a 

3.59 
± 

0.66a 

4.12 
± 

0.15a 

C16:2 1.93 
± 

0.91a 

1.52
± 

0.38a 

1.97 
± 

1.05a 

1.2  
± 

0.3a 

1.93  
±  

0.4a 

1.8    
± 

0.58a 

1.37 
± 

0.2a 

1.11 
 ± 

0.06a 

1.57 
± 

0.09a 

1.61 
± 

0.12a 

1.47 
± 

0.01a 

1.08 
± 

0.24a 

C16:3 1.54 
± 

0.19a 

1.3  
± 

0.06a 

0.89   
± 

0.08ac 

3.18 
± 

0.11b 

0.4    
± 

0.25c 

1.55  
± 

0.29a 

2.46 
± 

0.55b 

0.77  
± 

0.30ce 

0.3   
± 

0.04c 

1.13 
± 

0.44a 

0.92   
± 

0.07ae 

0.76  
± 

0.16ce 
C18:0 5.16 

± 
0.07a 

5.69
± 

0.85a 

2.03 
± 

1.72b 

2.32 
± 

1.81b 

3.43  
± 

0.01b 

10.08 
± 

0.86c 

6.78 
± 

0.03d 

3.05  
± 

0.02b 

4.36 
± 

0.12b 

4.0  
± 

0.34b 

4.7  
± 

0.02b 

4.08 
± 

0.26b 

C18:1 37.66 
± 

0.80a 

29.02 
± 

4.10b 

31.33 
± 

0.97c 

21.66 
± 

0.74d 

41.12 
± 

0.63e 

30.03 
± 

3.03c 

26.92 
± 

1.25f 

25.01 
± 

0.79bf 

39.21 
± 

0.47e 

26.95 
± 

1.51bf 

16.72 
± 

1.09g 

9.31 
± 

0.32h 

C18:2 
n6 

16.1 
±  

0.1a 

14.79 
± 

1.69a 

21.82 
±  

0.53b 

14.43 
± 

1.8ac 

16.95 
± 

0.37ad 

15.68 
± 

0.63a 

16.74 
± 

0.69a 

16.78 
± 

0.48ad 

16.84 
± 

0.35ad 

17.24 
± 

0.79ad 

15.90 
± 

0.02a 

15.35 
± 

0.21c 

C18:3 13.28 
± 

0.33a 

19.28 
± 

2.11b 

16.16 
±  

1.06a 

27.66 
±   

0.6c 

14.39 
±  

0.3a 

17.57  
± 

1.65bc 

16.98 
± 

3.86ac 

20.98 
± 

0.11d 

15.52 
±   

0.5a 

16.11 
± 

0.97a 

14.33 
± 

0.15a 

15.68 
± 

0.77a 
C20:0 3.43 

± 
0.98a 

4.8  
± 

1.25a 

4.88 
± 

0.27a 

11.28 
± 

1.25b 

3.23   
± 

0.5ac 

4.46  
± 

1.59a 

2.69 
± 

0.45c 

6.8    
± 

0.34d 

3.42 
±  

0.5a 

5.88 
± 

0.13d 

8.23 
± 

0.1e 

11.55 
± 

0.01b 

AGS 25.92 
± 

0.92a 

25.1
± 

1.52a 

18.36 
± 

1.06b 

29.38 
± 

1.04c 

21.41 
± 

0.57b 

30.84 
± 

0.50d 

32.15 
± 

0.77d 

32.83 
± 

0.54d 

22.68 
± 

0.22b 

32.58 
± 

0.55d 

47.04 
± 

0.61e 

53.7  
±  

1.13f 
AGMI 41.67 

± 
1.02a 

33.05 
± 

1.72bc 

35.93 
± 

1.01b 

24.11 
± 

0.71d 

44.92 
± 

0.93a 

32.55 
± 

0.79c 

30.29 
± 

1.49c 

27.52 
± 

1.09d 

43.0
7 ± 

0.72a 

30.94 
±  

0.6c 

20.3  
± 

0.96e 

13.43 
±  

1.06f 

AGPI 32.4 
± 

2.04a 

41.85 
± 

0.89b 

45.71 
± 

0.98c 

46.52 
± 

0.63c 

33.67 
± 

1.49a 

36.61 
± 

0.69d 

37.55 
± 

0.8de 

39.65 
± 

0.22e 

34.25  
± 

0.26ad 

36.48 
± 

0.75d 

32.65 
± 

0.66a 

32.87 
± 

1.15a 
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BAP: bencilaminopurina y AG: ácido giberélico. C12:0, ácido láurico; C14:0 ácido 
mirístico; C16:0, ácido palmítico; C16:1 ácido palmitoleico; C18:1, ácido oleico; C18:2 n6, 
ácido linoleico; C18:3, ácido linolénico; C20:0, ácido araquídico, AGS: ácido graso 
saturado; AGMI: ácido graso monoinsaturado; y AGPI: ácido graso poliinsaturado. Los 
valores se presentan como media ± error estándar (n = 2). Diferentes letras dentro de la 
misma fila indican valores significativamente diferentes con un nivel de confianza del 95% 
según la prueba de Tukey. 
 

 Finalmente, el tratamiento con AG N-0 produjo la acumulación máxima de AGMI 

con 43.07% (1.68 veces más) en comparación con el control. En el tratamiento con AG 

N-100, la composición de AGS fue la más alta con 53.7%, mientras que en la prueba 

control fue de 29.38%. 

 

 Análisis de expresión de genes por qRT-PCR    

 Extracción de ADN y diseño de oligonucleótidos  
Se obtuvo ADN de S. obliquus con concentraciones entre 250 a 510 ng µL-1, con 

buena calidad para su uso posterior en técnicas moleculares. Este fue cuantificado por 

espectrofotometría (Figura 22).  
 
 

 

 

 

 

 
 
 

 

Ácidos 
grasos 

Control (% N) BAP (% N) AG (% N) 
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0.07a 

0.4    
± 

0.54a 

0.21 
± 
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0.01a 

0.76 
± 
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0.93ab 

15.91
± 

4.01a 

22.29 
± 

2.49c 

22.58
± 

1.09c 

14.69
± 
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Figura 22. Réplicas de ADN genómico de S. obliquus (1-6). Electroforesis en gel de 
agarosa al 0.8%. 
 

Los iniciadores para el gen de la DGAT fueron los siguientes: DGAT-F 5’- TCG TCA 

ACA CCT TCA ACA A -3’ DGAT -R 5’- GTG ACA AAA CCT GGG ATG AT -3’ (Sharma et 

al., 2005), amplificaron un fragmento de aproximadamente 500 pb en ADN y en ADNc. 

Los iniciadores dirigidos a FATA se diseñaron a partir de la secuencia FATA de 

Scenedesmus dimorphus (KT203350.2): FATA-F 5’- ATG CCG GAC ATG GAC CAC CT 

A-3’ FATA-R 5’- GCA CCT GGG TGA CCA TCA ACA -3´ y amplificaron un fragmento de 

200 pb.  

Para la amplificación del gen que codifica la enzima SAD se diseñaron iniciadores 

a partir de la secuencia de SAD de S. dimorphus, y fueron los siguientes: SAD-F 5´- TGC 

TGA AGC CGG TGG ACA A-3´ SAD-R 5´- GAT GAG GTT CTG GAT GGT TAC-3´; los 

cuales amplificaron un fragmento de 450 pb. Los iniciadores diseñados para la 

amplificación del gen que codifica para la enzima ACP fueron: ACP-F 5´- AGA AGA TCG 

AGC CGG CAA A-3´ ACP-R-5´- CTT CTG TTT GTC TGT GCT GCA-3´. Estos iniciadores 

amplificaron una región de 350 pb y se diseñaron a partir de la secuencia ACP ya 

conocida de S. obliquus, abarcando el sitio de unión a fosfoproteína 

DLGLDSLDVVELVMAFEEEFAVEIPDAD (PP-binding), que forma parte de las proteínas 

acarreadoras de acilo y durante la biosíntesis de ácidos grasos, actúa como un portador 

de la cadena de ácidos grasos en crecimiento. 

Como gen constitutivo para normalizar los análisis de expresión por RT-PCR se 

utilizó el gen que codifica para la región 18S ribosomal. Los iniciadores fueron diseñados 

a partir de las secuencias: AY510460.1 de Scenedesmus desertícola, KP726267.1 

Acutodesmus obliquus y KU900221.1 Tetradesmus obliquus, y fueron los siguientes: 18S-
F 5’ ATA TCT TCA CGA AGC GCA TG 3’ 18S-R 5’ TGT ACT CAT TCC AAT TAC CAG 

3’ y amplificaron un fragmento de aproximadamente 200 pb. 

La obtención de una buena cantidad y calidad del ADN extraído es muy importante 

en el análisis molecular de cualquier organismo. El ADN obtenido generalmente debe de 

tener un alto rendimiento de extracción y debe de ser libre de impurezas. En microalgas 

la principal limitante para llevar a cabo este proceso eficientemente es su fuerte pared 

celular que en ocasiones impide obtener ADN con las cualidades mencionadas. 

Scenedesmus obliquus   tiene una pared celular en multicapas, con polipéptidos 

glicosilados con manosa, galactosa y glucosa, lo que la hace muy resistente (Takeda, 
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1996). En este sentido, Simonelli et al. (2009), probaron diversos kits de extracción de 

ADN en microalgas para determinar el protocolo más eficiente en cuanto a cantidad y 

calidad de ADN. Los mejores fueron el kit de Qiagen Blood and tissue (QBT), el kit Qiagen 

Mini Plant (QPM) y el kit Ultra Clean (UC) y se podrían utilizar para generar buenos 

productos de PCR. Sin embargo, estos kits fueron evaluados en microalgas marinas y 

podrían no tener la misma eficiencia en microalgas de agua dulce como es el caso de S. 

obliquus. Aquí, utilizamos el método de fenol-cloroformo, con la cual se logró una 

extracción de ADN suficiente y de buena calidad. Este método ha sido, y continúa siendo 

el más utilizado para la extracción de ADN por su versatilidad y alta eficiencia de 

extracción en diferentes tipos de tejidos, además es relativamente económico (Shetty, 

2020). 

 Amplificación de los genes de interés   
Con los iniciadores diseñados se lograron amplificar los fragmentos 

correspondientes a los genes de interés a partir del ADN de S. obliquus (Figura 23A y 

23B).  

 
Figura 23. Amplificación de los genes de interés en ADN de S. obliquus. A) 1= 100 pb 
ADN Ladder, 2=DGTA, 3=FATA. B) 1= 100 pb Ladder ADN, 2=18S, 3=ACP, 4=SAD. 
 

 Extracción de ARN y síntesis de ADNc   
Se obtuvo el ARN total con concentraciones entre 50 y 500 ng µL-1, se utilizó para 

la síntesis de ADNc como molde para el análisis de expresión por qRT-PCR. Se 

cuantificaron todas las muestras en un espectrofotómetro nanodrop (Thermo Scientific) y 

se ajustaron a 100 ng uL-1 para el análisis por qRT-PCR. 

El aislamiento del ARN es un proceso muy delicado puesto que, una vez extraída 

del organismo portador tiene una vida media muy corta y se convierte en un blanco fácil 

de las RNAasas. Los métodos de extracción más comunes son dos principalmente: el 

500 pb 

200 pb 

200 pb 

200 pb 

350 pb 450 pb 
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que utiliza tiocianato de guanidinio 4 M y el de fenol y SDS (Doyle, 1996). El uso de kit 

comerciales facilita la obtención de RNA además de proveer una calidad suficiente para 

posteriores estudios. Nosotros utilizamos el kit E.Z.N.A.® Plant RNA y pudimos aislar 

ARN total de S. obliquus sin contaminantes.  

 

 Análisis de expresión de genes por qRT-PCR en S. obliquus bajo 
condiciones de limitación de N y estímulo con fitohormonas 
La síntesis de novo de ácidos grasos es crucial en el metabolismo de las microalgas, 

los productos de esta vía biosintética son utilizados principalmente para construir su 

membrana, además de almacén de energía en forma de lípidos (Murphy, 2009). Se ha 

reportado que el estrés por deficiencia de N en microalgas (Lei et al., 2012; Li et al., 2015; 

Budhauliya et al., 2017), o la aplicación exógena de fitohormonas (Mc Gee et al., 2020; 

Norlina,  2020; Sivaramakrishnan y Incharoensakdi, 2020) incrementan la expresión de 

diversos genes de la vía biosintética ácidos grasos. Sin embargo, pocos estudios han 

evaluado la expresión de genes involucrados en la síntesis de lípidos bajo el estímulo de 

fitohormonas simultáneamente con una deficiencia de N. 

En este estudio se seleccionaron tres genes de la biosíntesis de ácidos grasos en 

microalgas: ACP, SAD y FATA, y DGAT, que participa en la síntesis de TAGs. En todos 

los tratamientos N-deficientes se observó una sobreexpresión en los cuatro genes 

analizados este comportamiento fue independiente del estímulo con BAP o AG, 

observándose diferencias significativas (p ≤ 0.05) particularmente en la expresión de los 

genes ACP, DGAT y FATA (Figuras 20 y 21). 

El tratamiento BAP N-0, mostró una mayor expresión de ACP con un incremento 

de 1.26 veces en comparación con su control N-0, y de 3.5 veces más en comparación 

con el control N-100 no estimulado (Figura 24A). El efecto de AG en la sobreexpresión 

de ACP fue ligeramente menor a los tratamientos control N-reducidos (Figura 25A).   
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Figura 24. Expresión relativa de A) ACP, B) FATA, C) SAD y D) DGAT en S. obliquus. 
Se representan los niveles de expresión relativa de los genes de S. obliquus; las barras 
en color negro representan la expresión a diferentes porcentajes de N: 0%, 25%, 50% y 
100% sin suplementación de BAP, y las barras en gris representan la expresión la 
expresión a los mismos porcentajes de N: 0%, 25%, 50% y 100% con estímulo de BAP. 
El análisis por qRT-PCR fue normalizado con el gen constitutivo 18S-ribosomal. Las 
barras indican la desviación estándar de la media (n = 3). * indica las diferencias 
significativas ANOVA (p < 0.05). 
 
 

 
Figura 25. Expresión relativa de A) ACP, B) FATA, C) SAD y D) DGAT en S. obliquus. 
Se representan los niveles de expresión relativa de los genes de S. obliquus; las barras 
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en color negro representan la expresión a diferentes porcentajes de N: 0 %, 25 %, 50 % 
y 100 % sin suplementación de AG, y las barras en gris representan la expresión la 
expresión a los mismos porcentajes de N: 0%, 25%, 50% y 100% con estímulo de AG. El 
análisis por qRT-PCR fue normalizado con el gen constitutivo 18S-ribosomal. Las barras 
indican la desviación estándar de la media (n = 3). * indica las diferencias significativas 
ANOVA (p < 0.05). 
 

La ACP es un intermediario dentro de grandes poliproteínas en forma de 

monómeros discretos o como dominios altamente conservados.  Están formadas por 

cuatro hélices de 70-100 aminoácidos (aa) y contienen un brazo de 4’- fosfopanteteína 

(FPT) unido a una serina catalítica N-terminal en la hélice II (Figura 26) (Farmer et al., 

2019).  

 
Figura 26. A) Modelo estructural de la acil ACP3 de la mupirocina. B) Representación de 
la estructura química de la fosfopanteteína portando a ACP. ACP3 contiene cuatro hélices 
con S38 sin modificar en la forma de apo de la proteína, la fosfopanteteína está ligada en 
la forma holo. La estructura principal de la proteína se muestra como una cinta verde en 
medio de la figura, con una cadena lateral S38 y la cadena de fosfopanteteína se observa 
como átomos con coloración CPK estándar. Imagen A tomada y traducida de Structure, 
function and dynamics in acyl carrier proteins, Farmer et al. (2019). Imagen B elaborada 
por Hans C. Correa en ChemDraw Professional 17.0. 

 

Son importantes cofactores en vías metabólicas primarias y secundarias como en 

la biosíntesis de los ácidos grasos libres, en la de fosfolípidos, en endotoxinas, glicolípidos 

y, funcionan también como moléculas de señalización Byers et al. (2007). La actividad 

biológica de la ACP se da gracias a la unión post-traduccional del grupo prostético FPP, 

derivado de la CoA, este grupo es el encargado de unir covalentemente grupos acilo y 

transportarlos a las enzimas que participan en los ciclos de condensación, reducción y 

deshidratación en la biosíntesis de ácidos grasos (Chan y Vogel, 2010).El dominio ACP 

tiene acceso espacial a todas las actividades de la enzima ácido graso sintasa (EAGS) 
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La tioesterasa cataliza la liberación del producto, típicamente palmitato (16:0), que puede 

ser activado por la acil-CoA sintetasa y posteriormente alargado por sistemas 

microsómicos (Cook y McMaster 2002) (Figura 27). 

En otros reportes, como en el de Sharma et al. (2015), muestran que en 

Scenedesmus dimorphus y S. quadricauda la expresión de ACP se incrementó en 3.0 y 

9.0 veces, respectivamente, bajo condiciones de limitación de N (2.5 mM). En cambio, en 

otro estudio, se suplementó BAP y AG en B. braunii, e interesantemente BAP no modificó 

los niveles de expresión de ACP; sin embargo, con AG (15 mg L-1) ACP se sobreexpresó 

hasta 6.35 veces más en comparación con el control (Du et al., 2020). 

 

 
Figura 27. Organización estructural de los dominios de la EAGS. La parte superior 
muestra la disposición lineal de los dominios funcionales en el polipéptido. KS, β-cetoacilo 
sintasa; MAT, malonil/acetil transferasa; DH1 y DH2, subdominios de la deshidrasa; SD, 
dominio estructural; ER, enoil reductasa; KR, β-cetoacilo reductasa; ACP, proteína 
portadora de acilo; TE, tioesterasa. La parte de abajo en gris claro muestra la estructura 
del dímero, tal y como se ha revelado en la microscopía electrónica. Estudios bioquímicos 
han revelado que la ACP es capaz de establecer contactos funcionales con todos los 
dominios asociados a la misma subunidad, así como con los dominios KS y MAT 
asociados a la subunidad compañera, indicados por flechas. Imagen tomada de: 
http://www.chori.org/Principal_Investigators/Smith_Stuart/smith_research.html (2020). 
 

Este último trabajo, no coincide con nuestros resultados con BAP, ya que nosotros 

obtuvimos en los tratamientos con BAP N-100, que la expresión de ACP se incrementó 

cerca de 3 veces más que el control N-100 (Figura 24A). No obstante, en los tratamientos 

con AG N-100, sí se incrementó la expresión de ACP, con 3.5 veces más en comparación 

con el control N-100 (Figura 25A). Es sabido que la deficiencia de N en microalgas 

http://www.chori.org/Principal_Investigators/Smith_Stuart/smith_research.html
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aumenta el daño oxidativo en las células (Chokshi et al., 2017), en respuesta a esto, se 

da una sobreproducción de ácidos grasos como una manera de eliminar el consumo 

excesivo de productos fotoasimilados, de evitar la sobre reducción de la cadena 

transportadora de electrones y de contrarrestar la actividad de especies reactivas de 

oxígeno (ERO) (Nakamura et al., 2016). En Pseudomona aeruginosa se encontró que la 

expresión de ACP3 se incrementó considerablemente en respuesta a estrés oxidativo 

(Chen et al., 2018), por lo que es muy probable que el aumento de la expresión de ACP 

en los tratamientos N-deficientes, también se deba a una respuesta a esta condición como 

una manera de disminuir el daño oxidativo.  

La expresión en FATA fue la más pronunciada con aumento de hasta 4.0 veces en 

los ensayos de BAP N-0 y en los de N-0 sin estímulo. La expresión de FATA fue de 2.0 

veces mayor en BAP N-100 en comparación con el tratamiento N-100 sin BAP (Figura 

24B). Observamos que, a mayor deficiencia de N, mayor fue la sobreexpresión de FATA 

en los tratamientos no estimulados y estimulados con BAP y AG (Figuras 24B y 25B). La 

expresión de FATA en los tratamientos N-deficientes, fue mayor que los adicionados con 

AG, por ejemplo, en N-0 se obtuvieron incrementos de 4.1 veces, en N-25 de 2.9 veces y 

en N-50 2.65 veces más, comparados con N-100. 

Los resultados también indican que BAP y AG estimulan la actividad de FATA, esto 

es porque se observó un incremento en los AGMI, principalmente en C18:1. Sin embargo, 

la deficiencia de N es el principal factor que dispara la expresión de FATA. La función 

principal de FATA es producir ácidos grasos libres al hidrolizar sustratos de oleoil-ACP, 

principalmente C18:1-ACP y dar por finalizada la síntesis de ácidos grasos (Salas y 

Ohlrogge 2002). En el girasol (Helianthus annus) se estudió la expresión de FATA en 

diferentes estadios de desarrollo, y se reportó que la regulación de este gen es importante 

no sólo para la deposición del aceite en la semilla sino también, para la composición final 

del aceite. El aceite de girasol fue rico en ácidos grasos monoinsaturados (C18:1) cuando 

la expresión de FATA fue mayor (Aznar-moreno et al., 2018). De igual forma, nosotros 

hemos obtenido un aumento en nivel de expresión de FATA de hasta 4.0 veces mayor, 

junto con un aumento significativo de los AGMI (Figuras 24B y 25B). 

Se ha propuesto un modelo estructural para FATA en H. annus (Figura 28). La 

especificidad de esta enzima para la hidrólisis de los oleoil-ACP parece dársela el dominio 

N-terminal, aunque los rasgos estructurales y los aminoácidos específicos que 

determinan dicha actividad están aún por determinarse. 
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Figura 28. Modelos estructurales de la tioesterasa acil-ACP de girasol. Diagramas A) Los 
residuos en la unión del sustrato son verdes y los involucrados en la catálisis están en 
rojo. B) Las superficies moleculares muestran el potencial electrostático de acuerdo con 
las leyes de Coulomb con zonas cargadas positivamente rodeando la cavidad de unión a 
sustrato. Imagen tomada de Aznar-moreno et al. (2018). 

 

En microalgas se ha reportado que la expresión de varios genes relacionados con 

el metabolismo de los ácidos grasos se ha visto afectada por la adición de reguladores 

del crecimiento, incluyendo la elongación de los ácidos grasos (Du et al., 2017). En 

Chlorella pyrenoidosa, se demostró que AG estimula la actividad de esterasa (Du et al., 

2015). En Chorella sp. AG aumentó la actividad de FATA alrededor de 1.7 veces más que 

el control y, aunque no mejoró el contenido de ácidos grasos, sí mostró diferencias en el 

contenido de ácido linoleico y linolénico (Sivaramakrishnan y Incharoensakdi, 2020). 

Además, se observó un aumento en el contenido de H2O2 y un aumento en la actividad 

de enzimas antioxidantes, probablemente como una medida para anular los efectos de 

las ERO mediante en la vía de síntesis de lípidos (Solovchenko et al., 2012). Por otro 

lado, el tratamiento con BAP en B. braunii B12 fue capaz de incrementar hasta 63 veces 

la expresión de FATA, los autores sugieren que la presencia de BAP estresó a las células 

y desencadenó un aumento significativo de la regulación de FATA y otros genes de 

síntesis de lípidos, dando lugar a un incremento en la acumulación de lípidos (Du et al., 

2020). 

El análisis de SAD, reveló que los efectos de los diferentes tratamientos con BAP 

N-reducidos, produjeron un incremento de hasta 2.35 veces en su expresión, en 

comparación con los controles N-100 (Figura 24C). Los niveles de expresión de SAD en 

las pruebas inducidas con AG, no fueron significativamente superiores (p ≤ 0.05) a las 

pruebas de N-reducido sin estímulo. No obstante, se observó un incremento de 2.0 veces 
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más en la sobreexpresión de SAD en ausencia total de N, comparada con la de N-100 

(Figura 25C).  

La síntesis de cadenas oleicas es debida en buena medida a la acción de SAD. Al 

formarse C18:0-ACP, SAD lo convierte en C18:1, el cual posteriormente es transportado 

fuera del cloroplasto (Zhao et al., 2015). Análisis espectroscópicos y comparaciones de 

secuencias de aminoácidos establecieron que SAD contiene un cluster de dihierro (Figura 

29). Esta clase de proteínas presenta dos motivos E-X-X-H, separados por cerca de 100 

aminoácidos, además contienen una subunidad R2 de la ribonucleótido reductasa y una 

hidroxilasa de la monooxigenasa de metano (MMO) (Fox et al., 1993, 1994). Este 

complejo reacciona con la estearoil-ACP, la ferredoxina reducida [2Fe-2S] y O2 para llevar 

a cabo completamente una desaturación altamente regio y estereoselectiva (Figura 30). 

Las interacciones con la cadena acilo indican la presencia de un mediador de hierro 

altamente reactivo capaz de oxidar los enlaces C-H secundarios (Fox et al., 2004).  

 

 

 

 
 
Figura 29. Dímero de la Δ9-desaturasa. Las dos subunidades están coloreadas en verde 
y azul, respectivamente, y los dos centros de hierro están indicados por esferas rojas. 
Ilustración tomada de Lindqvist et al. (1996). 
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Figura 30. El complejo Δ9-desaturasa consiste en ferredoxina reductasa (FdR, PDB 
código 1FNB), [2Fe-2S] ferredoxina (Fd, 1FXA), estearoil-ACP Δ9-desaturasa (Δ9D, 
1AFR), y 18:0-ACP (1ACP). La FPT y la cadena acilo de 18:0-ACP y cis- Δ9-18:1-ACP no 
están definidas estructuralmente fueron se añadidas. Ilustración tomada de Fox et al. 
(2004). 

 

La deficiencia de N acoplada al estímulo de BAP o de AG, resultó en la 

sobreexpresión de SAD en 1.33-2.35 veces (Figuras 24C y 25C). A pesar de que estos 

incrementos no son tan pronunciados, el aceite de S. obliquus mostró un enriquecimiento 

considerable en C18:1 (Tabla 18). Este comportamiento fue observado también en B. 

braunii (Choi et al., 2011). El efecto de BAP y AG en la sobreexpresión de SAD fue similar 

a la de los controles N-deficientes no estimulados. En concordancia con nuestros 

resultados, en C. pyrenoidosa se encontró que AG no tuvo un incremento significativo en 

la expresión de SAD (Du et al., 2017). Además, está documentado que las condiciones 

de deficiencia de N incrementan la expresión en SAD (Sharma et al., 2015). El único 
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tratamiento que mostró un incremento significativo en la expresión de SAD fue BAP N-0 

(Figura 24C), este resultado sugiere que bajo este tratamiento se puede inducir la 

acumulación de ácido oleico, ya que la regulación de SAD ha mostrado una correlación 

positiva con C18:1 (Lei et al., 2012). 

Finalmente, DGAT exhibió una sobreexpresión significativa estimulada tanto por 

BAP N-100 como por AG N-100, comparadas con los controles N-100. En el caso de los 

tratamientos N-0, se incrementó la expresión de DGAT hasta 2 veces más, aunque en 

este caso, no se tuvieron diferencias significativas en comparación con los tratamientos 

suplementados con BAP N-0 o AG N-0. La expresión de DGAT en todos los ensayos con 

BAP o AG N-reducidos, no fue significativamente diferente a la de los controles N-0, N-

25 y N-50 sin estímulo (Figuras 24D y 25D). La DGTA ha sido correlacionada 

positivamente con la acumulación de lípidos (Fan et al., 2014, Li et al., 2016), ya que 

favorece la transferencia de ácidos grasos 16:0 o 18:1 a la posición sn-3 de los 

diacilgliceroles (Li et al., 2010), y es la vía principal para la biosíntesis de novo de TAGs 

(Kirchner et al., 2016). Se han reportado dos isoformas no homólogas conocidas como 

DGAT1 y DGAT2, que catalizan la misma reacción, pero no comparten ninguna secuencia 

o similitud estructural, aunque en S. obliquuus aún no se han identificado estas isoformas. 

En un estudio se analizaron las estructuras de las dos isoformas de DGAT en 70 

organismos, y se estableció que los residuos de aminoácidos conservados se agrupan 

en los centros activos de las enzimas. DGAT1 y DGAT2 tienen 41 y 16 residuos de 

aminoácidos completamente conservados, respectivamente. La mayoría de ellos se 

encuentran en los extremos carboxílicos de la DGAT y pueden estar involucrados en la 

unión del sustrato, la catálisis directa, y/o el mantenimiento de la estructura de la proteína 

incluyendo la formación de oligómeros (Cao et al., 2011). En la figura 31, se muestra la 

estructura de la DGAT de Thermomonospora curvata, en donde se predijo la tDGAT 

consiste en pliegues aciltransferasa dependientes de la acil-CoA, se pueden observar dos 

dominios conectados por una ligadura helicoidal (Lázaro et al 2017). El dominio N-terminal 

está formado cuatro hebras beta (β2, β5, β6 y β7) rodeada por tres hélices alfa (α2, α4 y 

α5) y el dominio C-terminal contiene cinco hebras beta (β8, β9, β10, β11 y β12) y cinco 

hélices alfa (α9, α10, α11, α13 y α14). 
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Figura 31. Modelo estructural de tDGAT. El monómero presenta una estructura con dos 
dominios: el dominio N-terminal está en color azul, el dominio C-terminal en rojo y los 
lazos de conexión en verde. Las hojas beta y las hélices alfa se muestran en colores más 
oscuros. El sitio activo HHxxxDG está marcado con una estrella negra y en color amarillo. 
Otros motivos importantes conservados están etiquetados como mI en figura A y mII, en 
la vista rotada 180° en figura B. Imágenes tomadas de Lázaro et al. (2017). 

 

Al igual que en nuestra investigación, en otras especies de microalgas también se 

ha observado un incremento en la expresión de DGAT inducido por fitohormonas, por 

ejemplo, en cultivos N-deficientes de Graesiella emersonii, la expresión de DGAT se 

incrementó 3.17 veces al aplicar AIA y kinetina (Mandal et al., 2019). Estas hormonas 

disminuyeron la generación de ERO inducido por la deficiencia de N y estimularon la 

producción de lípidos. En Mortierella alpina la suplementación de BAP incrementó la 

expresión de DGAT 7.7 veces. Su efecto en la producción de lípidos fue el más 

pronunciado por encima de otras fitohormonas como AIA, IBA, AG y kinetina (Zhang et 

al., 2019). En este estudio también se detectó un aumento en la 6-fosfoglucosa 

deshidrogenasa (G6PD) que es una enzima clave en la vía de la pentosa fosfato por 

proveer de NADH al sistema. La sobre producción de NADPH es un mecanismo celular 

que contrarresta el exceso de electrones y la producción de ERO; el exceso de NADPH 

protege a la célula del daño oxidativo mediante la síntesis aumentada de ácidos grasos 

libres (Wang et al., 2020). 

Recientemente, un análisis del transcriptoma de Aurantiochytrium sp. reveló que 

717 genes fueron diferencialmente expresados por la acción de BAP, 472 genes fueron 

sobreexpresados, y en 245 genes la regulación disminuyó. BAP (6 mg L-1) incrementó los 

lípidos en 55.3% en comparación con el control. Las rutas encargadas de la síntesis de 

ácidos grasos insaturados se vieron afectadas por la presencia de BAP, la acetil-CoA 

carboxilasa (ACC), la acil-CoA deshidrogenasa (ACD), la acetil-CoA sintetasa (ACS), las 

A B 
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subunidades A, B y C de la policétido sintasa, además de los genes involucrados en la 

síntesis de NADPH como la G6FD entre otros, también se sobreexpresaron, mientras que 

los genes para la ácido graso sintasa, la Δ6-ácido graso desaturasa y la Δ9-elongasa 

disminuyeron su expresión. Además, encontraron que BAP propició un mayor flujo de 

Ca2+ hacia el citoplasma, produciendo mayor cantidad de calmodulina para participar en 

señales de transducción y que fueron estimulados los genes de la caseína quinasa (CK) 

y de la proteína quinasa activada por mitógeno (MAPK) y factores de transcripción (Figura 

32) (Yu et al., 2019). 

 

 
Figura 32. Modo de regulación de BAP en células de Aurantiochytrium sp. Imagen 
tomada y traducida de Yu et al. (2019). 

 

El mecanismo de acción por el cual otras fitohormonas alteran o regulan los niveles 

de expresión de algunos genes involucrados en el metabolismo lipídico de microalgas 

sigue sin elucidarse. Sin embargo, un estudio sobre el efecto de AG en Aurantiochytrium 

sp. reportó que está hormona regula el flujo metabólico hacia la síntesis de ácidos grasos, 

promueven la glucólisis, intervienen en la vía del mevalonato y dirige el flujo de carbono 

hacia la síntesis de piruvato y acetil-CoA (Yu et al., 2016).  
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 Extracción asistida con irradiación infrarroja (EAIR) 
Se investigó la EAIR de lípidos totales en S. obliquus evaluando mezclas de seis 

disolventes con polaridad variable como: AcOEt, CH2Cl2, EtOH, Hex, IsPrOH y MeOH, a 

tres proporciones diferentes (1:2, 2:1 y 3:2), bajo irradiación infrarroja (250 W) por 10 min. 

Para evaluar la eficiencia de esta técnica, se compararon los resultados con aquellos 

obtenidos en los métodos convencionales de extracción de lípidos extracción como la 

extracción Soxhlet (ES), la de Folch y la de Bligh-Dyer (BD) (Figura 33). Se utilizaron 0.2 

g de biomasa (PS) cosechada a los 20 d de cultivo para cada uno de los ensayos.   

 

 
Figura 33. Extracción de lípidos de S. obliquus con solventes. A) Extracción asistida con 
IR, B) Extracción Soxhlet, C) Muestras de aceite obtenido por los cuatro métodos 
aplicados. 

 

La EAIR generó rendimientos de extracción de 3.9-15.5% de lípidos totales. Las 

mezclas de disolventes con mayor eficiencia de extracción fueron las de proporción 1:2 

(v/v) de CH2Cl2/MeOH, AcOEt/MeOH y Hex/MeOH con 15.56, 15.43 y 14.05%, 

respectivamente. De manera general, la proporción 2:1 (v/v) de todas las mezclas de 

disolventes produjo menores rendimientos de extracción que la proporción 1:2 (v/v), y 

mayores, a los generados por la proporción 3:2 v/v (Figura 34). 

Se observó una diferencia significativa en los ensayos con diferentes proporciones 

(1:2 contra 2:1 y 3:2) en una misma mezcla de disolventes, y una diferencia de hasta 5% 

en el rendimiento, comparado con aquellas mezclas en las cuáles el MeOH no está 

presente. Estos resultados sirvieron como base la optimización de este proceso por 

metodología de superficies de respuesta (MSR). 
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Figura 34. Porciento de rendimiento de lípidos obtenidos con la EAIR. Condiciones: 0.2 
g biomasa (PS), 10 mL mezcla de disolventes, tiempo extracción 10 min. Las barras 
indican la desviación estándar de la media (n = 2). * indican las diferencias significativas 
ANOVA (p < 0.05).  

 

Se han aplicado diversos métodos para extraer lípidos u otros metabolitos en 

microalgas: Soxhlet (McNichol et al., 2012), microondas (Dai et al., 2014), ultrasonido 

(Araujo et al., 2013), líquidos iónicos (Shankar et al., 2017), fluidos supercríticos (Solana 

et al., 2014) y enzimáticos (Gerken et al., 2013). Sin embargo, es importante señalar que, 

aunque se ha empleado la irradiación infrarroja para la extracción de metabolitos en 

plantas (Fu et al., 2011; Qu et al., 2016; Cheaib et al., 2018), en microalgas, no hay 

reportes de su aplicación para la extracción de lípidos o algún otro metabolito. La EAIR 

consiste en calentar el disolvente de extracción que está contacto con la muestra, en este 

caso, la biomasa microalgal, y dispersar los compuestos de la matriz de la muestra en el 

disolvente. Además del efecto de calor, la irradiación infrarroja genera cambios en la 

matriz y en el analito a extraer.  Una molécula orgánica absorbe la IR y la convierte en 

energía de rotación molecular a una frecuencia de 100 cm-1, a frecuencias absorbidas de 

10,000-100 cm-1 la molécula dispersará la energía en forma de vibración (Silverstein et 

al., 2014). Estudios de EAIR de metabolitos se han llevado a cabo exitosamente, por 

ejemplo, Cai et al. (2011) combinaron la EAIR con HPLC para la determinación de 

catequina, epicatequina y procianidina B2 en semillas de uva. El polvo de las semillas de 

uva se dispersó en diferentes mezclas de agua-metanol y fueron irradiadas por 30 min. 

La eficiencia de la extracción fue comparable con otros métodos de extracción como el 
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de microondas, la extracción por ultrasonidos y el térmico. En otro estudio, se obtuvieron 

extractos del del fruto (orujo) y la semilla de P. armeniaca, y se analizaron por 

cromatografía líquida de alto rendimiento en fase inversa (RP-HPL), obteniéndose 

rendimientos superiores de los extractos. 

 

 Extracción Soxhlet, Folch y Bligh-Dyer 
Los resultados de la ES se muestran en la figura 35. La proporción de mezcla de 

disolventes que arrojó los mejores porcentajes de extracción fue la 1:2, utilizando al 

MeOH en la mezcla. En el ensayo de CH2Cl2/MeOH (1:2) se obtuvo 22.09% ± 0.21 de 

rendimiento, en el de Hex/MeOH  21.93% ± 1.59 y en el de AcOEt /MetOH 22.92% ± 0.70. 

Se observaron diferencias significativas sólo entre los ensayos de un mismo grupo, es 

decir, entre diferentes proporciones, pero con la misma mezcla de disolventes. Es 

evidente que, el MeOH, contribuye en mayor grado a la extracción de lípidos totales en 

comparación con el EtOH y el isPrOH, siendo este último, el que menos favoreció el 

proceso de extracción (Figura 35). 

 

 
Figura 35. Porciento de rendimiento de lípidos con extracción Soxhlet. Condiciones: 0.2 
g biomasa (PS), 150 mL disolventes, tiempo extracción 180 min a reflujo. Las barras 
indican la desviación estándar de la media (n = 2). * indican las diferencias significativas 
ANOVA (p < 0.05).  
            

Las técnicas de Folch y de Bligh-Dyer, son de las más utilizadas para la extracción 

de lípidos, en este estudio, el método de extracción de Folch (CHCl3/MeOH, 2:1), el 

porciento de extracción fue más bajo en comparación con los obtenidos en la ES, y en la 
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EAIR; obteniéndose un 9.57% de rendimiento. Para la extracción BD, el porcentaje 

lipídico fue mayor con 10.61%, sin embargo, sigue siendo menor en comparación con la 

EAIR y la ES (Figura 36). Probablemente, la mayor capacidad de extracción utilizando la 

IR en comparación con la BD y Folch, se debe no sólo al calor emitido por la fuente, sino 

también a la emisión de un espectro continuo sobre los compuestos orgánicos, esto excita 

a las moléculas del disolvente, y produce un mayor flujo y capacidad de arrastre de los 

lípidos (Chen et al., 2010). 

 

 
Figura 36. Comparación del rendimiento de lípidos totales obtenidos por diferentes 
métodos de extracción. Condiciones para Folch y BD: relación m/v (0.2 g/10 mL) 10 min 
a temperatura ambiente. EAIR: relación m/v (0.2 g/10 mL), 10 min bajo IR (250 W). ES: 
relación m/v (0.2 g/150 mL), 180 min a reflujo. Las barras indican la desviación estándar 
de la media (n = 2). * indica una diferencia significativa ANOVA (p < 0.05).  
 
 
 Los datos obtenidos en la EAIR fueron inferiores a la ES, el rendimiento más alto 

de lípidos fue de 15.56% ± 0.93 que, comparado con el 22.92% ± 0.70 de la ES, parecería 

indicar que este método es mejor para la extracción de lípidos en S. obliquus. Sin 

embargo, el proceso en la ES requiere largos periodos de calentamiento, grandes 

volúmenes de disolvente (150 mL en este trabajo), lo que representa una mayor dificultad 

para desechar correctamente los disolventes, un alto gasto energético, de insumos, y 

además, suscita a una posible descomposición térmica de los metabolitos extraídos 

(Cheung et al., 1998; López-Bascón et al., 2020). Mientras que, en la EAIR, el proceso 

de extracción sólo tomó 10 min con un consumo de 10 mL de disolventes. Las 

extracciones de Folch y de Bligh-Dyer han demostrado ser eficaces en la extracción de 
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lípidos en diversos estudios (Sun et al., 2020; Karim et al., 2020), no obstante, la 

utilización de estos disolventes clorados peligrosos, neurotóxicos, cancerígenos y en 

general, dañinos para la salud humana y el medio ambiente, es una de las principales 

limitantes para su aplicación en la extracción de lípidos a escala industrial (de Jesus et 

al., 2019). En estas dos técnicas, se aplicaron las mismas condiciones de tiempo y de 

relación biomasa/disolvente (m/v) como en la EAIR, con la diferencia de que no hubo un 

calentamiento durante el proceso de extracción; esto contribuyó a una disminución en el 

consumo energético.  

En este trabajo, la mezcla AcOEt/MeOH (1:2) fue una de las soluciones que 

mostró un mayor rendimiento lipídico: en la EAIR 15.43% ± 0.68 y en la ES 22.92% ± 

0.70, lo que representa un 45.42% y un 116.02% de incremento, respectivamente 

comparando con la técnica de BD. Contrastando con la técnica de Folch, el incremento 

fue de 61.23% y 130.82% para la EAIR y la ES, respectivamente. En concordancia con 

estos resultados, Wu et al. (2017), demostraron que, como disolventes únicos, el AcOEt 

y el MeOH tienen una alta capacidad de extraer lípidos en Chlorella sp. El primero, 

específicamente sobre los lípidos neutros, y el segundo, en lípidos totales; ambos 

comparados con otros disolventes como CHCl3, EtOH y Hex. También, encontraron que 

la mezcla MeOH/AcOEt 2:1, tuvo un aumento en el rendimiento de extracción de lípidos 

(tiempo de extracción 5 h a 60 °C), en comparación con la extracción ejercida por estos 

mismos disolventes por separado (446.9% y 92.6%, respectivamente), y un incremento 

de 69.8% en comparación con la técnica de BD. Nosotros obtuvimos resultados similares, 

y podemos agregar que la mezcla de CH2Cl2/MeOH (1:2), también ofrece una alta 

capacidad de extracción de lípidos equiparable a la de AcOEt/MeOH (1:2). Debido a las 

restricciones del uso del CHCl3 como disolvente para extraer lípidos, Cequier et al. (2008) 

evaluaron al CH2Cl2 como disolvente alternativo al cloroformo, debido a sus menores 

toxicidad y restricciones medioambientales. Ellos utilizaron únicamente CH2Cl2/MeOH en 

proporción 2:1, como mezcla para la extracción de lípidos en diversas muestras animales 

y vegetales. Encontraron que esta mezcla tuvo resultados comparables a los del 

CHCl3/MeOH 2:1, pero una mayor cantidad de ácidos grasos en el caso de tejidos 

animales. En nuestro caso, la ES con CH2Cl2/MeOH (1:2) fue la de mayor eficiencia en la 

extracción de lípidos (22.09% ± 0.21), con resultados muy por encima a los generados 

por la técnica de Folch (9.57% ± 0.27) y BD (10.61% ± 0.38), mientras que para la EAIR 

se obtuvo un rendimiento de 15.56% ± 0.93 (Figura 36). En Tetraselmis sp. se probó la 
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extracción de lípidos con CH2Cl2/MeOH (2:1) y se comparó con otras mezclas como 

CHCl3/MeOH (2:1), IsPrOH/Hex (1:1.25). El resultado de esta evaluación fue que el 

CH2Cl2/MeOH (2:1) obtuvo un mayor porcentaje de lípidos totales (15.05%) en 

comparación con las demás (Li et al., 2014). 

 En el caso de la mezcla de Hex/MeOH (1:2) se observaron también buenos 

resultados, para la ES se extrajo un 21.93% ± 1.59 y en la EAIR un 14.05% ± 2.02. Estos 

porcentajes fueron inferiores los de AcOEt/MeOH (1:2) y CH2Cl2/MeOH (1:2) pero 

superiores a las demás mezclas y proporciones evaluadas. En un estudio previo, la 

capacidad de extracción (Soxhlet) de una mezcla de Hex/IsPrOH (3:2) fue evaluada y 

comparada en Dunalliela sp. contra la eficiencia de Hex puro y una mezcla de 

CHCl3/MeOH (2:1). Los porcentajes de extracción fueron superiores (13.93%) a los del 

Hex puro (5.14%) e inferiores a los de la técnica de Folch (17.5%) (Zonouzi et al., 2016). 

En este reporte no fueron evaluadas otras mezclas, como lo hicimos en nuestro caso, en 

dónde también observamos que la proporción 3:2 (6.05% ± 0.27) generó mejores 

resultados que la 2:1 (5.65% ± 0.27) y 1:2 (5.30% ± 0.27). De igual forma, nuestra mezcla 

de Hex/IsPrOH (3:2) en la ES, no tuvo un porcentaje de extracción lipídica superior a la 

técnica de Folch (6.05% ± 0.31 vs 9.57% ± 0.27). No obstante, queda demostrado que la 

mezcla Hex/MeOH 1:2 tuvo rendimientos más altos que la Hex/IsPrOH en cualquiera de 

sus proporciones. 

 

 Efecto del disolvente 
 La elección del disolvente indicado y en particular, la identificación de una mezcla 

de disolventes con mayor eficiencia de extracción de lípidos es esencial para incrementar 

la rentabilidad del proceso, disminuir costos, y evitar contaminación ambiental. Como se 

muestra en la figura 36, las soluciones que mostraron mayor capacidad de extracción 

fueron las de AcOEt/MeOH (1:2), CH2Cl2/MeOH y Hex/MeOH (1:2). Para comprender 

cómo es que estos disolventes fueron capaces de extraer lípidos de la matriz celular, nos 

tenemos que remontar al principio de que la solubilidad de los compuestos orgánicos está 

basada en “lo similar disuelve a lo similar”. De esta manera, al utilizar un disolvente no 

polar (DNP) como Hex (0.009), AcOEt (0.228), o CH2Cl2 (0.309), (valores de polaridad 

relativa según Reichardt, 2007), estos penetran a través de la membrana celular hacia el 

citoplasma e interaccionan con los lípidos neutros, por medio de interacciones de Van der 

Waals, formando un complejo disolvente-lípidos (DL). El complejo DL se difunde a través 
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de la membrana celular hacia una fina capa estática de disolvente que rodea la célula, y 

finalmente, en una segunda difusión, el complejo DL se conduce y permanece en el 

disolvente orgánico extracelular (Figura 37A). Un mecanismo alternativo, es donde las 

gotas de lípidos (GL) contienen lípidos neutros y lípidos polares. Estas GL se encuentran 

asociadas a proteínas de membrana mediante enlaces de hidrógeno, lo cual hace 

imposible que un DNP rompa está unión y se liberen las GL (Figura 37B). En este caso, 

un disolvente polar (DP) como IsPrOH (0.546), EtOH (0.654), MeOH (0.762), puede 

formar enlaces de hidrógeno con las GL y romper su asociación con proteínas de 

membrana celular, liberando el complejo y facilitando la difusión hacia la matriz 

extracelular (Halim et al., 2012). La ventaja de utilizar mezclas de DNP-DP, es que se 

pueden extraer las GL libres y asociadas, incrementando la eficiencia del proceso, aunque 

simultáneamente se extraen lípidos polares en el proceso. 

 

 
Figura 37. Diagrama del mecanismo propuesto para la extracción de lípidos por solventes 
en microalgas. A) Mecanismo de extracción por disolventes no polares. B) Mecanismo de 
extracción por disolventes polares y no polares. DNP: disolvente no polar, GL: gotas de 
lípidos, DL: complejo disolvente-lípidos, DP: disolvente polar. Imagen elaborada en 
Biorender.com. Adaptada de Halim et al. (2012). 

 

 Independientemente del disolvente no polar utilizado en las mezclas de extracción, 

la presencia del MeOH es indispensable para un mayor rendimiento lipídico. Nuestros 

resultados confirman la importancia de utilizar el MeOH para la extracción de lípidos como 
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está descrito por las técnicas de BD y Folch. La alta polaridad (0.762) de este disolvente, 

le provee gran capacidad de permear y penetrar la membrana celular, lo que le permite 

difundirse, interaccionar, solubilizar y extraer los lípidos de la matriz intracelular (Wu et 

al., 2017). El AcOEt es un disolvente menos polar que el MeOH, y se ha reportado que 

tiene una alta selectividad para extraer lípidos neutros (Lu et al., 2015). Por esta razón, al 

utilizar dicha disolución, los porcentajes de extracción de lípidos se incrementaron.   

El parámetro de solubilidad de Hildebrand (HSP) está relacionado íntimamente con 

la capacidad de un líquido para interaccionar y solubilizar a otro líquido (nuestro caso las 

gotas de lípidos). Este se define como la raíz cuadrada de la densidad de la energía 

cohesiva, característica de las interacciones intermoleculares en un líquido o un sólido 

puro. Este parámetro de solubilidad está relacionado con la entalpía de la mezcla de 

acuerdo a la ecuación 6 (Fink, J. K., 2017): 

 

∆𝐻𝑚 = 𝑛𝑠 𝑉𝑠 ∅𝑝 (𝛿𝑠 −  𝛿𝑝)
2
   ec. 6 

 

Dónde ΔHm, es el calor de mezcla; 𝑛𝑠, el número de moles de disolvente; Vs, el volumen 

molar de disolvente; ∅𝑝, la fracción de volumen de polímero; 𝛿𝑠, un parámetro de 

solubilidad del disolvente, y 𝛿𝑝, un parámetro de solubilidad del polímero.  

Esta ecuación describe que conforme la ΔGm (energía de Gibbs) disminuye, la ΔHm 

(entalpía) disminuye. Entonces, si dos parámetros de solubilidad de Hildebrand (de dos 

líquidos diferentes) se aproximan entre sí, el calor de mezcla se aproxima a un mínimo. 

Es decir, los líquidos con un parámetro de solubilidad similar tienen más probabilidades 

de ser miscibles. Para nuestro fin, las mezclas de disolventes con mayor capacidad de 

extracción de lípidos deberán tener un HSP similar al HSP de los lípidos a extraer, es por 

eso que al evaluar diferentes proporciones de disolventes se pudo encontrar las mezclas 

y proporciones adecuadas para este propósito, AcOEt/MeOH y CH2Cl2/MeOH (ambas 

1:2). Los disolventes sin una alta polaridad como el AcOEt y el CH2Cl2, tienen un valor de 

HSP de 18.2 y 20.2, respectivamente. Mientras que el del disolvente polar (MeOH), es de 

36.2 (Fink, J. K., 2017). De acuerdo a lo anterior, se puede proponer que al mezclar estos 

disolventes polares y no polares en proporción 1:2, se formó un líquido con HSP parecido 

al de las GL con gran potencial de romper y traspasar las membranas celulares; de 

solubilizar los lípidos totales, y de extraerlos con mayor facilidad del interior celular. 
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 Optimización de la EAIR con metodología de superficie de respuesta 
En la sección 7.9 se mostraron los resultados de los análisis previos de la EAIR bajo 

diversas mezclas y proporciones de disolventes. De acuerdo a esta sección, dos mezclas 

fueron las que mostraron una mayor eficiencia de extracción de lípidos totales en S. 

obliquus: CH2Cl2/MeOH (1:2) con 15.56% ± 0.93 y AcOEt/MeOH (1:2) con 15.43% ± 0.68 

de rendimiento. No hay una diferencia significativa entre estos dos resultados, sin 

embargo, el CH2Cl2 es un disolvente clorado, que a pesar de tener un umbral límite de 

presencia (50 ppm) inferior al del CHCl3 (Cequier et al., 2008), es más tóxico que el AcOEt 

(Joshi et al., 2019) y peligroso para la salud humana (Burek et al., 1984). Además, debido 

a la alta selectividad del AcOEt de extraer lípidos neutros (Lu et al., 2015), y con el fin de 

catalogar este proceso como una extracción ambientalmente amigable, se eligió la 

mezcla de AcOEt/MeOH para realizar la optimización de la EAIR.  

 

7.9.3.1 Diseño central compuesto 
Partiendo del análisis unidimensional realizado previamente, se determinó la región 

de operabilidad para llevar a cabo la MSR. Se realizaron 14 experimentos en orden 

aleatorio para reducir los efectos de variabilidad, y se incluyeron 6 réplicas en el punto 

central para un total de 20 ensayos. Las variables independientes fueron el tiempo de 

extracción (min), la relación masa/volumen de disolvente (g/mL) y la proporción de la 

mezcla (v/v) utilizada. El DCC junto con los resultados del rendimiento lipídico obtenido 

luego de realizar los experimentos, se muestran en la tabla 19. 

Se calculó una ecuación polinómica cuádrica basada en el análisis de regresión 

múltiple con los datos y resultados derivados del DCC utilizando el algoritmo del software 

Design Expert (ec. 7): 

 

𝑅 = 22.11 + 0.827𝑋1 + 0.769𝑋2 + −1.27𝑋3 +  −0.196𝑋1𝑋2 + −0.031𝑋1𝑋3 +

         0.138𝑋2𝑋3 +  −0.593𝑋1
2 +  −0.48𝑋2

2 +  −0.337𝑋3
2     ec. 7 

 

Dónde R es la respuesta obtenida y representada como el % de lípidos totales extraídos, 

X1, X2, X3, los factores. 

 

 



99 
 

Tabla 19. Diseño central compuesto factorial completo de las tres variables estudiadas. 
Datos obtenidos del % de lípidos totales extraídos de S. obliquus.  
 

 
En la tabla anterior, se muestra que el tiempo es un factor importante para 

incrementar el rendimiento de lípidos, conforme este va en aumento, la extracción se 

mejora. Sin embargo, dependiendo de la combinación de la relación m/v y la proporción 

de disolventes en la mezcla, es posible disminuir el tiempo de extracción y aumentar el 

rendimiento de los lípidos. En el análisis unidimensional previo (sección 7.9), el 

rendimiento más alto obtenido para la mezcla AcOEt/MeOH (1:2) fue de 15.43% ± 0.68. 

En los resultados del DCC, se muestra que los porcentajes aumentan significativamente, 

teniendo un porcentaje de extracción máximo de 22.91, para el experimento número 7.  

Se determinó la significancia estadística del diseño experimental mediante la 

prueba F de ANOVA. La relación estadística entre la respuesta y los factores 

seleccionados con un nivel de confianza del 95% se muestra en la tabla 20. El análisis de 

regresión fue estadísticamente significativo, con un valor p en el modelo fue de < 0.0001 

(< 0.05). El valor del coeficiente de determinación R2 = 94.82%, nos dice que sólo el 5.18% 

de la variación en el modelo no puede explicarse, lo que confirma la compatibilidad con 

No. de 
experimento 

X1 
Tiempo de 
extracción 

(min) 

X2 
Relación 

masa/volumen 
(g/mL) 

X3 
Proporción de 

disolventes 
(v/v) 

Rendimiento 
lípidos totales 

(%) 
1 50 50 0.5 22.44 
2 35 100 0.875 22.09 
3 35 100 0.875 22.21 
4 50 150 1.25 20.85 
5 50 150 0.5 22.73 
6 9.77 100 0.875 18.57 
7 35 100 0.875 22.91 
8 50 50 1.25 19.1 
9 20 50 0.5 20.31 

10 35 100 0.875 21.79 
11 35 184.10 0.875 22.24 
12 35 100 0.875 21.71 
13 20 50 1.25 18 
14 60.23 100 0.875 22.38 
15 35 100 0.875 21.94 
16 35 100 0.244 22.63 
17 20 150 0.5 22.29 
18 35 15.91 0.875 19.35 
19 20 150 1.25 19.63 
20 35 100 1.50567 19.08 
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los datos predichos por el modelo. Se puede observar que las variables con mayor 

impacto en el modelo son el tiempo (p < 0.0001) y la proporción de los disolventes (p < 

0.0001). 

 

Tabla 20. Análisis de varianza (ANOVA) para el modelo cuadrático de superficie de 
respuesta  
 

 
Desv. est. 0.4994, R2 = 0.9482, R2 ajustada = 0.9017, precisión adecuada = 15.74. A: 
tiempo, B: relación m/v, C: proporción de disolventes. 

 

En la tabla 21 se muestran los parámetros de regresión de los modelos 

cuadráticos ajustados con sus respectivos coeficientes de determinaciones múltiples (R2). 

Se obtuvieron buenos ajustes mientras que la variabilidad de la respuesta fue explicada 

por el modelo.  

 
Tabla 21. Coeficientes de regresión del modelo de segundo orden predicho para el % de 
de lípidos totales por EAIR. 
 

 

Fuente Suma de 
cuadrados GL Cuadrado 

promedio Valor F Valor P 
Modelo 45.69 9 5.08 20.35 < 0.0001 

A 9.35 1 9.35 37.47 0.0001 
B 8.09 1 8.09 32.43 0.0002 
C 19.12 1 19.12 76.66 < 0.0001 

AB 0.3081 1 0.3081 1.24 0.2924 
AC 0.0078 1 0.0078 0.0313 0.8631 
BC 0.1540 1 0.1540 0.6174 0.4502 
A² 4.65 1 4.65 18.63 0.0015 
B² 2.98 1 2.98 11.95 0.0062 
C² 2.71 1 2.71 10.86 0.0081 

Residual 2.49 10 0.2494   
Error puro 0.9417 5 0.1883   

 

Fuente Coeficiente 
estimado 

Error 
estándar 

Intercepción 22.11 0.2037 
A 0.8272** 0.1351 
B 0.7696** 0.1351 
C -1.18* 0.1351 

AB -0.1962 0.1766 
AC -0.0312 0.1766 
BC 0.1388 0.1766 
A² -0.5679* 0.1316 
B² -0.4548* 0.1316 
C² -0.4336* 0.1316 

C.V. % 2.37  
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       A,B,C: linear. AB: interacción. A2,B2 y C2 cuadrático. * Significante al 5%. 
**significante al 1%. 

 

El 0.9017 del coeficiente de determinación ajustado (R2 ajustada) apoya la 

significación del modelo y reconstituye la expresión con todos los términos significativos 

mostrados. El bajo coeficiente de variación (2.37%) indica que los resultados obtenidos 

son confiables. 

 

7.9.3.2 Análisis de la superficie de respuesta 
Para determinar el valor óptimo de cada variable independiente y obtener la máxima 

respuesta, se elaboraron curvas de superficie de respuesta, la cuales describen las 

interacciones de las variables independientes. La relación entre las variables 

independientes y dependientes se muestra en gráficas de superficie de respuesta 

tridimensionales (3D) y en los gráficos de contorno bidimensionales (2D). La superficie 

de respuesta 3D y los gráficos de contorno 2D facilitan la representación gráfica de la 

ecuación de regresión obtenido en el modelo (Figura 38).  
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Figura 38. Gráficas del efecto del tiempo de extracción (X1), composición del disolvente 
(X2) y relación disolvente-biomasa (X3) sobre el porcentaje de extracción de lípidos totales 
en S. obliquus. A, C y E: gráficas de superficie de respuesta; B, D y F:  gráficas de 
contorno.          

  
Las curvas de contorno representan un número infinito de combinaciones de dos 

variables independientes manteniendo a la tercer variable sin cambios. De esta forma, es 

como se pueden visualizar los gráficos de superficie de respuesta en 3D.  

La figura 35A, muestra la respuesta de superficie desarrollada por el modelo para 

la interacción entre el tiempo de extracción y la relación disolvente/biomasa, estas 

variables mostraron tener efectos cuadráticos en la respuesta ya que el porcentaje de 
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lípidos se incrementó a un máximo de 22.91% conforme el tiempo se va incrementando, 

no obstante, existe un punto dónde el porcentaje no se modifica a pesar de que el tiempo 

se incrementa más allá de 50 min. De manera similar, en la gráfica de contornos 35B, en 

dónde se fijó la composición del disolvente, nos muestra la interacción entre el tiempo de 

extracción y la relación disolvente:biomasa. Esta interacción no fue estadísticamente 

significativa, aunque sí podemos observar que conforme se incrementan, de manera 

simultánea, los valores de estas dos variables, se incrementa el rendimiento de lípidos. 

 En la figura 35C, la relación disolvente/biomasa ejerció un efecto cuadrático 

significativo en la respuesta. Se observa un fino y constante incremento conforme se hace 

mayor el volumen total del disolvente, hasta alcanzar un máximo entre las regiones de 

0.86-0.5. Al mantener constante la variable disolvente/biomasa, podemos observar la 

respuesta de la interacción entre el tiempo y la composición del disolvente. Esta 

interacción no fue significativa y mostró tener un efecto inverso, es decir, al disminuir la 

proporción de uno de los dos disolventes utilizados en la mezcla e incrementar el tiempo 

de extracción, se obtuvo una mejor respuesta. 

La figura 35E y F, nos muestran el efecto cuadrático y de interacción entre la 

composición del disolvente y la proporción disolvente/biomasa. No se obtuvo una 

respuesta significativa entre la interacción de estas dos variables, y su comportamiento 

fue similar al de las variables tiempo y la composición del disolvente, esto es, al disminuir 

la composición del disolvente e incrementar la relación disolvente:biomasa, se observa 

una mejor respuesta. 

 

7.9.3.3 Validación experimental 
Finalmente, para darle soporte al estudio de optimización con MSR de la EAIR de 

lípidos, se realizaron los experimentos correspondientes bajo las condiciones óptimas 

predichas por el modelo (Tabla 22). En esta tabla se muestra como los valores predichos 

y experimentales son similares, con un 23.247% y 24.2%, respectivamente. Con este 

estudio de optimización, se logró incrementar el rendimiento de lípidos con el uso de la 

EAIR de 15.43% ± 0.68 hasta 24.2% ± 0.97, es decir un 63.76% más, previo a la 

optimización. Además, si comparamos estos resultados con los obtenidos mediante la 

ES, este porcentaje resultó ser superior ya que el máximo rendimiento obtenido por este 

método fue de 22.92% ± 0.70. Cabe resaltar que bajo las condiciones en las que se obtuvo 

este porcentaje en la ES, el consumo de tiempo, energía (calor) e insumos, fue mucho 
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mayor (180 min de extracción con una relación m/v 1:750), a aquellas necesarias en la 

EAIR optimizada.  

 

Tabla 22. Resultados de la validación del modelo teóricos contra los valores 
experimentales en la optimización por MSR de la EAIR. 
 

 
*Promedio ± IC (intervalo de confianza a 95%), ** Promedio ± DS (desviación estándar, n 

= 4). 

 Queda demostrado que la implementación de la EAIR junto con AcOEt/MeOH 

(0.57:2.43 v/v) para obtener lípidos totales en S. obliquus es un método seguro y sencillo, 

en dónde es posible obtener altos rendimientos de extracción, con una disminución en 

tiempo, gasto de energía e insumos durante el proceso.     
 
        

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Condiciones de optimización Valor Predicho* 

(%) 
Valor obtenido** 

(%) 

Tiempo de extracción (min) 43.88 

23.247 ± 1.09 24.2 ± 0.97 
Relación biomasa/ disolvente 

(g/mL) 1:129.90 

Composición de disolvente 
(v/v) 

AcOEt/MeOH 
0.57:2.43 

 



105 
 

8. CONCLUSIONES 
 

El cultivo de S. obliquus bajo condiciones estándar, sin ningún tipo de estímulo o 

estrés, generó rendimientos lipídicos de aproximadamente 16%, con una biomasa de 0.7-

0.8 g/L. 

Todas las concentraciones evaluadas (10-5 M-10-8 M) de BAP y AG M estimularon 

la densidad celular en S. obliquus. Sin embargo, BAP 10-5 M y AG 10-6 M mostraron un 

mayor efecto, ya que incrementaron la cantidad de biomasa en alrededor de 50%. La 

producción de lípidos en S. obliquus también se estimuló por la presencia de BAP 10-5 M, 

la cual se incrementó a un 27%. Todas las concentraciones de AG a pesar de que tuvieron 

un efecto positivo en la tasa de crecimiento de la microalga no mostraron un incremento 

significativo en el rendimiento lipídico (17.9% con AG 10-6 M). 

La combinación del estímulo de fitohormonas BAP 10-5 M y AG 10-6 M con estrés 

por ausencia (N-0) y deficiencia de N (N-25 y N-50) mantuvo el crecimiento celular 

cercano al de los cultivos controles N-100. No obstante, la tasa de crecimiento bajo estas 

condiciones fue significativamente superior en los cultivos suplementados con las 

fitohormonas en comparación con los cultivos sin estímulo más la N-deficiencia. La 

producción de lípidos en S. obliquus se incrementó hasta un 50% en los tratamientos con 

N-0 y, hasta 55% en el tratamiento BAP N-0. AG no mostró un estímulo en el rendimiento 

de los lípidos ya que generó resultados similares a aquellos obtenidos en los ensayos N-

deficientes. 

El perfil lipídico evaluado en los 16 tratamientos reveló que la presencia de estas 

fitohormonas, fue capaz de modificar la abundancia relativa de los ácidos grasos en el 

aceite de S. obliquus. Los incrementos más importantes se dieron en los ácidos grasos 

saturados y monoinsaturados, principalmente C16:0 y C18:1.  

El análisis de expresión de genes de ACP, FATA, SAD y DGAT en los 16 

tratamientos con BAP y AG N-deficientes, mostraron incrementos principalmente en 

ausencia de N. El efecto de BAP y AG N-deficientes en la expresión de ACP, FATA, SAD 

y DGAT fue, en algunos casos, ligeramente superior a la mostrada en los cultivos sin 

fitohormonas N-deficientes. Adicionalmente, se obtuvo una sobreexpresión de dos veces 

mayor en los tratamientos BAP y AG N-100 comparados con los N-100 sin estímulo. 

La técnica de EAIR satisfizo los requisitos de una extracción “verde” y mostró ser 

superior a las técnicas convencionales de extracción de lípidos. Los rendimientos de los 
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lípidos fueron hasta un 152.8% mayor que la técnica de Folch, 128.0% mayor que la de 

Bligh-Dyer y 2% mayor que la Soxhlet. La utilización de la EAIR junto con el AcOEt/MeOH 

(0.57:2.43), disminuyó la toxicidad del proceso (vs Folch y BD), redujo el tiempo de 

extracción (de 180 min a 43.88 min), y el consumo de disolventes fue 6 veces menor (vs 

Soxhlet). 

Finalmente, la cantidad y la proporción de los ácidos grasos es determinante para 

su aprovechamiento en el campo bioenergético, farmacéutico o alimentario. La relativa 

poca cantidad de aceite producido por las microalgas y la baja eficiencia de extracción de 

lípidos, han limitado el uso comercial de estos microorganismos para la elaboración de 

biocombustibles, nutracéuticos, etc. Aquí proveemos de información relevante para 

incrementar la productividad de ácidos grasos en S. obliquus, con la posibilidad de 

manipular la proporción de ácidos grasos. Además, sugerimos y alentamos el uso de la 

EAIR con el fin aumentar la eficiencia de extracción de los lípidos. 
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ANEXOS 

Anexo 1. Cromatograma del estándar Supelco® 37 Component FAME Mix. 

Anexo 2. Cromatograma de la muestra control N-0. 

Anexo 3. Cromatograma de la muestra control N-0 (réplica). 



128 

Anexo 4. Cromatograma de la muestra control N-25. 

Anexo 5. Cromatograma de la muestra control N-25 (réplica). 

Anexo 6. Cromatograma de la muestra control N-50. 
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Anexo 7. Cromatograma de la muestra control N-50 (réplica). 

Anexo 8. Cromatograma de la muestra control N-100. 

Anexo 9. Cromatograma de la muestra control N-100 (réplica). 
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Anexo 10. Cromatograma de la muestra BAP N-0. 

Anexo 11. Cromatograma de la muestra BAP N-0 (réplica). 

Anexo 12. Cromatograma de la muestra BAP N-25. 
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Anexo 13. Cromatograma de la muestra BAP N-25 (réplica). 

Anexo 14. Cromatograma de la muestra BAP N-50. 

Anexo 15. Cromatograma de la muestra BAP N-50 (réplica). 
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Anexo 16. Cromatograma de la muestra BAP N-100. 

 

 

Anexo 17. Cromatograma de la muestra BAP N-100 (réplica). 

 

Anexo 18. Cromatograma de la muestra AG N-0. 
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Anexo 19. Cromatograma de la muestra AG N-0 (réplica). 

 

 

Anexo 20. Cromatograma de la muestra AG N-25. 

 

 

Anexo 21. Cromatograma de la muestra AG N-25 (réplica). 
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Anexo 22. Cromatograma de la muestra AG N-50. 

 

 

Anexo 23. Cromatograma de la muestra AG N-50 (réplica). 

 

 

Anexo 24. Cromatograma de la muestra AG N-100. 
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Anexo 25. Cromatograma de la muestra AG N-100 (réplica). 
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